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Liste d’abréviations  

A 

ACAN : Aggrécane  

ACH : Achondroplasia 

AER : Apical Ectodermal Ridge 

ALK1 : Activin receptor-Like Kinase 1 

ALK5 : Activin receptor-Like Kinase 5 

AMPc : Adenosine Mono-Phosphate cyclic 

ARNm : ARN messager  

B 

BMP : Bone morphogenic protein 

BSA: Bovine Serum Albumin 

Β3GalT6 : Beta 3 GalactosylTransférase 6  

B4GalT7 : Beta 4 GalactosylTransférase 7 

C 

CA : Cartilage Articulair  

Cbfa1 : Core-binding factor subunit alpha-1 

CBP : CREB Binding Protein 

CDK: Cyclin-Dependent Kinase 

COL10A1 : Collagène de type X 

COL2A1 : Collagène de type II 

CPC : Cetylpyridinium Chloride 

CSMs : Cellules souches mésenchymateuses 

CSPG : Chondroïtine Sulfate Poteoglycan   
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DAB: 3,3'-Diaminobenzidine 
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DBQD-II : Desbuquois Dysplasia type II 

DHH: Desert Hedghog 

DN-TGFβRII : Dominant Negatif TGFβRII  

DS : Dermatan Sulfate  

DSPG : Dermatan Sulfate Proteoglycan  

DT : Dysplasia Thanatophore  

E 

EGF: Epidermic Growth Factor 

ERK:  Extracellular signal Regulated Kinase  

EXT1 : Exotensin 1 

EXT2 : Exotensin 2 

F 

FGF: Fibroblast Growth Factor 

FGFR3: Fibroblast Growth Factor Receptor 3 

G 

G1, G3 : Globular Regions 

GAGs : Glucosaminoglycanes 

GalNAC : N-Acetyl galactosamine  

GALTI : β1,4 galactosyltransférase I  

GALTII : β1,3 galactosyltransférase II  

GFP : Green Fluorescent Protein  

GlcA : Acide glucoronique  

GlcNAC :  N-acétyl glucosamine 

GliA : Gli activateur  

GliR : Gli Represseur  

GPI : Glycosylphosphatidylinosiltol  
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GTs : Glycosyltransferases 

H 

HA : Hyaluronic acid  

HCH : Hypochondroplasie 

HES : Hematoxyline, Eosine, Safranine 

HH : Hedgehog 

HRP : Horseradish Peroxidase 

HS : Heparan Sulfate  

HSPG : Heparan Sulfate Proteoglycan  

I 

ICS : Institut de la Clinique de la Souris  

IdoA : Iduronic Acid  

IHC : Immunohistochimie  

IHH : Indian hedgehog 

J 

J0 : Jour 0 

J10.5 : Jour 10.5 

JAK : Janus Kinase  

JNK :  c-Jun N-terminal Kinase 

K 

KO : Knouck-Out  

KS : Keratan Sulfate  

KSPG: Keratan Sulfate Proteoglycan  

L 

LRR : Leucin Rich Repeat  

LTBP :  Latent TGF-beta Binding Protein  
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M 

MAPK : Mitogen-activated protein kinase 

MCDS: Metaphyseal chondrodysplasia, Schmid type 

MEK : 

MKK : Mitogen-activated protein kinase kinase 

MMP : Matrix Metalloprotease  

O 

OC-Cre : Osteoblast- Cre-recombinase  

OPN: Ostéopentine  

P 

PBS: Phosphate Buffered Saline  

PCR : Polymerase Chain Reaction  

PGs : Protéoglycanes  

PI3K : Phosphoinositide 3 Kinase  

PKC : Protein Kinase C 

PLCγ : Phospholipase C γ 

POC: Primary ossification center  

PSGL-1 : P-Selectine Glycoprotein 1 

Ptc : Patched  

Ptch1: Patched 1 

PTH : Parathyroid Hormone 

PTHR : Parathyroid Hormone Receptor 

PTHrP : Parathyroid Hormone related Protein 

PVDF : PolyVinyliDene Fluoride  

PXE : Pseudoxanthoma Elasticum 

R 
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RE : Réticulum Endoplasmique  

RER : Réticulum Endoplasmique Rugueux  

RSLP : Rouge Sirius à lumière polarisée  

R-Smad : Receptor-Smad  

RTK : Receptor Tyrosine Kinase  

RUNX2: Runt-related transcription factor 2 

S 

SDS-PAGE : Sodium Dodecyl Sulfate Polyacrylamaide Gel Electrophoresis 

SHG : Secondary Harmonic Generation  

SHH : Sonic Hedghog  

SLRP : Small Leucin Rich Proteoglycan 

SMAD: SMA And Mothers Against Decapentaplegic 

Smo : Smoothened  

SOC: Secondary Ossification Center  

SOX9: SRY bOX 9 (DNA binding SRY box found in Sox family) 

SP : Signal Peptide  

SPP1 : Secreted Phospho Protein 1 

SRY: Sex determining Region of chromosome Y 

STAT : Signal Transducer and Activator of transcription  

SVF : Sérum de Veau Fœtal 

SYND : Syndécan  

T 

TAK1 : Transforming growth factor beta Activated Kinase 1 

TBST : Tris Buffer Saline Tween 20 

TGFβ : Transforming Growth factor  

TGFβR2 : Transforming Growth factor Receptor 2 



15 
 

TIMP : Tissular Inhibitor Métalloproteinases  

TK1 : Tyrosine Kinase domaine 1 

TK2 : Tyrosine Kinase domaine 1 

TLR2 : Toll-like 2 

TM : Trans-membranaire  

TRAP : Tartrate Resistant Acid Phosphatase  

U 

UDP : Uridine diphosphate glucose  

V 

V0, V1, V2 : Les isoformes du Versican  

W 

WT: Wild-type 

Wnt : Wingless Integrated  

X 

XT-I -/- : Xylosyltransférase I KO 

XT-I +/- : Xylosyltransférase I Heterozygote  

XT-I +/+: Xylosyltransférase I WT 

XT-I : Xylosyltransférase I 

XT-II : Xylosyltransférase II 

Xyl : Xylose 

Xylt1 : Xylosyltransférase I (gène) 
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1. Le squelette et le développement des os  

Le squelette est l’un des systèmes les plus importants chez les vertébrés. Il forme une 

charpente intérieure très rigide qui protège les organes internes et offre un support solide sur 

lequel s’attachent les tendons et les muscles qui sont le centre du mouvement et de la 

locomotion. Le système squelettique est composé d’os et de cartilage et est divisé en deux 

grandes parties, le squelette axial qui est la partie centrale du corps et comprend la tête, la 

cage thoracique et la colonne vertébrale, et le squelette appendiculaire qui forme les 

extrémités du squelette, les membres supérieurs et les membres inférieurs du corps.  

Durant les premiers stades du développement embryonnaire, différentes lignées cellulaires 

contribuent à la formation des différentes parties du squelette. Les cellules de la crête neurale 

formant les marges dorsales du tube neural migrent dans la région antérieure du crane, 

donnant naissance à la dentine des dents, aux cartilages et à quelques os du visage du 

squelette antérieur. Les cellules du mésoderme périchondral produisent le cartilage et les os 

de la partie postérieur du squelette. Cependant les cellules du mésoderme paraxiale (les 

somites) forment le squelette axial et la plaque du mésoderme latérale forme le squelette 

appendiculaire (1) (Figure 1).  

L’initiation de la formation du squelette commence par la migration des cellules 

mésenchymateuses dérivées de ces lignées embryonnaires aux sites du développement des 

futurs os. Au niveau de ces sites, les cellules forment un condensat de forte densité cellulaire 

qui donne la forme et la taille du futur os. Durant la condensation, les cellules 

mésenchymateuses se différencient soit en ostéoblastes pour former directement l’os 

(ossification intramembranaire), soit en chondrocytes et forment un modèle de cartilage 

appelé cartilage anlage qui sera à la base de la formation du futur os (ossification 

endochondrale).  
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Figure 1 : Schéma illustrant la contribution des différentes lignées cellulaires 

embryonnaires à la formation du squelette. Les cellules de la crête neurale, des somites et 

de la plaque du mésoderme latéral contribuent à la formation des os crâniofaciaux, des os du 

squelette axial et du squelette appendiculaire chez la souris. Le point noir représente le 

notochorde et l’anneau rouge en trait fin indique l’aorte (D’après Berendsen and Olsen, 2015). 

 

1.1. L’ossification intramembranaire  

L’ossification intramembranaire donne naissance aux os plats qui comprennent le 

crâne, les côtes, l’omoplate et les clavicules médiales. La formation des os intramembranaires 

commence par la condensation des cellules mésenchymateuses qui se différencient 

directement en ostéoblastes. Les centres d’ossification sont formés par un dépôt de la matrice 

extracellulaire (MEC) formant des plaques d’os qui s’étendent avec le développement mais 

qui ne sont pas fusionnées aux jonctions entre les os. La jonction entre les os du crâne est une 

structure fonctionnelle appelée suture. Celle-ci est responsable du maintien et de la séparation 

entre les os membranaires et de la régulation de la croissance du crâne. Dans les environs de 

la suture une minorité de cellules mésenchymateuses ostéogéniques se différencient en 

cellules ostéoprogénitrices et par la suite en ostéoblastes qui expriment le collagène de type 1, 

la bone sialoproteine et l’ostéocalcine. Ils synthétisent ainsi la matrice osseuse tout le long des 

marges de l’os. La croissance et la différenciation au niveau de la suture est régulée par 

l’interaction entre le mésenchyme, le front ostéogénique, et la dure mère (une membrane 

fibreuse formant l’enveloppe externe du cerveau ou doublure interne des os crâniens et des 
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sutures). Vu que les sutures sont les principaux sites de la croissance des os 

intramembranaires durant le développement des os de la voute crânienne, les évènements se 

produisant au niveau de la suture sont essentiels pour la régulation de l’ossification 

intramembranaire (Figure 2) (2). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 2 : Schéma illustrant la formation des os intramembranaires. Les cellules 

mésenchymateuses se différencient en ostéoprogéniteurs (en violet) puis elles deviennent des 

ostéoblastes matures (en jaune), qui déposent la matrice osseuse. Les ostéoblastes meurent par 

apoptose ou sont inclus dans la matrice en devenant des ostéocytes (d’après Marie et Ornitz, 

2002)  

 

1.2. L’ossification endochondrale  

L’ossification endochondrale donne naissance aux os longs qui comprennent les os du 

squelette appendiculaire, les os du visage, les vertèbres et les clavicules latérales médiales. Ce 

processus est initié par l’agrégation et la condensation des cellules souches 

mésenchymateuses qui se différencient en chondrocytes et forment un modèle de cartilage 

appelé le cartilage anlage. Ce dernier s’allonge, s’accroît et les chondrocytes deviennent 

organisés en quatre zones différentes, zone de réserve, zone proliférative, zone pré-

hypertrophique et zone hypertrophique formant ainsi la plaque de croissance. Cette dernière 

est responsable de la croissance longitudinale jusqu'à ce que l’os se forme complètement (2).  

La zone de réserve est constituée de petits chondrocytes ronds adjacents à la surface 

articulaire. Ils se différencient en chondrocytes prolifératifs et deviennent aplatis et 

s’organisent sous forme de colonnes. Les chondrocytes de réserve et les chondrocytes 
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prolifératifs sécrètent le collagène de type II et l’aggrécane et d’autres protéines qui forment 

ainsi la MEC du cartilage. Les chondrocytes prolifératifs se différencient en chondrocytes 

préhypertrophiques puis en chondrocytes hypertrophiques et secrètent le collagène de type X 

et la matrice métalloprotéinase 13 (MMP13) au niveau de la diaphyse, le centre du cartilage 

anlage (3). 

Les chondrocytes hypertrophiques contrôlent la minéralisation de la matrice extracellulaire, 

ils attirent les vaisseaux sanguins par la production du VEGF et permettent ainsi le 

recrutement des ostéoblastes et des ostéoclastes. Ils contrôlent aussi la différenciation des 

cellules du périchondrium adjacent en ostéoblastes et ainsi la formation de l’os cortical. Une 

fois la diaphyse envahie par les ostéoblastes, ces derniers déposent la matrice minéralisée et le 

centre d’ossification primaire est formé. Des travaux antérieurs ont suggéré que les 

chondrocytes hypertrophiques peuvent se différencier en ostéoblastes, suggérant ainsi un rôle 

direct des chondrocytes hypertrophiques dans le dépôt de la matrice minéralisée et la 

formation de l’os (3). 

La croissance longitudinale des os est particulièrement rapide durant le développement 

embryonnaire. Durant les premiers stades postnataux, les os s’allongent et le centre 

d’ossification secondaire est formé au niveau de l’épiphyse avec le même processus que le 

centre d’ossification primaire. Une fois les centres d’ossification formés, le cartilage reste 

présent au niveau de deux zones, les extrémités des épiphyses (cartilage articulaire) et entre le 

centre d’ossification primaire et le centre d’ossification secondaire (cartilage de croissance) 

(Figure 3) (3). 
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Figure 3 : Ossification endochondrale. a) Le processus d’ossification endochondrale 

commence par la condensation des cellules souches mésenchymateuses au niveau des sites de 

développement du futur os. Ces progéniteurs mésenchymateux se différencient en 

chondrocytes et forment un modèle de cartilage. b) Le modèle de cartilage s’allonge et est 

entouré par le périchondrium. Les chondrocytes au centre du modèle initient la formation de 

la plaque de croissance et s’hypertrophient. c) Les chondrocytes hypertrophiques sont 

calcifiés et sont envahis par les micro-vaisseaux pour former le centre d’ossification primaire. 

d) Les vaisseaux sanguins envahissent les épiphyses et forment le centre d’ossification 

secondaire avec les ostéoblastes et la moelle osseuse. e) La plaque de croissance contribue à 

la croissance des os longs. Le cartilage articulaire procure la résilience et un mouvement en 

douceur pour les articulations (4) (D’après Usami et al 2016). 
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2. Le cartilage  

Le cartilage est le premier tissu squelettique qui se forme durant le développement 

embryonnaire, c’est un tissu conjonctif non minéralisé et non innervé, dépourvu de vaisseaux 

sanguins et lymphatiques. Il se procure les nutriments et élimine les déchets par diffusion via 

la membrane synoviale. Chez l’adulte, il est présent au niveau du nez, des oreilles, du tube 

bronchiale, des côtes, des disques interverbraux et au niveau des articulations entre les os.  

Selon la morphologie et la composition de la MEC, ce tissu est divisé en trois types, le 

cartilage hyalin, le cartilage élastique et le cartilage fibreux. Le cartilage hyalin est le type le 

plus abondant formant la majorité du squelette embryonnaire. La MEC est composée 

principalement de collagène de type II, d’élastine et de protéoglycanes (PGs). Chez l’adulte, il 

est présent au niveau du nez, de la trachée et des côtes. Le cartilage élastique présente une 

MEC riche en fibres élastiques et en collagène de type II. Ce type de cartilage est présent au 

niveau des oreilles et de l’épiglotte.  Le cartilage fibreux est localisé au niveau des disques 

intervertébraux, des ménisques des genoux et de la symphyse pubienne. Il contient le 

collagène de type I (Figure 4). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 4 : Les différents types de cartilage chez l’homme. Il existe trois types de cartilage 

au niveau du squelette chez l’homme. Le cartilage hyalin (rouge brique) se trouve sur la 

majorité des os du squelette, il est riche en collagène de type II. Le cartilage fibreux (rouge) 
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est riche en fibres de collagène organisées de façon parallèles à la surface, il se trouve au 

niveau des disques invertébraux, de la symphyse pubienne et des ménisques des genoux. Le 

cartilage élastique (rose) riche en élastine se trouve au niveau de l’épiglotte du larynx et au 

niveau du pavillon de l’oreille (5).  

 

2.1.  Le cartilage articulaire  

Le cartilage articulaire est typiquement un cartilage hyalin, il couvre les extrémités des 

os formant les articulations du corps. Il est composé d’un seul type cellulaire, les 

chondrocytes, situés au sein d’une MEC dense composée essentiellement d’eau (60 à 80%) et 

de macromolécules (20 à 40%). Son épaisseur varie selon l’articulation, elle est plus 

importante dans les articulations les plus chargées (articulations des membres inférieurs) et 

maximale sur la rotule.  

2.1.1. Organisation du cartilage articulaire   

Le cartilage articulaire a une structure hautement organisée composée de 4 zones : la 

zone superficielle (tangentielle), zone intermédiaire (transitionnelle), zone profonde (radiale) 

et zone calcifiée. Le phénotype des chondrocytes, la forme des cellules et la structure de la 

MEC varient d’une zone à l’autre (6,7). Les principaux composants de la MEC sont le 

collagène (75% du poids sec) et les PGs (20% à 30% du poids sec) (8,9). La teneur en 

collagène est plus élevée dans la zone superficielle, diminuant à 20% au niveau des zones 

intermédiaire et profonde. La teneur en PGs est faible au niveau de la zone superficielle, 

augmentant jusqu'à 50% dans les zones intermédiaire et profonde (8,9). La zone superficielle 

contient de fines fibres de collagène orientées de façon parallèle à la surface articulaire, dans 

laquelle les cellules sont allongées et disposées tangentiellement. Au niveau de la zone 

médiane, les fibres de collagène sont plus épaisses et les cellules sont de forme arrondie ou 

ovoïde et ont une distribution aléatoire. La zone profonde comporte des cellules qui sont 

disposées en colonnes courtes bien organisées et est riche en fibres de collagène de type II 

orientées perpendiculairement à la surface (10). La zone calcifiée contient du collagène de 

type X et les chondrocytes de cette zone présentent un phénotype hypertrophique (Figure 

5A). Cette zone sert également d'ancrage aux fibres de collagène sur l'os et procure une 

résistance considérable pour la jonction entre le cartilage calcifié et l'os sous-chondral.  
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2.1.2. Fonction du cartilage articulaire  

La fonction principale du cartilage articulaire est de fournir une surface lisse et lubrifiée pour 

une articulation à faible friction afin de faciliter la transmission de charge à l’os sous-chondral 

sous-jacent. Ces caractéristiques spécifiques permettent au cartilage de supporter les forces 

élevées de contact et de disperser les contraintes de compression résultantes sur l’os sous-

chondral sous-jacent. Pour réduire les contraintes de cisaillement, des mécanismes de 

lubrification complexes sont assurés au niveau de l'articulation. Ces derniers gardent le 

frottement et l'usure faibles lorsque les surfaces articulaires glissent les unes sur les autres. Le 

cartilage articulaire est constitué de deux phases : une phase fluide et une phase solide. L’eau 

est la principale composante de la phase fluide et contribue à 80% du poids humide du 

cartilage articulaire. Les ions inorganiques tels que le sodium, le calcium, le chlorure et le 

potassium sont également présents dans cette phase. La phase solide est caractérisée par la 

MEC, qui est poreuse et perméable (10,11). Les interactions entre les agrégats de PGs et le 

liquide interstitiel offrent une résilience à la compression par le biais de forces de répulsion 

électrostatiques négatives. L’application rapide des forces de contact articulaire pendant la 

charge articulaire provoque une augmentation immédiate dans la pression du liquide 

interstitiel. Le liquide synovial joue également un rôle essentiel dans le comportement 

biomécanique, la lubrification, et la nutrition du cartilage articulaire. Il est la principale source 

de nutriment. Le liquide synovial est un réservoir dynamique de protéines dérivées du 

cartilage et du tissu synovial ; ainsi, sa composition peut servir de biomarqueur qui reflète la 

santé et la condition physiopathologique de l'articulation.  

 

2.2.  Le cartilage de croissance ou la plaque de croissance 

Le cartilage de croissance est la structure anatomique spécialisée sur laquelle repose 

l’édification du squelette, il permet aux os de s’allonger durant la croissance et de se 

remodeler. Il est délimité par le centre d’ossification épiphysaire d’une part et par le centre 

d’ossification métaphysaire des os longs d’autre part. Malgré quelques différences, 

l’organisation générale présente une architecture similaire quelle que soit l’espèce (12,13). 

2.2.1. Développement de la plaque de croissance  

La formation du cartilage de croissance s’effectue au cours de la vie embryonnaire 

(13,14). Il existe des différences dans la chronologie du développement embryonnaire du 

cartilage de croissance en fonction de l’os concerné. Chez l’homme c’est au cours de la 6ème 

semaine du développement embryonnaire que les cellules mésenchymateuses se différencient 
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en chondrocytes et se condensent pour former le modèle cartilagineux du futur squelette 

(14,15). Chez la souris les cellules mésenchymateuses se condensent au stade embryonnaire 

E11.5 et forment le cartilage anlage au stade E13.5 en se différenciant en chondrocytes 

(15,16). Le modèle cartilagineux voit sa portion centrale se combler par les chondrocytes 

hypertrophiques sécrétant une MEC qui commence à se calcifier lors de la 7ème semaine chez 

l’homme et vers le stade E14.5 chez la souris. Une couche de cellules mésenchymateuses, de 

chondroblastes et de cellules ostéoprogénitrices, entoure le modèle cartilagineux hyalin et 

forme le périchondre qui deviendra le périoste avec la prédominance des cellules 

ostéoprogénitrices.  

Au terme de la 8ème semaine chez l’homme et au stade E15.5 chez la souris, le centre du 

cartilage anlage est envahi par des bourgeons vasculaires qui assurent l’arrivée de cellules 

mésenchymateuses qui se différencieront en ostéoblastes et en ostéoclastes au sein de cette 

partie centrale. Les chondrocytes hypertrophiques meurent et sont remplacés par des 

ostéoblastes qui commencent à sécréter la matrice osseuse. Ce processus sera à l’origine de 

l’ossification endochondrale (17,18). Le centre du modèle cartilagineux, appelé diaphyse se 

remplit progressivement de moelle osseuse ainsi que d’os alors que les extrémités, ou 

épiphyses restent cartilagineuses. Le centre d’ossification apparaît par la suite avec la 

persistance d’une zone cartilagineuse entre l’épiphyse et la métaphyse. Les cartilages de 

croissance sont formés et se développent à chaque extrémité des os longs dès la 9ème semaine 

chez l’homme et à 5-7 jours après la naissance chez la souris (17,18). A la naissance, le 

cartilage de croissance est clairement identifié. Il assure la croissance longitudinale grâce à la 

prolifération et l’hypertrophie des chondrocytes.  

2.2.2. Organisation et fonction de la plaque de croissance  

La croissance osseuse longitudinale se produit au niveau de la plaque de croissance par 

l’ossification endochondrale, dans laquelle le cartilage se forme et se transforme ensuite en 

tissu osseux (19,20). La plaque de croissance des mammifères est composée de trois zones 

principales : une zone de repos, une zone proliférative et une zone hypertrophique. Les 

chondrocytes dans la zone de repos sont sphériques et sont dispersés de manière irrégulière 

dans un lit de matrice cartilagineuse, alors que les chondrocytes dans les zones proliférative et 

hypertrophique sont organisés en colonnes parallèles au grand axe de l'os (19,20). La zone 

proliférative joue un rôle crucial dans la formation des os endochondraux (21). Lorsqu'un 

chondrocyte en zone proliférative se divise, les deux cellules filles s'alignent le long du grand 

axe de l'os. Par conséquent, les clones de chondrocytes sont disposés en colonnes parallèles à 
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cet axe. Cette orientation spatiale dirige la croissance dans une direction spécifique et est donc 

responsable de la forme allongée prise par de nombreux os endochondraux. Le mécanisme par 

lequel les chondrocytes prolifératifs se reconnaissent et s'alignent le long de cet axe est encore 

mal connu. La zone hypertrophique joue également un rôle clé dans la formation des os 

endochondraux. Les chondrocytes hypertrophiques sont générés par la différenciation 

terminale des chondrocytes de la zone de prolifération les plus éloignés de l'épiphyse. Ces 

cellules cessent de se diviser puis s’hypertrophient, contribuant de manière substantielle au 

processus de croissance (22). La zone hypertrophique initie l'ossification en permettant 

l'invasion vasculaire à partir de l'os adjacent (23). La zone de repos apporte une contribution 

importante à la formation de l’os endochondral. Elle contient des cellules en forme de tige qui 

donnent naissance à des clones de chondrocytes prolifératifs. Elle stimule la production de 

IHH qui est un facteur d’orientation de la plaque de croissance, un morphogène, qui dirige 

l’alignement des clones prolifératifs en colonnes parallèles au grand axe de l'os. Elle produit 

également le PTHrP qui est un morphogène qui inhibe la différenciation terminale des 

chondrocytes de la zone de prolifération à proximité et peut donc être partiellement 

responsable de l'organisation de la plaque de croissance en zones distinctes de prolifération et 

d'hypertrophie (24) (Figure 5B). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 5 : Structure histologique du cartilage articulaire et du cartilage de croissance. 

A) Le cartilage articulaire de souris âgées de 8 semaines. Il est constitué de quatre zones 

différentes : zone superficielle, zone intermédiaire, couche profonde ou radiale et couche 

calcifiée bordée de l’os sous-chondral.  B) Le cartilage de croissance d’un tibia (partie 

A B 
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proximale) de souris âgées de 4 semaines. Il est caractérisé par plusieurs zones 

morphologiquement bien distinctes : zone de repos, zone proliférative, zone pré-

hypertrophique et zone hypertrophique (D’après Usami et al., 2016). 
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3. Régulation de l’ossification endochondrale  

La majorité des os du squelette est formée par l’ossification endochondrale. Ce 

processus qui repose sur le développement de la plaque de croissance est un processus 

étroitement régulé par des facteurs de transcription, des facteurs de croissance et plusieurs 

constituants de la MEC. Dans la partie suivante nous décrirons un ensemble de molécules 

régulatrices et qui sont exprimées au niveau de la plaque de croissance et qui jouent un rôle 

essentiel dans l’ossification endochondrale aussi bien au niveau de la plaque de croissance 

qu’au niveau de l’os.  

 

3.1. Régulation par des facteurs de transcription  

3.1.1. SOX9  

SOX9 est un facteur de transcription de la famille des facteurs SOX (Sry-related HMG 

bOX), caractérisés par un motif de liaison à l'ADN à la boîte HMG (High-Mobility-Group), 

apparenté au facteur déterminant du sexe Y (SRY). Il joue un rôle central dans la 

chondrogenèse et la régulation de la différenciation chondrocytaire (25,26). Il est exprimé au 

niveau des cellules mésenchymateuses condensées et au niveau des chondrocytes de réserve 

et des chondrocytes prolifératifs. Des mutations hétérozygotes au niveau du gène de SOX9 

engendre la dysplasie campomélique, une forme sévère de chondrodysplasie chez l’homme, 

caractérisée par une hypoplasie des éléments squelettiques endochondraux (27,28). 

L’haploinsuffisance de SOX9 engendre également une chondrodysplasie chez la souris et une 

perte complète de SOX9 au niveau du mésenchyme périchondrogénique des membres inhibe 

complétement la chondrogenèse (25,29,30). Des études récentes ont montré que SOX9 est 

indispensable à l’initiation de la condensation mésenchymateuse et qu’il est nécessaire au 

déroulement des étapes ultérieures de différenciation chondrocytaire (31). En effet, des 

cellules souches embryonnaires invalidées pour le géne de SOX9 (SOX9 -/-) ont été injectées 

dans des blastocystes de type sauvage et il a été constaté que les cellules SOX9 -/- ne 

contribuent pas aux condensations mésenchymateuses chondrogéniques et n’expriment pas les 

marqueurs chondrogéniques, le collagène (Col2a1) et l’aggrécane (Acan) (25). Par 

conséquent, SOX9 est défini comme le régulateur principal de la chondrogenèse et comme un 

régulateur important de l’expression des gènes codant pour des protéines spécifiques de la 

matrice des chondrocytes comme le collagène de type II et l’aggrécane (32,33). SOX9 régule 

la différenciation des chondrocytes en liaison  avec SOX5 et SOX6 (29,34). Ces trois facteurs 
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se lient de manière coopérative et aux gènes spécifiques de la MEC du cartilage et activent 

leur expression (35,36). 

 

3.1.2.  RUNX2 

 RUNX2 est un facteur de transcription à domaine runt (domaine de liaison à 

l’ADN), il joue un rôle important dans la promotion de l’hypertrophie des chondrocytes. Il est 

initialement exprimé au niveau du mésenchyme chondrogénique, ultérieurement à SOX9 

(29,37). Après la formation du cartilage anlage, RUNX2 est exprimé principalement au 

niveau des cellules périchondriales et des ostéoblastes ainsi qu’au niveau des chondrocytes 

préhypertrophiques et hypertrophiques. Plusieurs études ont soutenu que RUNX2 est un 

régulateur positif de l’hypertrophie. En effet, les souris RUNX2 - / - sont dépourvues de 

chondrocytes hypertrophiques au niveau de plusieurs éléments squelettiques en 

développement (38,39). De plus, la surexpression de RUNX2 dans les chondrocytes entraîne 

l’hypertrophie précoce, et corrige également les défauts d’hypertrophie observée chez les 

souris RUNX2 - / - (40–42). En outre, l'expression d'un mutant dominant négatif de RUNX2 

inhibe l’hypertrophie chondrocytaire (42). Le rôle de RUNX2 dans l'hypertrophie des 

chondrocytes est assuré de manière coopérative avec RUNX3. En effet, la suppression 

simultanée des deux engendre un blocage complet de l’hypertrophie dans tous les éléments du 

squelette endochondrale (43). Enfin, RUNX2 régule le développement de la plaque de 

croissance par des mécanismes indirects, en régulant l'expression périchondriale de FGF18, 

qui active à son tour différentes voies de signalisation au niveau des chondrocytes (44). 

D’autre part, RUNX2 joue un rôle primordial dans la différenciation des ostéoblastes. La 

délétion homozygote de RUNX2 ou de ses gènes cibles chez la souris engendre une absence 

totale d’ostéoblastes et d’ossification (le squelette reste cartilagineux) (45,46). De façon 

intéressante, l’absence de RUNX2 au niveau du périchondrium (contenant normalement des 

progéniteurs ostéogéniques), conduit à l’hypoplasie (45,46), indiquant que RUNX2 serait 

nécessaire pour la production et la maintenance des progéniteurs. En plus de la différenciation 

des ostéoblastes, RUNX2 est indispensable pour la fonction des ostéoblastes matures (47).   

 

3.2. Régulation par des facteurs extracellulaires 

3.2.1. PTHrP 

PTHrP (parathyroïde hormone-related peptide) est un facteur paracrine fortement 

exprimé par les cellules de la région périarticulaire et par les chondrocytes de réserve près de 
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la surface articulaire (48). Le récepteur de PTHrP (PTHR1) est exprimé au niveau des 

chondrocytes prolifératifs et au niveau des chondrocytes pré-hypertrophiques à des niveaux 

plus élevés (49,50). L'inactivation ciblée du gène codant pour PTHrP ou de son récepteur chez 

la souris entraine une létalité néonatale et un nanisme avec des membres courts dû à une 

hypertrophie prématurée des chondrocytes (51,52), indiquant ainsi un rôle clé de la 

signalisation PTH dans la suppression de l’hypertrophie des chondrocytes au niveau de la 

plaque de croissance. De même chez l'homme, des mutations inactivatrices au niveau du 

récepteur PTHR1 induisent la chondrodysplasie de Blomstrand qui est caractérisée par une 

maturation squelettique précoce avec un raccourcissement des os longs et une augmentation 

de la densité osseuse (51,53,54). Les mutations activatrices du gène de PTHR1 causent une 

chondrodysplasie métaphysale de Jansen (55,56). PTHrP semble retarder l'hypertrophie 

chondrocytaire, principalement en activant la signalisation dépendante de l'AMPc qui 

augmente l'activité de SOX9 (57,58). 

3.2.2. Ihh 

 Ihh (Indian Hedgehog) est un membre de la famille des molécules de signalisation 

Hedgehog (HH). Cette famille comprend trois types de protéines : Indian Hedgehog (Ihh), 

Sonic Hedgehog (SHH) et Desert Hedgehog (DHH). Elle joue un rôle fondamental dans le 

développement  et est conservée au cours de l’évolution (59–61). La transduction du signal 

HH est assuré par Smoothened (SMO), un récepteur à sept domaines transmembranaires et 

contrôle l’activation et la localisation subcellulaire des facteurs de transcription Gli (Glioma-

Associated Oncogene Homolog) (Gli 1-3) qui régulent en aval l’expression des gènes cibles 

(Figure 6).  Au cours du développement du cartilage, Ihh est principalement exprimé au 

niveau des chondrocytes pré-hypertrophiques. Il agit sur les chondrocytes prolifératifs et les 

cellules périchondriales sous-jacentes (49,50). Il se lie à la protéine membranaire patch1 (Ptc), 

qui bloque l’activité de Smo en l’absence des ligands Ihh. Lorsque Ihh se lie à Ptc, Smo est 

activé. L’activation de Smo conduit à la régulation transcriptionnelle des gènes cibles de HH, 

y compris le gène de Ptc (Figure 6) (60). Les embryons Ihh -/- ont montré une réduction 

sévère de la prolifération chondrocytaire  et une accélération de l’hypertrophie (49,62). Des 

manipulations génétiques ultérieures de Smo dans les chondrocytes ont révélé que la 

signalisation directe d’Ihh est nécessaire pour la prolifération des chondrocytes (62), mais pas 

pour la régulation de l’hypertrophie des chondrocytes. La signalisation directe d’Ihh régule 

également l’organisation des chondrocytes en colonne à partir des chondrocytes de réserve au 

niveau de la zone proliférative (63,64). L'hypertrophie dépend principalement de PTHrP 
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(49,62,65). En effet, Ihh régule l'initiation de la différenciation hypertrophique par une boucle 

de rétro-contrôle négatif liée à PTHrP. Il stimule l'expression de PTHrP au niveau des 

chondrocytes périarticulaires ce qui inhibe l'hypertrophie des chondrocytes et maintient les 

cellules en phase proliférative (66). En outre, il est également rapporté que IHH stimule la 

prolifération et la maturation des chondrocytes indépendamment de PTHrP (64). Le contrôle 

de PTHrP par Ihh semble se faire par la signalisation directe d’IHH dans les cellules cibles, 

ainsi l’invalidation tissu spécifique de Smo (avec Col2a1-CreERTM) entraîne une perte 

correspondante de l’expression de PTHrP dans la région périarticulaire (63). Enfin, le rôle de 

l'Ihh dans la prolifération des chondrocytes et l’expression de PTHrP est principalement 

médié par l’activation du répresseur de GLI3. GLI3 jouerait un rôle positif dans 

l’hypertrophie, son activation par Ihh inhibe l’hypertrophie. L’élimination simultanée de 

GLI3 et d'Ihh rétablit la prolifération normale, l’expression de PTHrP et l’hypertrophie 

(67,68). Ihh stimule également la différenciation des cellules progénitrices en ostéoblastes au 

niveau du périchondre. Dans l’ensemble, ces études appuient un modèle dans lequel Ihh et 

PTHrP régulent conjointement la prolifération et la maturation des chondrocytes. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 6 : Mécanisme de transduction de la signalisation IHH. A) En l’absence de son 

ligand (HH), le récepteur Ptc inhibe Smo. Le régulateur négatif Sufu (suppressor of fused) 

interagit avec les formes activatrices des facteurs de transcription Gli associées à la voie HH 

et les maintient en dehors du noyau. La forme répressive des facteurs Gli générée migre dans 

le noyau et bloque la transcription des gènes cibles. B) En présence de HH, l’inhibition 

exercée par Ptc sur Smo est levée. Smo active Gli et la translocation de ce dernier  dans le 

noyau permet d’induire la transcription des gènes cibles de la voie, comme Ptc et Gli1 (69). 
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3.3. Régulation par les facteurs de croissance  

3.3.1. FGF 

La famille des FGF (Fibroblast Growth Factor) de mammifères comporte 22 gènes, dont 18 

codent pour des protéines qui signalent à travers les récepteurs FGF à tyrosine kinase. Les 

FGFs sont regroupés en plusieurs sous-familles selon la fonction biochimique, les similarités 

de séquence, et les relations évolutives. Il existe 5 sous-familles de FGF paracrine, une sous-

famille de FGF endocriniens et une sous-famille de FGFs intracellulaires (70–75) (Tableau 

I). Les FGFs se lient à leurs récepteurs de haute affinité : les récepteurs FGFR1-4 et médient 

leurs réponses cellulaires avec une affinité distincte pour chaque FGFR. Comme d’autres 

récepteurs à tyrosine kinases (RTK), un FGFR prototype contient un domaine extracellulaire 

de liaison au ligand, une région transmembranaire hydrophobe, et un domaine tyrosine kinase 

intracellulaire (76). Les FGFRs ont deux isoformes majeures générées par l’épissage alternatif 

de la troisième boucle immunoglobuline extracellulaire, boucle au niveau des transcrits 

FGFR, IIIb et IIIc (77) (Figure 7). Les FGFs se lient au domaine extracellulaire des FGFRs et 

induisent une dimérisation des récepteurs et une phosphorylation des résidus tyrosine au 

niveau de leur domaine intracellulaire. Le FGFR activé recrute des protéines cibles au niveau 

de l’extrémité de son domaine cytoplasmique et les modifie principalement par 

phosphorylation (78). Plusieurs voies effectrices de la signalisation des FGFs existent, telles 

que les voies STAT, MAPK, PI3K / AKT, PLCγ /PKC. Ces voies de signalisation sont 

associées à la phosphorylation de résidus tyrosine spécifiques et régulent plusieurs fonctions 

cellulaires, telles que la prolifération cellulaire, la différenciation, la survie et la production 

matricielle (78,79).  

 

Sous famille de FGF FGF Type of FGF Récepteur 

Sous famille FGF1 FGF1 

FGF2 

Canonique/Paracrine FRGR 1, 2, 3, 4 

Sous famille FGF4 FGF4 

FGF5 

FGF6 

 

Canonique/Paracrine 

 

FRGR 1, 2, 3, 4 

Sous famille FGF7 FGF3 

FGF7 

FGF10 

FGF22 

 

Canonique/Paracrine 

 

FGFR 1, 2 

Sous famille FGF8 FGF8 

FGF17 

FGF18 

 

Canonique/Paracrine 

 

FRGR 1, 2, 3, 4 
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Sous famille FGF9 FGF9 

FGF16 

FGF20 

 

Canonique/Paracrine 

 

FRGR 1, 2, 3, 4 

Sous famille FGF11 FGF11 

FGF12 

FGF13 

FGF14 

 

Intracellulaire 

 

 Pas de récepteur 

Sous famille 

FGF15/19 

FGF15/19 

FGF21 

FGF23 

 

Hormonale/Endocrine 

FGFR 1, 2, 3 

FGFR 1, 3 

FGFR 1, 3, 4 

 

Tableau I : Les différentes sous-familles de FGFs. Les différents FGFs sont regroupés en 

plusieurs sous-familles. Il existe cinq sous-familles paracrines, une sous famille endocrine et 

une sous famille de FGF intracellulaires (D’après Ornitz and Itoh, 2015).  Les FGFs 

(paracrines et endocrines) se lient aux différents FGFRs (1-4) avec une affinité distincte et 

médient leurs réponses cellulaires spécifiques.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 7 : Représentation schématique de la structure du FGFR. Le FGFR est un 

récepteur tyrosine kinase d’environ 800 acides aminés, il est constitué de plusieurs domaines, 

trois domaines extracellulaire de type immunoglobuline (I, II et III), un domaine 

transmembranaire hydrophobe (TM) et deux domaines de tyrosine kinase intracellulaire (TK1 

et TK2). SP indique une séquence signal de sécrétion clivable. La famille FGFR est composée 

de quatre membres, FGFR1-FGFR4. Parmi eux, FGFR1, FGFR2 et FGFR3 génèrent deux 

variants d'épissage du domaine III, appelés IIIb et IIIc, qui sont des déterminants essentiels de 

la spécificité de liaison au ligand (D’après Ornitz and Itoh, 2015). 
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3.3.1.1. L’expression des FGFs et de leurs récepteurs durant le développement 

du squelette   

L’expression spatio-temporelle des FGFs et de leurs récepteurs FGFRs durant le 

développement squelettique est bien caractérisée (3,81,82). FGFR1 est exprimé de manière 

diffuse au niveau du mésenchyme des bourgeons des membres et au niveau des somites. Il est 

également exprimé au niveau des chondrocytes préhypertrophiques et hypertrophiques et au 

niveau du périchondrium. Il est fortement exprimé dans les ostéoblastes différenciés et dans 

les ostéocytes (83–86). FGFR2 a été détecté au niveau du mésenchyme de condensation des 

bourgeons précoces des membres (87–89) et apparaît comme le premier marqueur de la 

condensation préchondrogénique. FGFR2 est principalement exprimé au niveau du 

périchondrium et du périoste. Il est faiblement exprimés au niveau de l'endoste et de l’os 

trabéculaire au cours du développement des membres (90). En outre, l'expression de FGFR2 a 

été observée dans le cartilage, en particulier dans la zone de repos (85,91–93). Dans les 

sutures crâniennes, FGFR2 a été détecté dans les cellules ostéoprogénitrices et dans les 

ostéoblastes (94). L'expression du FGFR3 a été observée dans les chondrocytes situés dans le 

noyau central de la condensation mésenchymateuse (95). Une fois la plaque de croissance 

épiphysaire formée, FGFR3 est exprimé dans tous les chondrocytes sauf les chondrocytes 

hypertrophiques (82,83,87,95–97). L’expression du FGFR3 a également été retrouvée dans 

les ostéoblastes et dans les ostéocytes (98,99). En outre, FGFR3 a été détecté au niveau du 

périoste de la tête et au niveau des fronts suturaux ostéogéniques (87,91). FGFR4 est 

faiblement exprimé au niveau des ostéoblastes des os calvaires et au niveau des zones de 

repos et prolifératifs de la plaque de croissance (85,100,101). FGF1 a été retrouvé au niveau 

des chondrocytes prolifératifs et hypertrophiques (102). FGF2 est exprimé dans les bourgeons 

des membres, dans les chondrocytes et les ostéoblastes (85,103–105). Quatre FGFs sont 

exprimés dans la partie apicale de la crête ectodermique (AER) de la souris : FGF4, FGF8, 

FGF9 et FGF17 (106,107). FGF1, 2, 4, 8, 9 et en particulier le FGF18, qui est produit par le 

périchondrium, se lient à et activent le FGFR3 (108). FGF9 est exprimé au niveau du 

mésenchyme environnant les condensations cartilagineuses et également au niveau des 

chondrocytes, des tissus spongieux primaires et du périchondre / périoste (109). FGF10 est 

exprimé au niveau du domaine présomptif des membres (110–112), et son expression persiste 

dans le mésenchyme sous l' AER (Apicale Ectodermal Ridge) après formation initiale du 

bourgeon des membres (112). FGF18 est exprimé au niveau du périchondrium, des cellules 

mésenchymateuses et des ostéoblastes (113,114). FGF1, 2, 6, 7, 9, 18, 21 et 22 sont exprimés 

au niveau du périchondrium, alors que FGF2, 7, 18 et 22 sont exprimés dans la plaque de 
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croissance chez le rat (85). Les transcrits des FGF1, 2, 5, 8-14, 16-19 et 21 ont également été 

détectés dans la plaque de croissance, mais seul les FGF1, 2, 17 et 19 ont été retrouvés au 

niveau protéique (102). Le FGF23 est principalement synthétisé par les ostéocytes et les 

ostéoblastes (115). Récemment, l’expression du FGF23 a été détectée dans les chondrocytes 

au repos et les chondrocytes hypertrophiques (116) (Figure 8). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 8 : Expression des différents FGFs et de leurs récepteurs durant l’ossification 

endochondrale et le développement de la plaque de croissance. L’expression des 

A 

B 



43 
 

récepteurs est illustrée par des codes couleurs sur le schéma (A) et l’expression des FGFs est 

représenté sur le schéma (B) (D’après Ornitz and Itoh, 2015). 

 

3.3.1.2. Le rôle des FGFs durant le développement du squelette   

La signalisation FGFs / FGFRs joue un rôle important dans la régulation du 

développement osseux. Des mutations au niveau des gènes codant pour les différents FGFs et 

FGFRs sont responsables de plusieurs anomalies du développement squelettique (117–123). 

En effet, des mutations activatrices au niveau du gène du FGFR3 sont à l’origine de plusieurs 

dysplasies tel que l’hypochondroplasie (HCH), l’achondroplasie (ACH) et la dysplasie 

thanatophorique (DT) avec une ossification endochondrale dérégulée (124,125). Des souris 

portant des mutations au niveau du FGFR3 semblables à celles retrouvées chez les individus 

atteints de l'ACH présentent un corps de taille réduite, un crâne en forme de dôme et des os 

longs raccourcis avec une plaque de croissance désorganisée (2,121,126–129). Des souris 

mimant la TDII humaine suite à la mutation de la Lysine 644 en acide glutamique (K644E) au 

niveau du FGFR3 montrent une augmentation de la taille de la zone des chondrocytes 

prolifératifs et une réduction de celle des chondrocytes hypertrophiques indiquant ainsi que 

FGFR3 régule négativement la prolifération et la différenciation des chondrocytes au cours du 

développement embryonnaire (130,131).  

En effet, des études ont indiqué que l’activation de la signalisation du FGFR3 inhibe la 

prolifération des chondrocytes en induisant l'expression de p21 via la voie de signalisation de 

STAT1 (131–134) et favorise la différenciation hypertrophique terminale des chondrocytes 

via la voie de signalisation des MAPK (135,136). Chen et al., (1999) ont montré que les 

modèles de souris d’ACH présentent une forte expression des inhibiteurs du cycle cellulaire, 

notamment p16 et p19 au niveau de la plaque de croissance. D'autres études ont montré que 

les protéines p21 et p27 sont augmentées lors du traitement par le FGF2 et que l'expression de 

p21 est augmentée dans les chondrocytes des enfants atteints d’achondrodysplasie (137,138). 

Ces résultats indiquent que l’augmentation des inhibiteurs du cycle cellulaire par la voie de 

signalisation FGF/FGFR contribue à l’arrêt de la croissance cellulaire des chondrocytes. 

D’autre part, il a été montré que le FGFR3 inhibe la prolifération des chondrocytes par la 

diminution de l'expression de la transcriptase inverse et la réduction de l’activité de la 

télomérase (139). FGFR3 peut induire également l’apoptose des chondrocyte (70,140–143).  

FGFR3 est également impliqué dans la différenciation hypertrophique des chondrocytes. 

Minina et al., (2002) ont révélé que la signalisation FGF / FGFR3 accélère la différenciation 

hypertrophique des chondrocytes au niveau des membres inférieurs en culture. Inversement, 
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le déficit en FGFR3 chez la souris provoque l’augmentation de la longueur des os grâce à 

l'augmentation de la taille de la zone des chondrocytes hypertrophiques (96,118). 

FGFR3 est également impliqué dans la voie de signalisation IHH. En effet, le FGFR3 

engendre la diminution de la signalisation d’IHH au niveau des chondrocytes de la plaque de 

croissance et des cellules du périchondre (127,130). La voie JAK / STAT a été décrite comme 

médiateur de la régulation négative de la signalisation PTH / PTHRP par le FGFR3 (144,145).  

Shung et ses collègues ont montré que les mutations au niveau du FGFR3 engendrent une 

dérégulation au niveau de l’expression de SOX9 et de la β-caténine et de leurs activités au 

niveau des plaques de croissance et ils ont suggéré que cette dérégulation pourrait être le 

mécanisme à l’origine des dysplasies squelettiques induites par les mutations du FGFR3 

(146).  

FGFR3 régule également l'ostéogenèse (Marie et al. 2012). Les souris portant la  mutation 

P244R au niveau du récepteur FGFR3 mimant le syndrome de Muenke, présentent un crâne 

arrondi, un museau raccourci et une diminution de l'épaisseur corticale et de la densité 

osseuse, indiquant ainsi que le FGFR3 participe à la régulation de l'ostéogenèse (147). 

Mugniery et ses collègues ont montré que l'activation des voies de signalisation du FGFR3 

peut affecter la formation de l’os trabéculaire par un mécanisme paracrine et que le FGFR3 

exerce un effet direct sur les ostéoblastes (148). La délétion conditionnelle du FGFR3 dans les 

ostéoblastes conduit à une altération de la formation et du remodelage osseux, indiquant le 

rôle vital du FGFR3 dans la différenciation et la fonction des ostéoblastes. FGFR3 exerce 

également un rôle indirect sur les ostéoclastes. En effet, la suppression ou l'activation du 

FGFR3 conduisent à une minéralisation défectueuse des os et à une ostéopénie avec une 

activité ostéoclastique modifiée, indiquant un effet sur les ostéoclastes (98,149). 

 

3.3.2. TGFβ 

Les membres de la superfamille des facteurs TGFβs (Transforming Growth Factor β) 

sont des molécules de signalisation qui régulent de nombreux aspects du développement 

notamment, la croissance et la différenciation (150,151). Cette famille comprend plusieurs 

isoformes : les activines, les inhibines, les facteurs de croissance et de différenciation (GDF) 

et les protéines de morphogénèse osseuse (BMP).  Il existe trois TGFβs chez les 

mammifères : TGFβ1, TGFβ2 et TGFβ3. Ils induisent leur réponse cellulaire par interaction 

avec un complexe tétramérique de récepteurs qui comprend deux récepteurs TGFβ type I 

(TGFβRI/ALK5) et deux récepteurs kinases (TGFβRII). TGFβRII phosphoryle TGFβRI 
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(Figure 9 et 10) et engendre la phosphorylation et l’activation des récepteurs Smads (R-

Smads), Smad2 et Smad3. Les R-Smads interagissent avec un Smad commun, Smad4, avant 

d’étre transloqués dans le noyau, où ils recrutent des cofacteurs tels que la CREB binding 

protein (CBP) ou p300 pour réguler la transcription de gènes cibles (Figure 9). Des études 

récentes ont montré que les TGFβs peuvent activer également un autre groupe de R-Smad, les 

Smads 1, 5 et 8 par interaction avec ALK1 (Figure 10). Ils activent également TAK1 (TGF-β 

Activated Kinase 1) et sa protéine de liaison TAB1 (TGF-β Activated Kinase 1 Binding 

Protein 1) qui initie la cascade des MKKs (Mitogen-Activated Proetein Kinase Kinase) et 

active les MAPKs : P38 et ERK. La signalisation Smad est régulée par les E3 ubiquitine 

ligases Smurf1 et Smurf2, qui sont recrutées par les inhibiteurs Smads (I-Smads : Smad6 et 

Smad7) (152). Le Smad7 qui est universellement exprimé inhibe la signalisation de tous les 

R-Smads, tandis que le Smad6 qui est plus sélectivement exprimé inhibe préférentiellement la 

voie Smad 1/5/8 (153). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 9 : Mécanisme général de l'activation du récepteur TGF-β et des Smads.  A la 

surface cellulaire, le TGF-β se lie au récepteur TGFβ de type II (TGFβRII), et recrute le 

récepteur TGFβ de type I (TGFβRI) et forme un complexe hétéromère, permettant au 

TGFβRII de trans-phosphoryler le domaine GS de TGFβRI. Le TGFβR I active Smad2 et 
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Smad3 par phosphorylation sur des sérines C-terminales. Les R-Smads activés par le 

récepteur s'associent ensuite à un co-Smad (Smad4) et forment des complexes de Smads qui 

se transloquent dans le noyau où ils s'associent avec d’autres cofacteurs de transcription 

(comme CBP ou p300) au niveau de séquences d’ADN régulatrices des gènes cibles en les 

activant ou en les réprimant. L’activation de R-Smads par les récepteurs de type I, est inhibées 

par Smad6 et Smad7. Les ubiquitine ligases E3, Smurf1 et Smurf2, médient l’ubiquitinylation 

et la dégradation consécutive des R-Smads, mais peuvent aussi interagir avec Smad6 / 7 et 

ainsi ubiquitinyler les récepteurs de type I (D’après Derynck and Zhang., 2003) (154).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 10 :  Les différents récepteurs de la signalisation TGFβ. Il existe deux types de 

récepteurs de la super famille TGFβ. Les interactions combinatoires des récepteurs de type II 

et de type I définissent les réponses de signalisation. Par exemple, TGFβ active Smad2 et 

Smad3 par une combinaison du récepteur TβRII avec le récepteur ALK5 (TβRI) et il active 

Smad1 et Smad5 par le récepteur TβRII avec le récepteur ALK1. Seules les combinaisons de 

récepteurs les mieux documentées et leurs R-Smads sont listées ci-dessus. (D’après Derynck 

and Zhang., 2003). 
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3.3.2.1. Expression des TGFβ et de leurs récepteurs durant le développement 

du squelette  

Le TGFβ est produit par les chondrocytes sous forme latente en association avec la 

protéine de liaison au TGFβ latente (LTBP). Dans les chondrocytes des plaques de croissance, 

le stockage du TGFβ par LTBP dépend de la maturation cellulaire. La plasmine, la 

transglutaminase et les MMPs aident à la libération et à l’activation du TGF-β (155–159). Au 

niveau de la plaque de croissance épiphysaire, le TGFβ1 et le TGFβ3 sont exprimés au niveau 

des zones de réserve, de prolifération et d’hypertrophie chez les rats âgés de 6 à 24 semaines. 

Le TGFβ2 est exprimé dans des zones similaires à l'âge de 6 semaines, mais son expression 

diminue pendant la croissance. L'expression des TGFβs dans les chondrocytes 

hypertrophiques est faible. Le TGFβRI est coexprimé avec les ligands TGFβ au niveau des 

zones de réserve, de prolifération et hypertrophique tout au long du processus de 

développement. Le TGFβRII quant à lui est détecté chez des rats âgés de 6 semaines mais 

diminue par la suite. Chez l’homme, TGFβ2 est exprimé dans toutes les zones d'ossification 

endochondrale, l'expression la plus élevée est observée au niveau de la zone hypertrophique et 

de la zone minéralisée. Le TGFβ3 est exprimé dans les chondrocytes de la zone proliférative 

et la zone hypertrophique. Le TGFβ1 ne se trouve que dans les zones proliférative et 

hypertrophique. Les TGFβRI et βRII sont fortement exprimés dans les zones hypertrophiques 

et minéralisées. L'expression des Smads spécifiques du TGFβ est corrélée à celle du TGFβ1 et 

de ses récepteurs. Alors que Smad2 est fortement exprimé dans les chondrocytes prolifératifs, 

Smad3 se trouve principalement dans les chondrocytes matures. Smad3 est également présent 

dans le périchondre des cartilages en développement au cours de la formation de l’os 

endochondral. Smad4 est présent dans toutes les zones de la plaque de croissance. Smad6 et 

Smad7 sont principalement détectés dans les chondrocytes matures (160–163). Les différents 

TGFβs sont également exprimés au niveau du périchondre et du périoste chez la souris. Les 

ARNm du TGFβ1, 2 et 3 sont synthétisés au niveau du périchondre et du périoste chez la 

souris à partir de stade embryonnaire E13.5 jusqu'à après la naissance (164–167). De même 

que pour les TGFβs, l’expression des récepteurs du TGFβ est également détectée au niveau du 

périchondre (162,168,169). Cette localisation spécifique des différents TGFβs, de leurs 

récepteurs et des différents Smads au niveau de la plaque de croissance, indique que les 

TGFβs et leurs cascades de signalisation jouent un rôle important dans la différenciation et la 

maturation des chondrocytes et dans le développement de la plaque de croissance épiphysaire. 
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3.3.2.2. La signalisation du TGFβ durant le développement de la plaque de 

croissance 

Les membres de la superfamille TGFβ, en particulier les TGFβs et les BMPs, jouent 

un rôle important dans plusieurs étapes de la chondrogenèse embryonnaire. Le TGFβ1 

favorise la chondrogenèse des cellules mésenchymateuses indifférenciées en culture (170–

172) et inhibe la différenciation terminale des chondrocytes dans des cultures de pellets de 

chondrocytes à haute densité ou d’os longs en culture (173–177). Le TGFβ active les voies de 

signalisation MAPK, p38, ERK et JNK dans les CSMs, ce qui conduit à une diminution de 

l’expression de la N-cadhérine en bloquant la translocation nucléaire de la β-caténine médiée 

par Wnt (178). La réduction de l’expression de la N-cadhérine est une étape nécessaire pour 

passer de la condensation mésenchymateuse à la différenciation chondrocytaire.  La 

signalisation par le TGFβ est connue aussi pour activer les inhibiteurs de la cycline D kinase 

(CDK) : p16, p21 et p53, qui arrêtent les CSMs à la phase G1 du cycle cellulaire et induisent 

ainsi la sénescence cellulaire (179). Des souris transgéniques exprimant une mutation 

dominante négative du récepteur TGFβ de type II (DNIIR) au niveau du périchondre, du 

périoste et de la plaque de croissance, montrent une augmentation de la différenciation 

terminale des chondrocytes et une expression accrue d’IHH dans les chondrocytes de la 

plaque de croissance, indiquant que le TGFβ régule la différenciation hypertrophique in vivo 

(180). L’IHH agissant normalement en tant qu’inhibiteur de la différenciation des 

chondrocytes, il a été proposé que le TGFβ est nécessaire pour l’inhibition de l’hypertrophie 

induite par IHH (181). Il a été montré également que le TGFβ et PTHrP agissent dans une 

cascade de signalisation commune pour réguler la différenciation des chondrocytes (169). De 

plus, Smad2 et Smad3 activés par la signalisation TGFβ interagissent avec Sox9 recrutent 

CBP / p300 et augmente son activité transcriptionnelle (182,183). Le TGFβ1 induit également 

l’expression de protéines spécifiques de la MEC des chondrocytes : le collagène de type II et 

l’aggrécane via l’activation de ERK ½ et de Smad2/Smad3 (184). Les souris TGFβ2 -/- 

présentent des anomalies squelettiques sévères au niveau de l’os endochondral et des os 

intramembranaires. Cependant les souris TGFβ1 -/- et TGFβ3 -/- présentent un squelette 

normal, indiquant ainsi que le TGFβ2 est essentiel pour le développement embryonnaire du 

squelette (185–187). 

 Les souris dépourvues de TGFβRI/ALK5 ou de TGFβRII au niveau des CSMs  

présentent une réduction de la taille des os longs et des défauts du développement 

ostéoarticulaire (188–190). La suppression spécifique du TGFβRII et d’ALK5 au niveau des 

CSMs favorise l'hypertrophie chondrocytaire et diminue la prolifération des chondrocytes, 
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également observée chez les souris transgéniques DN-TGFβRII (180,188–190). Ainsi, la 

signalisation TGFβ favorise la prolifération des chondrocytes mais bloque la transition des 

chondrocytes prolifératifs en chondrocytes hypertrophiques. Les souris dépourvues de 

TGFβRII ou d’ALK5 au niveau des chondrocytes présentent des anomalies de développement 

à la base du crâne et au niveau des vertèbres comme celles observées chez les souris 

invalidées pour le géne du TGFβ2 (187,191). Cependant, ces souris présentent un 

développement normal des os longs (191), indiquant ainsi que TGFβ pourrait réguler le 

développement de plaque de croissance, en grande partie, par médiation de la sécrétion de 

cytokines paracrines par les cellules du périchondre. La signalisation du TGFβ favorise 

également la formation osseuse en favorisant l’enrichissement en ostéoprogéniteurs. En effet, 

la suppression de ALK5 dans les CSMs entraîne une réduction de la masse osseuse corticale 

et trabéculaire associée à une diminution du nombre d'ostéoblastes (189). L’étude a montré 

que le TGFβ, par le biais du TGFβRI, favorise l’engagement pré-ostéoblastique et une 

différenciation précoce (189). Cependant, la suppression de TGFβRII dans les ostéoblastes  

entraîne une augmentation inattendue de la masse osseuse, probablement en raison de la 

signalisation  PTHrP (168). 
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Chapitre 4 : La Matrice 
Extracellulaire du cartilage  
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4. La matrice extracellulaire du cartilage  

La matrice extracellulaire est la substance fondamentale du cartilage qui baigne les 

chondrocytes et assure leur agglomération. Elle est constituée principalement d'eau (65-80%), 

de collagènes (10-30%), de PGs (5-10%), d’acide hyaluronique, et en quantité moins 

importante, de protéines non-collagéniques et de lipides (192). Elle est organisée en trois 

zones différentes (Figure 11).  

- La matrice péricellulaire : c’est une fine couche spécialisée de MEC qui entoure 

immédiatement les chondrocytes. Elle est considérée comme le microenvironnement des 

chondrocytes. Elle se distingue du reste de la matrice, car elle canalise la communication 

entre les chondrocytes et la MEC. En plus du collagène de type II et des protéoglycanes, le 

collagène de type VI est un élément structural majeur de cette matrice (193,194). Elle contient 

également la décorine, biglycan et la matriline (195). Elle est également considérée comme un 

champ de régulation des facteurs de croissance, ou ils sont activés, dégradés ou transportés.  

- La matrice territoriale : elle entoure la matrice péricellulaire et est présente tout au long du 

cartilage (193,194). Elle entoure un chondrocyte tout seul ou un groupe de chondrocytes y 

compris leurs matrices péricellulaire. Elle est composée de fines fibrilles de collagène qui sont 

organisées d’une manière croisée pour former un panier qui entoure les clusters de 

chondrocytes pour les protéger des contraintes mécaniques (195). 

- La matrice interterritoriale : c’est la plus grande des trois régions matricielles et elle est 

caractérisée par les faisceaux orientés de fibrilles de collagène de grande de taille, disposés 

parallèlement à la surface de la zone superficielle. Les protéoglycanes y sont abondants (195).   
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Figure 11 : Organisation et composition et de la MEC. La matrice cartilagineuse entourant 

les chondrocytes est organisée en zones définies par leur distance par rapport à la cellule. La 

matrice péricellulaire se trouve immédiatement autour de la cellule. Elle comporte les 

molécules qui interagissent avec les récepteurs de la surface. Après la matrice péricellulaire, 

légèrement plus loin de la cellule, se trouve la matrice territoriale. A plus grande distance de 

la cellule se trouve la matrice interterritoriale. Les types de collagènes et les protéines de 

liaison au collagène qui forment les matrices sont différentes dans chaque zone.  

 

4.1. Composition de la matrice extracellulaire  

4.1.1. L’eau  

Le cartilage possède un contingent hydrique très important. L'eau existe sous forme 

libre et liée aux PGs. L'interaction entre l'eau et les macromolécules de la matrice influence 

les propriétés mécaniques du tissu. Du fait de l’absence de vascularisation, le chondrocyte vit 

en hypoxie. Il est nourri par l’apport de nutriments de faibles poids moléculaires, en 

provenance du liquide synovial et qui diffusent au travers de la MEC. L’apport de ces 

métabolites se fait grâce aux mouvements de l’eau entre le cartilage et la cavité synoviale. 

Sous l’effet d’une charge, l’eau est chassée dans les régions du cartilage hors charge et vers la 

cavité articulaire, entraînant à l’extérieur du tissu les déchets métaboliques des chondrocytes, 

notamment l’acide lactique. Le phénomène étant réversible, lorsque la charge cesse, un flux 

inverse se crée de la cavité articulaire vers le cartilage, ramenant le cartilage à son hydratation 

basale, et amenant avec lui les nutriments nécessaires au fonctionnement cellulaire, en 

particulier le glucose. Un échange continuel s’effectue entre les molécules d’eau fixées par les 

charges négatives des PGs et la phase libre circulant en dehors du champ d’attraction des PGs, 

ce qui contribue à sa régénération. 

 

4.1.2. Les collagènes 

4.1.2.1. Le collagène de type II 

Le collagène de type II est une protéine secrétée homotrimérique composée de trois 

hélices α1 (Col2a1). Il est le principal composant du cartilage hyalin et il est l'un des 

marqueurs du phénotype chondrocytaire. Durant le développement de la plaque de croissance, 

le collagène de type II est abondamment exprimé dans les chondrocytes immatures et son 

expression diminue dans les chondrocytes matures ou hypertrophiques (196,197). Il 

représente 90% des collagènes (dont dix types sont actuellement identifiés) présents dans le 
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cartilage. Les collagènes de types IX et XI interagissent avec le collagène de type II et 

contrôle sa fibrillation en particulier le diamètre des fibres. Ainsi, une délétion dans la chaîne 

α1 du collagène XI chez la souris conduit à la formation de fibres de collagènes de type II de 

diamètre anormalement élevé et par conséquent à une fragilité du cartilage (198,199). Les 

chaines Col2a1 présentent une composition riche en hydroxylysine, glucosyl et en galactosyl. 

Ces résidus lui permettent de se lier aux PGs présents dans la MEC (200). Le collagène forme 

un réseau dense dont les mailles emprisonnent les agrégats de PGs limitant ainsi l'entrée d'eau 

dans le tissu. En effet l'hydratation accrue du cartilage observée dans des modèles 

expérimentaux d'arthrose serait due à un affaiblissement de ce réseau. Un large spectre de 

chondrodysplasies a été associé à des mutations au niveau du gène codant pour Col2a1. Une 

mutation hétérozygote au niveau du Col2a1 dans les chaines α est à l’origine de 

l’achondrogenèse-hypochondrogenèse de type II, caractérisée par une létalité périnatale et un 

nanisme important (201,202). D’autres études ont montré que des mutations au niveau du 

gène Col2a1 engendre la dysplasie Kniest caractérisée par un tronc et des membres courts, la 

cyphoscoliose, l’hypoplasie frontonasale, une myopie sévère et la perte auditive (203). Le 

syndrome de Stickler est également décrit chez des individus présentant une forme tronquée 

de Col2a1 (204). Des mutations dominantes au niveau du gène de Col2a1 induisent la 

dysplasie spondyloépimetaphysale de type Strudwick caractérisée par une petite taille, une 

malformation crânienne et une scoliose (205), indiquant ainsi le rôle important de Col2a1 

dans le développement squelettique. 

 

4.1.2.2. Le collagène de type X 

Le collagène de type X est une protéine secrétée qui fait partie de la famille des 

collagènes, il est sous forme d’un homotrimère de triple hélice α1 (Col10a1) avec une longue 

région C-terminale et une petite région N-terminale. Il est codé par le gène COL10A1 et il est 

exprimé spécifiquement dans les chondrocytes hypertrophiques (il est utilisé comme 

marqueur d’hypertrophie chondrocytaire) (206,207). En tant que composant majeur de la zone 

hypertrophique, le collagène de type X influence le dépôt d'autres molécules de la MEC au 

niveau de cette région et assure un environnement propice à l'hématopoïèse et à la 

minéralisation, qui représentent des événements essentiels à l'ossification endochondrale 

(208,209). Les mutations ou une expression anormale de COL10A1 conduisent à une 

hypertrophie anormale des chondrocytes observée dans plusieurs cas de dysplasie squelettique 

et dans la pathologie arthrosique (Dreier, 2010; Drissi et al., 2005; Lamas et al., 2010; Zheng 

et al., 2005). Une mutation dominante au niveau du gène du COL10A1 humain induit la 



54 
 

chondrodysplasie métaphysale de Schmid (MCDS) caractérisée par une petite taille, une coxa 

vara, associée à une plaque de croissance désorganisée et des défauts de formation des os 

endochondraux (208,209). En plus de Sox9 qui régule l’expression de Col10a1 (Dy et al 

2012), d’autres études ont rapporté que Runx2 se lie au promoteur de Col10a1 durant la 

chondrogenèse et régule son expression (220,221). Ainsi, des souris avec une haplo 

insuffisance de RUNX2 présentent une ossification endochondrale défectueuse avec une 

diminution de l’expression de Col10a1 et une zone hypertrophique réduite (219). Il a été 

également rapporté que le cartilage arthrosique humain présente une augmentation de 

l’expression de Col10a1 et une hypertrophie chondrocytaire accrue, alors que les cellules 

souches mésenchymateuses de patients souffrant d'arthrose exprimaient de manière 

constitutive le collagène de type X (212,215,222,223). Toutes ces études montrent le rôle 

important du collagène X dans le développement du squelette et dans les pathologies liées à 

ce système. 

4.1.3. Les protéoglycanes (PGs) 

Les protéoglycanes (PGs) sont des macromolécules complexes composées d’une 

protéine centrale sur laquelle sont attachées une ou plusieurs chaînes de glycosaminoglycanes 

(GAGs). Les PGs sont des composants majeurs de la MEC et ils sont impliqués dans divers 

processus biologiques tels que le dépôt et l’organisation de la MEC, la différenciation, 

l'adhérence, la migration, et la prolifération cellulaire (224–226). Ils sont également impliqués 

dans le stockage de facteurs de croissance, de chimiokine, de cytokine et dans l’établissement 

de gradients de morphogène durant le développement des tissus. Ils régulent aussi la diffusion 

de ces facteurs dans la MEC. 

 

4.1.3.1. Les chaines de glycosaminoglycanes (GAGs)  

Les GAGs sont liés de manière covalente sur des résidus de sérine spécifiques de la 

protéine centrale. Les GAGs sont polyanioniques, longs, non ramifiés, formés d’unités 

disaccharidiques répétitives. Les disaccharides sont formés d’un sucre aminé (N-acétyl-D-

glucosamine (GlcNAc) ou N-acétyl-D-galactosamine (GalNAc) et d’un acide uronique (acide 

D-glucuronique (GlcA) ou acide L-iduronique (IdoA). Ces résidus sont sulfatés à diverses 

positions. Les GAGs sont classés en deux groupes : les non sulfatés contenant uniquement de 

l'acide hyaluronique (HA également appelé hyaluronane) et les sulfatés, qui sont à leur tour 

subdivisés en chondroïtine sulfate (CS), dermatane sulfate (DS), kératane sulfate (KS), 
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héparine et héparane sulfate (HS). Le hyaluronane n’est pas lié à une protéine core et consiste 

en un long polysaccharide avec un seul motif répétitif de disaccharide. Il diffère des autres 

GAGs par sa taille moléculaire et par sa voie de biosynthèse (227). Les CS contiennent des 

GlcA alors que dans les DS le GlcA est épimérisé en IdoA et est lié à la protéine centrale par 

O-glycosylation. Les KS ne contiennent pas de résidus d’acides uronique mais plutôt des 

résidus de Gal et sont liés à la protéine centrale par O- et N-glycosylation. Les HS et 

l'héparine sont les GAGs les plus complexes et les plus sulfatés. Ils sont liés à la protéine core 

par O-glycosylation. Les unités répétitives sont représentées dans la Figure 12. 

La charge négative sur les GAGs est due aux résidus de sucre acides et à la présence de 

groupes sulfates. Par conséquent, les GAGs absorbent l’eau et jouent le rôle d’hydrogel et de 

lubrifiant dans les articulations. Ils interagissent également avec des facteurs de croissance et 

modulent leur activité et biodisponibilité. En effet, les PGs tels que la décorine, le biglycan et 

la fibromoduline régulent l’activité du TGFβ en le séquestrant dans la MEC (228,229) alors 

que les syndécans et glypicans régulent l’activité des facteurs FGFs et Wnts grâce à leurs 

chaines de GAGs à HS (230,231). 

La protéine porteuse est attachée à une ou plusieurs chaînes de GAGs. Les chaînes de GAGs 

sont synthétisées par addition progressive de sucres UDP par des glycosyltransférases 

spécifiques (GT) (226). De plus, ces résidus sont modifiés par addition de groupes sulfates par 

des sulfotransférases spécifiques. Les résidus sont également épimérisés par enzymes 

spécifiques. La synthèse des chaînes de GAGs a lieu dans le réticulum endoplasmique (RE) et 

la lumière de l’appareil de Golgi. Les GAGs sont des macromolécules très complexes dues à 

la sulfatation à diverses positions. En effet, les octasaccharides forment un milliard de 

séquences de sulfatations différentes (232). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 12 : Les différentes unités disaccharidiques formant les différents types de 

GAGs.  



56 
 

4.1.3.2. Les protéoglycanes essentiels de la MEC   

La matrice cartilagineuse est constituée d’une variété de PGs essentiels aux propriétés 

physiques/mécaniques et biochimiques du cartilage et à la fonction de ce tissu. Ils sont 

présents dans le cartilage et peuvent être de faible masse moléculaire comme le biglycan, la 

décorine ou la fibromoduline, mais aussi de haut poids moléculaire comme l’aggrécane. Il 

existe quatre classes principales de PGs en fonction de leur localisation cellulaire et 

subcellulaire. La première classe correspond aux PGs intracellulaires et ne contient qu'un seul 

membre appelé serglycine, qui est emballé dans des granules à l'intérieur des cellules et libéré 

à l'intérieur ou à l'extérieur des cellules (233). La seconde classe correspond aux PGs de la 

surface cellulaire et contient : les syndécans (1-4), le CSPG4, le bétaglycan et le phosphacan, 

qui sont fixés à la membrane cellulaire par le biais du domaine transmembranaire et les 

glypicans (1-6) fixés à la membrane cellulaire par un ancrage glycosyl phosphatidyl-inositol 

(GPI). La troisième classe concerne les PGs péricellulaires et les PGs de la membrane basale. 

Ils sont fixés à la surface de la cellule par des intégrines et sont également présents sur les 

membranes basales. Ces groupes comprennent le perlécan, l'agrine, les collagènes XVIII et 

XV. La quatrième classe est constituée des PGs extracellulaires, dont : aggrécane, versican, 

neurocan et brevican, ainsi que les SLRP tels que la décorine et le biglycan (225). Les PGs 

sont également classés selon leurs chaines de GAGs en : PGs à héparane-sulfate (HSPG), 

dermatane-sulfate (DSPG), chondroïtine-sulfate (CSPG) et kératane-sulfate (KSPG) 

(225,226). 

- L’aggrécane  

L’aggrécane est un PG de type CSPG secrété dans la MEC. Il est composé d’une 

protéine de 250 kDa, de 100 chaines de CS et de 30 chaines de KS. C’est le PG le plus 

abondant dans la MEC du cartilage (234,235). Il est exprimé par les chondrocytes de réserve 

et prolifératifs sous le contôle de Sox9 (25,236). Des mutations au niveau du gène humain 

ACAN sont retrouvés chez des patients atteints de dysplasie spondylophysale de type 

Kimberley, caractérisée par un nanisme sévère et chez des patients atteints de dysplasie 

spondylophysale de type aggrécane, caractérisée par un nanisme sévère, une dysmorphie 

faciale (237), l’ostéochondrite disséquant de petite taille et une arthrose précoce. De plus, des 

études sur un modèle animal ont montré que des mutations au niveau du gène de l’aggrécane 

induisent la chondrodysplasie chez la souris (238,239). Ces études révèlent le rôle de ACAN 

dans le développement du squelette et dans sa fonction. L’aggrécane est hautement anionique 

et se lie aux cations et à l'eau, ce qui crée une pression osmotique, conférant au cartilage ses 
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propriétés de résistance aux forces de compression (240). Il se lie de manière non covalente 

au Col2a1 et à l’acide hyaluronique qui relient la MEC aux surfaces des cellules (235). De 

plus, il a été constaté que l’aggrécane se lie à l’IHH (241,242), via ses chaînes de CS (243). 

Ceci suggère que l’aggrécane établit un gradient d’IHH dans la plaque de croissance 

épiphysaire (244). Ce gradient est nécessaire pour contrôler le processus de différenciation 

cellulaire (243).  

- Le versican  

Le Versican appartient également à la famille des CSPG, avec une protéine centrale 

d’environ 400 kDa (V0). La protéine principale contient deux domaines conservés (G1 et G3) 

aux deux extrémités et la région centrale possède plusieurs sites de fixation des GAGs. Le 

domaine N-terminal (G1) a un domaine IgG et interagit avec la protéine de liaison pour la 

fixation du HA. Le domaine C-terminal (G3) contient deux répétitions de type EGF, un 

domaine de régulation complémentaire et un domaine lectine de type C. L'épissage alternatif 

du gène du versican produit quatre isoformes avec différents sites de fixation des GAGs. Les 

trois isoformes (V0, V1, V2) contiennent les chaînes de GAGs, mais une isoforme (V3) ne 

contient aucune chaîne de GAGs. Dans la version complète (V0), le domaine de fixation 

central des GAGs est divisé en une région courte α et une région β relativement grande. Le 

versican (V1) n'a que la région β et le versican (V2) ne contient que la région α. Le versican 

(V3) ne contient que la protéine centrale ayant les domaines G1 et G3 mais ne possède pas le 

domaine de fixation des GAGs. Récemment, Kischel et ses collègues ont rapporté un nouvel 

isoforme du versican (V4) surexprimé dans le cancer du sein. Le versican (V4) possède le 

domaine G1, les premiers 398 acides aminés de la région β-GAG et le domaine G3 (245,246). 

Le versican joue un rôle crucial dans la régulation de la migration cellulaire, de l'adhésion, de 

l'inflammation et interagit avec d'autres composants de la MEC. Dans l'inflammation, il 

facilite la migration des leucocytes et l'interaction avec des récepteurs tels que CD44, la 

glycoprotéine P-sélectine 1 (PSGL-1) et le récepteur Toll-like 2 (TLR2) (246). Durant le 

développement de la plaque de croissance, le versican est exprimé au niveau des cellules 

mésenchymateuses indifférenciées des bourgeons précoces des membres et durant la 

condensation périchondrogénique. Il disparaît avec la différenciation chondrocytaire 

(247,248), contrairement à l’expression de l'aggrécane, qui augmente au cours de la 

chondrogenèse et de la différenciation chondrocytaire (249). 
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- Les syndécans  

Les syndécans (SYND) sont une famille de HSPG transmembranaires de type I (250). 

La protéine core possède un domaine cytoplasmique au niveau de la région C-terminale qui 

est commun à tous les membres de la famille, un seul domaine transmembranaire et un 

domaine extracellulaire au niveau de la région N-terminal qui est unique pour chaque membre 

de la famille avec un ou plusieurs sites de clivages potentiels (251). Chez les vertébrés, la 

famille des syndécans compte quatre membres : syndécan1 (SYND1), syndécan2 (SYND2), 

syndécan3 (SYND3) et syndécan4 (SYND4) (252). Bien que toutes les cellules, à l'exception 

des érythrocytes, expriment au moins un membre de la famille des SYND, chaque membre est 

exprimé de façon tissu spécifique et son expression est régulée durant le développement 

(252,253). Chez la souris, le SYND1 est exprimé à partir de l'ectoderme lors de la gastrulation 

puis localisé au niveau des cellules mésodermiques. Il est exprimé de manière permanente par 

les cellules épithéliales et il est fortement exprimé dans le cartilage articulaire lors de la 

dégradation du cartilage. Le SYND2 est exprimé par les cellules du périchondre, du périoste 

et des tissus conjonctifs (252). Le SYND3 est abondants dans les bourgeons des membres, le 

cerveau, le tube neural (252) et dans les chondrocytes de la zone de prolifération durant le 

développement de la plaque de croissance (235). Le SYND4 est exprimé par les tissus 

cartilagineux au cours de l'embryogenèse chez la souris. Il est fortement exprimé par les 

chondrocytes prolifératifs, les chondrocytes hypertrophiques et le cartilage épiphysaire au 

cours de l'ossification endochondrale. Le SYND4 est fortement exprimé dans le cartilage 

articulaire chez l'homme et la souris au cours de l'arthrose (252).  

Les SYND sont impliqués dans une variété de fonctions. Ils servent de molécules d'adhésion, 

en se liant à des chimiokines, des cytokines, des facteurs de croissance, des morphogènes, des 

pathogènes et  des métalloprotéinases (MMP) (251,252). Cette liaison est médiée aussi bien 

par la protéine core que par les chaines de GAGs (240). Le SYND4 interagit avec la protéine 

kinase C (PKC) via sa région variable et régule l’expression des molécules d’adhésion y 

compris la fibronectine et son récepteur intégrine. Ainsi, l'interaction SYND4-fibronectine 

favorise la formation d'adhérences focales et la réorganisation du cytosquelette d'actine. 

L’expression du SYND4 est associée à une surexpression de MMP et d'intégrines et à une 

inhibition de l'expression du Col2a1. Il intervient ainsi dans la dégradation de la matrice du 

cartilage, comme le montre la réduction significative de la perte de PG cartilagineux et de la 

gravité de l'arthrose chez les souris déficientes en SYND4 (252). En revanche, le SYND est 

capable de lier des agents pathogènes tels que le virus de l’immunodéficience humaine1 

(VIH1), le VIH2, le virus de l’herpès papillome, le virus de l’immunodéficience simienne et 
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le virus de l’hépatite C par l’intermédiaire de leurs chaînes HS (251). Ces agents pathogènes 

utilisent les SYND en tant que récepteurs qui facilitent leur entrée dans les cellules hôtes 

(251). En plus de ces activités, le SYND peut se lier aux morphogènes et limiter leur 

disponibilité aux cellules réceptrices ainsi que leur perte dans l'espace extracellulaire, créant 

ainsi un gradient de morphogène. Le SYND3 se lie à l’IHH en favorise la prolifération des 

chondrocytes (252). 

 Le SYND subit un clivage protéolytique régulé, dans le domaine variable, selon un processus 

appelé « shedding » (253), qui est médié par des facteurs externes tels que la plasmine, la 

thrombine et les MMPs (252). Ce clivage génère un HSPG soluble pouvant entrer en 

compétition avec le SYND intact pour la liaison du ligand via ses chaînes de GAGs (252). Le 

SYND1 et le SYND4 sont tous les deux clivés par les MMPs après une lésion, ce qui favorise 

la migration cellulaire et facilite la cicatrisation des plaies (252,253). Par conséquent, les 

MMPs jouent un rôle essentiel dans le renouvellement normal de la matrice et dans le 

remodelage pathologique lors de l'inflammation, de l'invasion et des métastases. D’autre part 

les SYNDs sont protégés des MMPs en se liant à un inhibiteur tissulaire de métalloprotéinases 

(TIMP) via leurs chaînes de GAGs (253). 

- Les glypicans  

La protéine porteuse (60-70 kDa) des glypicans possède une région globulaire 

extracellulaire comportant trois à quatre sites d’attachement des chaînes de HS. La séquence 

consensus DSGSGSG, sur laquelle s’attachent les chaînes de GAGs, est située entre le 

domaine central et l’extrémité C-terminale. La partie C-terminale possède la séquence signal 

nécessaire à l’insertion des glypicans au niveau de la membrane plasmique via l’ancre GPI. 

Les glypicans sont capables, grâce à leurs chaînes de HS, de stabiliser l’interaction du ligand 

tel que le Wnt avec son récepteur ou de jouer un rôle de co-récepteur de faible affinité. Les 

glypicans peuvent être libérés dans le milieu extracellulaire sous l’action de la 

phosphatidylinositol phospholipase C, D et/ou de protéases. Ils peuvent, en piégeant des 

ligands extracellulaires, en contrôler la diffusion. Ils interviennent au niveau de la 

signalisation et du transport des facteurs de croissance (254,255) 

- Le bétaglycane 

Le bétaglycane appartient au groupe des HSPGs et contient deux sites de fixation des 

chaînes de GAGs ; il a une masse moléculaire d’environ 93 kDa. Le bétaglycane fait partie de 

la superfamille des corécepteurs TGFβ, également appelés récepteurs TGFβ de type III 

(TGFβR3). Il présente un seul segment transmembranaire. Le domaine extracellulaire contient 
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un site pour la fixation des GAGs en position 534 et 545 et des séquences sensibles aux 

protéases à proximité du domaine transmembranaire. Les chaînes de GAGs sont importantes 

pour son bon fonctionnement et pour la signalisation en aval du TGFβ. Les chaînes de GAGs 

du bétaglycane régulent la migration cellulaire par interaction avec d'autres corécepteurs dans 

la MEC (256). Cependant, le mécanisme par lequel les modifications des chaines de GAGs du 

bétaglycane régulent la migration cellulaire est encore inconnu. Le domaine extracellulaire 

contient également un site de clivage pour les protéases qui libèrent la forme soluble du 

bétaglycane. La forme soluble inhibe la signalisation du TGFβ et inhibe la migration des 

lignées cellulaires du cancer du sein (257). Le domaine intracellulaire court contient de 

nombreux résidus sérine et thréonine qui sont phosphorylés par la kinase PKC (258). Le 

domaine intracellulaire contient également un domaine de liaison à PDZ. Les bétaglycanes 

régulent la migration cellulaire par interaction avec la β-arrestine2 via le domaine PDZ et 

assurent la médiation de l'activation de Cdc42 (256). Les souris knock-out pour le bétaglycane 

(TGFβR3 - / -) présentent une létalité embryonnaire (259). 

- Les petits protéoglycans riches en leucine (SLRP) 

Les SLRPs (Small Leucin Rich protein) constituent un sous-groupe de la famille des protéines 

LRRs (Leucine-Rich- Repeat) caractérisées par de multiples domaines adjacents portant un 

motif commun riche en leucine (260). Les SLRPs comptent treize membres dont la plupart 

sont des PGs secrétés (Hocking et al., 1998). Dans le cartilage, on retrouve quatre types de 

SLRPs, la décorine, le biglycan (CS ou DS), le lumican, et la fibromoduline (KS). La région 

protéique est caractérisée par la présence de domaines riches en cystéines capables de former 

des ponts disulfures et peut également être N-glycosylée. La taille de la protéine porteuse de 

ces SLRPs est d’environ 40 kDa. Leur classification repose sur l’organisation génique, le 

nombre de domaines riches en leucine et le type de chaînes de GAGs. Leur forme en fer à 

cheval leur permet d’interagir avec les fibres de collagène (de type VI XII, XIV) et d’autres 

composants matriciels tels que la fibronectine et l’élastine (261). Ils assurent également un 

rôle de protection des fibrilles de collagène contre l’action des collagénases. Ils sont capables 

d’interagir avec des facteurs de croissance tels que l’EGF (Epidermal Growth Factor), le 

TGFβ (Transforming Growth Factor beta) et le TNFα (Tumor Necrosis Factor alpha). 

 

4.1.3.3. Synthèse des chaines de GAGs 

Les GAGs sont des polymères hétéropolysaccharidiques linéaires, fortement polaires et 

chargés négativement. Ils sont constitués de répétitions d’unités disaccharidiques formées par 
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un sucre aminé et un acide uronique. Ils diffèrent par la composition de leur unité 

disaccharidique élémentaire, les liaisons entre ces unités, la longueur des chaînes, la présence 

et la position des groupements sulfates et/ou N-acétyles. Le sucre aminé est une N-Acétyl-D-

glucosamine (GlcNAc) ou une N-Acétyl-D-galactosamine (GalNAc) et un acide uronique 

(l’acide D-glucuronique (GlcA) ou l’acide L-iduronique (IdoA), son épimère en C5). La 

composition des unités disaccharidiques déterminera le type de GAG : GlcNAc-acide 

uronique dans le cas des héparine / héparane sulfates (Hep/HS) et GalNAc-acide uronique 

dans le cas des chondroïtine-sulfates/dermatane sulfates (CS/DS). La synthèse des GAGs fait 

intervenir un grand nombre de glycosyltransférases (GTs) et nécessite au préalable la 

formation d’une amorce tétrasaccharidique (GlcA1,3Galβ1,3Galβ1,4Xyl-O-sérine) permettant 

l’ancrage de la chaine de GAG à la protéine “core“. La formation de cette amorce fait 

intervenir une xylosyltransférase (XT) qui fixe un résidu xylose à partir du nucléotide sucre 

UDP-Xylose sur des résidus sérine spécifiques de la protéine “core“. Ensuite, deux 

galactosyltransférases, GalT-I (β4GalT7) et GalT-II (β3GalT6), assurent la fixation de deux 

résidus galactose sur le xylose. Enfin, la galactose 1,3-glucuronosyltransférase-I (GlcAT-I) 

catalyse l’étape finale de la synthèse de l’amorce tétrasaccharidique par addition d’un acide 

glucuronique (GlcA). La polymérisation des chaînes de GAGs à HS est assurée par les 

enzymes EXT1/EXT2 alors que celle des CS est réalisée par les CS-polymérases (226). 
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5. Les xylosyltransférases     

Les xylosyltransférases (XTs) catalysent le transfert du xylose à partir de l'UDP-

xylose sur des résidus sérine spécifiques de la protéine core des PGs initiant ainsi la synthèse 

des chaînes de GAGs, CS et HS. Cette étape est limitante dans la biosynthèse des chaînes de 

GAGs. Il existe deux isoformes de de XT, la XT-I et la XT-II. 

 

5.1. Spécificité de la xylosyltransférase 

  Gregory et al., (1964) ont montré l'incorporation du xylose radiomarqué au niveau des 

résidus sérine de la protéine core des PGs par la XT (262). Ensuite, l’incorporation du xylose 

radiomarqué au niveau des sérines est confirmée en utilisant diverses sources tissulaires telles 

que l’oviducte de poule, le mastocytome murin et le cartilage de poulet embryonnaire 

(263,264). Divers accepteurs ont été utilisés pour la xylosylation et la synthèse de GAGs 

(265,266). La fibroïne de soie contenant les répétitions Ser-Gly-Ala-Gly-Ala-Gly, les peptides 

courts Ser-Gly-Gly, Gly-Ser-Gly et Gln-Ser-Gly ont également été utilisés comme accepteurs 

de la xylosylation (267,268). Le remplacement de la sérine par la thréonine a également été 

testé pour l’activité XT.  

La mutagenèse dirigée du résidu sérine en thréonine dans le motif de fixation des GAGs de la 

décorine (Asp-Glu-Ala-Ser-Gly-Ile-Gly) ne montre que 10% de glycosylation (269). Le motif 

le plus court connu est le motif Ser-Gly. Ce motif de fixation des GAGs est présent dans de 

nombreux tissus naturels tels que le cartilage, la bikunine et d'autres protéines (270). 

Cependant, la présence de résidus acides en position -2 de la sérine joue un rôle important 

dans la reconnaissance de ce motif par la XT (271). La XT de différentes espèces utilise le 

même substrat accepteur et n'est donc pas spécifique de l'espèce. Par exemple, le peptide de 

type bikunine a servi de substrat accepteur pour la XT humaine, de C. elegans et de la 

Drosophile (270). 

 

5.2. Structure des XTs 

 Chez l’homme, la XT-I est codée par le gène XYLT1 situé sur le chromosome 16p13.1 

et contient 12 exons d'une longueur totale d'environ 300 kb. Celui-ci code pour une protéine 

de 959 résidus, d’un poids moléculaire d’environ 100 kDa. 

Comme d'autres glycosyltransférases (GTs), la XT-I présente une topologie membranaire de 

type II avec un domaine cytoplasmique court, un segment transmembranaire et un domaine 

intraluminal contenant le site catalytique et une région stem (Figure 13). Les parties 
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cytoplasmique et transmembranaire sont codées par les exons 1 et 2, tandis que le domaine 

extracellulaire est codé par les exons 3 à 12. La forme soluble de l'enzyme, dépourvue de ses 

domaines cytoplasmique et transmembranaire, a montré une activité catalytique (272). La XT-

II est codée par le gène XYLTII présent sur le chromosome 17q21.3 contenant 11 exons d’une 

taille de 15 kb. Le géne de la XT-II code pour une protéine de 865 acides aminés avec un 

poids moléculaire de 97 kDa. La XT-II présente également une topologie membranaire de 

type II contenant un domaine cytoplasmique court, un domaine intraluminal contenant le site 

catalytique et une région stem courte (Figure 13). Le clivage au niveau de la région stem 

libère la forme soluble de l’enzyme (272). 

La XT-II a été découverte en 2000 par Götting et ses collègues et l’activité catalytique de la 

XT-II a été démontré en 2007 (273–275). La XT-I et la XT-II ont une activité enzymatique 

similaire pour le peptide bikunine (QEEEEGSGGQKK). Afin d’étudier la spécifité du 

substrat entre la XT-I et la XT-II, la mutagenèse dirigée a été utilisée pour remplacer les 

résidus glycines environnants le résidu sérine dans le peptide. Les peptides mutés ont été 

utilisés pour mesurer l'activité des deux isoformes et la plupart de ces mutants ont été utilisés 

comme substrat par la XT-I mais pas par la XT-II. Cela indiquerait que la reconnaissance du 

substrat accepteur par la XT-I était plus flexible comparée à la XT-II (276).  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 13 : Topologie transmembranaire de la XT-I et de la XT-II. La XT-I et la XT-II 

ont une structure similaire, elles sont composées de quatre domaines : un domaine 

extracellulaire, un domaine transmembranaire et un domaine intraluminal composé d’un 

domaine catalytique et d’une région stem qui est plus grande chez la XT-I. (D’après Gotting 

et al., 2007) 
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5.3. Relation structure / fonction 

Bien que la XT a été purifiée, une grande partie de l’information structure-fonction a 

été obtenue par la mutagenèse dirigée d’acides aminés spécifiques par délétion et troncation 

de régions spécifiques. La plupart des familles de GTs contiennent un motif DXD qui permet 

la fixation de Mn2+, cofacteur important pour l’activité enzymatique (277,278). De même, les 

XTs contiennent deux motifs DXD présents dans les extrémités N et C de la protéine. Le 

motif DXD de la XT-I est présent dans les exons 4 et 11, alors que le motif DXD de la XT-II 

est situé dans les exons 5 et 10. Au niveau de la XT-I, les mutations du motif DXD N-

terminal (314DED316) n’ont pas altéré l'activité catalytique de l'enzyme indiquant que ce motif 

pourrait ne pas être crucial. Cependant, le motif DXD C-terminal (745DWD747) joue un rôle 

important dans l'activité catalytique. En effet, la mutation de l'acide aspartique 745 en glycine 

entraîne une diminution de 95% de l'activité catalytique. Cependant, la mutation du résidu 

acide aspartique conservé 745 en acide glutamique ne modifie pas l'activité de la XT-I. Par 

conséquent, la charge négative du motif DXD est importante pour l’activité de l’enzyme 

(279). 

La suppression de douze résidus d’acides aminés (de 261 à 272) réduit de 98% l’activité 

enzymatique, indiquant que le motif (261GKEAISALSRAK272) est important pour l'activité 

catalytique de la XT-I. La délétion de ces acides aminés a entraîné une perte de fonction sans 

altération significative de la liaison au substrat (280). Les liaisons disulfures sont importantes 

pour la stabilité et le repliement de la protéine et sont donc importantes pour maintenir la 

structure 3D et l'activité catalytique. Comme les autres enzymes, les GTs contiennent 

également plusieurs résidus cystéines conservés (281,282). L'analyse de plusieurs séquences 

de XT-I issues de différentes espèces a révélé que la XT-I contient 14 résidus cystéines 

hautement conservés. Ces résidus ont été analysés par mutagénèse dirigée pour explorer leur 

importance dans la fonction de l'enzyme. Chacun de ces résidus a été muté en alanine. Les 

résidus cystéine en position 471 et 574 sont les plus importants pour l'activité catalytique de 

l'enzyme et leur mutation en alanine bloque l'activité catalytique (283). 

Récemment, la structure cristallographique de la XT-I humaine a été déterminée pour la 

première fois en complexe avec l’UDP-xylose comme donneur et plusieurs peptides dérivés 

de PGs comme accepteurs. Cette étude a démontré le mécanisme catalytique de la XT-I et les 

bases moléculaires de la sélection des sites d’attachement des GAGs.  La structure montre 

plusieurs caractéristiques qui ne sont pas observée chez les autres glycosyltransférases. 

Premièrement, une liaison Cis-arginine-lysine qui interagit avec la partie diphosphate du 

donneur (UDP-xylose). Un site actif « flap » sous forme de « volet » qui joue un rôle 
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important dans la liaison avec le peptide accepteur et un domaine Xylo-C non catalytique. Ils 

ont suggéré que la spécificité de l'UDP-xylose en tant que donneur est susceptible d'être 

stricte, compte tenu de la forme restrictive de la poche de liaison du xylose. En revanche, il a 

été démontré que la spécificité de l'accepteur peptidique est laxiste, à l'exception de l'identité 

du résidu modifié et de son voisin immédiat (284).  

 

5.4. Localisation intracellulaire  

Les GTs qui initient la N-glycosylation sont localisées dans le réticulum 

endoplasmique (ER) (285), mais la plupart des GTs impliquées dans la synthèse des GAGs 

sont localisées dans le Golgi (Dick et al., 2012). La localisation de la XT est encore 

contradictoire. Certaines études indiquent que la XT est localisée dans le RE et d’autres 

suggèrent plutôt une localisation dans le Golgi (270). Nuwayhid et ses collègues ont montré 

que la xylosylation se produit dans un compartiment riche en Golgi dans le foie, suggérant la 

localisation de la XT dans le Golgi (287). Une autre étude menée à partir des 

chondrosarcomes de rat suggère également que la xylosylation se produit principalement dans 

un compartiment du Golgi (288).  

Cependant, la culture de fractions embryonnaires de cartilage de poussin a montré que 

les chaînes de CS sont initiées dans le réticulum endoplasmique rugueux (RER) (289). 

Hofmman et ses collègues ont également suggéré que la xylosylation se produit dans le RER 

et par conséquent, la XT est localisée dans le RER (290). Par la suite, Vertal et al., (1993) ont 

eu recours à la microscopie électronique pour visualiser le processus de xylosylation et ont 

montré que la XT était localisée dans le RE (291). Le même groupe a montré qu'après la 

xylosylation dans le RE, l'élongation des chaînes de GAGs a lieu dans le Golgi (292). 

Récemment, Schon et al. ont démontré que la XT-I et la XT-II étaient localisées dans le 

Golgi. Ils ont transfecté les cellules HEK-293 avec les plasmides XT-I et XT-II marqués à la 

GFP et ils ont utilisé l’immunofluorescence pour détecter la localisation. Selon leurs résultats, 

la XT-I et la XT-II sont toutes deux localisées dans le cis-Golgi (293).  

Les isozymes XT sont exprimées différemment dans divers tissus et lignées 

cellulaires. Les hépatocytes expriment fortement la XT-II alors que la XT-I est principalement 

exprimée dans les chondrocytes au niveau du cartilage (272,276,294). De manière similaire, 

la xylosylation à partir du tissu hépatique a montré une localisation dans le Golgi (287) et le 

tissu cartilagineux a montré que la xylosylation se produit dans le RE (289). Ces études 

indiquent que les deux isoformes (XT-I et XT-II) pourraient avoir une localisation différente. 
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5.5. La XT et les pathologies ostéoarticulaires 

Les PGs sont sécrétés dans la MEC et jouent un rôle important dans la 

physiopathologie de plusieurs processus biologiques. La XT est sécrétée dans la MEC avec 

les PGs nouvellement synthétisés, mais la fonction de la XT sécrétée est toujours inconnue. 

Par conséquent, la XT dans le sérum est utilisée comme biomarqueur potentiel pour les 

conditions pathologiques associées aux anomalies liées à la synthèse des GAGs des PGs 

(295). Récemment, il a été montré que la XT-II est la principale XT présente dans le sérum et 

qu'elle dérive des plaquettes (296,297). Une activité XT élevée a été trouvée dans le sérum de 

patients atteints de sclérodermie systémique (ScS), fibrose cutanée, fibrose hépatique, PXE, 

cardiomyopathie dilatée, arthrose, perturbation de la barrière hémato-encéphalique et de 

fibrose pulmonaire (295). 

Récemment, plusieurs études ont associé différentes pathologies du développement 

osseux à des mutations retrouvées au niveau du gène de la XT-I et de la XT-II. La plupart des 

dysplasies osseuses sont associées à des mutations au niveau du gène XYLT1 et une seule 

mutation a été décrite au niveau du gène XYLT2. En effet, Munns et ses collègues ont montré 

une mutation homozygote induisant un décalage du cadre de lecture (p.Ala174Profs * 35) au 

niveau de la XT-II  avec un codon stop prématuré conduisant à une  forme tronquée de cette 

enzyme. Les patients sont atteints du syndrome spondylo-oculaire et présentent des os fragiles 

avec des fractures de compression vertébrale, une perte auditive neurosensorielle et des 

malformations oculaires et cardiaques (298). Ils ont émis l'hypothèse que l'expression des PGs 

dans le cristallin, la rétine, le muscle cardiaque, l'oreille interne et les os dépendait de la XT-

II.  

Une mutation faux-sens homozygote (c.1441C> T [p.Arg481Trp]) au niveau de la 

XT-I a été rapportée chez des patients atteints du syndrome autosomique récessif de petite 

taille. Les patients présentent un nanisme important, une ossature légère, des traits faciaux 

distinctifs et des capacités intellectuelles réduites (Tableau II). Les fibroblastes des patients 

présentent une proportion de décorine dépourvue de ses chaînes de GAGs et une expression 

réduite de la XT-I. L'activité enzymatique de la XT-I in vitro a été mesurée en utilisant la 

bikunine en tant que peptide accepteur et elle était similaire chez les patients et chez les 

témoins (299). 

Plusieurs études ont montré que différentes mutations au niveau du gène de la XT-I 

sont à l’origine de la dysplasie Desbuquois type II. En effet, en 2014, Bui et ses collègues ont 

montré cinq mutations de la XT-I chez des patients atteints de dysplasie Desbuquois de type II 

(DBQD-II). Ces mutations comprennent une mutation faux-sens (c.1792C> T [p.Arg598Cys]) 



68 
 

située dans le domaine catalytique de la XT-I, deux mutations non-sens résultant en un codon 

stop prématuré (c.276dupG [p.Pro93Alafs * 69], c.439C> T [p.Arg147 *]) engendrant ainsi 

une forme tronquée de l'enzyme, deux mutations du site d'épissage (c.1290-2A> C, c.1588-

3C> T) situées dans les exons 6 et 8, respectivement. Ces mutants ont entraîné une diminution 

de la synthèse des chaines de GAG. Les patients présentaient un nanisme prononcé, un visage 

plat avec des yeux proéminents, des extrémités courtes, des os longs raccourcis avec un 

élargissement métaphysaire, une dysplasie épiphysaire et une ossification prématurée du carpe 

et du tarse (Tableau II) (300).  

En 2015, van Koningsbruggen et al., ont identifié le premier patient avec une délétion 

hétérozygote du gène XYLT1 (partielle et complète), associées à une dysplasie squelettique 

avec une sévère réduction de la taille des membres, mais sans les caractéristiques de la 

dysplasie de Desbuquois de type II. Le patient présente des membres de petite taille, une fente 

labiale, un nez aplati et un large abdomen avec des problèmes respiratoires, une tachypnée et 

des rétractions intercostales (Tableau II) (301).  

En 2016, d’autres mutations du gène XYLT1 ont été associées au syndrome DBQD-II. 

Guo et ses collègues ont rapporté une nouvelle mutation récurrente de la XT-I chez trois 

patients issus de deux familles, atteints de la DBQD-II. Jamsheer et al., (2016) ont montré 

deux mutations hétérozygotes au niveau du gène XYLT1 chez un patient atteint de la DBQD-II 

et présentant un déficit en hormone de croissance.  Silvera et ses collaborateurs ont montré un 

autre patient présentant un phénotype compatible avec DBQD-II chez lequel une mutation 

homozygote du gène XYLT1 avait été identifiée (Tableau II) (302–304).  

En 2017, Al-Jazawi et al ont identifié un nouveau variant homozygote (c.2169dupA) 

de la XT-I conduisant à un frame shift et un codon stop (p.Val724Sers*10) chez un patient 

diagnostiqué d’une DBQD-II, caractérisée par un raccourcissement des os longs, un visage 

plat, des têtes de fémurs avec une apparence modérée de wrensh monkey. 

L’immunofluorescence sur des cellules Hela transfectées avec un plasmide contenant ce 

variant de la XT-I a montré une localisation subcellulaire défectueuse de la XT-I par rapport 

au sauvage suggérant une rétention endoplasmique de ces mutants comme mécanisme de 

perte de l’activité (Tableau II) (305).   

Chez la souris, la mutation W932R de la XT-I induite par le traitement à la N-éthyl-N-

nitrosourée (ENU), appelée mutation du pug, a entraîné une réduction de la longueur du corps 

(nanisme). En effet, les mutants pug, présentent une réduction (15 à 20%) de la longueur du 

squelette au stade embryonnaire E14.5. À l'âge adulte, les mutants pug ont également montré 

une réduction de la taille du corps, une cage thoracique plus petite, des côtes plus larges, un 
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petit crâne, des membres courts et une petite queue comparés aux souris de type sauvage. 

L'analyse des mécanismes moléculaires indique que les chondrocytes des mutants pug 

présentent une maturation précoce car ils expriment plus de collagène X et ont une 

signalisation IHH accrue. Les mutants pug ont moins d'activité XT et par conséquent ils 

présentent une synthèse réduite des chaines de GAGs (306). 

Toutes ces études montrent une altération de la fonction de XYLT1 qui induit des 

anomalies d'ossification et de croissance. Ce qui suggère que la XT-I joue un rôle important 

dans le cartilage de croissance et que sa déficience n'est pas compensée par la XT-II dans ce 

tissu. 

 

Mutation de XT-I Syndrome Caractéristiques Références 

Une mutation faux sens    

homozygote  

 

c.1441C>T[p.Arg481Trp] 

 

 

 

 

Syndrome 

autosomique 

récessif de 

petite taille 

 

 

 

 

 

 

Screml et al 

2013 

Une mutation faux sens  

c.1792C>T[p.Arg598Cys] 

 

Deux mutations nonsense 

c.276dupG [p.Pro93Alafs 

* 69]  

c.439C> T [p.Arg147 *] 

 

Deux mutations de site 

d’épissage 

c.1290-2A> C 

 c.1588-3C> T 

 

 

 

 

 

 

 

 

DBQD II 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Bui et al 2014 
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Délétion hétérozygote  

Complète : 3.3Mb du 

chromosome 16  

Partielle : 18 pb jonction 

exon7/exon8 

 

Short limb 

skeletal 

Dysplasia 

 

Van 

Koningsbruggen 

et al 2015 

Délétion homozygote 

c.1792delC[p.R598Afs*7] 

Mutation de site 

d’épissage 

c.1290-2AC 

 

 

DBQD II 

 

 

 

Guo et al 2016 

Deux mutations 

hétérozygotes  

c.595C4 > T[p.Gln199*] 

c.1651C4 > T[p.Arg551  

Cys]  

 

DBQD II 

  

Jamsheer et al 

2016 

Mutation homozygote 

c.1651C>T[p.Arg551Cys] 

 

DBQD II 

 

 

Silveira et al 

2016 

Duplication homozygote 

c.2169dupA 

[p.Val724Serfs*10] 

 

 

DBQD II 

 

 

El-Jezawi et al 

2017 

 

Tableau II : Les différents variants génétiques de la XT-I et les différentes dysplasies 

osseuses associées. 
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1. Soin et élevage des souris : 

Des souris C57BL/6J ont été invalidées pour le gène de la XT-I par délétion de l’exon 

1 et une partie de la séquence du promoteur (10.5 kb). Toutes les expériences qui ont été 

menées sur ces souris, ont été approuvées par le comité d’éthique lorrain et elles ont été 

effectuées selon les directives du Ministère de l’Enseignement Supérieur et de la Recherche. 

Durant l’acclimatation et l’expérimentation, les souris ont été gardées dans des conditions 

standards de température (21 ± 2°C) et d’humidité (55 ± 10%) et dans un environnement à 

lumière contrôlée (12h jour/12h nuit), avec libre accès à l’eau et à la nourriture. Les souris 

invalidées pour le gène de la XT-I ont été générées à l’Institut Clinique de la Souris de 

Strasbourg. Pour obtenir les souris XT-I KO (XT-I -/-), des souris XT-I hétérozygotes (XT-I 

+/-) mâles ont été croisées avec des souris XT-I hétérozygotes (XT-I +/-) femelles et les 

embryons ont été collectés à différents stades du développement embryonnaires. 

 

2. Préparation des embryons et génotypage 

2.1. Frottis cellulaire  

Avant de procéder à l’accouplement des souris XT-I hétérozygotes, un frottis 

cellulaire est effectué chez les souris XT-I hétérozygotes femelles afin de déterminer la phase 

du cycle œstrale de ces dernières. Une goutte (50 à 70 µl) d’eau distillée est déposée à 

l’orifice du canal vaginal de la souris et plusieurs aller-retour de la goutte d’eau sont 

effectués. La goutte d’eau est récupérée et déposée sur une lame en verre puis séchée à 

température ambiante. Une fois la goutte de cellules sèche, la lame est plongée dans une 

solution de bleu Crystal (0,1%) pendant 30 secondes puis lavée deux fois à l’eau distillée. 

Ensuite les lames sont montées au Pertex (Histolab) et les frottis cellulaires sont observés et 

analysés au microscope. Le cycle œstral de la souris est divisé en quatre phases et chaque 

phase est caractérisée par un ou plusieurs types cellulaires spécifiques : proesterus (cellules 

épithéliales nuclées), estrus (cellules épithéliales cornifiées), metestrus (cellules cornifiées et 

des leucocytes) et diestrus (leucocytes et des cellules épithéliales). Les souris XT-I 

hétérozygotes en phase proestrus sont mises en accouplement.  

 

2.2. Récupération des embryons  

Une souris XT-I (+/-) mâle et une ou deux femelles XT-I (+/-) en phase proestrus, sont 

mises en accouplement dans une cage. Les souris XT-I (+/-) femelles sont d’abord pesées à J0 

(le jour de l’accouplement) puis à J10,5 (après l’accouplement). Une prise de poids de 2g 
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caractérise les souris gestantes. Ces dernières sont mises à mort au dioxyde de carbone et les 

embryons sont récupérés à différents stades du développement embryonnaire (E12.5, E13.5, 

E14.5, E15.5, E16.5, E18.5 et E19.5). 

 

2.3. Extraction de l’ADN          

Le génotype des embryons de la même portée est réalisé à partir d’une biopsie de 

chaque embryon et de la souris mère. L’ADN génomique est extrait à partir de chaque biopsie 

en utilisant deux solutions d’extraction d’ADN (solution 1 : 25 mM NaOH, 0,2 mM 

NA2EDTA pH=12 ; solution 2 : 40 mM Tris-HCL pH=5). Les biopsies sont d’abord lavées 

trois fois au PBS (1X) pour éviter la contamination avec l’ADN de la souris mère puis 50 µl 

de la solution 1 (25 mM NaOH, 0,2 mM NA2EDTA, pH=12) sont ajoutés et les biopsies sont 

incubées 15 minutes à 95°C sous agitation (450 rpm). Puis une incubation de 15 minutes dans 

la glace est effectuée avant d’ajouter 50 µl de la solution 2 (40 mM Tris-HCL, pH=5). Ensuite 

les échantillons sont vortexés et centrifugés pendant 6 minutes à 14000 xg. Enfin 80 µl du 

surnageant contenant l’ADN génomique sont récupérés.  

 

2.4. Génotypage 

Le génotypage est effectué en accord avec le protocole de l’Institut de la Clinique de la 

Souris. Quatre séquences d’amorces ont été utilisées pour amplifier le gène de la XT-I et les 

séquences LoxP. Ef/Wr ont été utilisées pour amplifier la partie 5’ du locus cible de l’allèle 

sauvage et Ef2/Lxr ont été utilisées pour amplifier les séquence spécifiques de LoxP (Tableau 

III). Une PCR est réalisée pour chaque ADN génomique en utilisant le kit QIAGEN HotStart 

Taq ® Plus Master Mix Kit (QIAGEN, Allemagne), suivant les instructions du fournisseur. 

Brièvement, chaque réaction de PCR est faite dans un volume de 20 µl contenant 6 µl d’H2O 

RNase Free, 10 µl de Hot start Taq, 2 µl Coal Red, 0,5 µl d’amorce sens (10 pmol) et 0,5 µl 

amorce anti-sens (10 pmol). Les conditions de PCR sont listées dans le Tableau IV. Des 

fragments de tailles différentes sont générées selon le génotype de la souris :  KO (364 pb), 

WT (404pb), hétérozygote (364 pb et 404 pb) (Figure 15). 
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Nom de l’amorce Sens de l’amorce Séquence 

EF WT Forward CTATTCCATGGTGAACACGGC 

WR WT Reverse  GCTCTTCATTCACATGTCCTCATCACC 

EF2 KO Forward  ACAGAATTTGCAGCTGGGTGCTTTG 

LXR KO Reverse GAAGTTATACTAGAGCGGCCGTTCAC 

Tableau III : Séquences des amorces utilisées pour le génotypage des embryons  

 

Etape Temps (minutes) Température (°C) Nombre de cycle 

Activation de la polymérase  5  95 1  

Dénaturation 0,5 94  

30  Hybridation 0,5 62 

Extension 1  72 

Extension finale 10 72 1  

Hold  ∞ 4  

  Tableau IV : Conditions d’amplification utilisées pour la PCR du génotypage 

 

3. Coloration du squelette au Bleu Alcian et au Rouge Alizarine  

Le squelette des embryons XT-I WT et XT-I KO ont été colorés au Bleu Alcian et au 

Rouge Alizarine selon la méthode décrite par Behringer et ses collègues dans leur ouvrage en 

2007 (15). Les embryons récupérés aux stades embryonnaires E14.5, E16.5 et E18.5, sont 

dépiautés, éviscérés puis déshydratés à l’éthanol 96% pendant 24h. Ensuite les embryons ont 

été placés dans une solution de coloration au Bleu Alcian (20% acide acétique glacial, 80% 

d’éthanol et 0,03% de Bleu Alcian 8GX) pendant 24h afin de marquer les tissus cartilagineux, 

puis ils ont été lavés avec une solution de KOH 1,5% pendant 24h. Afin de marquer les tissus 

minéralisés, les embryons ont été incubés dans une solution de coloration Rouge Alizarine 

(1% KOH, 0,03% Rouge Alizarine) pendant une nuit puis lavés dans une succession de bains 

de KOH (1%, 0,5%) et placés dans une solution contenant 50% de glycérol et 50% de KOH 

(0,5%) afin de clarifier les tissus mous. Enfin, ils ont été stockés à température ambiante dans 

une solution contenant 50% de glycérol.  

 

4. Coupes histologiques  

Les embryons XT-I KO et sauvages ont été récupérés à différents stades 

embryonnaires, E14.5, E16,5 et E18,5. Les membres ont été disséqués indépendamment les 
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uns des autres et ont été fixés pendant 24h à température ambiante dans du paraformaldéhyde 

4% (Sigma Aldrich) ou dans du Formol 10%. Ensuite, ils ont été déshydratés dans une série 

de bains d’éthanol (70%, 90%, 100%) puis passés dans un bain de toluène avant qu’ils soient 

inclus dans de la paraffine. Après inclusion, des coupes de 5 µm ont été réalisées à l’aide du 

Microtome Leica.   

 

5. Colorations histologiques 

Afin d’analyser la plaque de croissance des embryons XT-KO et de leurs congénères 

sauvages, plusieurs colorations histologiques ont été effectuées en utilisant un automate de 

coloration, le Sakura Auto Stainer (XL). 

 

5.1. Bleu Alcian  

  La coloration au bleu Alcian a été utilisée pour mettre en évidence la matrice 

cartilagineuse de la plaque de croissance. C’est une coloration spécifique des chaines de 

GAGs des PGs constitutifs de la matrice. Une solution de Bleu Alcian dans de l’acide 

acétique à 3%, pH=1,3 est utilisée ainsi qu’une solution de Kernechtrot (0,1 g de Kernechtrot 

dans une solution de sulfate d’aluminium de 5%) comme contre coloration. Les coupes 

d’embryons ont été d’abord déparaffinées puis incubées 2h dans la solution de Bleu Alcian et 

5 minutes dans la solution de kernechtrot.  

 

5.2. Safranine-O  

La coloration Safranine-O permet également de mettre en évidence les PGs de la 

plaque de croissance. Elle est réalisée à l’aide d’une solution de Safranine-O avec le Fast 

Green comme contre colorant. Brièvement après les étapes de déparaffinage, les coupes sont 

incubées dans une solution de Fast Green 0,03% pendant 5 minutes puis dans une solution 

d’acide acétique 1% pendant 20 secondes. Après un lavage à l’eau, elles ont été incubées dans 

une solution de Safranine-O (0.1% pH=5,3) pendant 5 minutes, puis les lames ont été 

déshydratées, montées au Pertex (Histolab) et analysées au microscope DMD108 (Leica). 

 

5.3. Coloration Hématoxyline-Eosine-Safran  

La coloration Hématoxyline-Eosine-Safran (HES) a été utilisée afin d’étudier l’aspect 

cellulaire de la plaque de croissance des embryons XT-I KO et XT-I WT. C’est une coloration 

trichromatique qui contient trois colorants, l’Hématoxyline qui colore les noyaux en bleu-
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violet, l’Eosine qui colore le cytoplasme en rose et le Safran qui colore les collagènes des 

tissus conjonctifs en jaune. Les coupes d’embryons ont été d’abord déparaffinées et 

réhydratées puis elles ont été incubées dans une solution d’hématoxyline de Harris (RAL) 

pendant 5 minutes puis elles ont été lavées à l’eau et incubées dans de l’alcool ammoniacal 

pendant 1 minute puis dans une solution d’Eosine (0,01% Erythrosine, RAL) pendant 5 

minutes puis dans une solution de Safran (0,01% Safran du Gatinais) pendant 5 minutes. 

Enfin les lames sont montées et les photos ont été prises au microscope optique DMD 108 

(Leica). 

 

5.4. Rouge Alizarine  

La coloration au Rouge Alizarine a été réalisée manuellement dans une solution de 

Rouge Alizarine afin de mettre en évidence l’ossification et les zone minéralisées au niveau 

de la plaque de croissance. Les coupes d’embryons ont été d’abord déparaffinées puis 

incubées dans une solution de Rouge Alizarine (2% de Rouge Alizarine, 10% ammonium, 

pH=4,1~4,3) pendant 2 minutes puis elles ont été déshydratées dans un bain d’acétone, 

ensuite dans un bain d’acétone-xylène (1 : 1) et enfin dans un bain de xylène, puis les coupes 

ont été montées avec le Pertex (Histolab) et numérisées au microscope optique DMD 108 

(Leica).  

 

5.5. Rouge Sirius  

Le rouge Sirius a été utilisé pour mettre en évidence les collagènes constitutifs de la 

plaque de croissance. Après le déparaffinage, les coupes d’embryons ont été incubées dans 

une solution de rouge Sirius (0,1% dans de l’acide picrique saturé) pendant une heure puis 

dans une solution de HCl (0,01N) pendant 2 minutes. Après montage, les lames ont été 

analysées au microscope optique DMD 108 (Leica) avec une lumière standard et avec une 

lumière polarisée. 

 

6. Hybridation in situ par la technique du RNAscope (ISH)  

Pour analyser l’expression des différents gènes impliqués dans le développement 

ostéoarticulaire, nous avons choisi l’hybridation in situ par la technique du RNAscope 

(Advanced Cell Diagnostic). RNAscope est une nouvelle technique très sensible, grâce à la 

conception unique des sondes et à l’amplification du signal (Figure 14). Les sondes sont sous 

forme d’un double Z formé d’une région de 18 à 25 pb complémentaire à l’ARNm cible, d’un 



77 
 

“espaceur“ et d’une queue de 14 pb. Les deux séquences queue du double Z forment un site 

de 28 pb qui va s’hybrider avec un préamplificateur contenant 20 sites de fixation pour 

l’amplificateur. Ces derniers à leur tour contiennent chacun 20 sites de marquage. Une région 

de 1 kb de l’ARN cible est marquée par 20 paires de Z qui s’hybrident séquentiellement ce 

qui peut théoriquement générer 8000 marquages pour chaque molécule d’ARN cible. La 

sonde peut être marquée soit par fluorescence et visualisée par un microscope à 

épifluorescence ou conjuguée à la phosphatase alcaline ou à la Horseradish peroxydase (HRP) 

et être visualisée par microscopie optique. Nous avons choisi la révélation chromogénique 

avec le système HRP/DAB (3,3’-Diaminobenzidine) pour nos réactions de RNAscope. Les 

coupes de 5 µm d’embryons ou de membres d’embryons XT-I KO et XT-I WT ont été 

déparaffinées dans un bain de xylène pendant 10 minutes puis dans deux bains successifs 

d’éthanol à 95 % pendant 2 minutes chacun. Les sections ont été ensuite incubées avec une 

solution de peroxyde d’hydrogène pendant 10 min à température ambiante afin de saturer les 

peroxidases endogènes, puis elles ont été lavées à l’eau Milli-Q avant qu’elles soient incubées 

dans un tampon Retrieval (1X) maintenu à température d’ébullition (98°C – 102°C) pendant 

15 minutes. Après deux lavages à l’eau Milli-Q, une barrière hydrophobique a été dessinée 

autour de la section. Ensuite, les sections ont été traitées avec la protéase-plus pendant 30 min 

à 40°C, puis l’hybridation avec les sondes spécifiques a été effectuée pendant 2 h à 40°C. Une 

série de 6 “amplificateurs“ a été ensuite appliquée pendant 30 min et 15 min successivement. 

Après chaque hybridation deux lavages ont été effectués avec du tampon de lavage (1X). 

Enfin 120 µl de DAB sont ajoutés à chaque section pour la révélation chromogénique de 

l’expression des gènes, suivie par une contre coloration à l’hématoxyline de Mayer. Les lames 

ont été ensuite montées avec du Pertex (Histolab) et analysées au microscope Leica DMD108.  

Les sondes qui ont été utilisées durant cette étude sont : Xylt1, Xylt2, Col2a1, Col10a, 

ACAN, Sox9, Runx2, Ihh, Pthrp, Gli1, FGFR3 et TGFβR2. La sonde PPIB (Peptidyl-Propyl 

Isomérase B) a été utilisée comme contrôle positif et la sonde DAPB (Dihydro-dipicolinate 

Réductase B) comme control négatif. 
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Figure 14 : Schéma descriptif de la procédure de la technique RNAscope. 

Etape 1 : les cellules ou les tissus sont fixés et perméabilisés pour permettre l'accès à la sonde 

cible. Etape 2 : les sondes spécifiques de l'ARN cible (Z) sont hybridées par paires (ZZ) à de 

multiples cibles d'ARN. Etape 3 : de multiples molécules d'amplification de signal sont 

hybridées, chacune reconnaissant une sonde cible spécifique, et chaque sonde possède un 

marqueur unique qui est conjuguée soit à un fluorophore ou à une enzyme différente. Etape 

4 : les signaux sont détectés à l'aide d'un microscope à épifluorescence (pour un marquage 

fluorescent) ou d'un microscope optique (pour un marquage enzymatique). 

 

7. Immunohistochimie  

Les réactions d’immunohistochimie ont été réalisées avec le kit Dako Envision. Des 

coupes de 5 µm d’embryons ou de membres d’embryons XT-I KO et XT-I WT ont été 

déparaffinés dans un bain de Tissu Clear et dans une série de bains d’alcool (100 %, 95%, 

70%) puis elles ont été incubées dans une solution de citrate (10 mM, pH=6) pendant toute la 

nuit. Les coupes ont été ensuite bloquées dans une solution de BSA (2% p/v) après une 

incubation pendant 10 minutes avec du Dual Endogenous Enzyme Block. Après trois lavages 

au TBST (500 mM Tris-Hcl, 150 mM NaCl, 0,5% Tween 20), les coupes ont été incubées 

avec des anticorps primaires spécifiques pendant une heure à température ambiante. Une 

incubation de 30 minutes avec l’anticorps secondaire Labelled-polymer-HRP a été effectuée 

puis les lames ont été révélées avec la DAB. Après une contre-coloration à l’hématoxyline, 

les lames sont montées et analysées au microscope Leica DMD 108. Les anticorps qui ont été 

utilisés en immunohistochimie sont listés dans le Tableau V.  
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8. Microscopie de génération de seconde harmonique (GSH)  

Des coupes de 5µm ont été effectuées sur des membres d’embryons au stade E19.5. Après un 

déparaffinage au Tissu Clear et dans une série de bains d’alcool (100 %, 95%,70%), elles ont 

été montées au Pertex (Histolab) et analysées par microscopie de génération de seconde 

harmonique (GSH) pour visualiser l’orientation et l’organisation des fibres de collagènes de la 

plaque de croissance des embryons. 

 

9. Coloration Tartrate Resistant Acid Phosphate (TRAP)  

Afin de mettre en évidence les ostéoclastes au niveau des tissus osseux chez les embryons, 

une coloration TRAP à l’aide du kit Acid Phosphatase Leucocyte (TRAP) (Sigma Aldrich, 

France) a été réalisée. Brièvement, les coupes des membres d’embryons au stade E19.5 ont 

été déparaffinées puis placées dans une solution de coloration TRAP préchauffée à 37°C et 

incubées pendant 30 minutes à cette même température. Ensuite, les lames ont été lavées deux 

fois à l’eau distillée et contre-colorées au Fast-Green pendant 1 minute. Après des lavages à 

l’eau distillée les coupes ont été déshydratées, montées au Pertex (Histolab) et analysées à 

l’aide du microscope Leica DMD 108. 

  

10. Préparation des chondrocytes primaires  

Les chondrocytes primaires ont été préparés à partir de cage thoraciques d’embryons 

selon la méthode décrite par Gosset et ses collègues (307). Brièvement, les embryons ont été 

récupérés au stade embryonnaire E18.5, ils ont été éviscérés puis lavés au PBS stérile (1X). 

Les cages thoraciques ont été isolées et nettoyées de tous les tissus mous et placées dans une 

plaque 6 puits (une cage thoracique par puits). Après deux lavages au PBS (1X) stérile, 2 ml 

de solution de collagénase D (3mg/ml) (Roche Diagnostic) ont été ajoutés dans chaque puit et 

incubées pendant 45 minutes à 37°C. Ensuite, elles ont été transférées dans une nouvelle 

plaque 6 puits et 2 ml de collagénase D (0,5mg/ml) ont été ajoutés puis incubées pendant une 

nuit à 37°C.  Les fragments de cages thoraciques ont été passés à travers une pipette 10 ml 

puis 5 ml pour disperser les agrégats cellulaires et mettre en suspension les cellules isolées. 

Après une centrifugation à 400 xg pendant 10 minutes, un lavage au PBS (1X) a été effectué 

et le culot a été repris dans 5 ml de milieu DMEM (1g/L de glucose) supplémenté avec 10% 

SVF, 1% glutamine, 1% pénicilline/streptomycine. Les chondrocytes ont été cultivés à 37°C 

sous atmosphère, contenant 5% de CO2. 
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11. Préparation des fibroblastes primaires  

Les fibroblastes primaires sont préparés selon la méthode décrite par Jozefczuk et ses 

collègues (308). Des embryons XT-I WT et XT-I (+/-) et XT-I KO sont récupérés au stade 

E15.5 du développement embryonnaire, ils sont éviscérés et lavés avec du PBS stérile (1X). 

Ensuite ils sont découpés en petits morceaux et les tissus sont récupérés dans 1 ml de de 

trypsine. Après une incubation de 15 min à 37°C, 2ml de milieu DMEM/F12 supplémenté 

avec 10% de sérum de veau fœtal, 1% de glutamine et 1% de pénicilline/streptomycine sont 

ajoutés et une centrifugation pendant 5 min à 300g est effectuée. Le culot cellulaire est ensuite 

récupéré dans 10 ml de milieu et les fibroblastes sont mis en culture dans des T75 recouvert 

de 0,2 % de gélatine à 37°C sous atmosphère humide et contenant 5% de CO2.  

 

12. Anabolisme des protéoglycanes  

Les chondrocytes issus des embryons XT-I WT et XT-I KO sont cultivés en plaque 6 

puits jusqu'à 90% de confluence puis ils sont marqués pendant 24h avec du milieu DMEM 

contenant 10 µCi/ml de Na2[35S]SO4. Le milieu est récupéré puis centrifugé pendant 10 

minutes à 14000 xg. Le surnageant contenant les PGs radiomarqués est digéré à la papaïne 

(0,1 µg/µl) pendant une nuit à 60°C pour libérer les chaînes de GAGs. Après la digestion, la 

papaïne est inhibée par chauffage à 100 °C pendant 10 minutes puis le milieu est centrifugé 

pendant 15 minutes à 14000 xg pour éliminer les débris cellulaires. Ensuite les chaînes de 

GAGs sont précipitées au CPC (Cetylpyridinium chloride) 5% (p/v) et incubé à 37°C pendant 

4 h. Après une centrifugation de 15 minutes à 14000 xg, le culot est repris dans un volume de 

CPC 1% (p/v) et le mélange est incubé pendant 2 h à 37°C puis centrifugé à 14000 xg pendant 

15 minutes. La même étape est répétée avec du CPC 0,5% (p/v) et enfin le culot de GAGs 

radiomarqués est récupéré et les échantillons sont analysés soit par comptage dans le 

scintillant soit par migration sur un gel de polyacrylamide 10% (SDS-PAGE). 

 

13. Extraction des protéines  

Les chondrocytes sont lavés au PBS (1X) puis récoltés dans un tampon de lyse (20 

mM Tris-HCl (pH=7.5), 150 mM NaCl, 1 mM Na2EDTA, 1 mM EGTA, 1% Triton, 2,5 mM 

sodium pyrophosphate, 1 mM β-glycérophosphate, 1 mM Na3 VO4, 1 µg/ml leupeptin) dans 

la glace puis soniqués 3 fois 10 secondes, dans la glace. Le lysat est centrifugé à 14000 xg 

pendant 10 minutes à 4°C afin d’éliminer les débris cellulaires. Ensuite, les protéines sont 

dosées par la méthode de Bradford (1976) et stockées à -80°C jusqu’à utilisation. 
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14. Western Blot  

Les protéines sont séparées sur un gel SDS-PAGE 10% puis transférées sur une 

membrane PVDF (Millipore, Eschborn, Germany) préalablement équilibrée avec du tampon 

de transfert (25 mM Tris-Base, 200 mM glycine, 20% (v/v) méthanol). Après le transfert, les 

membranes sont incubées pendant une heure dans une solution de saturation contenant 5% 

(p/v) de lait écrémé dans du tampon TBST (Tris Buffer Saline Tween : 150 mM Tris-HCl 

(Ph=8,5), 10 mM NaCl, 0,5% (v/v) Tween 20) puis mises en contact avec des anticorps 

primaires spécifiques pendant toute la nuit à 4°C (Tableau V). Ensuite, plusieurs lavages au 

TBST sont effectués et les membranes sont incubées avec les anticorps secondaires conjugués 

à la peroxydase HRP. Enfin, la révélation se fait avec le kit ECL (BIORAD, Hercules, CA) 

selon les instructions du fournisseur et l’acquisition des images est effectuée avec l’appareil 

ImageLab. La β-actine est utilisée comme témoin de charge pour les lysats cellulaires. 

 

Dénomination de l’anticorps Utilisation Origine  

P-ERK Western Blot dilution 1/1000 

Immunohistochimie dilution 1/400 

Cell signaling 

P-P38 Western Blot dilution 1/1000 idem 

P-AKT idem idem 

P-Smad2 idem idem 

P-Samd3 idem idem 

DCN idem Santa Cruz 

FGFR3 Western Blot dilution 1/1000 

Immunohistochimie dilution 1/250 

Sigma 

TGFBR2 Western Blot dilution 1/1000 

Immunohistochimie dilution 1/100 

GeneTex 

ERK Western Blot dilution 1/1000 Cell signaling 

P38 idem idem 

SMAD2 idem idem 

SMAD3 idem idem 

H3 idem idem 

P-PKC idem idem 

β-actine Western Blot dilution 1/2000 idem 

Anti-Souris idem idem 

Anti-Lapin  idem idem 

Anti-chèvre Western Blot dilution 1/8000 idem 

   Tableau V : Listes des anticorps utilisés en Western blot et en immunohistochimie 
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15. Extraction des ARN et RT-qPCR  

15.1.  Extraction d’ARN  

L’extraction des ARN totaux à partir des cellules a été effectuée en utilisant le RNeasy 

Mini Kit (Qiagen) suivant les recommandations du fournisseur. Les cellules ont été lysées 

avec le tampon RLT contenant 1% (v/v) de β-mercaptoéthanol, puis un volume d’éthanol 

70% a été ajouté et le mélange a été déposé sur colonne RNeasy Mini spin. Ensuite la colonne 

a été centrifugée pendant 15 secondes à 8000 xg et lavée avec 700 μl du tampon RW1 puis 

centrifugée pendant 15 secondes à 8000 xg. Deux lavages ont été effectués avec 500 μl de 

tampon RPE et les colonnes ont été centrifugées à 8000 xg pendant 2 minutes. Enfin, les ARN 

totaux ont été élués avec 30 μl d’eau “RNase-free“ et la concentration des ARN a été mesurée 

avec le Nanodrop 1000 (Thermo Scientific, Waltham, MA). Un ratio d’absorbance à 260 nm 

et à 280 nm est utilisé pour évaluer la pureté des ARN (un ratio de ~2.0 indique généralement 

un ARN pure). 

 

15.2. Transcription inverse  

La transcription inverse a été réalisée en utilisant le iScript™ Reverse transcription 

Supermix for RT-QPCR (BIO-RAD). 500 ng d’ARN totaux ont été mélangés avec 4 µl du 

SuperMix et complétés avec de l’eau "RNAse free" pour un volume final de 20 µL. Le 

mélange est incubé à 25°C pendant 5 minutes, puis à 46°C pendant 20 minutes et enfin à 

95°C pendant 1 minute. Les ADNc synthétisés sont utilisés après dilution pour la PCR ou 

stockés à -20°C. 

 

15.3. qPCR  

La réaction de PCR quantitative a été réalisée avec le iTaq™ Universal SYBER Green 

supermix kit (BIO-RAD, Hercules, CA) en utilisant le StepOnePlus™ Real-Time PCR 

Systems (Applied Biosystems), dans un volume final de 20 µL en employant la méthode de la 

courbe standard relative. Les courbes standards ont été réalisées à l’aide de matrices 

regroupant l’ensemble des ADNc utilisés lors de la manipulation. Les ADNc dilués au 1/10ème  

ont été amplifiés par le Supermix iTaq Universel Syber Green, (10µL par réaction) auxquels 

ont été ajoutées 1µL (10 picomoles) d’amorces spécifiques de l’ADNc à détecter. Deux 

amplifications sont réalisées en parallèle, d’une part avec des oligonucléotides spécifiques du 

gène étudié, d’autre part avec des oligonucléotides correspondant à une séquence du gène de 

la protéine ribosomale S29 utilisée comme contrôle interne. Les conditions de PCR qui ont été 
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utilisées sont les suivantes : un cycle à 94°C pendant 30 secondes, puis 40 cycles à 95°C 

pendant 15 secondes et 60°C pendant 1 minute. La courbe de fusion a été utilisée pour 

examiner la spécificité des amplifications de PCR. L’expression du gène cible est normalisée 

par rapport à l’expression des ARNm de la protéine ribosomale S29 pour chaque échantillon. 

L’analyse de l’expression des gènes a été réalisée en utilisant la méthode comparative de CT. 

Les taux de variation ont été calculés à partir des valeurs de ΔΔCT avec la formule 2-ΔΔCT et 

les données sont relatives aux valeurs contrôles.  

 

16. Transfection des chondrocytes et essai Luciférase  

Les chondrocytes issus des embryons XT-I WT et XT-I KO ont été ensemencés à 

6x104 cellules/puit dans des plaques de 24 puits et cultivé dans le milieu DMEM à 80% de 

confluence. La transfection des chondrocytes a été effectuée en utilisant la Lipofectamine 

2000 (Invitrogen). Le mélange de transfection est préparé dans le milieu Opti-MEM®I 

(Invitrogen) en accord avec les instructions du fournisseur. Les chondrocytes ont été 

transfectés en duplicata avec le vecteur rapporteur TOP-FLASH-firefly (500 ng), le vecteur 

rapporteur TGFβ-firefly (500 ng), ou le vecteur rapporteur NFκB-firefly (500 ng) en 

association avec le vecteur pGL3-Basic (500 ng) ainsi qu’avec le vecteur pRL-TK (contrôle 

interne) à un ratio de 1 :10. 24 h après transfection, le milieu est remplacé. Pour les cellules de 

chaque puits les activités Firefly et Renilla ont été mesurées en utilisant le kit Dual-Luciferase 

Assay System (Promega, Madison, WI), à l’aide de l’appareil Berthold Luminometer (Bad 

Wildbad, Germany). Les chondrocytes de chaque puits ont été lysés en utilisant 100 µl du 

tampon de lyse passive pendant 20 minutes sous agitation à température ambiante. 20 µl de 

lysat cellulaire ont été mélangés avec 50 µl de LAR II puis l’activité Luciférase Firefly est 

mesurée. Ensuite 50 µl du réactif Stop & Glo® ont été ajouté et l’activité Luciférase Renilla 

est mesurée. Les activités Luciférase Firefly ont été normalisées par rapport à l’activité du 

vecteur pRL-TK et par rapport à l’activité basale du vecteur vide pGL3-Basic. 

 

17. Test de prolifération  

La prolifération des chondrocytes XT-I WT et XT-I KO a été mesurée en utilisant le 

kit CyQUANT NF dye Cell prolifération (Invitogen). Les chondrocytes ont été mis en culture 

dans des plaques 96 puits en triplicat à 1x104, 2x104 et 3x104 cellules/puits. L’intercalant 

d’ADN, le CyQUANT NF dye a été dilué au 1/500iéme dans le tampon HBSS (1X) puis 100 µl 

de cette solution ont été ajoutés dans chaque puits. Ensuite les chondrocytes sont incubés avec 
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cette solution pendant une heure à 37°C et l’intensité de la fluorescence de chaque échantillon 

a été mesurée à l’aide du Varioskan Flash (Thermo Scientific) avec une excitation à 485nm, et 

une émission et détection à 530 nm.  

 

18. Traitement des chondrocytes  

Les chondrocytes ont été ensemencés dans des plaque 6 puits à 25 x104 cellules/puits 

et ont été cultivées jusqu'à 80% de confluence dans du milieu DMEM 1g/l de glucose 

supplémenté avec 10% de SVF, 1% de glutamine, 1% de pénicilline/streptomycine. Les 

cellules ont été ensuite privées de SVF pendant deux heures puis traitées pendant 1 h avec 0,1 

µM et 1 µM de PD173074 (Sigma Aldrich) un inhibiteur du récepteur FGFR3.  

 

19. Tests statistiques  

Les données ont été collectées à partir de trois souris au minimum de chaque 

génotypage (n=3 au minimum), issues de différentes portées. Les données ont été représentées 

sous forme de moyenne ± S.D. Les analyses statistiques ont été effectuées à l’aide du logiciel 

GraphPad PRISM, en utilisant le test de Student avec une significativité statistique déterminée 

à P<0,05 (*). Une expérience représentative parmi trois expériences indépendantes est 

montrée à chaque fois dans les résultats. 
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Objectifs de l’étude  

Les PGs sont des macromolécules importantes composées d’une protéine core sur 

laquelle sont attachées une ou plusieurs chaînes de GAGs. Ils sont impliqués dans divers 

processus biologiques tels que la formation et le dépôt de la MEC, la prolifération, l'adhésion, 

la différenciation et la signalisation cellulaires. Ils jouent un rôle essentiel dans le stockage 

des facteurs de croissance, de chimiokines, de cytokines et dans l'établissement d'un gradient 

de morphogènes lors du développement tissulaire. Ils régulent également la diffusion des 

ligands à travers la MEC. Les PGs sont également impliqués dans de multiples situations 

pathologiques et dans le développement de plusieurs pathologies telles que le cancer, 

l'athérosclérose, la maladie d'Alzheimer, l'arthrose et dans certaines pathologies du 

développement squelettique. L’activité biologique des PGs est directement liée à leurs chaînes 

de GAGs. La biosynthèse des PGs est catalysée par plusieurs glycosyltransférases et nécessite 

la formation d’une amorce tétrasaccharidique composée d’un xylose, de deux galactoses et 

d’un acide glucuronique.  

La XT-I est l’enzyme qui initie la synthèse des chaînes GAGs des PGs par transfert d’un 

xylose à partir d’un UDP-xylose sur des résidus sérine spécifiques de la protéine core. Elle 

catalyse l’étape limitante de la synthèse des chaines de GAGs. Par conséquent, elle joue un 

rôle clé dans la régulation de biosynthèse des PGs. Des mutations au niveau du gène Xylt1 

codant pour la XT-I, sont à l'origine de plusieurs maladies génétiques. Plusieurs études 

cliniques ont rapporté des mutations non-sens, faux-sens et de site d'épissage au niveau du 

gène de la XT-I, qui ont été associées au syndrome de la dysplasie Desbuquois de type 2 

(DBQD type II) caractérisé par un retard de croissance pré et postnatal, une luxation sévère 

des articulations et une hypoplasie du thorax et du visage. Cependant, les mécanismes 

moléculaires et cellulaires sous-jacents à l’origine des anomalies du développement induites 

par la plupart de ces mutations n'ont pas été encore élucidés. 

L’objectif principal de ce projet est d’étudier le rôle physiologique et physiopathologique de 

la XT-I dans le développement ostéoarticulaire. 

Les objectifs spécifiques sont :   

- Le développement d’une souris invalidée pour le gène de la XT-I et le phénotypage de 

ces dernières aux différents stades du développement embryonnaire (E12.5, E13.5, 

E14.5, E16.5, E18.5, E19.5) et ceci afin de déterminer la présence d’éventuelles 

anomalies du développement squelettique et le stade embryonnaire d’apparition de ces 

anomalies.  
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- L’analyse histologique de l’organisation de la plaque de croissance, et de ses 

différentes zones constitutives ainsi que de la MEC des chondrocytes et de son 

contenu en GAGs et en collagène.  

- L’étude des mécanismes et des facteurs à l’origine des anomalies par analyse des 

défauts de biosynthèse des PGs, des anomalies de maturation des chondrocytes et de 

l’expression des marqueurs de différenciation chondrocytaires SOX9, Col2a1, ACAN, 

Co10a1 et Runx2, ainsi que la dérégulation de la signalisation des facteurs FGFs, IHH, 

TGFβ qui régulent la chondrogenèse et la maturation chondrocytaire et dont l’action et 

la biodisponibilité sont régulés par les PGs. 
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1. Génération des souris XT-I KO  

 Afin d'étudier le rôle de la XT-I dans le développement ostéoarticulaire et 

comprendre les anomalies du développement chez les patients atteints du syndrome de 

Desbuquois Dysplasia type 2 (DBQD type II) lié au gène Xylt1, nous avons généré des souris 

XT-I KO par délétion de l’exon 1 et d’une partie de la séquence du promoteur du gène de la 

XT-I (Ce travail a été effectué au sein de l’Institut de Clinique de la Souris (ICS) à 

Strasbourg). Le gène Xylt1 à une taille de 286 kb, il est constitué de 12 exons et de 11 introns.  

A cause de sa grande taille, il est difficile de le déléter totalement. C’est pourquoi, la stratégie 

suivante a été choisie (Figure 15A et 15B).  Le gène de la XT-I a été isolé et cloné en 

intégrant des séquences (LoxP) au niveau de l’exon1 et du promoteur de Xylt1. Les cellules 

souches embryonnaires (ES) (cellules totipotentes) ont été transfectées avec le vecteur 

recombinant. Les cellules ES ayant intégrées le vecteur ont été sélectionnées et amplifiées 

puis elles ont été introduites dans des blastocystes de souris par micro-injection. Ensuite les 

embryons ont été réimplantés dans des mères porteuses, donnant ainsi naissance à des souris 

chimériques dont une partie des cellules dérivent de la masse cellulaire interne de l’embryon 

et l’autre partie des cellules ES modifiées. Les souris chimériques dont les cellules germinales 

ou gamètes sont issues des cellules ES ont été sélectionnées et croisées avec des souris 

exprimant la Cre-recombinase, conduisant ainsi à la délétion d’une région de 18 kb au niveau 

du gène de la XT-I chez la descendance. Enfin, ces souris ont été croisées avec des souris 

sauvages pour obtenir des souris XT-I hétérozygotes (XT-I+/-) possédant un allèle sauvage et 

un allèle muté. Ces dernières sont mises en accouplement entre elles afin d’obtenir les souris 

XT-I knock-out (XT-I KO, XT-I-/-).   

 Avant d’identifier les embryons et les souris XT-I KO, nous avons effectué le 

génotypage des souris en utilisant des biopsies de queue prélevées sur les différentes individus 

issus du croisement des souris XT-I hétérozygotes. Après extraction de l’ADN à partir des 

biopsies, une PCR est effectuée en utilisant des amorces spécifiques qui permettent de 

distinguer entre les trois génotypes (XT-I WT, XT-I KO et XT-I+/-). Les différentes amorces 

utilisées sont illustrées dans la figure 15C. Nous avons choisi les amorces Ef /Wr pour 

déterminer si les souris sont XT-I WT et les amorces Ef2/Lxr pour identifier les souris XT-I 

KO. L’analyse des produits PCR par électrophorèse sur gel d’agarose (2% p/v) montre un 

produit PCR de 365 pb pour les souris XT-I KO, un produit de 404 pb pour les souris XT-I 

WT. Les souris XT-I+/- hétérozygotes pour le géne Xylt1 montrent deux produits de PCR de 

365 et de 404 pb (Figure 15D). 
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Figure 15 : Génération des souris XT-I KO. A) Organisation génique du gène de la XT-I. 

Structure des exons et des introns du gène Xylt1 sur le chromosome 7. Le gène Xylt1 est 

composé de 12 exons et de 11 introns. Les exons sont désignés par des boites et la barre 

horizontale bleue représente les introns, le codon d'initiation de la traduction ATG et le codon 

stop sont désignés par les flèches. B) Le locus cible pour l'invalidation du gène de la XT-I. 

Les souris XT-I KO ont été générées par délétion de l'exon 1 et d'une partie de la séquence du 

promoteur du géne entrainant ainsi une délétion de 18,5 kb du gène. C) stratégie 

d’invalidation du gène Xylt1 et position des amorces utilisées pour le génotypage des souris. 

D) Analyse de l’ADN des embryons issus d’accouplement des souris XT-I hétérozygotes.  

L’ADN a été amplifié par PCR en utilisant des amorces spécifiques. Les produits 

d’amplification ont été analysés par électrophorèse sur gel d’agarose (2% p/v).  

 

2. XT-I est moins exprimé dans les chondrocytes hypertrophiques 

La XT-I est principalement exprimée au niveau du cartilage et au niveau des tissus 

nerveux (294). Afin de vérifier l’invalidation de l’expression de la XT-I chez les souris XT-I 

KO, nous avons analysé par qPCR l’expression de la XT-I dans des chondrocytes primaires 

issus des embryons XT-I KO et des embryons XT-I WT. Les chondrocytes XT-I WT 

expriment fortement la XT-I, alors qu’aucune expression de celle-ci n’est détectée dans les 

chondrocytes XT-I KO (Figure 16A). Ce résultat indique que Xylt1 a été bien invalidé chez 

les embryons XT-I KO. Pour savoir si l’invalidation de la XT-I affecte l’expression de son 

homologue XT-II, nous avons analysé l'expression de cette dernière par qPCR dans les 

chondrocytes primaires. Les résultats obtenus montrent que les chondrocytes XT-I WT et les 

chondrocytes XT-I KO expriment la XT-II à des niveaux similaires (Figure 16B). Ces 

résultats indiquent que l’invalidation de la XT-I n’altère pas l’expression de la XT-II et que 

cette dernière ne compense pas la perte de la XT-I au niveau des chondrocytes.  

Ensuite nous avons vérifié l’invalidation de la XT-I in vivo ; pour cela nous avons 

analysé par RNAscope l’expression de la XT-I sur des coupes d’humerus d’embryons. Les 

résultats obtenus montrent que la XT-I n’est pas exprimé chez les souris XT-I KO (Figure 

16C), alors qu’elle est fortement exprimée au niveau des différentes zones de la plaque de 

croissance (zone de repos, proliférative et pré-hypertrophique) chez les souris XT-I WT. Nous 

avons constaté également que la XT-I est moins exprimé au niveau de la zone hypertrophique 

chez les souris sauvages (Figure 16C), suggérant que l’expression de la XT-I est régulée au 

cours de la différenciation des chondrocytes. 
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Figure 16 : Analyse de l’expression de la XT-I et de la XT-II chez les embryons XT-I 

KO. A) Analyse par RT-qPCR du taux d’expression des gènes de la XT-I et de la XT-II dans 

des chondrocytes primaires issues des embryons XT-I WT et XT-I KO. Les valeurs sont 

normalisées de sorte que les valeurs du WT sont définies comme étant égale à 1. Le taux 

d’expression de chaque gène est normalisé par rapport aux gènes rapporteurs RP29 et 

GAPDH. B) Analyse par RNAscope de l’expression de la XT-I au niveau de la plaque de 

croissance proximale de l’humerus issu des embryons XT-I KO et XT-I WT au stade E18.5 

(grossissement X63, échelle = 100 µm). 
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3. L'invalidation de la XT-I chez la souris conduit à une létalité périnatale  

Nous avons commencé notre étude par l’analyse des souris à 15 jours postnatales (P15) 

mais après le génotypage, nous n’avons pas identifié de souris XT-I KO, suggérant ainsi une 

létalité in utero ou périnatale. Le moment de la létalité est important pour identifier les 

anomalies du développement liées à l’invalidation du gène étudié et par conséquent 

comprendre mieux la fonction biologique de celui-ci. La mort peut survenir à la fin du 

développement embryonnaire avant la naissance (mort fœtale), immédiatement à la naissance, 

à un jour (décès néonatal) ou après le premier jour de la vie postnatale (décès postnatal). Afin 

de déterminer le moment de la létalité des souris XT-I KO, des embryons ont été collectés à 

différents stades du développement embryonnaire. Au stade E14.5, le nombre des embryons 

XT-I KO respecte la répartition mendélienne et les embryons sont tous vivants (rythme 

cardiaque), ce qui suggère que les souris XT-I KO meurent après cette étape. Nous avons 

poursuivi notre analyse au stade embryonnaire E18.5, juste avant la naissance. A ce stade, le 

test de viabilité a permis de montrer que la plupart des embryons étaient capables de respirer 

quelques minutes après la naissance. Les embryons XT-I KO étaient réactifs à la stimulation, 

mais décèdent 30 minutes après la naissance et présentent une taille plus réduite que leurs 

congénères. Dans certains cas de décès périnatal, la mutation ou la suppression génétique peut 

entraîner une mort fœtale ou néonatale. L'analyse des embryons au stade embryonnaire E19.5 

montre des résultats similaires qu’au stade E18.5, suggérant une létalité périnatale. 

Effectivement, à un jour de la naissance, des petits sont retrouvés morts et d'autres sont à 

moitié cannibalisés. Le génotypage de ces souriceaux a révélé qu’ils sont XT-I KO. Les 

événements majeurs qui représentent des défis potentiellement mortels pour le nouveau-né au 

cours des premières 24 heures après la naissance sont la parturition, la respiration, 

l'homéostasie néonatale et l’allaitement (309). Dans le cas présent, la délétion du gène de la 

XT-I entraîne la mort périnatale des souris, due probablement à des problèmes respiratoires. 

En effet, les souris XT-I KO présentent une hypoplasie frontonasale prononcée qui peut être 

la principale déficience entraînant plusieurs problèmes physiologiques tels que des défauts 

respiratoires. 

 

4. Les souris XT-I KO présentent un nanisme et des anomalies squelettiques 

L’analyse des embryons aux différents stades du développement embryonnaire (E14.5, 

E16.5, E18.5) a montré que les embryons XT-I KO présentent un nanisme et une hypoplasie 

frontonasale apparente par rapport à leur congénères sauvages (Figure 17A et 17B). Au stade 

E14.5, les embryons XT-I KO montrent une réduction de 11 % en taille et de 14% de la 
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longueur de l'humérus (Figure 18A). Au stade E18,5, la taille des embryons XT-I KO est 

réduite de 13% (Figure 17C) et leurs humérus étaient également réduits de 28% (Figure 

18B). Les embryons XT-I KO présentent un nanisme prononcé et une hypoplasie frontonasale 

apparente, traduisant des anomalies dans le développement squelettique, probablement due à 

un défaut de chondrogenèse d’ossification endochondrale. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 17 : Les embryons XT-I KO présentent un nanisme et une hypoplasie 

frontonasale. A) Les embryons XT-I KO aux différents stades embryonnaires (E14.5, E16.5, 

E18.5) montrent une réduction de la taille globale du corps. B) Les graphes représentant la 

longueur relative du corps total des souris XT-I KO par rapport à leurs congénères WT aux 

stades embryonnaires E14.5 et E18.5, les valeurs sont normalisées de telle sorte que la 

longueur du corps des embryons XT-I WT est définie à 100%. C) Squelette des embryons au 

stade E16.5 coloré au Rouge Alizarine et au Bleu Alcian. Rouge = os marqué par le Rouge 
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Alizarine ; Bleu = cartilage marqué par le Bleu Alcian. Les embryons XT-I KO présentent 

une dysplasie frontonasale avec un visage plat et une dysplasie crânienne (cercle jaune), ils 

présentent également une cage thoracique réduite (carré rouge). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 18 : Analyse morphologique et histologique de l’humerus chez les embryons XT-I 

sauvages et KO. A) Coupes d’humerus au stade E14.5 colorées au Bleu Alcian. L’humérus et 

la zone hypertrophique sont représentés avec les flèches noires. B) Humerus d’embryons à 

E18.5 colorés au Blue Alcian et au Rouge Alizarine montrant une réduction de la longueur de 

l’humerus (flèches jaunes).  

 

5.  Les souris XT-I KO présentent une plaque de croissance de taille réduite 

La plaque de croissance est le centre de la chondrogenèse et de l’ossification endochondrale. 

Nous avons analysé la plaque de croissance des embryons XT-I KO. Des coupes 
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histologiques ont été effectuées sur les différents membres des embryons et analysées par 

coloration HES et Bleu Alcian. Nous avons observé une désorganisation et une réduction 

importante de la taille de la plaque de croissance chez les souris XT-I KO. Les zones de 

réserve, proliférative et hypertrophique sont nettement réduites aux différents stades 

embryonnaires étudiés.  Au stade E18.5, nous avons observé une réduction de 24% de la taille 

de la zone de réserve, 60% de réduction au niveau de la zone proliférative et 57,6% de 

réduction au niveau de la zone hypertrophique de la plaque de croissance chez les embryons 

XT-KO comparés au embryons sauvages (Figure 19A). La taille de la zone hypertrophique 

est considérablement diminuée à E18.5 (réduction de 57.6%) (Figure 19B), alors qu’elle est 

plus importante au stade E14.5 (augmentation de 15%) (Figure 18A). La formation du centre 

d'ossification primaire chez la souris se produit au stade embryonnaire E15.5, mais avant cette 

étape, au stade E14.5 la zone hypertrophique se développe et s'étend dans la diaphyse ce qui 

permet de préparer à l’initiation de l'ossification. L’élargissement de la zone hypertrophique 

chez les souris XT-I KO à E14.5, suggère une maturation prématurée des chondrocytes qui 

pourrait conduire à une ossification précoce. La réduction de la taille de la zone 

hypertrophique chez les souris XT-I KO au stade E18.5 suggère que les chondrocytes 

hypertrophiques se différencient plus rapidement, rentrant en phase terminale de façon 

précoce pour être remplacées par les ostéoblastes et les tissus minéralisés. Il est important de 

noter que chez les embryons XT-I KO et à tous les stades embryonnaires étudiés, les 

chondrocytes prolifératifs (zone proliférative) ne sont ni aplatis ni organisées en colonne, 

deux caractéristiques importantes des chondrocytes de cette zone. Ces résultats suggèrent des 

anomalies de chondrogenèse et une ossification précoce chez les souris XT-I KO, 

probablement à l'origine du nanisme. 
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Figure 19 : Etude de la plaque de croissance chez les embryons XT-I KO et sauvages. A) 

Les graphes montrent la longueur de la zone de réserve et la zone proliférative chez les 

embryons XT-I KO et XT-I WT au stade E18.5. B) Coupe histologique de la plaque de 

croissance au niveau de l’humérus des souris XT-I WT et XT-I KO au stade E18.5 (coloration 

au Bleu Alcian) indiquant une zone hypertrophique très réduite chez les embryons XT-I KO 

par rapport aux embryons sauvages (flèches rouges), le graph représente la taille de la zone 

hypertrophique. 

 

6. Prolifération plus importante des chondrocytes chez les embryons XT-I KO 

L'analyse de la plaque de croissance a révélé une forte densité cellulaire chez les embryons 

XT-I KO par rapport à la plaque de croissance des embryons sauvages (Figure 20B). Les 

chondrocytes sont fortement tassées au niveau des différentes zones de la plaque de 

croissance des embryons XT-I KO et leur nombre est plus élevé. A E18.5 le nombre de 

chondrocytes de la zone de réserve chez les souris XT-I KO est supérieure de 56% comparé à 

celui observé chez les souris XT-I sauvages (Figure 20C). Ces résultats suggèrent une 

augmentation du taux de prolifération des chondrocytes embryonnaires en l'absence de la XT-

I. Les coupes histologiques montrent clairement que chez les souris sauvages, les 

chondrocytes au niveau de la plaque de croissance sont bien séparés. On note la présence 

d’une MEC importante entre les chondrocytes, alors que chez les souris XT-I KO, les 

chondrocytes sont entassés et entourés de très peu de MEC (Figure 20A). Ces résultats 

indiquent que l’invalidation de la XT-I conduit à un défaut de synthèse et/ou de dépôt de la 

MEC chez les embryons XT-I KO. 

L'homéostasie cellulaire ainsi que l'organisation de la plaque de croissance dépendent d'un 

équilibre entre la prolifération et la différentiation des chondrocytes. Afin de déterminer si la 

prolifération est perturbée chez les souris XT-I KO, le taux de prolifération des chondrocytes 

primaires isolés à partir du cartilage costal des embryons XT-I KO, a été analysé. Les résultats 

montrent que le taux de prolifération à 24h des chondrocytes chez les embryons XT-I KO est 

2 fois plus élevé que celui observé chez les chondrocytes des embryons XT-I sauvages 

(Figure 20D). 
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Figure 20 : Etude de la plaque de croissance chez les embryons XT-I KO et sauvages. A 

et B) La coloration HES de la plaque de croissance proximale de l’humerus des souris 

sauvages (A) et XT-I KO (B) au stade E15.5 montre une taille réduite chez les embryons XT-I 

KO. La zone de réserve, la zone proliférative et la zone hypertrophique montrant des 

chondrocytes entassées présentant un caractère hypertrophique. C et D) Analyse de la 

prolifération des chondrocytes chez les embryons sauvages et XT-I KO. C) Analyse du 

nombre des chondrocytes au niveau de la zone de réserve. (D) Analyse du taux de 

prolifération à 24h des chondrocytes issus des embryons sauvages et XT-I KO. 
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7. Synthèse des protéoglycanes est perturbée chez les souris XT-I KO 

L'analyse histologique des coupes réalisées sur les embryons XT-I sauvages et mutés aux 

différents stades du développement embryonnaire a révélé une différence d'intensité de 

coloration au Bleu Alcian, un marqueur des PGs et de leurs chaines de GAGs, entre les 

embryons XT-I KO et XT-I WT (Figure 21). En effet, nous avons observé une forte réduction 

de la coloration chez les embryons XT-I KO par rapport aux embryons XT-I WT, indiquant 

ainsi un défaut de synthèse des PGs et de leurs chaînes de GAGs suite à l'invalidation du gène 

de la XT-I. Nous avons observé cette diminution au niveau du cartilage de croissance des 

membres supérieurs et inférieurs des embryons à différents stades du développement 

embryonnaire, suggérant un rôle important des PGs et de leurs chaines de GAGs dans le 

processus d’ossification endochondrale. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 21 : Défaut de synthèse des protéoglycanes chez les embryons XT-I KO. Coupes 

histologiques de la plaque de croissance de l’humerus des embryons sauvages et XT-I KO au 

stades E15.5, E16.5, E18.5 colorés au Bleu Alcian. Elles montrent une forte diminution de la 

coloration Bleu Alcian chez les souris XT-I KO indiquant ainsi une diminution de la synthèse 

des chaines de GAGs des PGs (Grossissement x4, échelle = 100 µm). 

 

8. Déficience d’anabolisme des protéoglycanes chez les souris XT-I KO 

Afin de déterminer si l’invalidation de la XT-I affecte la synthèse des PGs, des 

chondrocytes primaires ont été mis en culture en présence du sulfate radiomarqué (S35-sulfate) 

afin de marquer les chaines de GAGs par incorporation de sulfate radiomarqué. Les PGs sont 

ensuite analysé par SDS-PAGE et radiographie. De façon intéressante, le profil des PGs des 

chondrocytes XT-I KO est différent de celui des PGs des chondrocytes WT (Figure 22A). En 
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effet, les PGs produits par les chondrocytes XT-I KO sont majoritairement de petites tailles 

comparés à ceux synthétisés par les chondrocytes sauvages, indiquant que la perte de la XT-I 

induit des défauts de synthèse des PGs de grandes tailles. Afin de déterminer si la synthèse 

des chaînes GAG est perturbée, les PGs des chondrocytes issus des embryons XT-I KO et 

XT-I WT ont été radiomarqués et leurs chaînes de GAGs ont été analysés par SDS-PAGE. 

Les résultats obtenus montrent que les chaines de GAGs des PGs issus des chondrocytes XT-I 

KO sont de petites tailles par rapport à celles des PGs des chondrocytes issus des embryons 

WT (Figure 22B). L’analyse du taux de synthèse des PGs par l’évaluation du taux 

d’incorporation du sulfate radiomarqué indique que le taux de synthèse des chaînes de GAGs 

est réduit de 40% chez les souris XT-I KO par rapport aux souris sauvages (Figure 22C).  

La XT-I catalyse l’étape initiale de la synthèse des chaines de GAGs des deux classes 

majeurs de PGs, les PG à héparane-sulfates (HSPGs) et à chondroïtine-sulfates (CSPGs). Afin 

de déterminer si ces deux classes ont été affectées par la perte de la XT-I, nous avons analysés 

par SDS-PAGE les HS et les CS, après digestion des GAGs radiomarqués par la 

chondroitinase et l’héparanase, respectivement. Aucune différence n’a été observée au niveau 

du profil des CS et des HS chez les chondrocytes XT-I KO (Figure 22D). En effet, les 

chaînes de GAGs sont sensibles aux chondroitinases et aux héparanases indiquant que 

l’invalidation de la XT-I semble avoir le même effet sur les deux classes de PGs. 

 

 

  

  

 

 

 

Figure 22 : Défauts d’anabolisme des protéoglycanes chez les souris XT-I KO 

A) Analyse par SDS-PAGE des PGs radiomarqués au 35S-sulfate produits dans le milieu de 

culture des chondrocytes primaires costales des embryons XT-I WT et XT-I KO. B) Analyse 

par SDS-PAGE des chaines de GAGs des PGs radiomarqués au 35S-sulfate produits dans le 

milieu de culture des chondrocytes sauvages et XT-I KO. C) Analyse du taux de synthèse des 

PGs dans les chondrocytes sauvages et XT-I KO par l’évaluation du taux d’incorporation du 

35S-sulfate au niveau des chaines de GAGs des PGs. D)  Analyse par SDS-PAGE de la 
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synthèse des HSPGs et des CSPGs produits par les chondrocytes XT-I KO et sauvages après 

digestion par la chondroitinase et l’héparanase, respectivement. Ctrl : Control (sans 

digestion), HS : Héparane Sulfate, CS : Chondroïtine Sulfate.  

 

9. Désorganisation des fibres de Collagène au niveau de la plaque de croissance 

des embryons XT-I KO 

En plus des PGs, la MEC des chondrocytes au niveau de la plaque de croissance, est 

constituée de fibres de collagène. En effet, le collagène représente 10 à 30 % de la 

composition de la matrice et joue un rôle important dans son organisation et l’arrangement 

des chondrocytes. Dans le but d’examiner l’effet de l’invalidation de la XT-I et des anomalies 

engendrées dans la synthèse des PGs sur les collagènes de la MEC, nous avons analysé des 

coupes histologiques d’humerus d’embryons XT-I WT et XT-I KO au stade embryonnaire 

E15.5 par coloration au Rouge Sirius (colorant spécifique des fibres de collagène). Cette 

analyse a révélé une différence d’intensité de coloration entre les embryons XT-I WT et XT-I 

KO. En effet, la coloration en Rouge Sirius est plus intense au niveau de la plaque de 

croissance des embryons XT-I KO comparé aux embryons XT-I WT, indiquant un taux élevé 

de fibres de collagène au niveau de la plaque de croissance des embryons XT-I KO (Figure 

23A). L’analyse de ces coupes par lumière polarisée au microscope Leica DMD108 a révélé 

une organisation différente des fibres de collagènes entre les embryons XT-I KO et les 

embryons XT-I WT. Tandis que les fibres de collagènes sont organisées parallèlement les 

unes aux autres chez les embryons XT-I WT, elles présentent une organisation aléatoire chez 

les embryons XT-I KO (Figure 23B).  
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Figure 23 : Désorganisation des fibres de collagènes chez les embryons XT-I KO.                   

A) Coloration Rouge Sirius réalisée sur des coupes d’humerus d’embryons XT-I WT et XT-I 

KO au stade E15.5 (échelle = 100µm). B) Analyse par la lumière polarisée des coupes 

d’humerus d’embryons au stade E15.5 montrant l’organisation des fibres de collagène au 

niveau de la plaque de croissance des embryons (Grossissement x20, échelle = 100µm). 

 

10. L’expression de Sox9 est augmentée chez les souris XT-I KO  

 Afin de comprendre les mécanismes moléculaires qui sont à l’origine des anomalies 

du développement chez les souris XT-I KO, nous avons analysé l’expression de Sox9 qui est 

un facteur de transcription et régulateur clé des premières étapes de la chondrogenèse. Ce 

facteur est exprimé au niveau des chondrocytes de réserve, prolifératifs et préhypertrophiques. 

SOX9 est nécessaire à la différenciation chondrocytaire et le control de l’expression du 

collagène de type 2 et de l’aggrécane, les constituants majeurs de la MEC (29,33). L’analyse 

par RNAscope de l’expression de SOX9 au niveau de la plaque de croissance des embryons 

sauvages et mutés au stade E15.5 montre une augmentation de l’expression de SOX9 au 

niveau de la plaque de croissance des embryons XT-I KO (Figure 24A). Afin de déterminer 

si l’expression du gène du collagène de type 2 (COL2A1) et de l’aggrécane (ACAN) est 

affectée par l’expression de SOX9, nous avons analysé leur expression par RNAscope. De 

façon intéressante, nous avons observé une augmentation de l’expression du gène ACAN au 

niveau de la plaque de croissance des embryons XT-I KO comparé avec leurs congénères 

sauvages, cependant nous n’avons pas observé de différence significative dans l’expression 

du gène Col2a1 (Figure 24 B et C).  
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Figure 24 : Analyse de l’expression de SOX9, du collagène de type 2 et d’aggrécane dans 

la plaque de croissance des embryons sauvages et XT-I KO. Des coupes histologiques 

d’humerus d’embryons sauvages et XT-I KO aux stades embryonnaire E15.5 et E18.5 

analysées pour l’expression (A) Sox9, (B) COL2A1 et (C) ACAN en utilisant la technique de 

RNAscope (échelle = 100µM). 

 

11. L’invalidation de XT-I affecte la signalisation Ihh 

Plusieurs voies de signalisation régulent la chondrogenèse et la maturation des 

chondrocytes au niveau de la plaque de croissance (3,310). Ihh, un membre de la famille 

Hedgehog, est exprimé au niveau des chondrocytes préhypertrophiques et des chondrocytes 

hypertrophiques précoces (50). Il régule la prolifération des chondrocytes  et active leur 

différenciation hypertrophique (62). Ihh est également impliqué dans la différenciation des 

ostéoblastes (311). Pour déterminer si l'invalidation de la XI-I affecte la signalisation d’Ihh et 
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la maturation chondrocytaire, nous avons analysé l'expression des ARNm d’Ihh au niveau de 

la plaque de croissance des embryons sauvages et mutés aux stades E15.5 et E18.5. Nous 

avons observé une forte expression d’Ihh chez les embryons XT-I KO par rapport à leurs 

congénères sauvages (Figure 25A et 25B). Cette surexpression d’Ihh peut être à l’origine de 

l’augmentation de la prolifération montrée précédemment chez les embryons XT-I KO et peut 

également accélérer la maturation des chondrocytes via la stimulation de l’expression de 

Runx2. Afin de vérifier si la surexpression d’Ihh affecte celle de Runx2, nous avons examiné 

l'expression de ce dernier par RNAscope. Les résultats montrent une expression élevée de 

Runx2 au niveau de la plaque de croissance des embryons XT-I KO par rapport aux sauvages 

(Figure 25A et 25B). 

Nous avons également analysé l’expression du collagène de type 10 (COL10A1), collagène 

spécifiquement exprimé par les chondrocyte hypertrophiques et dont l’expression est régulée 

par Ihh et Runx2. Les résultats obtenus montrent une plus forte expression du collagène de 

type 10 au niveau de la plaque de croissance des embryons XT-I KO au stade E15.5 par 

rapport aux embryons sauvages. Ces résultats suggèrent une différenciation hypertrophique 

précoce des chondrocytes chez les embryons XT-I KO. L’ensemble de ces résultats montre 

que l'invalidation de la XT-I conduit à une surexpression d’Ihh, de Runx2 et du COL10A1 au 

niveau de la plaque de croissance, indiquant ainsi des anomalies de prolifération et de 

maturation des chondrocytes chez les embryons XT-I KO. 
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Figure 25 : Analyse de l’expression d’IHH, de RUNX2 et du COL10A1 au niveau de la 

plaque de croissance des embryons sauvages et XT-I KO. Hybridation in situ par 

RNAscope des sondes Ihh et Runx2 au niveau des plaques de croissance de l’humerus 

d’embryons sauvages et mutés au stades E15.5 (A) et E18.5 (B). C) Analyse par RNAscope 

de l’expression du gène COL10A1 au niveau de la plaque de croissance des embryons 

sauvages et XT-I KO au stade E15.5 (échelle = 100µM). 

 

12. L’invalidation de XT-I affecte la formation du centre d’ossification primaire 

L’analyse de la plaque de croissance de l’humerus chez les embryons XT-I KO au stade 

embryonnaire E14.5 a montré une région hypertrophique plus importante par rapport à la 

plaque de croissance des embryons XT-I WT (Figure 16), suggérant une hypertrophie 

précoce ou une différenciation accélérée des chondrocytes vers l'hypertrophie. Au stade 

embryonnaire E18,5 nous avons observé une zone hypertrophique réduite chez les embryons 

XT-I KO (Figure 16), indiquant une différenciation terminale accélérée des chondrocytes 

hypertrophiques et un remplacement accéléré de ces chondrocytes matures par les tissus 

osseux. Ces résultats suggèrent une formation précoce du centre d’ossification primaire 

(POC) chez les embryons XT-I KO. Les POCs se forment au stade embryonnaire E15.5 (16). 

Pour analyser la formation du POC chez les embryons XT-I KO, nous avons procédé à une 

coloration rouge Alizarine des coupes de l'humérus E15.5, qui colore les dépôts de calcium au 

niveau des tissus minéralisés. Nous n’avons pas observé de différence significative de 

coloration entre XT-I WT et XT-I KO (Figure 26A). Cependant, lorsque nous avons réalisé 

cette coloration sur des sections d'humérus au stade embryonnaire E14.5, nous avons observé 

une grande région minéralisée chez les embryons XT-I KO par rapport aux embryons XT-I 
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WT (Figure 26A). En outre, l'analyse par RNAscope du gène SPP1, un gène marqueur des 

chondrocytes hypertrophiques terminaux et des tissus osseux minéralisés, révèle une 

augmentation de l'expression de ce gène chez les embryons XT-I KO par rapport à leurs 

homologues sauvages (Figure 26B). Ces résultats suggèrent que l'invalidation de la XT-I 

affecte la formation de POC et la minéralisation osseuse. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 26 : L’invalidation de XT-I conduit à une formation accélérée du POC chez les 

souris. A) Des coupes d’humerus aux stades embryonnaires E14.5 et E15.5 colorées au 

Rouge Alizarine, marqueur des tissus minéralisés. B) Analyse de l’expression du gène SPP1, 

marqueur des chondrocytes hypertrophiques tardives et des tissus minéralisés, par hybridation 

in situ sur des coupes d’humerus au stade E14.5. La barre noire représente la taille de la zone 

minéralisée. (Échelle =100µm). 
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13. Formation précoce du centre d'ossification secondaire chez les souris XT-I KO 

Alors que le centre d’ossification primaire des os endochondraux se forme à E15.5 au 

cours du développement embryonnaire de la souris, le centre d’ossification secondaire (SOC) 

commence normalement à se former après la naissance vers 5 à 7 jours après la naissance. 

Cependant, chez les souris XT-I KO nous avons observé la formation du SOC au cours du 

développement embryonnaire et non pas durant le développement postnatal. La coloration 

HES des coupes des membres supérieurs des embryons XT-I KO au stade E18.5 révèle des 

cellules volumineuses au niveau des régions épiphysaires du cartilage. Ces cellules présentent 

le même aspect que les chondrocytes hypertrophiques présents dans les épiphyses au cours de 

la formation du SOC chez les souris post-natales. À haute résolution, le groupe de cellules au 

centre des épiphyses est distinct des chondrocytes ronds de réserve qui les entourent, elles ont 

une plus grande surface cytoplasmique (Figure 27A). Ces cellules sont distinctes des cellules 

hypertrophiques des plaques de croissance par leurs noyaux qui sont plus denses et le volume 

cellulaire plus réduit (Figure 27B), mais ressemblent morphologiquement aux chondrocytes 

hypertrophiques des centres d'ossification secondaires décrits dans des travaux antérieurs 

(312). L’apparition de canaux cartilagineux, qui entraînent une vascularisation de la région 

épiphysaire et, éventuellement, une invasion des cellules ostéogéniques, est un événement 

important dans la formation du SOC. La coloration au Bleu Alcian des coupes de l'humérus 

au stade E18.5 montre un groupe de cellules migrant du périchondre et envahissant la plaque 

de croissance jusqu'à la zone du SOC, suggérant la formation de canaux cartilagineux (Figure 

27C). Ces cellules présentent les mêmes noyaux condensés que les cellules au centre du SOC, 

mais leur forme est différente, elles ne sont pas volumineuses comme les chondrocytes 

hypertrophiques mais de façon intéressante, elles montrent une forte coloration, suggérant une 

synthèse accrue des PGs (Figure 27D). Tous ces résultats indiquent une formation prématurée 

du centre d’ossification secondaire suggérant une maturation de la plaque de croissance et une 

ossification précoces chez les embryons XT-I KO.  
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Figure 27 : Formation précoce du centre d’ossification secondaire chez les embryons 

XT-I KO. Plaque de croissance proximale de l’humerus des embryons XT-I KO au stade 

E18.5. A) Hybridation in situ par RNAscope des ARNm du gène COL2A1 montrant un 

groupe de cellules de forme distinctes des cellules (rondes) de la zone de réserve avec une 

large aire cytoplasmique au niveau du centre de l’épiphyse. B) La coloration HES montre des 

cellules larges avec un noyau plus condensé différent de celui des chondrocytes 

B 

C 
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hypertrophiques. C et D) La coloration Bleu Alcian montre un groupe de cellules migrant du 

périchondrium et envahissant la plaque de croissance jusqu'à l’aire du SOC indiquant la 

formation des canaux du cartilage. 

 

14. L’invalidation de XT-I affecte l’expression et la signalisation de FGFR3 

La signalisation du FGF joue un rôle clé dans la régulation de la maturation des 

chondrocytes. L’achondroplasie la plus commune chez l'homme est associée à une mutation 

activatrice (gain de fonction) au niveau du récepteur FGFR3. Nous avons analysé l’expression 

des ARNm du FGFR3 au niveau de la plaque de croissance des embryons sauvages et XT-I 

KO à différents stades du développement embryonnaire. Les résultats obtenus montrent une 

surexpression du FGFR3 chez les embryons XT-I KO par rapport aux embryons XT-I WT 

(Figure 28A). Nous avons par la suite analysé l’activation des voies de signalisation sous-

jacentes ERK1/2, p38, AKT et PKC dans les chondrocytes primaires en culture. Nous avons 

observé que la surexpression de FGFR3 chez les souris XT-I KO induit fortement la 

phosphorylation d’ERK1/2 et d’AKT et réduit la phosphorylation de PKC alors que 

l’activation de p38 est inchangée comparé aux chondrocytes sauvages (Figure 28B). Compte 

tenu du rôle important de la voie de signalisation ERK1/2 dans différenciation terminale des 

chondrocytes (135,136) et dans la prolifération cellulaire, ces résultats suggèrent que la 

surexpression de FGFR3 peut être à l’origine de la maturation précoce des chondrocytes chez 

les souris XT-I KO à travers l’induction de l’activation de la voie ERK1/2. La voie 

PI3K/AKT a pour fonction d'inhiber l'activité des molécules cibles tel que le facteur de 

transcription de classe forkhead box (FOXO1), un effecteur pro-apoptotique, qui est inactivé 

par la phosphorylation d’AKT. AKT active également le complexe mTOR 1 stimulant la 

croissance et la prolifération cellulaire. Cette voie participerait à la stimulation de la 

prolifération chondrocytaire chez les embryons XT-I KO, en plus de la voie ERK1/2. PKC est 

fortement exprimé dans les CSMs en voie de différenciation, il régule positivement la 

différenciation chondrocytaire par l’inhibition de la voie ERK1/2. L’inhibition de PKC et 

l’activation d’ERK1/2 au niveau des chondrocytes XT-I KO pourrait entrainer une 

différenciation accélérée en chondrocytes hypertrophiques. 

L’analyse par IHC de l’expression du FGFR3 sur des coupes d’embryons au stade E18.5 a 

permis de confirmer l’augmentation de l’expression protéique de ce récepteur chez les 

embryons XT-I KO (Figure 28C). Nous avons vérifié également l’activation de d’ERK1/2 in 

vivo. En accord avec les résultats obtenus dans les chondrocytes en culture, le niveau 
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d’expression d’ERK1/2 phosphorylé (p-ERK1/2) est fortement élevé chez les embryons XT-I 

KO par rapport aux sauvages (Figure 28D).   

 

 

  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 28 : Analyse de l’expression du FGFR3 et des voies de signalisation sous-jacentes 

chez les souris sauvages et XT-I KO. A) Hybridation in situ des ARNm du gène FGFR3 

effectué sur des coupes histologiques d’humérus au stade embryonnaire E18.5 avec une 
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contre-coloration à l’hématoxyline (Bleu-gris) (échelle=100µm). B) L’augmentation de 

l’expression du FGFR3 dans les chondrocytes XT-I KO se traduit par une activation 

importante d’ERK1/2 et d’AKT et l’inhibition de PKC. L’actine a été utilisée comme control. 

C) Analyse de l’expression de la protéine FGFR3 sur des coupes histologiques d’humerus 

d’embryons sauvages et mutés au stade E18.5. D) Analyse in vivo de l’activation d’ERK1/2 

(pERK1/2) par IHC sur des coupes d’humérus d’embryons E18.5 (échelle=100µm). 

 

15. La signalisation du TGFβR2 est altérée chez les souris XT-I KO 

  La superfamille du TGFβ est primordiale dans tous les stades de la chondrogenèse 

embryonnaire (179,310). Il a été montré que l'inhibition de l'expression du TGFβR2 pendant 

la chondrogenèse altère la différenciation des chondrocytes et la formation des articulations 

(16,190,313). Afin de déterminer si l’invalidation de la XT-I affecte la signalisation du TGFβ, 

nous avons transfecté des chondrocytes primaires en culture par un vecteur qui contient des 

éléments de réponse au TGFβ au niveau du promoteur contrôlant l’expression du gène de la 

luciférase (gène rapporteur) et évalué l’activité luciférase. Les résultats obtenus montrent que 

l’activité luciférase est de 30% plus importante dans les chondrocytes des embryons XT-I KO 

comparé aux chondrocytes sauvages, indiquant que la signalisation du TGFβ est augmentée 

dans les chondrocytes en l’absence de la XT-I (Figure 29A). Nous avons ensuite analysé par 

immunohistochimie l'expression du TGFβR2 au niveau de la plaque de croissance d'humérus 

des embryons au stade E18.5. L’analyse montre une surexpression de ce récepteur au niveau 

de la plaque de croissance d'embryons XT-I KO comparé aux sauvages (Figure 29B). Afin de 

vérifier si la signalisation en aval de TGFβR2 est affectée par la surexpression de ce 

récepteur, nous avons analysé par Western blot l’activation des protéines Smad2 et Smad3 

dans les chondrocytes en culture. Les résultats indiquent que la surexpression du TGFβR2 

engendre une augmentation de l’activation de Smad2 et Smad3 au niveau des chondrocytes 

XT-I KO comparés aux chondrocytes sauvages (Figure 29C). En effet, le taux de p-Smad2 et 

p-Smad3 est élevé dans les chondrocytes XT-I KO.  Ces résultats indiquent que l'invalidation 

de la XT-I stimule la signalisation du TGFβ. Du fait de l’importance de cette signalisation 

dans le développement endochondral, l‘activation de la voie TGF pourrait participer aux 

anomalies de chondrogenèse à l’origine des défauts de développement ostéoarticulaire chez 

les souris XT-I KO. 
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Figure 29 : Analyse de l’expression du TGFβR2 et de la voie de signalisation Smad. A) 

Expression du vecteur rapporteur de l’activité TGFβ dans les chondrocytes primaires issus des 

embryons sauvages et XT-I KO. B) Analyse par immunohistochimie de l’expression du 

TGFβR2 dans des coupes histologiques d’humerus issus des embryons sauvages et XT-I KO 

au stade E18.5. C) Analyse par Western blot de la phosphorylation de Smad2 et de Smad3 

dans les chondrocytes primaires issus des embryons sauvages et mutés au stade E18.5. 

L’actine est utilisée comme control. 

 

16. L’inhibition du FGFR3 restaure l’activation optimale d’ERK1/2 dans les 

chondrocytes XT-I KO 

PD173074 est un inhibiteur spécifique du récepteur FGFR3. Il inhibe l’activité kinase 

de ce dernier et par conséquent la phosphorylation des tyrosines et des protéines de 

signalisation en aval tel que ERK1/2. Les embryons XT-I KO montrent une surexpression de 

FGFR3 et une augmentation de la signalisation d’ERK1/2. Nous avons traité les chondrocytes 

primaires d’embryons sauvages et XT-I KO avec différentes concentrations de PD173074 
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pendant 1h et nous avons analysé l’activation de d’ERK1/2 par Western blot. A 0,1 µM, le 

PD173074 n’a pas montré d’effet sur l’activation d’ERK1/2 ni dans les chondrocytes XT-I 

KO, ni dans les chondrocytes sauvages. En revanche, à 1µM l’inhibiteur réduit le taux de 

phosphorylation d’ERK1/2 dans les chondrocytes XT-I KO à un niveau similaire à celui des 

chondrocytes sauvages. Ce résultat suggère que l’inhibition du FGFR3 chez les souris XT-I 

KO par le PD173074 pourrait restaurer l’activation optimale d’ERK1/2 et pourrait avoir des 

effets positifs sur le développement ostéoarticulaire des souris XT-I KO. Ces résultats 

suggèrent également que FGFR3 est une cible potentielle à explorer en vue de développer un 

traitement contre la DBQD type 2 (Figure 30). 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 30 : Inhibition in vitro de la voie de signalisation FGFR3 dans les chondrocytes 

sauvages et XT-I KO. Les chondrocytes primaires issus des embryons sauvages et XT-I KO 

ont été traités avec 0,1 et 1µM d’inhibiteur du FGFR3, le PD173074, pendant 1h. L’activation 

d’ERK1/2 a été analysée par Western blot. La β-actine a été utilisée comme contrôle. 
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1. La XT-I est impliquée dans plusieurs pathologies du développement 

squelettique 

 La XT-I joue un rôle important dans la biosynthèse des PGs, elle catalyse l’initiation 

de la synthèse des chaines de GAGs des PGs par le transfert d’un résidu xylose sur les résidus 

sérines de la protéine core. Récemment, plusieurs études cliniques ont montré que les 

mutations au niveau du gène de la XT-I sont associées à des pathologies du développement 

stéoarticulaire chez l’homme (299–305). 

  En 2013, Schreml et ses collaborateurs ont montré pour la première fois la présence 

d’une mutation homozygote au niveau du gène de la XT-I chez des patients atteints d’un 

syndrome de petite taille. Les deux enfants de la même famille présentent une petite taille, un 

squelette fragile, des caractéristiques faciales distinctes et des capacités intellectuelles 

réduites. En 2014, Bui et ses collègues ont décrit plusieurs mutations au niveau du gène Xylt1 

chez sept individus atteints de la dysplasie de Desbuquois type II (DBQD-II). Tous les 

individus présentent une petite taille (pré- et post-natal), un visage plat avec des yeux 

proéminents, des membres courts, des dislocations avec des fémurs sous forme de « Monkey 

Wrench ». Ils présentent également un raccourcissement des os longs avec un élargissement 

des métaphyses, une dysplasie des épiphyses et une ossification précoce des carpes et des 

tarses. En 2015, Koningsbruggen et al., ont identifié le premier patient avec une délétion 

hétérozygote au niveau du gène Xylt1 associées à une dysplasie squelettique avec des 

membres courts mais ne présentant pas les caractéristiques du syndrome DBQD-II. Ensuite, 

trois études ont associé des mutations du gène Xylt1 au syndrome de dysplasie de Desbuquois 

de type II. Guo et al., (2016) ont identifié une nouvelle mutation du géne Xylt1 chez deux 

familles. Jamsheer et al., (2016) ont rapporté deux nouvelles mutations hétérozygotes du gène 

Xylt1 chez un patient présentant un nanisme associé à un déficit en hormone de croissance. 

Silvera et ses collaborateurs (2016) ont décrit un autre patient présentant un phénotype 

compatible avec DBQD-II chez lequel une mutation homozygote du gène Xylt1 est identifiée. 

En 2017, Al-Jazawi et al., ont identifié une nouvelle variante homozygote du gène Xylt1. 

 L’identification des mutations au niveau du gène Xylt1 dans plusieurs 

chondrodysplasies indique que la XT-I joue un rôle important dans l’ossification et le 

développement ostéoarticulaire. Cependant, les mécanismes cellulaires et moléculaires qui 

sont à l’origine des anomalies squelettiques associés à la plupart de ces mutations ne sont pas 

encore élucidés. Dans cette étude, nous avons étudié le rôle de la XT-I dans le développement 

squelettique par invalidation de ce gène chez la souris.  
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2. L’invalidation de la XT-I est létale et induit des anomalies squelettiques  

L’étude phénotypique des souris issues des croisements hétérozygotes a révélé l’absence 

totale de souris XT-I KO au stade postnatal. L’étude des embryons aux différents stades 

embryonnaires a permis de montrer que l’invalidation de la XT-I engendre une létalité 

néonatale/périnatale. Elle a également révélé que les souris XT-I KO présentent un nanisme 

prononcé et une hypoplasie frontonasale apparente. L’analyse histologique des embryons par 

la double coloration du squelette au Bleu Alcian et au Rouge Alizarine a révélé une cage 

thoracique réduite, une sévère réduction de la taille des membres et un phénotype crâniofacial 

apparent.  

 La naissance, la respiration, l’allaitement et l’homéostasie néonatale sont les 

principaux évènements qui représentent des défis menaçants pour le nouveau-né au cours des 

premières 24h après la naissance (309,314,315). Dans cette étude, la délétion du gène de la 

XT-I conduit à une létalité périnatale due probablement à des problèmes de respiration. En 

effet, les embryons XT-I KO présentent une hypoplasie frontonasale prononcée qui peut être 

le principal défaut qui entraîne plusieurs problèmes physiologiques, tels que des troubles 

respiratoires. Afin de vérifier cette hypothèse, nous avons analysé des sections de visage de 

XT-I KO et XT-I WT pour comparer les éthmoïdes et les turbinâtes, deux structures 

cartilagineuses importantes des voies respiratoires nasales. Aucune différence dans ces 

structures n'a été décelée entre les embryons sauvages et mutés (Résultat non montré). Les 

souris XT-I KO présentent également une petite cage thoracique entraînant une compression 

de la cavité pulmonaire et provoquant probablement un défaut respiratoire.  

 

3. Défauts de chondrogenèse et d’ossification endochondrale chez les embryons XT-I 

KO  

 Le nanisme et la réduction de la taille des membres chez les embryons XT-I KO par 

rapport aux sauvages reflètent des anomalies dans le développement du squelette qui serait 

probablement dues à un défaut d'ossification endochondrale. En effet, l'ossification 

endochondrale est le processus responsable de la formation de la plupart des os du corps. Il 

débute par la condensation des cellules souches mésenchymateuses, puis par la différenciation 

de ces cellules en chondrocytes qui vont ensuite proliférer et s'organiser en quatre zones 

distinctes, formant la plaque de croissance. Après l’invasion vasculaire des éléments 

cartilagineux, la matrice des os est déposée et les centres d’ossification sont formés (241,316). 

L’analyse histologique de la plaque de croissance révèle une réduction significative de celle-

ci avec un raccourcissement de la taille des différentes zones constitutives et une densité 
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cellulaire élevée chez les souris XT-I KO, suggérant des défauts de chondrogenèse chez les 

souris mutées. En effet, l’analyse de la prolifération in vitro des chondrocytes issues des 

embryons sauvages et XT-I KO, a permis de montrer une augmentation de la prolifération des 

chondrocytes mutés par rapport aux chondrocytes sauvages. 

 La maturation des chondrocytes est aussi affectée chez les embryons XT-I KO. En 

effet, la perte de la XT-I est accompagnée par la dérégulation de l’expression de plusieurs 

marqueurs chondrogéniques et facteurs régulateurs qui sont critiques pour le processus de 

maturation chondrocytaires et le développement endochondral. Nous avons montré une 

augmentation de l’expression de Sox9 chez les embryons XT-I KO par rapport à leurs 

congénères sauvages. Sox9 est un facteur de transcription de la famille des protéines à boîte 

de haute mobilité associé à SRY, il a un rôle essentiel dans les différentes étapes successives 

de la différenciation des chondrocytes (29,317) par conséquent l’augmentation de l’expression 

de Sox9 chez les embryons XT-I KO peut affecter toutes les étapes de la différenciation 

chondrocytaire. En effet Sox9 peut induire l’expression des différents marqueurs 

chondrogéniques tel que l’aggrécane, et de Collagène de type 2 (29,32,33). L’aggrécane est le 

PG majeur de la MEC des chondrocytes. Il est exprimé au niveau de toutes les zones de la 

plaque de croissance. Nous avons analysé l’expression de ce gène et avons observé une 

augmentation de son expression chez les embryonns XT-I KO. Cependant, nous n’avons pas 

observé une différence dans l’expression du collagéne type 2 qui est le collagène spécifique 

du cartilage exprimé au niveau des chondrocytes de réserve, prolifératifs et 

préhypertrophiques. Nous avons également montré une augmentation de l’expression du 

Col10a1, le marqueur des chondrocytes hypertrophiques, suggérant ainsi une accélération de 

l’hypertrophie chez les souris XT-I KO. L’ensemble de ces résultats indique que 

l’invalidation de la XT-I affecte la maturation des chondrocytes au niveau de toutes les étapes 

de la chondrogenèse et suggère une maturation précoce des chondrocytes. Nous avons ensuite 

analysé l’expression du gène SPP1 codant pour l’ostéopontine qui est un marqueur des 

chondrocytes hypertrophiques terminaux et des ostéoblastes. Nous avons montré une 

augmentation de l’expression de ce gène chez les embryons XT-I KO suggérant ainsi une 

accélération de la maturation terminale des chondrocytes hypertrophiques et une ossification 

précoce chez les souris XT-I KO.  

Le développement de la plaque de croissance est un processus hautement régulé qui implique 

plusieurs molécules systémiques et locales et différentes voies de signalisation (3,16). La 

signalisation Ihh joue un rôle majeur dans la chondrogenèse et la maturation chondrocytaire 

(318,319). Les chondrocytes préhypertrophiques secrètent l’Ihh qui à son tour stimule la 
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prolifération des chondrocytes de réserve et l’expression de Runx2 au niveau du 

périchondrium (318,319). Runx2 est un facteur de transcription à domaine “runt“, il joue un 

rôle important dans la promotion de l’hypertrophie des chondrocytes. Il est initialement 

exprimé au niveau du mésenchyme chondrogénique après l’expression de Sox9 (29,320), des 

cellules périchondriales et des ostéoblastes après formation du cartilage anlage et en fin au 

niveau des chondrocytes préhypertrophiques. Runx2 initie l’hypertrophie des chondrocytes. Il 

a été montré que la perte de Runx2 engendre des anomalies sévères de la maturation des 

chondrocytes au cours du développement (43,45,311). Les embryons XT-I KO présentent une 

augmentation de l’expression d’Ihh et une surexpression de Runx2. L’augmentation de 

l’expression de Runx2, probablement sous l’effet d’Ihh, en absence de la XT-I entrainerait 

l’hypertrophie précoce des chondrocytes chez les embryons XT-I KO. Runx2 exprimé au 

niveau du périchondre est responsable de la différenciation des ostéoblastes ce qui nous laisse 

supposer que la surexpression de Runx2 peut engendrer une ossification précoce. 

 

4. L’ossification primaire et secondaire sont précoces chez les embryons XT-I KO  

 L’analyse histologique par coloration au Rouge Alizarine de la plaque de croissance 

des embryons sauvages et XT-I KO au stade E14.5 a révélé une région minéralisée plus 

importante chez les embryons XT-I KO par rapport aux embryons sauvages. En accord avec 

ce résultat, l’analyse de l’expression du gène SPP1 montre une augmentation de son 

expression chez les embryons XT-I KO. Les embryons sauvages montrent quant à eux une 

faible expression de ce gène. L’ensemble de ces données sont en faveur d’un processus 

d’ossification précoce chez les embryons XT-I KO. Nous avons également noté que les 

embryons XT-I KO présentent une augmentation importante de l’expression de l’ostéopontine 

indiquant ainsi une ossification accrue de la matrice suite à la différenciation terminale des 

chondrocytes hypertrophiques qui serait accélérée sous l’effet de Runx2 et conduisant ainsi à 

la formation précoce du POC.  

 Nous avons également observé une formation précoce du SOC chez les embryons 

XT-I KO. En effet, l’analyse de la plaque de croissance au stade E18.5 a révélé la présence de 

chondrocytes hypertrophiques avec un noyau condensé au milieu de l’épiphyse ainsi qu’un 

groupe de cellules migrant du périchondre jusqu'à l’épiphyse reflétant la formation des canaux 

cartilagineux. Cette formation précoce du SOC doit être réconfortée par l’analyse des 

marqueurs d’ossification et des facteurs de vascularisation tels que le VEGF, le Col10a1 et la 

MM13 au niveau de l’épiphyse des plaques de croissance des embryons XT-I KO. 
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L’ensemble de ces résultats indique une ossification précoce qui serait probablement à 

l’origine du nanisme et des anomalies squelettiques observés chez les embryons XT-I KO. 

 

5. Défauts de synthèse des PGs chez les embryons XT-I KO entrainant des défauts de 

signalisation   

 L’analyse du taux de synthèse de PGs et des chaînes de GAGs ainsi que la 

coloration des sections des membres des embryons XT-I KO avec le Bleu Alcian indique une 

baisse dans la synthèse des PGs au niveau de la plaque de croissance et de la MEC des 

chondrocytes. Deux classes majeures de PGs, les HSPGs et les CSPGs, sont fortement 

exprimés au niveau de la MEC des chondrocytes et jouent un rôle important dans la régulation 

de la maturation chondrocytaire (321,322). Les HSPGs jouent le rôle de cofacteur dans les 

voies de signalisation canoniques du FGF et dans d’autres voies de signalisations incluant la 

signalisation d’Ihh, de Wnt et du TGFβ (230). Plusieurs études ont montré que la signalisation 

optimale des FGFs canoniques requiert l’héparine ou les HSPGs comme cofacteur. En effet, 

les HSPGs induisent la formation du complexe ternaire FGF-FGFR-HSPG qui active le 

domaine tyrosine kinase intracellulaire du FGFR3 par phosphorylation de résidus tyrosine 

spécifiques. Ensuite, le récepteur activé initie les voies de signalisation intracellulaires 

(231,323–325).  Les embryons XT-I KO présentent des défauts d’anabolisme des PGs. En 

effet, nous avons montré que l’invalidation de la XT-I affecte de manière négative la synthèse 

des chaines de GAGs des PGs en particulier les chaines de haut poids moléculaires. Par 

conséquent, nous suggérant que l’altération de la synthèse des PGs chez les embryons XT-I 

KO pourrait induire des anomalies de liaison et/ou de diffusion des facteurs FGFs et altéré 

ainsi l’activation des cibles en aval. 

Les embryons XT-I KO présentent également une augmentation de la phosphorylation d’AKT 

qui pourrait être due à la perturbation de la signalisation du FGFR3. Prior et al., (2006), ont 

montré que le FGF n’active pas AKT dans les chondrocytes, mais réduit son activation. Kita 

et al (2008), ont montré que l’activation d’AKT durant la chondrogenèse embryonnaire active 

la prolifération et inhibe la différenciation hypertrophique (326). L’augmentation de 

l’activation d’AKT peut contribuer à l’augmentation de la prolifération chez les embryons 

XT-I KO. L’inhibition de la différenciation hypertrophique par AKT montrée par Kita et al., 

(2008) est associée à une suppression de l’expression de Runx2. Cependant, dans notre étude 

nous avons montré une surexpression de Runx2 chez les embryons XT-I KO probablement 

due à la surexpression d’Ihh. 
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6. Surexpression du FGFR3 et perturbation de la signalisation sous-jacente en absence 

de la XT-I    

 En plus de la signalisation Ihh, le développement de la plaque de croissance est 

également contrôlé par la voie de signalisation du FGF (327). Une mutation activatrice au 

niveau du FGFR3 est à l’origine de la chondrodysplasie la plus commune chez l’être humain 

(328). FGFR3 est exprimé dans tous les chondrocytes de la plaque de croissance sauf au 

niveau des chondrocytes hypertrophiques avec une forte expression au niveau des 

chondrocytes préhypertrophiques. FGFR3 active plusieurs voies de signalisation dont 

principalement STAT, MAPK, PI3K/AKT et PLCγ/PKC (80,327). FGFR3 régule 

négativement la prolifération et la différenciation, il inhibe la prolifération par la signalisation 

STAT1 (131) et active la maturation terminale des chondrocytes par la signalisation via les 

MAPK (79,132,136). Les embryons XT-I KO présentent une augmentation de l’expression de 

FGFR3 affectant les différentes voies en aval. Mis et al., (2013) ont reporté une augmentation 

de l’expression du FGFR3 chez la souris pug portant une mutation réduisant l’activité de la 

XT-I mais aucune différence dans l’activation d’ERK1/2 n’a été démontré chez ces souris. 

Contrairement à cette étude, les embryons XT-I KO montrent une augmentation de 

l’activation d’ERK1/2. En effet, les syndromes de petite taille le plus sévères sont associés à 

une signalisation aberrante de la voie RAS/ERK1/2 (102). En accord avec cette étude, nous 

pouvons supposer que l’augmentation de l’activation d’ERK1/2 suite à la surexpression du 

FGFR3 serait la voie de signalisation défectueuse engendrant le nanisme chez les embryons 

XT-I KO. Murakami et al., (2000) ont montré que la régulation de Sox9 par la signalisation 

FGF est médiée par les protéines MAPK spécifiquement par la signalisation ERK1/2 (329). 

Les embryons XT-I KO montrent une augmentation de l’expression de SOX9 due 

probablement à l’activation d’ERK1/2 au niveau des chondrocytes suité à la surexpression du 

FGFR3. Une activation constitutive des MAP2K, MEK1 responsable de l’activation 

d’ERK1/2 conduit à une persistance des chondrocytes prolifératifs et une suppression de la 

maturation hypertrophique (132). Cependant, des études in vitro utilisant des inhibiteurs  

pharmacologiques d’ERK1/2, ont montré que l’activation d’ERK1/2 est requise pour 

l’hypertrophie des chondrocytes (330). Beier et al., (1999) ont montré que c-Raf, MEK1/2, 

ERK1/2 sont requis pour une expression normale du collagène X qui est un marqueur des 

chondrocytes hypertrophiques (331). En accord avec cette étude, l’augmentation de 

l’expression de Col10a1 chez les embryons XT-I KO est due probablement à l’augmentation 

de l’activation d’ERK1/2. 
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7. Perturbation de la signalisation de TGFβ chez les embryons XT-I KO  

La voie de signalisation du TGF est affectée chez les embryons XT-I KO probablement à 

cause de l’altération de la synthèse des PGs. En effet, nous avons montré une augmentation de 

l’expression du TGFBR2 au niveau de la plaque de croissance des embryons XT-I KO 

engendrant une augmentation de l’activation de Smad2 et Smad3. Plusieurs études ont montré 

que le betaglycan ou TGFβRIII fonctionne comme un récepteur accessoire pour les TGFβs 

(258,332). Bilandzic et stenvers (2011) ont décrit le betaglycan comme un déterminant majeur 

de la réponse cellulaire aux différents membres de la superfamille du TGFβ par son rôle de 

présentation du ligand. Le betaglycan contient deux types de chaînes de GAGs, les chaînes 

HS et CS (228). En outre, les PGs tels que la décorine, le biglycan et la fibromoduline 

régulent l'activité du TGF-β en le séquestrant dans la MEC (229). Les embryons XT-I KO 

présentent un défaut de synthèse des deux types de chaînes de GAG, ce qui pourrait entraîner 

un défaut au niveau des PGs portant ces chaines, comme le betaglycan, conduisant ainsi à une 

expression accrue du TGFBR2 et à l’augmentation de l’activation des Smad2 et Smad3. 

Plusieurs études ont montré que Smad2 et Smad3 peuvent interagir avec Sox9 et recruter le 

co-activateur CBP/p300 et ainsi augmenter son activité transcriptionnelle (183,333). En effet, 

nous avons montré une augmentation de l’expression de SOX9 chez les embryons XT-I KO, 

suggérant que l’activation de Smad2 et Smad3 peut conduire à l’activation accrue de SOX9 

chez les embryons XT-I KO. Il a été montré que le TGF-β1 induit l’expression de protéines 

spécifiques de la MEC telles que : le collagène de type II et l’aggrécane via l’activation 

d’ERK1/2 et de Smad2/Smad3 (184). L’ensemble de ces résultats indique que la XT-I joue un 

rôle important dans la régulation de la chondrogenèse et l’ossification endochondrale via le 

contrôle et la régulation de la signalisation du FGFR3 et du TGFβRII. 

 

8. La perte de la XT-I affecte l’organisation et la fibrillation du collagène  

 En plus des PGs, la MEC des chondrocytes est constituée de fibres de collagène. Le 

collagène de type II représente 90% des collagènes présents dans le cartilage. Il forme un 

réseau solide qui baigne les chondrocytes et assure leur agglomération au sein de la plaque de 

croissance en interagissant avec les PGs (200). Des mutations au niveau du gène Col2a1 ont 

été associées à plusieurs dysplasies squelettiques et à un développement précoce de l’arthrose 

indiquant ainsi un rôle important du Col2a1 dans le développement ostéoarticulaire 

(201,202,334,335). Au cours de notre étude, nous avons analysé le contenu en collagène de la 

plaque de croissance par coloration au Rouge Sirius. Nous avons observé une coloration plus 

importante chez les embryons XT-I KO indiquant un contenu plus important en collagènes 
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chez ces derniers. Nous avons également analysé ces coupes histologiques par lumière 

polarisée et nous avons observé une désorganisation des fibres de collagènes chez les 

embryons XT-I KO.  L’interaction du collagène avec les PGs est nécessaire pour la formation 

d’une matrice organisée et la fibrillation du collagène est régulée par les PGs en particulier la 

décorine, ceci nous laisse suggérer un défaut de fibrillation du collagène chez les embryons 

XT-I KO qui serait dû à la perturbation de la synthèse des chaînes de GAGs des PGs en 

l’absence de la XT-I.  
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 Ce travail nous a permis de mettre en évidence le rôle crucial de la XT-I dans le 

développement squelettique. Nous avons montré que l’invalidation de la XT-I est létale et les 

embryons XT-I KO présentent un nanisme prononcé et une hypoplasie frontonasale 

apparente. Les souris XT-I KO meurent 30 min après leur naissance probablement à cause de 

problèmes respiratoires. L’analyse histologique des squelettes des embryons a révélé une cage 

thoracique réduite, une sévère diminution de la taille des membres et un phénotype 

crâniofacial apparent. La perte de la XT-I induit des défauts de synthèse des PGs qui sont des 

macromolécules jouant un rôle important dans la structure de la matrice et l’organisation des 

chondrocytes au sein de la plaque de croissance. L’analyse de la plaque de croissance des 

embryons XT-I KO a permis de révéler que celle-ci est désorganisée et présente une taille 

réduite avec une densité cellulaire élevée. Les chondrocytes sont fortement tassées et peu de 

MEC les sépare. Nous avons montré que la perte de la XT-I conduit à l’augmentation de la 

prolifération des chondrocytes. Nous avons montré une zone proliférative réduite et 

désorganisée chez les embryons XT-I KO, les chondrocytes de cette zone ont perdu leur 

phénotype aplatit et leur organisation en colonne comparé aux chondrocytes prolifératives des 

embryons sauvages. Cette désorganisation pourrait être due à la désorganisation de la MEC et  

des fibres de collagène engendré par les défauts de synthèse des PGs et de leurs chaines de 

GAGs. En effet, le collagène au niveau de la MEC est impliqué dans l’organisation en 

colonne des chondrocytes prolifératifs. 

Le développement de la plaque de croissance est régulé par plusieurs facteurs de croissance et 

de transcription et par des constituants de la MEC. L’analyse des différents marqueurs 

chondrogéniques au niveau de la plaque de croissance des embryons XT-I KO révèle une 

surexpression de SOX9. L’analyse de l’anabolisme des PGs chez les embryons XT-I KO a 

montré une perte de synthèse des GAGs à longues chaînes. Les PGs jouent un rôle important 

dans le stockage des facteurs de croissance et la régulation de leur biodisponibilité au niveau 

de la matrice. Les HSPGs sont connus pour être des cofacteurs potentiels pour les voies de 

signalisation canoniques du FGF, d’IHH, de Wnt et du TGFβ. L’analyse de l’expression du 

FGFR3 montre une surexpression de ce dernier et une perturbation de l’activation des voies 

de signalisation cibles ERK1/2 et AKT. Nous avons suggéré que ces deux voies pourraient 

être à l’origine de l’augmentation de la prolifération des chondrocytes chez les embryons XT-

I KO. En plus, l’activation d’ERK1/2 pourrait induire l’expression de Col10a1. Ihh est un 

marqueur des chondrocytes préhypertrophiques, il régule la prolifération des chondrocytes par 

la voie PTHRP et l’hypertrophie via le facteur Runx2. La surexpression d’Ihh chez les 
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embryons XT-I KO pourrait être à l’origine de l’augmentation de l’expression du facteur 

Runx2. 

Une zone hypertrophique plus importante et la surexpression du Col10a1 ainsi que de SPP1, 

un marqueur des chondrocytes terminaux indiquent une hypertrophie précoce chez les 

embryons XT-I KO qui pourrait être induite par Runx2. L’analyse de l’expression du 

récepteur TGFβR2 a révélé une surexpression de ce dernier et une activation de Smad2 au 

niveau des chondrocytes XT-I KO. p-Smad2 induit l’expression de COL2A1 et d’ACAN et 

interagit avec SOX9 en augmentant son activité transcriptionnelle.  

Nous avons montré également une formation précoce des centres d’ossification primaire et 

secondaire chez les embryons XT-I KO. En effet, au stade E14.5 nous avons observé une 

zone minéralisée plus importante chez les embryons XT-I KO et une surexpression de SPP1 

couvrant une zone minéralisée plus large chez ces embryons et indiquant une accélération de 

la différenciation en phase terminale d’hypertrophie ainsi qu’une formation précoce du POC. 

Alors que le SOC se forme vers le 5-7 jours postnataux chez la souris, nous avons montré une 

formation de ce dernier au stade E18.5 chez les embryons XT-I KO indiquant ainsi une 

ossification précoce et accélérée chez ces derniers. 

La déficience en XT-I engendre des défauts de synthèse des PGs et probablement une 

désorganisation de la MEC conduisant à la perturbation de plusieurs voies de signalisation 

impliquées dans la régulation du développement de la plaque de croissance et de l’ossification 

endochondrale. La perturbation de ces différentes voies conduit à l’augmentation de la 

prolifération et à une hypertrophie précoce des chondrocytes au niveau de la plaque de 

croissance des embryons XT-I KO. Ces anomalies de chondrogenèse engendrent une 

ossification précoce et accélérée qui conduit au nanisme et aux différentes anomalies du 

développement squelettique chez les embryons XT-I KO.   

            Pour la suite de ce projet et afin de compléter les résultats obtenus, il serait intéressant 

de mettre en évidence les causes de la létalité des souris XT-I KO en analysant les poumons 

des embryons XT-I KO ainsi que leurs cages thoraciques afin de confirmer les problèmes 

respiratoires chez ces souris. L’analyse d’autres organes responsables des fonctions vitales 

chez les embryons XT-I KO, tels que le cœur, les reins et le foie est importante pour 

déterminer l’origine de la létalité des souris mutées. 

La XT-I est majoritairement exprimée au niveau du système osseux et du cerveau. Les 

patients portant la mutation c.1441C>T p.Arg481Trp au niveau du gène de la XT-I présentent 
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des capacités intellectuelles réduites. Il serait intéressant d’analyser le cerveau des embryons 

XT-I KO afin de mettre en évidence l’effet de l’invalidation de la XT-I sur le développement 

neuronal. Dans un premier temps, nous avons effectué des coupes transversales sur des têtes 

d’embryons sauvages et XT-I KO, il serait intéressant d’analyser ces coupes afin d’étudier la 

structure et le développement du cerveau chez les embryons XT-I KO.  

Il serait également intéressant d’analyser les différents PGs de la plaque de croissance afin 

d’identifier ceux qui ont été affectés par l’invalidation de la XT-I et mettre en évidence ceux 

qui sont impliqués dans l’altération des différentes voies de signalisation chez les embryons 

XT-I KO.  

Au cours de notre étude, nous avons montré une formation précoce du POC et du SOC chez 

les embryons XT-I KO. La vascularisation et la résorption de la matrice cartilagineuse sont 

deux événements importants pour l’ossification et la formation des centres d’ossification. Le 

VEGF est le facteur responsable de l’invasion vasculaire de la diaphyse et plus tard du centre 

de l’épiphyse. La vascularisation permet l’arrivée des ostéoblastes et des ostéoclastes et induit 

ainsi la minéralisation de la matrice cartilagineuse et la formation osseuse. La MMP13 est la 

principale métalloprotéase matricielle responsable de la dégradation de la matrice 

cartilagineuse au niveau de la plaque de croissance. Elle permet la mise en place d’une 

matrice minéralisée et la formation osseuse. Il serait intéressant d’analyser in vivo par IHC ou 

RNAscope l’expression du facteur VEGF et de ses récepteurs ainsi que l’expression de la 

MMP13 au niveau de la plaque de croissance des embryons XT-I KO afin d’appuyer 

l’hypothèse de l’ossification précoce chez les embryons XT-I KO.  

Nous avons montré que l’invalidation de la XT-I engendre la perturbation de plusieurs voies 

de signalisation, il serait intéressant d’analyser les différentes voies sous-jacentes qui n’ont 

pas été analysées lors de cette étude et d’analyser l’interaction entre ces différentes voies afin 

de compléter les mécanismes moléculaires responsables des différents désordres du 

développement squelettiques retrouvés chez les embryons XT-I KO. 

Le traitement des chondrocytes primaires XT-I KO avec l’inhibiteur spécifique du récepteur 

FGFR3 a permis de restaurer l’activation optimale d’ERK1/2. Il serait intéressant d’étudier 

l’effet de l’inhibition in vivo du FGFR3 chez les embryons XT-I KO, en injectant les souris 

mères avec cet inhibiteur et analyser par la suite les embryons XT-I KO et leur croissance et 

voir s’il y’a des améliorations au niveau de leur développement ostéoarticulaire. Récemment, 

il a été montré que l’inhibition de la voie MAPK/ERK1/2 chez des individus atteints 

d’achondroplasie induite par une mutation activatrice du FGFRR3 entraine une correction du 



125 
 

phénotype des souris mutées avec une injection quotidienne du vosoritide (BMN111, 

analogue du peptide natriurétique de type C) et une accélération de la croissance chez le 

singe. Devant ces résultats prometteurs chez l’animal, le vosoritide est actuellement en cours 

d’essai chez l’homme. Il a été administré en une injection sous cutanée journalière, pendant 

six mois, chez 22 enfants âgés de 5 à 14 ans à l’inclusion (âge moyen : 7, 8 ans). Aucun effet 

indésirable grave n’a été rapporté. L’administration sous cutanée quotidienne de 15 µg/kg de 

vosoritide a permis une accélération de la vitesse de croissance (VC) de 2 cm/an (VC 

moyenne : 4 cm/an avant traitement vs. 6 cm/an avec le traitement), soit un gain de 4 cm 

supplémentaires avec le vosoritide durant les 30 mois de suivi. Il serait donc intéressant de 

tester cet inhibiteur et voir son effet sur les souris XT-I KO qui ont une forte activation 

d’ERK1/2. Il serait également intéressant de tester l’effet de l’inhibition du récepteur TGFβ 

sur le développement du squelette chez les souris XT-I KO 

L’analyse histologique du squelette au stade E16.5 a révélé un début de développement des 

deux incisives centrales inférieurs chez les embryons XT-I KO comparé aux embryons XT-I 

WT qui ne présentait pas encore ce processus. Il serait donc intéressant d’étudier le 

développement dentaire chez les embryons XT-I KO afin de vérifier l’effet de la déficience en 

XT-I sur la formation dentaire chez les embryons.  
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Abstract 

Proteoglycans (PGs) are a group of complex macromolecules involved in many biological 

processes, including proliferation, cell-cell attachment and cartilage and bone homeostasis. 

Their proper function depends upon the glycosaminoglycans chains which are covalently 

attached to PG core proteins. Xylosyltransferase I (XT-I), is the enzyme catalyzing the first 

and rate limiting step in GAG chains synthesis. Genetic mutations in the XylT1 gene are 

associated with Desbuquois dysplasia type II syndrome. The knock-out of XylT1 gene in 

chondrocytes revealed numerous skeletal abnormalities. Histological studies and SHG 

microscopy (second harmonic generation) of the growth plate showed the importance of XT-I 

in extracellular matrix formation, fibrillation of collagen type II, maturation of chondrocytes 

and their columnar organization. Moreover, TRAP staining and histomorphometric analysis 

showed a stimulation of the osteoclasts activity in spongy bone leading to bone resorption, 

and increased ossification of the cortical bone. On the other hand, analysis of molecular 

mechanism indicates the implication of Ihh and Wnts signaling pathway in skeletal defects 

and impaired chondrogenesis. In the present study we provided evidence of the key role of 

XT-I in extracellular matrix organization, and bone remodelling, and highlighted the role of 

the Wnt pathway in developmental abnormalities induced by the loss of XylT1. 

Key words: Xylosyltransferase I, proteoglycans, extracellular matrix, cartilage, bone 

formation, skeletal development 
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Introduction 

Proteoglycans (PGs) are cell surface-associated and extracellular matrix (ECM) components 

that play a critical role in key biological process and in homeostasis of different tissues 

including cartilage and bone (1, 2). Owing to their ability to interact with soluble ligands, 

PGs regulate morphogen gradient formation, growth factor function and act as co-receptors 

for several ligands (3, 4). PGs consist of glycosaminoglycan (GAG) chains that attached on 

the specific serine residues of a core protein. Based on the type of GAG chain disaccharides 

units, PGs could be divided into two types, heparan-sulphate PGs (HSPGs) and 

chondroitin/dermatan sulphate PGs (CS/DSPGs) (5). Both types of PGs shares a common 

tetrasaccharide linker region consisting of GlcA-β1,3-Gal-β1,3-Gal-β1,4-Xyl-β-O. The 

synthesis of the linkage tetrasaccharide involves the coordinate action of xylosyltransferases I 

and II (XT-I and XT-II), β1,4-galactosyltransferase 7 (GalT-I), β1,3-galactosyltransferase 6 

(GalT-II) and β1,3 glucuronyltransferase I (GlcAT-I) enzymes (6). The XT-I and II enzymes 

(EC 2.4.2.26) catalyze the initial and rate-limiting step in GAG synthesis by transfer of 

xylose residue from the activated sugar UDP-D-xylose to specific serine residues in the PG 

core protein (7, 8). Besides their enzymatic function similarity, their expression differs 

between species where all higher organisms have two xylosyltransferase isoforms while only 

XT-I isoform is expressed in the fly and the worm (9). Our previous studies on animal 

models and human cartilage showed that XT-I regulates the synthesis of PGs in cartilage and 

is necessary to maintain cartilage homeostasis (345,346). 

Mutations in the genes encoding the enzymes involved in GAG biosynthesis pathway are 

associated with several syndromes and pathologies in human. It has been reported that 

mutations in 4GALT-7 gene encoding GalT-I enzyme cause Ehlers-Danlos progeroid type 1 

syndrome and Larsen of Reunion Island which are characterized by hyperlaxity and 

distinctive facial features (12, 13). Furthermore, mutations in 3GALT-6 gene encoding 

GalT-II enzyme are associated with the Ehlers-Danlos progeroid type 2 syndrome and 

Spondylo-epimetaphyseal dysplasia with joint laxity type 1 (14). These syndromes are 

characterized by facial appearance, clubfeet, elbow malformation and kyphoscoliosis. 

Moreover, it has been reported that mutations in B3GAT3 gene encoding GlcAT-I enzyme 

cause Larsen-like syndrome, characterized by multiple joint dislocations, short stature, 

craniofacial dimorphism and congenital heart defects (15). 

Most skeletal elements in the appendicular and axial skeleton of the vertebrate body are 

formed through the process of endochondral ossification. Following chondrogenesis, the 

chondrocytes remain as resting cells to form the articular cartilage or undergo proliferation, 

terminal differentiation to chondrocyte hypertrophy, and apoptosis in a process termed 

endochondral ossification, whereby the hypertrophic cartilage is replaced by bone (16, 17). A 

similar sequence of events occurs in the postnatal growth plate, leading to rapid growth of the 

skeleton. Chondrogenesis is regulated by multiple signal transduction pathways and tight 

regulation of their signaling out is critical for normal skeletal development. The growth plate 

constitutes a dynamic tissue that promotes bone elongation through the chondrocyte 
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maturation and the production of extracellular matrix (ECM). The ECM plays a crucial role 

in the arrangement and geometry of chondrocytes, the morphology of the growth plate and 

the elongation of bones (18- 21). The ECM is mainly composed of collagens, elastin and PGs 

and functions as a reservoir for growth factors and cytokines, establishing concentration 

gradients and regulating their bioavailability, diffusion and function (22). The functional 

importance of the ECM is illustrated by the wide range of inherited connective tissue 

disorders caused by mutations in genes that encode components of the ECM (23).  

Recently, several cases of patients with Desbuquois dysplasia type II (DBQD2) have been 

attributed to mutation in XYLT1 (5, 24-28). This syndrome is characterized by sever prenatal 

and postnatal shortening of long bones, short stature and joint dislocation, and it frequently 

features developmental delay or intellectual disability (29).  

In order to investigate the role of XT-I in chondrocyte maturation and skeleton development 

and to identify the molecular mechanism involved, we generated Col2α1-CreERTM; 

XylT1flox/flox mice with inducible deletion of XylT1 specifically in chondrocytes. Ablation of 

XT-I in chondrocytes lead to dwarfism phenotype with shortened long bones associated with 

decreased trabecular bone number and increased cortical bone thickness. We found that the 

expression of the bone formation markers type I collagen, osteocalcin and alkaline 

phosphatase and of the osteoblast specific marker Runx2 was increased in cortical bone of 

XylT1-cKO mice. Histochemical analyses of the growth plate of mutant mice revealed 

decreased PG content, loss of columnar organization of chondrocytes and shortened 

hypertrophic zone associated with enhanced bone remodelling. Second harmonic generation 

(SHG) microscopy revealed profound disorganisation of collagen fibrils in mutant mice. 

Importantly, we found that Wnt4 is misexpressed and Ihh is upregulated in the growth plate 

of mutant mice which may participate to premature chondrocyte maturation and accelerated 

bone formation. 
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Results 

XylT1 deletion in chondrocytes causes dwarfism with reduced bone length 

To bypass of embryonic lethal phenotype of global XT-I deletion, given that the XylT1 

knockout mice died immediately after birth, conditional knockout approach was used to 

determine the specific role of XylT1 in cartilage. To this end, XylT1flox/flox mice with XylT1 

exon 5 flanked with two LoxP sites were generated (Fig. 1) and crossed with Col2α1-

CreERTM carrying tamoxifen (TM)-inducible Col21-promoter driven Cre recombinase to 

generate Col2α1-CreERTM;XylT1flox/flox. XylT1-cKO mice carrying XylT1 ablation in 

chondrocytes, were generated by TM administration in Col2α1-CreERTM;XylT1flox/flox mice. 

Age- and sex-matched Col2α1-CreERTM;XylT1flox/flox mice were separated in two groups and 

injected at 2-days or 1-week postnatal either with corn oil (control) or TM. Mice were then 

euthanized at 8 weeks for skeletal development evaluation. By 8 weeks XylT1-cKO mice 

were significantly smaller (20%) compared to control mice (Fig. 2A-C). Measurement of the 

length of long bones showed reduction of about 25% and 30% in the length of femurs and 

tibia, respectively (Fig. 2D-F). Other features of the skeletal phenotype in XylT1-cKO mice 

included shortening limbs with more pronounced shortening in forelimb elements, smaller 

ribcage, broadening of the ribs, early trachea ossification, shortening of the skull, reduced 

length tail, defects in cartilaginous content and reduced disc cartilage that separate the spine 

bones (Fig. 3). Taken together, these data suggest that functional XylT1 is crucial for 

cartilage development and endochondral bone formation. 

 

Loss of XylT1 induces structural bone defects 

The persistence of shortening limb and body length after 3 months age demonstrate that 

XylT1-cKO mice phenotype cannot be due to a delay in skeletal development. To better 

emphasize bone defect, structural analysis of bone was carried out using Micro Computer 

Tomography (µCT). µCT analyses of the trabecular bone in femurs of wild-type and XylT1-

cKO mice demonstrated changes in trabecular bone structure including reduced trabecular 

volume fraction (BV/TV), decreased trabecular number (Tb.N) increased trabecular thickness 

(Tb.Th) and increased trabecular pattern factor (Tb.Pf) in XylT1-cKO mice (Fig. 4A-A’’,4B-

B’’ and 4C). In addition, XylT1-cKO mice exhibit wider femoral epiphysis and more 

developed femoral head than that of control mice (Fig. 4D, E). Interestingly, µCT analyses of 

cortical bone in femurs of XylT1-cKO mice revealed increased thickness compared to control 

(Fig. 4A’’’, B’’’), suggesting increased osteoblasts activity or impaired resorption. To teste 

whether bone resorption and/or formation is impaired in XylT1-cKO mice, we first stained 

the femurs from XylT1-cKO and WT mice by TRAP (tartrate-resistant acid phosphatase) to 

determine whether the osteoclastic bone resorption is disturbed in mutant mice. Staining 

revealed TRAP-positive cells at several bone areas including the chondro-osseous junction, 

trabecular bone and cortical bone of cKO mice. Interestingly, chondro-osseous junction and 

trabecular bone areas showed an increase in the TRAP positive osteoclast surface and in the 

number of TRAP-positive cells in XylT1-deficient mice (Fig. 5A). The number of TRAP-
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positive cells per surface (N.O/B.S) reveals two fold TRAP-positive cells in XylT1-cKO 

mice compared to WT mice (Fig. 5B). Altogether, these data are consistent with accelerated 

bone remodelling in XylT1 mutant mice.  

In contrast, staining by TRAP of cortical bone did not show any significant differences 

between XylT1-cKO and WT mice (Fig. 5 C), suggesting that bone resorption is not altered 

in cortical bone of XylT1-cKO mice and that thickening of cortical bone is probably due to 

enhanced osteoblast secretory activity. To test whether bone formation activity is increased in 

cortical bone of mutant mice, the expression of type I collagen, osteocalcin and alkaline 

phosphatase considered as bone formation markers was analyzed. Interestingly, the results 

revealed that the expression of the bone formation markers was increased in cortical bone of 

XylT1-cKO mice compared to WT (Fig. 6), suggesting enhanced osteoblasts activity in 

mutant mice. Importantly, analysis of the expression of Runx2, a master osteoblast 

transcription factor which regulates osteoblast differentiation and osteoblast bone matrix 

synthesis showed significant increase in cortical bone of XylT1-cKO mice compared to WT 

(Fig 6). Altogether, these data strongly suggest that mutant mice osteoblasts exhibit enhanced 

secretory activity and/or enhanced differentiation rate. 

The cartilage growth plate of XylT1 mutant mice is disorganized and deficient in 

proteoglycans  

Having shown the importance of XylT1 in cartilage and bone development, we sought to 

explore the cellular mechanism by which XylT1 regulates skeletogenesis. Knee joints from 

control and 10-days old XylT1-cKO mice were examined histologically. Haematoxylin, eosin 

and Safran staining of the tibia growth plates from control mice showed a well-organized 

growth plate in which the resting, proliferative and hypertrophic zones were clearly 

distinguishable (Fig. 7A). In addition, the cells in the proliferative zone were closely aligned 

in well-ordered columns (Fig. 7B). However, XylT1-cKO mice developed a growth plate in 

which the proliferative zone had a disordered cellular organization and morphology (Fig. 7B). 

Notably, chondrocytes are of larger size, stacked, not fattened and seems not to rotate around 

each other upon cell division to form a column, a structure which is essential for proper linear 

growth of endochondral bones. In addition, the hypertrophic zone was severely reduced, 

suggesting accelerated maturation of chondrocytes (Fig. 7C). As expected, the growth plate 

from control mice stained strongly positive for PGs. However, the staining for proteoglycans 

was reduced overall the growth plate and nearly absent at the pericellular matrix in XylT1-

cKO mice, reflecting a decrease in the synthesis of proteoglycans (Fig. 7). To determine 

whether defects observed in the growth plate at 10-days of age persist at advanced ages, 

histological analysis of the growth plate of tibia of control mice and 4-weeks old XylT1-cKO 

was performed. The data showed profound disruption of the columnar organization of 

proliferative chondrocytes in XylT1-cKO mice (Fig. 8A).  Indeed, proliferative chondrocytes 

forms cell clusters rather than organized column. Furthermore, Alcian bleu staining indicates 

high amount of GAG-attached PGs in the pericellular matrix of chondrocytes in control mice 

but only small amount of GAGs was detected in the pericellular matrix of XylT1-cKO mice 

(Fig. 8 B), indicating impaired synthesis of PGs. Of note, similar results including loss of 

columnar organization of proliferative chondrocytes and impaired synthesis of proteoglycans 
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are observed in the growth plate of 8-week-old XylT1-cKO compared to age matched WT 

mice (Fig. 9). Altogether, these results suggest that XylT1 plays a key role in the synthesis of 

GAG-attached PGs and in the of regulation chondrocyte maturation and organization in the 

growth plate. 

 

The cartilage growth plate exhibits disturbance in collagen organization in XylT1 mutant 

mice  

The growth plate ECM plays a crucial role in the arrangement and geometry of chondrocytes, 

the morphology of the growth plate and the elongation of bones. It is mainly composed of 

collagens and PGs. The ECM located between the columns of chondrocytes (interterritorial) 

contains collagen fibrils that largely run parallel to each other and are proposed to play a role 

in guiding the chondrocytes to arrange in a columnar structure [21]. To assess the 

organization of collagen in the growth plate of XylT1-cKO mice, SHG (Second Harmonic 

Generation) microscopy was used. As expected, the intercolumnar collagen fibrils run 

parallel to each other in control mice. In contrast, they appear more abundant but randomly 

oriented in XylT1-cKO mice (Fig. 10), indicating profound alterations in the organisation of 

intercolumnar collagen fibrils in XylT1-cKO mice growth plate. These data suggest that loss 

of columnar organization of chondrocytes may result, in part, from disorganisation of 

intercolumnar collagen fibrils and support the notion that lack of XylT1 lead to disturbance of 

collagen fibrils organization in the growth plate. 

 

XylT1 deficient mice exhibit accelerated maturation of chondrocytes and enhanced bone 

formation 

To determine whether maturation was proceeding normally in XylT1-cKO mice, we 

examined several markers of chondrocyte maturation by mRNA in situ hybridization using 

RNAscope technique. We first evaluated the expression of chondrogenesis markers, 

aggrecan, collagen type II and collagen type 10. The mRNA encoding aggrecan core protein 

showed an increased expression in XylT1-cKO mice compared to control (Fig. 11A), 

suggesting that in an attempt to compensate the loss of GAG-attached aggrecan, 

chondrocytes increase the expression of the aggrecan core protein. Col21, the cartilage 

specific form of type II collagen is upregulated in XylT1-cKO mice compared to control and 

this may result from disorganization of the collagen network in the growth plate of mutant 

mice (Fig. 11A). Interestingly, the expression of collagen 10 (Col10), a marker for 

hypertrophic chondrocytes, was highly expressed in mutant mice growth plate (Fig. 11A). Of 

note, the hypertrophic region indicated by Col10 expression is noticeably reduced compared 

to that of control mice, thus confirming reduced hypertrophic zone in mutant mice. This may 

result from a higher percentage of cells exiting the hypertrophic state, suggesting accelerated 

terminal differentiation of chondrocytes and enhanced cartilage resorption. Interestingly, 

osteopontin gene Spp1, which is expressed in terminally differentiated hypertrophic 

chondrocytes and in osteoblasts, is highly expressed in XylT1-cKO mice (Fig. 11B), 
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suggesting enhanced terminal differentiation of hypertrophique chondrocytes. As observed 

for osteopontin, the expression of osteocalcin gene (Glap) was also higher in XylT1-cKO 

mice (Fig. 11B). High expression of these bone markers, osteopontin and osteocalcin 

suggests elevated bone formation in XylT1-cKO mice. Altogether, these results suggest that 

loss of XylT-1 expression in chondrocytes not only affect chondrogenesis but also bone 

formation by enhancing endochondral ossification. 

 

Up-regulation of Ihh and misexpression of Wnt4 in the growth plate of XylT1 deficient 

mice 

Signaling pathways such as Ihh and Wnts have been shown to be involved in chondrocyte 

maturation and growth plate development (366,367). To explore the mechanism by which 

loss of XylT1 may affect chondrogenesis and bone formation, we analyzed whether the 

expression of Ihh and Wnts is altered in XylT1-cKO mice. Interestingly, the expression of 

Ihh in the growth plate of XylT1-cKO mice clearly shows enhanced expression compared to 

WT mice (Fig. 12A). On the other hand, it has been reported that Wnt-4 accelerates 

chondrocyte maturation and its overexpression in the growth plate leads to dwarfism in mice 

(366,368). Interestingly, analysis of the expression of Wnt-4 in the growth plate of WT mice 

showed high expression in prehypertrophic and hypertrophic chondrocytes (Fig. 12B), no 

expression was observed in proliferative columnar chondrocytes. In contrast, Wnt-4 is 

weakly expressed in prehypertrophic and hypertrophic chondrocytes in XylT1-cKO mice, but 

strongly expressed in proliferative and columnar chondrocytes (Fig. 12B), indicating that 

Wnt-4 is misexpressed in mutant mice growth plate. Of note, chondrocyte proliferation as 

measured by phospho-Histone H3 labeling revealed decreased number of proliferating cells 

in the proliferative and columnar zones of the XylT1-cKO mice growth plate, when 

compared with WT mice growth plate (Fig. 13), suggesting that chondrocytes exit cell cycle 

precociously probably because of an accelerated maturation process induced by Wnt-4. 

 

Discussion 

In this study we investigated the role of Xylt1 in skeletal development. We showed that loss 

of Xylt1 in cartilage, using Col21-Cre mice, resulted in dwarfism, impaired chondrogenesis 

and bone defects. In addition, mutant mice exhibit defect in trachea where the cartilage was 

ossified, suggesting a tracheal respiratory problem related to XT-I deficiency. XT-I is a key 

enzyme of GAG biosynthesis pathway that initiates and regulates the synthesis of GAG 

chains of PGs (341,342). Owing to their ability to regulate the activity of soluble mediators 

including growth factors and cytokines, GAG chains of PGs play key role in diversified 

biological functions, ranging from mechanical support to intricate effects on various cellular 

processes such as cell adhesion, proliferation and differentiation (369). Mutations in the 

enzymes involved in GAG chains synthesis affect chondrocyte maturation and skeletal 

development (370–373). Recently, several cases of patients with Desbuquois dysplasia type 

II have been attributed to mutation in XYLT1 gene (359–363,374). This syndrome is 
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characterized by sever prenatal and postnatal shortening of long bones, short stature and joint 

dislocation, and it frequently features developmental delay or intellectual disability 

(364,375). We showed that loss of XylT1 in cartilage leads to reduced GAG content in the 

growth plate. Further analysis revealed that GAG chains produced by XylT1-deficient 

chondrocytes exhibit a different pattern compared to that of GAGs from WT chondrocytes. 

Indeed, the GAG chains from mutant chondrocytes are predominantly of low molecular 

weight, whereas the GAG chains from WT contain high molecular weight in addition to low 

molecular weight GAGs, revealing deficiency in the synthesis of high molecular weight GAG 

chains in the mutant mice. These data indicate that loss of XylT1 affects the synthesis of 

specific GAG chains species, suggesting that XylT1 quantitatively and qualitatively regulates 

GAG synthesis process. On the other hand, we showed that the level of XylT2 expression in 

XylT1-deficient chondrocytes is similar to that measured in WT chondrocytes, suggesting 

that XylT2 did not compensate for loss of XylT1. However, XylT2 is probably the enzyme 

responsible for the synthesis of PGs produced by XylT1-deficient chondrocytes, which are 

mainly of low molecular weight GAG chains. Altogether, these data strongly suggest that 

skeletal defects induced by the knock-out of Xylt1 are rather related to the loss of high 

molecular GAG chains species than to the decrease in the GAG synthesis process. 

Loss of XylT1 expression disturbed the cartilage growth plate morphogenesis. This was not 

due to defective growth plate patterning, but to a sever reduction in the size of hypertrophic 

zone, suggesting accelerated terminal differentiation of chondrocytes. In line with this, we 

observed that osteopontin, the bone formation marker, is highly expressed in the chondro-

osseous junction of the mutant growth plate, indicating accelerated bone formation. Our study 

revealed that mutant chondrocytes in the columnar zone are not flattened but remain circular 

and some do not intercalate to form a column. In addition, the chondrocyte stacks are not 

oriented parallel to the longitudinal axis of the bone. The orientation of chondrocyte stacks 

along the longitudinal axis of the bone is considered as a key determinant of bone 

longitudinal growth and morphogenesis (376,377). Therefore, the altered columnar 

organization and orientation of chondrocyte stacks in mutant growth plate might be an 

important contribution to the reduced longitudinal growth of the mutant mice long bones. On 

the other hand, we showed that, in XylT1-deficient mice growth plate, collagene type 2 is 

highly expressed compared to WT mice, but collagen fibrils are heterogeneously distributed, 

disorganized and not arranged in parallel in the direction of limb growth. However, fibrils 

organization is suggested to play an important role in constraining chondrocytes to arrange in 

a columnar structure (22). In line with this, it has been shown that proliferative chondrocytes 

in Col2 mutant mice growth plate were disorganized and unable to form distinct columns of 

cells along the bone longitudinal axis (378). Our study indicated that the expression of 

collagen 2 is not altered in XylT1-deficient mice growth plate, however collagen fibrils 

organization is disturbed, suggesting that lack of XylT1 probably leads to changes in collagen 

fibrillogenesis. It has been reported that small leucine rich PGs and particularly decorin 

interact with collagne 2 and play an important role both in guiding the proper assembly of 

collagen during fibrillogenesis [43,44] and in the organization and mechanical properties of 

the ECM [45]. Both decorin core protein and its GAG chain have been reported to contribute 

to these processes. Although in this study we have not addressed the mechanism underlying 
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loss of collagen organization, lack of XylT1 dramatically changed the synthesis of the GAG 

chains leading to PGs with short GAG chain, which is probably unable to fulfil the function 

of normal decorin GAG chain regarding collagen fibrillogenesis and assembly of fibrils into 

mature matrix suprastructures. Given that proliferative chondrocytes normally are embedded 

in a collagen and PG matrix, defect in GAG chain synthesis and in collagen arrangement may 

lead to the loss of constraint provided by the matrix leading to disruption of chondrocyte 

morphology and organization in XylT1-cKO mice. However, further investigations are 

needed in the future to test this hypothesis and to gain insight into the mechanism involved. 

Recently studies described the characterization of two zebrafish mutant lines carrying point 

mutations in the ortholog of XylT1 [46] and pug mice with hypomorphic allele of Xylt1 [47]. 

Similar to knock-out mice, the fish and pug mice displayed premature maturation and 

ossification (383). Both pug mice and XylT1-cKO mice show dwarfism associated with 

significant changes in trabecular bone number and architecture. Interestingly, there are 

distinct differences between the pug and Xylt1-cKO mice. The pug mice cortical bone 

structure was not changed, whereas in XylT1-cKO mice the thickness of the cortical bone 

was significantly increased. We showed that the expression of Ihh, the osteo-inductive signal 

expressed by chondrocytes as they mature, is up-regulated in XylT1-cKO mice growth plate 

compared to WT. Of note, it has been reported that Ihh expression was increased in mutant 

fish leading to precocious differentiation of secretory osteoblasts in perichondria and hence to 

excessive production of bone matrix [46]. This, suggest that increased cortical bone mass in 

XylT1-cKO mice may result from Ihh-induced acceleration of osteoblast cell differentiation 

from perichondrial cells leading to excessive production of bone matrix. In line with this, we 

found that the expression of the bone formation markers type I collagen, osteocalcin and 

alkaline phosphatase and of the osteoblast specific marker Runx2 was increased in cortical 

bone of XylT1-cKO mice compared to WT. Of note, it has been shown that cortical bone 

thickness was unchanged in pug mice, while the expression of Ihh was up-regulated in the 

growth plate of pug mice embryo. However, no data was reported to whether overexpression 

of Ihh is maintained in adult pug mice [47]. On the other hand, Wnts families are known to 

play critical roles in chondrogenesis and bone formation. PGs interact, via their GAG chains, 

with soluble ligands including Wnts and regulate their signaling. We and others have shown 

that PGs such as syndecans and glypicans regulates Wnt signaling [48]. Given that loss of 

XylT1 induces profound changes in the GAG chains of PGs, one can speculate that 

regulation of Wnt signaling may be altered in XylT1-cKO mice growth plate. Interestingly, 

we showed that Wnt4 is misexpressed in XylT1-cKO mice growth plate showing high 

expression in proliferative chondrocyte but weak expression in prehypertrophic and 

hypertrophic chondrocytes. This pattern of expression is different from that observed in the 

growth plate of WT mice. Indeed, in contrast to mutant mice, Wnt4 is expressed in 

prehypertrophic and hypertrophic chondrocytes but not detected in proliferative 

chondrocytes. These data suggest that chondrocytes may undergo premature prehypertrohy in 

mutant mice. Noteworthy, Wnt4 signals through the canonical Wnt/ -catenin pathway, our 

study showed that the expression of -catenin is increased in chondrocytes from XylT-I-cKO 

mice compared to WT, suggesting up-regulation of the Wnt/-catenin signaling in mutant 

chondrocytes. Importantly, it has been shown that misexpression of Wnt4 accelerates 
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chondrocyte maturation and bone formation and that misexpression of -catenin displays 

phenotype similar to Wnt4 misexpression, suggesting that Wnt4 influence on limb shortening 

may be mediated by -catenin [32]. These observations suggest that misexpression of Wnt4 

may be involved in the accelerated maturation of chondrocytes in XylT1-cKO mice and 

hence to dwarfism. However, as PGs regulates the action of different growth factors we 

cannot rule out the involvement of other factors in the observed phenotype of XylT1-cKO 

mice. 

XylT1-cKO mice develop a dysplasia and have short-limbed dwarfism that is consistent in 

severity with the relevant human phenotype. Eventually, there is alteration of Ihh and Wnt4 

expression leading to, premature maturation of chondrocytes added to that disruption of the 

organization of collagen fibers and of columnar proliferative chondrocytes in the cartilage 

growth plate, which is likely to be the cause of disrupted linear bone growth and the resulting 

short-limbed dwarfism in the mutant mice. 

 

 

 

 

 

 

Materials and methods 

Mouse strains and generation of Col2α1-CreERTM;XylT1flox/flox mice 

To generate the Col2α1-CreERTM;XylT1flox/flox mice, male transgenics Col2α1-CreERTM 

(BALB/c background) were crossed with females XylT1flox/flox (C75BL/6 background). 

Offspring were genotyped by PCR for Col2α1-CreERTM and XylT1flox/flox using specific 

primers described below. Briefly, genomic DNA was extracted from tail biopsy using 

DirectPCR kit according to manufacturer’s recommendations (VIAGEN Biotech). DNA was 

amplified by PCR using the HotStarTaq Plus PCR Master Mix Kit (Qiagen). The PCR 

cycling parameters were 35 cycles of denaturation at 94°C for 30 seconds, annealing 55°C for 

Cre and 62°C for XylT1 for 30 seconds, and elongation for 90 seconds at 72°C. LF (5’- ATC 

CCT AAG ATG TGT TTT CCA GTC ACC AT -3’), LR (5’- GAG TTA GTT AAC CAG 

TGG GCT TGA GGT G -3’), EF (5’- CTA GAG ATG ACT GAC TGG CCC TGG GA -3’), 

ER (5’- TTT CCA AGG CAG CAC CTC TAG TTC A -3’) and LXR (5’- CGA AGT TAT 

CTG CAG GTC GAC CTT AAG -3’). The PCR products were run on a 2% (w/v) agarose 

gel. Col2α1-CreERTM ; XylT1flox/flox homozygous DNA yielded DNA bands at 300 pb with 

LF/LR primers, 427 pb with EF/ER primers, 209 pb with LF/LXR primers and 100 pb with 

Cre primers.  

Animal Handling 
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The animal experiments were conducted according to the recommendations of European 

Directive 2010/63/UE and French legislation article R.214-88. The study was approved by 

the local ethical and animal care Committee (CEMLEA Comité éthique en Matière 

d'Expérimentation Animale). During acclimatization and experiments, the animals were kept 

in standard conditions of temperature (23 ± 2°C) and light-controlled environment (12 h 

light/12 h dark cycle), and with free access to water and pelleted food. 

Tamoxifen (TM) administration 

Tamoxifen (TM) was dissolved in 100% ethanol to prepare stock solution of 100 mg/ml by 

shaking for three hours at 55°C and stored at -20°C until used. Before injected to mice, the 

TM stock solution was diluted in corn oil (Sigma) to appropriate concentrations and protected 

from light. TM was injected intraperitoneally at 100 µg/g body weight for one-week-old or 

60 µg/g for two-days-old mice. Mice were taken at three different ages; 10 days, 4 weeks and 

8 weeks. Mice were injected 3 times at the first week of age with tamoxifen or corn oil 

(vehicle), then they were euthanized at 4- or 8-week-old. The mice euthanized at 10-day-old, 

were injected at 2 days of age daily for 3 days with tamoxifen or corn oil. Mice injected with 

corn oil represent the control group (WT), however, mice injected with tamoxifen solution 

represent the group of knockout mice (XylT1-cKO).  

Morphometry assessment 

During all the period of experiment as well as after injection with TM or corn oil the mice 

weight and growth was regularly measured. Mice were tattooed 7 days after birth, then the 

body weight was measured with an appropriate balance. The length of hall skeleton, femurs 

and tibias was done by using digital electronic caliper.  

Skeletal staining 

For the whole skeletal staining, 4-week-old mice skeletons were freed from adherent tissue, 

fixed in 95% ethanol and stained for cartilage with Alcian Blue and counterstained for bone 

with Alizarin Red. Briefly, mice were skinned, eviscerated and stained by Alcian Blue 

solution (0,015%, 80% ethanol and 20% acetic acid, Sigma-Aldrich) for one day, followed by 

washing in several changes of 1% potassium hydroxide solution over several days. Following 

counterstaining with Alizarin Red (0,01% in 1% KOH, Sigma-Aldrich), mice tissue was 

cleared in glycerol/ethanol solution (80/20) and preserved at 100% glycerol.  

High-Resolution Micro Computer Tomography assessment (µCT)  

The 8-weeks-old mice were euthanized, and the femurs were isolated, stripped of soft tissue, 

fixed in 4% formalin and stored in 70% ethanol. The bones were scanned using SKYSCAN 

1272 High-Resolution X-Ray Microtomograph (Bruker microCT). Data were acquired with 

at 70 KV with 7 µm cubic resolution. Three-dimensional reconstructions were generated with 

Microscan 1272 Brucker. The reconstruction, analysis and realistic visualization was done 

with NRECON software, with the following parameters: Smoothing: 0; Ring Artifact 

Correction: 2; Beam Hardening Correction: 35%; Minimum (Absorption coefficient): 0; 

Maximum (Absorption coefficient): 0.14. Both 2- and 3-D µCT data included bone volume to 

total volume fraction (BV/TV), trabecular thickness (Tb.Th), trabecualr number (Tb.N), 
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trabecular separation (Tb.Sp), trabecular pattern factor (Tb.Pf), Ep cortical thickness (CT.Th), 

bone density, tissue mineral density (TMD), trabecular bone density (BMD), and structure 

model index (SMI) were quantified. These analyses were performed by RMES - 

"Regenerative Medicine and Skeleton" “UFR d'Odontologie de Nantes” Nantes, France.  

Bone processing  

XylT1-cKO and WT mice (n = 6) were killed by CO2 inhalation. Femur and tibia bones were 

harvested from wild-type and knockout mice. Attached tissue was rapidly removed from the 

bone using a scalpel, the cartilaginous part of both bone ends and cancellous bone were cut, 

bone marrow cells were discarded, and the bone was cut into small pieces before the bone 

was snap frozen in liquid nitrogen. The bone was stored at -80°C for later RNA isolation. 

RNA isolation from bone samples 

RNA isolation from bones was performed using TRIzol (Invitrogen, Carlsbad, CA) and 

RNeasy kit (Qiagen, Hilden, Germany). 1ml TRIzol was added to bone pieces and 

homogenize using Ultra-Turrax in cold ice. Following pulverization, bone samples were 

centrifuged for 5 minutes at 12,000 × g at 4°C, then clear supernatants were transferred to a 

new tube. 200µl of chloroform reagent was added to samples, vortexed for 15 seconds then 

incubated for 3 minutes at room temperature. Samples were then centrifuged for 15 minutes 

at 12,000 × g at 4°C and aqueous phase containing the RNA was transferred to a new tube 

containing 500µl of isopropanol, followed by an incubation for 10 minutes then a 

centrifugation for 10 minutes at 12,000 × g at 4°C was performed. Precipitate RNAs were 

washed with 1 ml of 75% ethanol then centrifuged for 5 minutes at 12,000 × g at 4°C. 

Supernatant was discarded and RNA pellet was dried in a vacuum for 10 minutes, followed 

by solubilization in 100µl of RNase-free water. RNA samples were applied to purification 

columns (RNeasy Mini kit, Qiagen). Cleaned RNA was eluted from the column with 50µl 

RNase-free water. The absorbance ratio at 260 nm and 280 nm is used to evaluate the purity 

of the RNA (a ratio of ~ 2.0 is generally accepted as pure RNA). 

Histological analysis and staining 

Mice were euthanized at mentioned age to take the knee joints and bones specimens, fixed in 

4% formalin for 24h at RT, decalcified in 10% EDTA (pH 7.6, Sigma-Aldrich) solution 

prepared in PBS at 4°C for around three weeks depending on the age of mice, dehydrated in 

Leica ASP 300S (Leica, Germany) tissue processor with programmed following steps 

formalin 1 for 30 minutes, formalin 2 for 30 minutes, ethanol 70% for 1 hour, ethanol 80% 

for 1.5 hours, ethanol 96% for 1.5 hours, ethanol absolute for 1 hour, ethanol absolute for 1.5 

hours, ethanol absolute for 1.5 hours, xylene 1 for 1.5 hours, xylene 2 for 1.5 hours, paraffin 

1 for 1 hour, paraffin 2 for 2 hours, paraffin 3 for 3 hours and embedded in paraffin. The 

sample was embedded in paraffin, and sections 5 μm thick were obtained from the specimen 

with manually Leica Leica RM 213 microtome (Leica, Germany). The sections were used 

either for staining or immunohistochemistry. The sections were stained with either Tartrate 

staining (Leukocyte Acid (TRAP) kit, Sigma-Aldrich), 0.001% Alcian Blue/0.001% 

kernechtrot staining, 0.1% Safranin-O/0.03% Fast Green staining, Harrys’s 

hematoxyline/0.01% Eosine/0.01% Safran staining or 0.1 % Red Sirius in a SAKURA 
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Autostainer (SAKURA). Staining images were obtained by using Leica DMD 108 

microscope (Leica, Germany).  

TRAP staining is used to identify TRAP-positive cells in bone tissue. HES staining is used to 

visualize morphological cells, nucleus, cytoplasm and for identifying morphology alterations 

in tissues. This staining facilitates the recognition of different tissues in a histological section. 

Alcian blue stains especially GAG chains with blue color, whereas kernechtrot stains nucleus 

a pink color. Safranin-O/Fast green staining is frequently used to stain articular cartilage and 

growth plate. Therefore, Safranin-O by its hydrophobic group stains GAG chains attached to 

PGs with a red-orange color and Fast green binds to non-collagenous protein which are 

stained with green color. Hematoxylin identify the nucleus by the staining of nucleic acids a 

deep blue-purple color, eosin stains proteins non-specifically a pink color, whereas safran 

stains collagen fibers a yellow color. Therefore, in knee-sections, nuclei are stained blue 

purple, cytoplasm and matrix are stained pink which exhibits varying degrees. 

Second harmonic generation microscopy (SHG) 

To visualize collagen fibers in ECM of growth plate we used multi-photons excitation 

microscope having water immersion objective lens and a Ti: sapphire laser oscillator system. 

The 8-weeks-old tibias specimens were collected and treated (see previously, histological 

analysis and staining) then were cut in 10 m sections. Following dewaxing and mounting, 

sections were evaluated by SHG microscopy as described before [49]. 

RNAscope in situ hybridization procedures 

RNA in situ hybridization on mice knee joint sections was performed as previously described  

[50] with a few modifications. Briefly, 5 m tissue sections were dewaxing at 60°C, then in 

xylene, followed by dehydration in an ethanol series. Tissue sections were then incubated in 

citrate buffer (10 nmol/L, pH 6) maintained at 96°C in an incubator for 15 minutes, rinsed in 

wash buffer, and immediately treated with 10 g/mL protease (ACD) at 40°C for 30 minutes 

in a HybEZ hybridization oven (ACD, Hayward, CA). Hybridization with target probes, 

preamplifier, amplifier, and label probe were performed according to manufacturer’s 

recommendations. Chromogenic detection was performed using DAB followed by 

counterstaining with hematoxylin dehydrating and mounting. We used probes purchased 

from ACD company to detect Col10α1, β-Glap, Spp1, Col2α1, Ihh and Acan. RNA 

hybridization images were obtained by using Leica DMD 108 microscopy.  

Immunohistochemistry and antibodies 

Immunohistochemical analysis was performed on the paraffin-embedded sections prepared 

from knee joints of 10-days-old mice using the Dako Envision kit. Paraffin-embedded 

sections were dewaxing in alcohol baths, then washed two times by PBS, followed by citrate 

treatment for overnight at 55°C. Subsequently, sections were blocked, incubated with 

primary and secondary antibodies and mounted. Primary antibodies and dilutions used were: 

Wnt4 (Santa Cruz, 1/500), and phospho-H3 (Celle Signaling, 1/200). Immunohistochemistry 

images were obtained by using Leica DMD 108 microscopy.  

Real-time Quantitative PCR (RT-qPCR)  
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Total RNA from bones was isolated using TRIzol and RNeasy kit (Qiagen, Hilden, 

Germany). RNA concentration was measured by Nanodrop 1000 (Thermo Scientific, 

Waltham, MA). The absorbance ratio at 260 nm and 280 nm is used to evaluate the purity of 

the RNA (a ratio of ~ 2.0 is generally accepted as pure RNA). The first strand cDNA 

synthesis reaction was performed using 500 ng of total RNA with oligo (dT) primer and 

iScript™ Reverse Transcription Supermix (Bio-Rad). Quantitative PCR was carried out using 

iTaq ™ Universal SYBER Green Supermix kit (Bio-Rad, Hercules, CA) and validated RT- 

PCR primers for mice Col1, OCN, ALP1 and Runx2. Cycling parameters were 30 s at 95 ° C; 

40 cycles of 15 s at 95 ° C and 1 min à 60 ° C. Gene expression was determined in triplicate 

in three separate experiments and normalized using the housekeeping genes ribosomal 

protein S29. Analyses and fold differences between the WT and XylT1-cKO mice were 

determined with the formula 2-ΔΔCT. The data are relative to the control values (WT). The 

expression change was calculated from the values of ΔΔCT.  

  

Statistics 

Differences between experimental groups were assessed using ANOVA test and t-test. The 

significance threshold was at P≤0.05. Statistical analyses were performed using GraphPad 

PRISM (v6). All values are shown as mean ± SD. 
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Figure legends: 

 

Figure 1. Generation of Col2α1-CreERTM;XylT1flox/flox mice 

Scheme of different mice strains and strategy used for the generation of Col2α1-

CreERTM;XylT1flox/flox mice. CreF, CreR, LF, LXR, LR, EF and ER are the primers used for 

genotyping. EX5 (exon 5) 

 

Figure 2.  XylT1-cKO  mice display reduced skeletal body and elements length 

Panel A. Graph showing cKO mice body length compared to WT littermates at 8-week-old. 

Values are normalized such that wild-type body length are set to 100%. cKO postnatal mice 

skeletons display 20% reduction in body length at 8-week-old compared to wild-type mice. 

Panels B and C) Adult 8-week-old XylT1-cKO mice show an overall reduction in body size, 

in addition to shortened snouts, limbs, and tails compared to WT littermates. Panel D) Graph 

showing XylT1-cKO elements length compared to WT littermate at 8-week-old. Values are 

normalized such that WT femurs and tibias are set to 100%. cKO postnatal mice display 25% 

reduction in femurs length and a 30% reduction in Tibia at 8-week-old. Panels E and F) 

Adult 8-week-old cKO mice show a reduction in femurs length compared to WT littermate. 

Scale bar in E and F = 0.75cm. WT (Wild-type); XylT1-cKO (conditional knock-out). 

 

Figure 3. XylT1-cKO mice showed defects in different skeleton elements and 

pronounced ossification 

Panels A to J) Postnatal skeleton mice; red = bone marked by alizarin red staining; blue = 

cartilage marked by Alcian blue staining. Panel A) XylT1-cKO postnatal mice showed a 

dwarfism phenotype characterized by shortened axial and appendicular skeletons. Panels B 

and C) Adult skeletons reveal shortening of the skull (B), and smaller rib cage with 

broadening of the ribs (C, red circles) in XylT1-cKO mice compared to WT. Panel D and E) 

Adult XylT1-cKO mice display reduced disc cartilage that separate the spine bones compared 

to WT littermates. E, Adult trachea mice show an early ossification marked by red staining 

and defects in cartilage marked by blue staining in XylT1-cKO mice compared to WT. Panel 

F) XylT1-cKO mice displayed reduced tail length. Panel G-J) Adult mice limbs reveal 

shortening in humerus (G), Ulna/Radius (H), femurs (I), tibias/Fibulas (J) of cKO mice 

compared to WT. 

 

Figure 4. 8-week-old XylT1 deficient mice display trabecular number reduction and 

increased trabecular and cortical thickness 

Panels A-A’’’, B-B’’’) µCT scans of XylT1-cKO and WT mice femurs revealed defects in 

trabecular bone content within the diaphysis and cortical bone in XylT1-cKO mutants. XylT1-

cKO mice exhibit reduced in trabecular number associated in some regions with high density 

(marked in red B’’). µCT analysis showed thicker cortical bone in XylT1-cKO mice (B’’’) 

compared to WT littermate (A’’’). Panel C) Graph showing several measurements of 

trabecular and cortical bone parameters. Values are normalized such the control is defined as 

1. XylT1-cKO mice show an increase in the thickness of the trabecular and cortical bone, 
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while the trabecular number is reduced. Regarding the other parameters, XylT1-cKO mice did 

not show any significant difference from WT littermate. Panels D and E) XylT1-cKO mice 

showed a larger femoral epiphysis and an abnormality in the femoral head that appears to be 

more developed and more ossified than that of WT mice (compare E and D, white squares),. 

 

Figure 5. Increased osteoclast numbers in XylT1-cKO mice with 8 weeks of age 

Panel A) TRAP staining for the detection of osteoclasts (red spots) was performed on 

histological sections of tibias bone of 8-week-old mice and counter-stained with Fast-Green 

solution. (i, ii) TRAP staining of WT and XylT1-cKO mice (magnification x4). (iii, iv) TRAP 

staining of cancellous bone of WT and XylT1-cKO mice (magnification x10). C) TRAP 

staining cortical bone of WT and XylT1-cKO mice (magnification x4). Panel B) 

Quantification of the number of osteoclasts per bone surface (Oc.N/B.S). Red arrows indicate 

osteoclasts. Scale bar: 100 μm. 

 

Figure 6. Effect of XylT1 deficiency on bone formation 

Expression level of mRNA from cortical bones of wild-type (WT) and mutated (XylT1-cKO) 

mice. mRNA expression level of Col1, OCN, Alp1 and Runx2 are determined by RT-qPCR. 

Values are normalized such as WT measurements are defined as 1. Genes expression is 

normalized to the reporter gene S29. Statistical significance is assessed using the t-test, p 

<0.05 (*), or p <0.001 (***), #: not significant. 

 

Figure 7. Histological nalyses of the growth plate of 10-day-old mice 

Panels A to C) and Hematoxylin/Eosin/Safran and Alcian blue, a specific dye of GAG 

chains, staining of 5 µm tibias sections of WT and XylT1-cKO mice of 10-days of age. RZ = 

Resting zone; PZ = Proliferative zone; PhZ = Prehypertrophic zone; HZ = Hypertrophic zone. 

Panel A) Well-organized growth plate in which resting, proliferative and hypertrophic zones 

are well distinguishable in WT mice. Panel B) Proliferative zone shows disordered cellular 

organization and morphology in XylT1-cKO mice. Panel C) Reduced pre and hypertrophic 

zones in cKO mice. Scale bar: 100 μm. Panel D), Alcian bleu staining of the growthplate of 

WT and XylT1-cKO mice shows reduced GAG content in mutant mice. 

 

Figure 8. Histological nalyses of the growth plate of 4 weeks-old mice 

Panels A and B) Alcian blue and Hematoxylin/Eosin/Safran staining of 5 µm knee joints 

sections of WT-and XylT1-cKO mice. Panel A) The growth plate of XylT1-cKO mice 

exhibits disruption of chondrocytes columnar organization. Panel B) The XylT1-cKO mice 

growth plate shows reduced amount of GAG-attached PGs in the pericellular matrix. Scale 

bar: 100 μm. 
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Figure 9. Histological studies of the growth plate of 8 weeks-aged mice 

Panel A) Hematoxylin/Eosin/Safran staining of the growth plate of XylT1-cKO mice 

showing disruption of columnar organization of chondrocytes. Scale bar: 100 μm. Panel B) 

Alcian blue staining, a specific dye of GAG chains, shows reduced GAGs in the growth plate 

of XylT1-cKO mice compared to WT.  

 

Figure 10. The Matrix collagen fibrils in the growth plate are disorganized in XylT1-

deficient mice. 

Panels i to vi) Images taken by SHG harmonic technology of tibias histological sections (10 

µm) of 8-week-old mice. Panels i and ii) Autofluorescence in growth plate. Panels iii and iv) 

Alignment and abundance of collagen fibrils in WT and XylT1-cKO mice. Collagen fibrils 

are thicker and not aligned in XylT1-cKO mice. Panels v and vi) Merge between collagen 

fibrils and cells. Scale bar: 40 µm. 

 

Figure 11. In situ hybridization of chondrogenic and osteogenic markers in XylT1-

deficient mice (at 4 weeks of age) 

Panel A) Analysis of the expression of chondrogenic markers (Acan, Col2α1 and Col10) by 

mRNA in situ hybridization using histological sections of the tibia from XylT1-cKO and WT 

mice. The analysis shows an increased expression of the studied markers in XylT1-cKO mice 

compared to WT littermates. Panel B) Analysis of the expression of osteogenic markers β-

Glap and Spp1 shows an up-regulation of both genes in XylT1-cKO mice. Spp1 or 

osteopontin mRNA expression is higher especially at chondro-osseous junction and spongy 

bone of XylT1-deficient mice.  

 

 

Figure 12. Overexpression of Ihh and misexpression of Wnt4 in XylT1-deficient mice  

Panel A) Analysis of the expression of Ihh and Wnt4 in the growth plate of 10-days old WT 

and XylT1-cKO by in Situ hybridization. XylT1-cKO mice show an overexpression of Ihh 

compared to WT in pre-hypertrophic zone. Panel B) i, ii, Expression of Wnt-4 in the growth 

plate; iii, iv, expression of Wnt-4 in proliferative and hypertrophic zones. WT mice show high 

expression of Wnt-4 in prehypertrophic and hypertrophic chondrocytes but no expression is 

observed in proliferative zone. In contrast, Wnt-4 is expressed in prehypertrophic and 

hypertrophic zone and is overexpressed in proliferative zone of XylT1-cKO. Scale bar: 100 

µm. 

 

Figure 13. Decreased phospho-H3 expression in XylT1-cKO mice  

Immunohistochemistry analysis of phospho-H3 in the growth plate of 10-days old WT and 

XylT1-cKO mice. XylT1-cKO showed a decrease of H3 phosphorylation in proliferative and 

columnar zones. Scale bar: 100 µm. Quantification of phospho-H3 positive cells in 

proliferative and columnar zones showed decrease of proliferation in XylT1-cKO mice 

compared to WT. 
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Abstract 

Proteoglycans (PGs) are macromolecules composed of a core protein to which several chains 

of glycosaminoglycans (GAGs) are attached. The initiation of the synthesis of GAG chains of 

PGs is catalyzed by xylosyltransferase I (XT-I). Recently several studies have shown different 

mutations in XT-I gene associated with the Desbuquois syndrome type II, characterized by 

skeletal abnormalities. To study the role of XT-I in osteoarticular development, we generated 

knockout mice for the XT-I gene (XT-I KO). XT-I KO mice show pronounced dwarfism and 

apparent frontonasal hypoplasia, thus indicating abnormalities of skeletal development. 

Histological analysis of the growth plate revealed an apparent disorganization of the 

proliferative zone and a significant reduction of the hypertrophic zone. Evaluation of the PG 

content revealed a strong decrease in PGs synthesis in XT-I KO mice. To identify the 

mechanisms and factors responsible for skeletal abnormalities in XT-I KO mice, the 

expression of several genes involved in skeletal development and in the regulation of 

chondrogenesis was analyzed by in situ hybridization. using the RNAscope technique. The 

results showed a strong expression of  hypertrophy markers, thus suggesting an early 

maturation of chondrocytes in XT-I KO mice. The XT-I KO embryos show also an early 

formation of the secondary ossification center, indicating an early ossification which 

ultimately leads to the growth abnormalities seen in XT-I KO mice. The study of the signaling 

pathways involved in differentiation and chondrocyte maturation revealed overexpression of 

the FGFR3 receptor and a significant activation of the downstream signaling pathways. In this 

present study, we provided evidence of the key role of the XT-I in skeletal development, in 

chondrocyte maturation and ECM formation and highlighted the role of FGF signaling 

pathway in abnormalities development in XT-I KO mice. 

 

 

Key words: Xylosyltransferase I, proteoglycan, cell signaling , growth plate,  skeletal 

development  
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INTRODUCTION 

Proteoglycans (PGs) are important bio-macromolecules composed of core protein and 

glycosaminoglycans (GAGs) chains (387,388) . They are involved in various biological 

processes such as extracellular matrix deposition, cell proliferation, adhesion, migration and 

differentiation (224,225,389). They play an essential role in storage of growth factors, 

chemokine, cytokine, and in establishing a morphogen gradient during tissue development 

(390,391) and regulate diffusion of nutrients and metabolites through tissue extracellular 

matrix (ECM) (392) . PGs are also involved in multiple pathological situations and in the 

development of several pathologies such as cancer (393), atherosclerosis (394), Alzheimer's 

disease (395)osteoarthritis (396) and in skeleton development disorders(397).  

During skeletal development different proteoglycans are expressed in a highly defined 

pattern that is regulated spatially and temporally. Versican a large chondroitin sulfate 

proteoglycan (CSPG) is expressed in early stages of chondrogenesis, inversely, Aggrecan is 

expressed during establishment and maturation of the chondrogenic cells (397) . 

Chondrogenesis is the earliest step for endochondral bone formation. It begins with the 

condensation of mesenchymal stem cells (MSCs) which differentiate into chondrocytes 

expressing type II collagen as well as cartilage specific proteoglycans. After a period of cell 

proliferation, chondrocytes undergo maturation and become organized into four distinct 

zones, resting zone, proliferative zone, prehypertrophic zone and hypertrophic zone forming a 

growth plate (398–400). The development of the growth plate is a highly regulated process 

which involves several transcription factors such as Sox9 and Runx2, growth factors like FGF 

and TGFβ and ECM compounds, collagens, elastin and PGs (16,241,316,400). 

 PGs constitutes 7% of the cartilage ECM volume and their biological activity is highly 

related to their chains of GAGs. Biosynthesis of GAG chains is catalyzed by several 

glycosyltransferases and requires formation of common linker of four sugar residues: D-

GlcA-B1-3-Gal-B1-3-B1-4-Xyl-Ser. This process is initiated by Xylosyltransferase I (XT-I) 

and II (XT-II) which catalyze the transfer of xylose from UDP-xylose to a specific serine 

residue of the core protein. Then two galactose residues are added by β1,4 

galactosyltransferase I (GalT-I) and β1,3 galactosyltransferase II (GalT-II) respectively and 

one glucuronic acid residue by B1,3 glucuronyltransferase I (GlcAT-I). Once this linker is 

formed, GAGs chains are extended by addition repeating disaccharides units forming 

different GAG chains; chondroitin sulfate (CS), dermatane sulfate (DS), heparane sulfate 

(HS) and keratane sulfate (KS).  XT-I catalyze the rate limiting step controlling the 

biosynthesis of proteoglycans. Mutations in Xylt1 gene encoding XT-I is at the origin of 
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genetic diseases. Indeed, the mutation of XT-I in zebrafish causes chondrocyte hypertrophy 

associated with premature perichondral ossification and reduced cartilage (401). Recently, 

several clinical studies have reported nonsense, missense and splice site mutations in XT-I 

gene associated with Desbuquois Dysplasia type 2 (DBQD type II) among different 

ethnicities (304,305,402–406). However, the cellular and molecular mechanisms underlying 

disorders caused by the most of these mutations have not yet elucidated.  

 To better understand the physiological role of XT-I in skeletal development, we 

generated XT-I knock-out (XT-I KO) mice by deletion of XT-I exon 1 and a part of the XT-1 

promoter sequence. Deletion of Xylt1 lead to a neonatal/perinatal lethality and XT-I knock-out 

mice showed a pronounced dwarfism and an apparent frontonasal malformation suggesting 

defects in ossification. To elucidate cellular and molecular mechanisms underlying those 

disorders, histological studies were performed on limb sections of XT-I mice knock-out and 

their WT littermates. Analyze of the growth plate by HES coloration, showed a shortened 

growth plate with an apparent disorganization in different zones suggesting abnormalities in 

chondrogenesis. Expression of the different zone markers were assessed by RNAscope in situ 

hybridization, we showed an increased expression in Col10a1 the marker of hypertrophic 

chondrocyte and IHH the marker of pre-hypertrophic chondrocytes suggesting an early 

maturation of chondrocytes in XT-I KO mice. To identify factors regulating chondrogenesis 

and endochondral ossification underlying disorders in XT-I KO mice, we analyze genes 

expression of two signaling pathways implicated in endochondral ossification regulation, FGF 

and TGFβ signaling. We showed an increased expression of FGFR3 which lead to increase 

several downstream of FGFR3 signaling, such as P-ERK, P-AKT, P-P38 and P-PKC in XT-I 

KO. We showed also an increased expression of TGFβR2 leading to an increased activation 

of Smad2/3 downstream. Alcian blue and Safranin-O staining showed a decrease of 

proteoglycans synthesis in XT-I KO mice. Defect in proteoglycan processing and subsequent 

defect in FGFR3 and TGFβR2 signaling in XT-I KO mice, highlights a key role of Xylt1 in 

regulation of chondrogenesis and bone development.  

 

RESULTS 

1. Generation of XT-I Knock-out mice 

Several articles showed that mutations of XT-I gene cause many skeleton development 

diseases in human (304,305,402–406). To elucidate the role of XT-I in skeletogenesis and to 

understand abnormalities in Desbuquois Dysplasia type 2 (DBQD type II), XT-I KO mice 
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were generated by deletion of a part of the most regions of promoter and of the Exon1 of the 

Xylt1 gene. The Xylt1 gene has a size of 286 kb and consists of 12 exons and 11 introns 

(Figure 1A). Because of its large size, it was difficult to totally delete it. Indeed, we chose to 

invalidate it by deletion of the exon1 and a part of the sequences of its promoter (Figure 1B). 

The XT-I gene was first isolated and cloned by integrating homology arms (loxp) covering all 

the exon1 and a part of the XyltI promoter sequences. Once the vector construction was done, 

embryonic stem cells (ES) (totipotent cells) were transfected with the vector. The ES cells 

having integrated the vector were selected and amplified and then they were introduced into 

mouse blastocysts by microinjection. Then the embryos were replanted into surrogate 

mothers, giving rise to chimeric mice whose part of the cells derive from the internal cell 

mass of the embryo and another part of the cells derive from the modified ES cells. The 

chimeric mice whose gametes are derived from the ES cells were selected and they were 

crossed with mice carrying the Cre-recombinase, thus resulting in the deletion of an 18 kb 

region at the level of the XT-I gene. Finally, these mice are crossed with wild mice (having 

the invalidated XT-I gene) to obtain heterozygous XT-I mice (XT-I (+/-)) having a wild-type 

allele and an invalidated allele. These latter are mated with each other to obtain XT-I 

knockout mice (XT-I (- / -)) which are characterized in this study.  

 

2. XT-I invalidation in mice cause neonatal / perinatal lethality 

In initial analysis of 15 postnatal (P15) day mice, Genotyping failed to detect XT-I knock-out 

mice suggesting an in utero or perinatal lethality. In further analysis, embryos are collected at 

different stage of embryonic development. At the embryonic day E14.5, most embryos XT-I 

knock-out were found at Mendelian ratio at this stage and they were all living (heart beat), it 

suggested that they die after this stage. The next time point of analysis was embryonic stage 

E18.5 which is just before birth. At this stage, all the embryos were subjected to viability test; 

most them was able to breath after a few minutes when placed on a hot plate at 37°C. Several 

XT-I knock-out fetuses were reactive to forceps but were unable to breathe (no cry upon 

stimuli). These fetuses died 30 minutes after delivery and displayed frontonasal hypoplasia. 

Their size was considerably smaller, and their air pinnae were reduced (Figure 2A). The 

timing of lethality represents an important clue to identify the underlying developmental 

defects resulting from the deletion of XT-I and consequently the biological function of this 

gene. Death can occur at the end of development prior the birth (fetal death) immediately at 

birth or within one day (neonatal death) or after the first day of postpartum life (postnatal 

death). In some complex cases of perinatal death, the genetic mutation or deletion can result 
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in fetal death as well as in neonatal death 28–30. Analysis of embryos at E19.5 embryonic stage 

showed same results with E18.5 stage suggesting a perinatal lethality. Effectively one day 

within the birth some pups are found dead and some others were half cannibalized. 

Genotyping of these pups revealed they are XT-I Knock-out. The major events that represent 

life-threatening challenges to the newborn during the first 24h after birth namely parturition, 

breathing, suckling and neonatal homeostasis (309,314,315). Here, XT-I gene deletion leads 

to perinatal death of mice, due probably to breathing problems and XT-I KO mice display a 

pronounced frontonasal hypoplasia which can be the primary defect who leads a several 

physiological problems like breathing defects. 

  

3. XT-I knock-out mice display dwarfism and skeletal defects 

To elucidate the role of XT-I in skeletal development and to circumvent the lethality of XT-I 

knock-out mice; embryos are collected at different stages of embryonic development (E13.5, 

E14.5, E15.5, E16.5, E18.5, and E19.5). Embryos analysis shows that XT-I knock-out 

embryos exhibit a small length than their wild-type littermates, display apparent frontonasal 

hypoplasia and reduced air pinnae (Figure 2A). At E14.5, embryos XT-1 KO showed 11,09 

% reduction of the whole-body length, and 14% reduction in humerus length. At E18.5 the 

length of XT-I KO embryos was 13.52 % reduced and their humerus was 28.11% reduced 

also (Figure 2B, Figure 3). In addition, whole skeletal staining of XT-I KO embryos and 

their littermates showed a smaller ribcage in XT-I KO embryos and early tooth formation 

(Figure 2C). XT-I KO embryos exhibit pronounced dwarfism and apparent frontonasal 

hypoplasia, thus reflecting abnormalities in skeletal development, du probably to a defect in 

endochondral ossification and in chondrogenesis, the both processes that allow growth.  

 

4. Growth plate is shortened and expanded in XT-I KO mice 

To better understand the skeletal development defect in XT-I KO mice, 5µm sections were 

performed and stained with H&E. We showed marked shortening of the growth plate with 

severe disorganization in different constituent zones in XT-I KO mice (Figure 4A, 4B). 

Resting, proliferative and hypertrophic zones were markedly reduced at several embryonic 

stages studied here. At E18.5, we showed 24 % reduction in the length of resting zone, 60% 

reduction in proliferative zone and 57.6% reduction in hypertrophic zone showed in proximal 

forelimb growth plate (Figure 4C, Figure 3B). Hypertrophic zone was considerably 

decreased at E18.5 (57.6% reduction), however at E14.5, we observed a large hypertrophic 

zone in XT-I embryos, it was 15% larger than wild type hypertrophic zone (Figure 3A). 
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Primary ossification center formation occurs at E15.5, but before this step, hypertrophic zone 

forms and expands in the diaphysis at E14.5, this step used to allow the beginning of 

ossification. A largest zone at this stage suggests a premature maturation of chondrocyte that 

could lead an early ossification. In addition, the smaller or the thinner hypertrophic zone at 

E18.5 suggests that hypertrophic chondrocytes in XT-I mice at this stage mature more rapidly 

and are quickly replaced by osteoblasts and mineralized tissue. These results suggest an early 

ossification in XT-I KO mice which may be the origin of dwarfism. Proliferative zone in XT-I 

KO embryos was devoid of the characteristic flattened chondrocyte and their organization in 

columns at all embryonic stages. In addition, of the longitudinal proliferation, chondrocytes of 

this zone showed a horizontal proliferation (Figure 4A2, 4B2) that results an expanded 

growth plate which can leads a rhizomelic shortening of limb bones described by mis and al 

(2013) (306) in the pug mutant. These results suggest that XT-I deletion leads to a shortened 

and expanded growth plate with a pronounced disorganization in the zones of the plate. These 

findings suggest that XT-I play a critical role in promoting chondrocyte maturation, 

organization and ossification. 

  

5. Chondrocyte proliferation is increased in XT-I KO embryos  

 At high magnification, analysis of the growth plate revealed a higher cell density in XT-I KO 

embryos compared to wild-type littermates (Figure 4A,4B). Chondrocytes of different zones 

in XT-I KO embryos were highly packed and the number of chondrocytes was greater in XT-I 

KO embryos than the wild type. At E18.5 the number of resting zone chondrocytes was 56% 

higher compared to the XT-I WT resting zone (Figure 5). These results suggest an increased 

proliferative rate of XT-I KO embryonic chondrocytes in absence of XT-I. In addition of the 

higher density of cells, MEC was reduced in XT-KO embryos (Figure 6A). In XT-I WT 

growth plate, chondrocytes were separated by a condensed MEC however in XT-I KO growth 

plate, chondrocytes were tightly packed and showed less MEC between them (Figure 5). 

These results indicate that XT-I deletion leads to a defect in the MEC surrounding 

chondrocytes in XT-I KO embryos which suggest that the high proliferation was for 

compensate the lake of MEC. Since cell number homeostasis as well as the normal 

organization of the growth plate result directly from a balance between cell proliferation and 

maturation, and to make sure that the proliferation is higher in XT-I KO mice, we assessed 

proliferation rate of chondrocytes isolated from the hyaline costal cartilage by using 

CyQUANT NF Cell Proliferation kit. The test showed that the rate of proliferation in XT-I 

KO embryos was 84%, 88% and 76% higher than in the wild, after 24h, 48h and 72h of 
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culture respectively (Figure 5). This test indicates an increased proliferative rate of XT-I KO 

embryonic chondrocytes in absence of XT-I. 

 

6. Decrease in proteoglycan synthesis in XT-I KO mice 

Histological analysis by Alcian Blue staining of XT-I KO and XT-I WT limb sections at 

different stages of embryonic development revealed a difference in staining intensity between 

XT-I KO and XT-I WT embryos (Figure 6). Indeed, we observed a strong reduction in Blue 

Alcian staining in XT-I KO embryos compared to XT-I WT embryos, thus indicating a lack 

of proteoglycan synthesis and a decrease in the synthesis of glycosaminoglycan chains caused 

by the invalidation of XT-I gene. We observed this decrease in the growth plate of the upper 

and lower limbs of embryos at different stages of embryonic development, suggesting a defect 

in MEC proteoglycan synthesis in XT-KO embryos growth plate. 

 

7. Defect in proteoglycan processing in XT-I KO mice 

To test whether the deletion of Xylt1 affect PGs processing, we analyzed sulfate incorporation 

in isolated costal chondrocytes as a measure of proteoglycan processing. We first digested the 

proteoglycan protein core with papain, then we precipitated and separated the proteoglycan 

samples with decreased concentration of CPC (5%, 1%, 0.5%) into low- density and high-

density fractions. We showed a significant difference in the synthesis of glycosaminoglycan 

chains between XT-I KO and XT-I WT chondrocytes. The incorporation of sulfate occurred 

in low-density GAG chains fraction has been observed in XT-I WT chondrocytes even in the 

XT-I KO chondrocytes indicating that synthesis of short GAG chains was less affected by 

XT-I invalidation.  However, we observed a strong decrease in sulfate incorporation occurred 

in the high-density GAG chains fraction in XT-I KO chondrocytes indicating an absence of 

high-density GAG chains synthesis in the XT-I KO chondrocytes, whereas it was important in 

the XT-I WT chondrocytes. These results indicate that XT-I invalidation induces a loss of 

anabolism of high-density GAG chains which may affect the function of PGs carrying long 

chains of GAG particularly those of the cartilage such as aggrecan the major proteoglycan of 

the cartilage matrix as well as all the signaling pathways in the growth plate in witch PGs are 

involved (Figure 6).  

 

6. XT-I is less expressed in hypertrophic chondrocytes   

XT-I is mainly expressed in bone and nervous tissues (272,294). RNAscope analyses of Xylt1 

expression to verify the deletion of this gene in XT-I KO mice reveled that XT-I was not 
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expressed in XT-I mice KO growth plate and bones. However, XT-I was highly expressed in 

resting, proliferative and pre-hypertrophic zones but the expression was lesser in hypertrophic 

zone suggesting that hypertrophic chondrocyte don’t express XT-I, and this later is probably 

implicated in chondrocytes differentiation (Figure 7).  

 

7. Sox9 expression is increased in XT-I KO mice and leads to increase ACAN and 

COL10A1 expression   

To understand the molecular mechanisms underlying defects in XT-I KO mice described 

above, we assessed the expression of Sox9 which is a key regulator transcription factor of 

early stage of chondrogenesis, it is expressed in resting, proliferative and prehypretrophic 

chondrocytes and required for the expression of MEC major constituents Col2a1, ACAN 

(29,33), and of the hypertrophic marker Col10a1 expression (407). RNAscope analysis of 

SOX9 expression in growth plate of E15.5 embryos showed an increased expression of SOX9 

in XT-I KO growth plate embryos (Figure 8) compared to their sibling WT. To test if 

COL2A1, ACAN and COL10A1 expression were affected by the increased Sox9 expression, 

we analyzed the expression of these genes with RNAscope. Interestingly we showed an 

increased expression of Col10a1 and ACAN in XT-I KO embryos compared to their 

littermates, however no significant difference in Col2a1 expression (Figure 8). Sox9 is 

required for chondrocyte proliferation and survival and is necessary for chondrocyte 

hypertrophy 36–38. The overexpression of Sox9 expression can be the cause of the increased 

proliferation showed above (Figure 5) in XT-KO embryos. The increased expression of 

Col10a1 and the short hypertrophic zone showed before (Figure 4) indicate a premature 

maturation of chondrocyte in XT-KO embryos. These results indicate that XT-I is involved in 

different steps of chondrogenesis and can be a negative regulator of Sox9 transcription factor 

and genes regulated by Sox9 transcription factor.  

   

8. XT-I invalidation affect Ihh signaling  

Multiple signaling pathways regulates chondrogenesis and chondrocyte maturation in growth 

plate (310,400). Ihh a member of Hedgehog family is expressed in pre-hypertrophic 

chondrocytes and early hypertrophic chondrocytes (50), stimulates chondrocytes proliferation 

(62)and activates Runx2 expression to initiate hypertrophy chondrocyte and osteoblasts 

differentiation (311). To test if XI-I invalidation alter Ihh signaling and chondrocyte 

maturation, we analyzed Ihh expression in growth plate at E15.5 and E18.5 embryonic stage 

development. We showed an increased expression of Ihh in XT-I KO growth plate embryos 
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compared to XT-I WT littermates (Figure 9). This overexpression of Ihh can be the origin of 

the increased proliferation showed before and can also accelerate chondrocyte maturation via 

Runx2 expression stimulation. To check if overexpression in Ihh signaling could underlie the 

maturation defect in XT-I KO embryos via Runx2 downstream signaling, we examined the 

expression of Runx2 with RNAscope in situ Hybridization and we showed an increased 

expression of Runx2 in XT-I KO growth plate embryos. XT-I KO invalidation leads to a 

defect in chondrocytes proliferation and maturation through Ihh overexpression and its 

downstream Runx2 overactivation. 

  

9. XT-I invalidation affect primary ossification center formation (POC) 

Alcian Blue humerus sections from XT-KO E14.5 embryos displayed a lengthening of 

hypertrophic region compared to XT-WT growth plate embryos (Figure 2), suggesting an 

earlier onset or accelerated progression of chondrocytes towards hypertrophy. At E18.5 a 

shortened hypertrophic zone in XT-I KO growth plate (Figure 2) indicating an accelerated 

differentiation of hypertrophic chondrocytes in osteoblast or an accelerated replacing of these 

maturated chondrocytes by bone tissues, these results suggest an early formation of the 

primary ossification center in XT-I KO embryos. POC forms at E15.5 embryonic stage 

development, to test if the formation of POC in XT-I was premature, we stained E15.5 

humerus sections with Alizarin Red (AR) which stain calcium deposits in mineralized tissues. 

No differences in AR staining were shown between XT-I KO and XT-I WT POC (Figure 10). 

However, when we stained humerus sections at E14.5 embryonic development, we showed a 

large mineralized region in XT-I KO embryos compared to their sibling XT-I WT embryos 

(Figure 10). In addition, RNAscope analysis of SPP1 gene, which is expressed in late 

hypertrophic chondrocytes and in mineralized bone tissue, revealed an increased expression 

of this gene in XT-I KO embryos compared to their WT littermates (Figure 10). These 

findings suggest that XT-I invalidation affect POC mineralization and formation in mice.  

10. XT-I gene deletion promotes secondary ossification center (SOC) 

While POCs of endochondral bones form at E15.5 during mouse embryonic development, 

SOCs normally begin to form after birth around post-natal day 5–7. However, XT-I KO mice 

showed SOC formation during embryonic development. H&E staining of E18.5 fore limbs 

from XT-I KO embryos reveals enlarged cells within the epiphyseal cartilage regions, like 

hypertrophic chondrocytes found in the epiphyses during SOC formation in post-natal mice 

(Figure 11). At high power, the group of cells in the center of the epiphyses are distinct from 
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the round, resting chondrocytes surrounding them with their large cytoplasmic area (Figure 

11). They also appear to be distinct from growth plate hypertrophic cells in that their nuclei 

are more condensed and total cell volume appears to be less; at high magnification, they 

resemble the hypertrophic chondrocytes in secondary ossification centers as shown by others 

in the literature (312,408). An important event in SOC formation is the appearance of 

cartilage canals, which bring vascularization to the epiphyseal region and, eventually, 

invading osteogenic cells. BA staining of E18.5 humerus sections displayed a cells group 

migrating from the perichondrium and invading the growth plate until reaching the SOC area 

indicating a formation of cartilage canals (Figure 11). These cells showed the same 

condensed nuclei of the cells in the center of the SOC, but they are different in the shape, in 

that are not enlarged like hypertrophic chondrocytes and interestingly they showed an 

increased BA staining suggesting an increased proteoglycan synthesis in these cells (Figure 

10) 

 

11. XT-I deletion affect FGF signaling trough MAPK and PKC 

FGF signaling plays a key role in regulating chondrocyte maturation. The most common 

achondroplasia in humans has been associated with an activating mutation at the FGFR3 

receptor (82,327,328). We analyzed by RNAscope the expression of FGFR3 at the growth 

plate at different stages of embryonic development and we observed an overexpression of this 

receptor in XT-I KO embryos compared to XT-I WT embryos (Figure 12A). Then we 

examined the activation of the downstream signaling pathways by western blot and we found 

that overexpression of FGFR3 increased the phosphorylation of P-ERK, P-P38, P-AKT and 

P- PKC (Figure 12B). These results show that the defect in the expression of FGFR3 can be 

the cause of the early maturation of chondrocytes in XT-I KO mice through the P-ERK 

pathway which is involved in the terminal maturation of chondrocytes (79,136) and which is 

also involved in stimulating cell proliferation. The role of the PI3K-AKT pathway is to inhibit 

the activity of target molecules such as the forkhead box (FOXO1) class transcription factor, a 

pro-apoptotic effector, which is inactivated by AKT phosphorylation. AKT also activates the 

mTOR 1 complex stimulating cell growth and proliferation. This pathway may be responsible 

for increased proliferation in XT-I KO embryos in addition to the P-ERK pathway.    

12. TGFβR2 signaling is impaired in XT-I KO mice  
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The TGFβ superfamily is vitally important in all stages of embryonic chondrogenesis 

(310,409). Inhibiting TGFβ signaling during chondrogenesis by blocking TGFβR2 expression 

alters chondrocyte differentiation and joint formation without affecting prior stages of 

chondrogenesis (16,190,313). We analyzed the expression of TGFβR2 in E18.5 embryonic 

humerus sections with immunohistochemistry. We showed an overexpression of this receptor 

in XT-I KO embryos growth plate (Figure13A). When we assessed the activation of the 

downstream signaling of TGFβR2 (smad2 and smad3) in cultured E18.5 chondrocytes with 

western blot, we found that overexpression of TGFβR2 had affected the activation of samd2 

and smad3, these two SmadR were over phosphorylated in XT-I KO chondrocytes compared 

to in XT-I WT chondrocytes (Figure13B).Theses results indicate that XT-I invalidation affect 

TGFβ signaling which can lead a defect in chondrogenesis described below in XT-I KO 

embryos. 

 

DISCUSSION  

XT-I plays a key role in the biosynthesis of PGs. It catalyzes the initiation of the GAG chains 

synthesis by transferring xylose to serine residues of the protein core. Recently, several 

clinical studies have reported different mutations in XT-I gene which caused many skeleton 

development diseases in human.(304,305,402–406).  

In 2013, Schreml et al (402) have reported a homozygous missense mutation in XT-I gene 

causing a short stature syndrome in two affecting siblings from a consanguineous Turkish 

family. The children displayed short stature, mild skeletal, distinctive facial features and 

moderate intellectual disability. In 2014, Bui et al (403) have identified Xylt1 mutations in 

seven individuals from six families with Desbuquois dysplasia type II. All individuals 

presented severe pre-and postnatal short stature, flat face and prominent eyes, short 

extremities, dislocations with monkey wrench appearance of the femora, short long bones 

with metaphyseal widening, epiphyseal dysplasia and advanced carpal and tarsal ossification. 

In 2015, Koningsbruggen et al(404) have reported the first patient with compound 

heterozygous XYLT1 deletions, associated with a short limb skeletal dysplasia but without 

characteristic features of Desbuquois dysplasia type II. In 2016, three studies have associated 

mutations in Xylt1 with Desbuquois dysplasia type II syndrome. Guo et al (406) have 

identified a novel and recurrent Xylt1 mutation in two Turkish families. Jamsheer et al (405) 

have reported two novels heterozygous Xylt1 mutations in a polish patient with growth 

hormone deficiency. Silvera et al (304) have showed another patient presenting a phenotype 
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compatible with DBQD-II in whom a homozygous mutation in Xylt1 was identified. In 2017, 

Al-Jazawi et al (305) have identified a novel homozygous variant in Xylt1 gene in an Emirati 

child of consanguineous parents.  

The identification of Xylt1 mutations in a several chondroplasias, supports a pivotal role of 

Xylt1 during ossification and bone development process. In addition, the cellular and 

molecular mechanisms underlying disorders caused by the most of these mutations have not 

yet elucidated. In this study we investigated the role of XT-I in skeletal development by 

deletion of exon1 and a part of Xylt1 promoter sequences in mice. XT-I invalidation lead to 

neonatal/ perinatal lethality and XT-I KO mice showed a pronounced dwarfism and a 

frontonasal hypoplasia. Skeletal analysis of embryos by Alcian Blue and Alizarin Red 

revealed a small rib cage, a severe decrease in limb length and short craniofacial phenotype in 

XT-I KO embryos. These results are compatibles with those demonstrated in pug mice 

described carrying a missense mutation in Xylt1 (306).  

Parturition, breathing, suckling and neonatal homeostasis are the major events that represent 

life-threatening challenges to the newborn during the first 24h after birth (309,314,315). Here, 

XT-I gene deletion leads to perinatal death of mice, due probably to breathing problems. 

Indeed, XT-I KO mice display a pronounced frontonasal hypoplasia which can be the primary 

defect who leads a several physiological problems like breathing defects. In this case we 

analyzed face sections of XT-I KO and XT-I WT to compare ethmoids and turbinates, two 

important structures of nose.  No differences were found between XT-I KO and XT-I WT in 

these structures. XT-I KO showed also small rib cage compared to their littermates leading a 

compression of the lung cavity and causing probably the breathing defect (Results not 

shown). We should analyze XT-I KO lung sections to determine if breathing defects are 

caused by lung abnormalities development.  

Dwarfism and a shortening limb in XT-I KO embryos reflect abnormalities in skeletal 

development du probably to a defect in endochondral ossification and chondrogenesis. 

Endochondral ossification is the process by which the most of bones of the body are formed. 

It begins with the condensation of mesenchymal stem cells, followed by the differentiation of 

these cells in chondrocytes which proliferate and become organized in four different zones, 

forming the growth plate. After vascular invasion of the cartilaginous element, the bone 

matrix is laid done and ossification centers are form (241,316). Histological analysis of limb 

growth plate in XT-I KO showed a shortened growth plate with reduced length of different 

zones and a higher cellular density in XT-I KO mice. These results indicate chondrogenesis 

defects in XT-KO mice. Indeed, when we assessed in vitro of the proliferation of XT-KO and 
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XT-I WT chondrocytes, we showed an increased proliferation of XT-I KO chondrocytes 

compared the XT-I WT chondrocytes. This result was confirmed by the increased activation 

of histone3 in XT-I KO chondrocytes assessed by western blot. The increased proliferation 

and the packed aspect of the chondrocytes in XT-KO embryos growth plate is due the lake of 

MEC contouring the chondrocytes caused by the XT-I invalidation. 

The chondrocyte maturation was also affected in XT-I KO embryos. Indeed, the absence of 

XT-I is accompanied by dysregulation of several markers previously shown to be critical to 

the maturation process. Sox9 a general chondrogenesis marker, expressed in resting, 

proliferative, prehypertrophic chondrocytes (25,410). In contrary of the pug mice in which 

Sox9 was normally expressed (306), here we showed an increased expression of Sox9 in XT-I 

KO embryos compared to their WT littermates. Sox9 is a transcription factor of SRY related 

high mobility group box family of proteins, has essential role in successive steps of the 

chondrocyte differentiation (29,317). The increased expression of Sox9 in XT-I KO mice can 

affect all stages of chondrocytes differentiation. Indeed, Sox9 can induce the expression of 

Col2a, ACAN and Col10a1 expression (29,32,33,407). 

ACAN encodes chondrocyte specific matrix proteoglycan, it is expressed in the different 

zones of the growth plate. We assessed the expression of this gene by RNAscope and we 

showed an increased expression of this gene in XT-I KO embryos. However, we showed a 

decrease in Col2a expression, the specific chondrocyte collagen 2 which is expressed in 

resting, proliferative, pre-hypertrophic chondrocytes but not in hypertrophic chondrocytes.  

We showed also an increased expression of Col10a1, the marker of hypertrophic 

chondrocytes in XT-I KO mice. These results indicate that the XT-I KO invalidation affect 

chondrocytes maturation in all stages and suggest an early maturation of the hypertrophic 

chondrocytes. Also, strong expression of OPN, a marker of late hypertrophic and osteoblasts 

was observed in XT-I KO embryos, suggesting that acceleration of hypertrophy may induce 

an early bone development in XT-I KO mice. 

Growth plate development is a tightly regulated process which involves several local and 

systemic molecules and divers signaling pathways(16,400). Ihh signaling plays a major role in 

chondrogenesis and chondrocyte maturation(49,411). The hypertrophic and pre-hypertrophic 

chondrocytes secrete Ihh which stimulates chondrocyte proliferation and Runx2 synthesis in 

the perichondrium (62,311,412). Runx2, a runt domain transcription factor, plays a pivotal 

role in promoting chondrocyte hypertrophy, is initially expressed in chondrogenic 

mesenchyme after Sox9 expression(29,320), in the perichondral cells and in osteoblasts after 

cartilage anlage is formed and then expressed in the prehypertrophic chondrocytes. Runx2 
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initiates hypertrophic chondrocytes and loss of Runx2 leads to severely delayed chondrocyte 

maturation in developing bones(43,311,413). XT-I KO embryos showed an increased 

expression of Ihh and overexpression of RUNX2. This up regulation of Runx2 by Ihh in 

absence of XT-I lead to early chondrocyte hypertrophy described before in XT-I KO 

embryos. Runx2 expressed in the perichondrium is responsible of osteoblast differentiation, 

the increased expression of the Runx2 can lead also to an early ossification and POC 

formation. Indeed, at E14.5, XT-KO embryos showed an increased expression of SPP1 in 

contrary to the XT-WT embryos in which SPP1 expression was not detected indicating an 

early ossification in XT-I KO embryos. Mice missing Runx2 have no osteoblasts and a lack of 

hypertrophic chondrocytes. The hypertrophic chondrocytes that are present fail to mineralize 

their matrix and have decreased or absent expression of genes such us Osteopontin and 

MMP13 which are normally expressed by the late hypertrophic chondrocytes (38,414). Here 

XT-I KO embryos showed an increased expression of Osteopontin indicating an over 

mineralization of the matrix by the late hypertrophic chondrocytes which have undergo an 

early maturation caused by the overexpression of RUNX2.   

In addition to IHH signaling, FGF signaling also regulates and controls growth plate 

development (327). An activating mutation at FGFR3 causes the most common 

achondroplasia in humans (328). FGFR3 is expressed in all growth plate chondrocytes except 

at the hypertrophic chondrocyte level with strong prehypertrophic chondrocyte expression, 

and activates several underlying signaling pathways, mainly STAT, MAPK, PI3K / AKT and 

PLCγ / PKC (80,327). FGFR3 negatively regulates proliferation and differentiation, inhibits 

proliferation through STAT1 signaling (131) and activates terminal chondrocyte maturation 

through MAPK (79,132,136). XT-I KO embryos showed an increased expression of FGFR3 

affecting the different downstream targets of this receptor. Mis et al 2013 (306) have reported 

also an increased expression of FGFR3 in pug carrying a missense mutation in XT-I gene but 

no changes in ERK activation have been shown in this mutant. In contrary of this study, XT-I 

KO embryos showed an increased activation and phosphorylation of ERK in costal 

chondrocytes due to the increased expression of FGFR3. Indeed, most short stature 

syndromes are caused by aberrant signaling via RAS/ERK pathway and four skeletal 

dysplasias associated with gain-of-function mutations in FGFR3, which activates the 

RAS/ERK pathway (102). According to this study, we supposed that the increased activation 

of P-ERK by the FGFR3 overexpression is the impaired signaling pathway leading to the 

dwarfism in XT-I KO embryos and causing several abnormalities skeletal development. 

Murakami et al 2000(329) showed that regulation of Sox9 gene by FGF is mediated by 
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MAPK proteins specifically by P-ERK1/2 signaling.  XT-I KO embryos showed an increased 

Sox9 expression due probably to the up-activation of P-ERK in chondrocytes caused by the 

overexpression FGFR3. Constitutive activation of the MAP2K, MEK1, responsible for ERK 

activation caused persistence of proliferating chondrocytes and delayed hypertrophic 

maturation(132), whereas in vitro studies using pharmacological inhibition showed that ERK 

activation is required for chondrocyte hypertrophy (330). The increased activation of ERK via 

FGFR3 can be the impaired signaling pathway responsible of the defect maturation of 

chondrocytes showed before in XT-I KO embryos growth plate. Beier et al 1999 (331) 

demonstrated that c-Raf, MEK1/2, ERK1/2 are required for the normal expression of the 

collagen X which is marker for hypertrophic chondrocyte. According to this study, the 

increased Col10a1 in XT-I KO embryos is due probably to an Up-regulation by the increased 

activation of P-ERK.  

Conversely to P-ERK up-regulation, P-P38 activation was reduced in XT-I KO embryos by 

the increased expression of FGFR3. Oh et al 1999 (415) showed that ERK1/2 and P38 have 

opposing role in the regulation of chondrogenesis. 

We suggested that the increased FGFR3 expression in XT-I KO embryos is due to the 

alteration of  FGF ligand binding and diffusion caused by the lack of PGs in the chondrocyte 

MEC. Indeed, XT-I KO limb embryos sections showed a decreased Alcian bleu staining 

indicating a lack of proteoglycans in XT-I KO growth plate and chondrocyte MEC. Two 

major classes of proteoglycans, HSPG and CSPG are highly expressed in chondrocyte MEC 

and have been shown to play a key role in regulating chondrocyte maturation (321,322). 

HSPGs are recognized to function as a potent cofactor for canonical FGF signaling pathways 

as well as a wide range of other signaling pathways including Ihh, Wnt and TGFβ signaling 

(416). Several studies showed that the signaling ability of all canonical FGFs require heparin 

or HSPGs as a cofactor.  HSPGs induces the formation of ternary FGF-FGFR-HSPG 

complex, which activates the FGFR intracellular tyrosine kinase domain by phosphorylation 

of specific tyrosine residues. The activated receptor then initiates the intracellular signaling 

pathways (231,323–325). XT-I KO embryos showed a defect in proteoglycans processing. 

Indeed, we showed that XT-I invalidation have impaired the high-density GAG chains 

synthesis of the both HSPGs and CSPGs in chondrocyte. Then we conclude that the alteration 

in HSPGs synthesis caused a defect in the binding and the diffusion of the FGFs which caused 

the overexpression of the FGFR3 and altered the activation of their downstream targets in 

XT-I KO embryos.  
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XT-I KO embryos showed also an increased activation and phosphorylation of Akt caused by 

the defect in FGFR3 signaling. Prior et al 2006 (417) have reported that FGF does not activate 

Akt in chondrocyte and phosphorylation of Akt is downregulated after FGF treatment. Here 

we supposed that because of the lake of proteoglycans in XT-I KO chondrocytes, FGF fail to 

interact with FGFR3 and cause the increased activation of P-Akt.  Kita et al 2008 (326) have 

reported that activation of Akt in embryonic chondrogenesis enhance chondrocytes 

proliferation and inhibit hypertrophic differentiation. The increased activation of P-Akt can 

contributes to the enhanced proliferation of chondrocytes in XT-I KO embryos. The inhibited 

hypertrophic differentiation by P-Akt demonstrated by (326) Kita et al 2008, was associated 

to a suppressed expression of Runx2. Whereas here, we showed an overexpression of Runx2 

in XT-I KO embryos due to the overexpression Ihh, then we supposed an interplay between 

these two pathways and presumably the Ihh signaling pathway is more important in 

hypertrophic differentiation process. 

Another signaling pathway was affected in XT-I KO embryos due to the alteration in 

proteoglycan processing. Indeed, we showed an increased expression of TGFβR2 in XT-I KO 

embryos growth plate leading to an increased activation of p-Smad2. Several studies showed 

that Betaglycan function as an accessory receptor for the TGFβs and formally known as the 

type III TGFB receptor (258,332).  Bilandzic and stenvers 2011 (418) described Betaglycan 

as a major determinant of cellular responsiveness to TGFB superfamily members through its 

roles in ligand presentation and the regulation of signaling receptor trafficking. Betaglycan 

contains two types of GAG chains, HS and CS chains. In addition, proteoglycans such as 

decorin, biglycan, and fibromodulin regulate TGF-β activity by sequestering TGF-β in ECM 

(419). XT-I KO embryos showed a defect in the processing in the both types of GAG chains 

leading to a defect function in PGs carrying these chains like the Betaglycan leading to an 

increased expression of TGFBR2 and up regulation of their downstream targets. 

 

MATERIALS AND METHODS    

1. Mouse strains and genotyping  

All animal experiments were approved by the ethical committee for animal research of 

Lorraine region and conducted based on the state guidelines from the ministry of higher 

education and research of France. During acclimatization and experiments, the animals were 
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kept in standard conditions of temperature (23 ± 2°C) and light controlled environment (12h 

light/12h dark cycle), with free access to water and food. XT-I KO mice were obtained from 

“Institut Clinique de la Souris”. This model was generated by deletion 10.5 kb (promoter and 

exon1) in Xylt1 gene by homologous recombination. To obtain XT-I KO mice we have 

crossed XT-I heterozygote females and XT-I heterozygote males and embryos were collected 

at different developmental stages. 

For genotyping of littermates, genomic DNA was extracted from the tail shippets using two 

solution of extraction buffer (solution 1: 25mM NaOH, 0,2mM NA2EDTA ph12, solution 2: 

40mM Tris-HCL ph5). Genotyping was performed according to “Institut Clinique de la 

Souris” protocol. Sequences of four primers used to specifically amplify Xylt1 gene and Loxp 

sequences. Ef/Wr for the 5’ part of target locus of the wild type allele (Ef: 

5’ctcattccatggtgaacacggg 3’, Wr: 3’gctcttcattcattcacatgtcctcatcacc 5’), Ef2/Lxr for Loxp 

specific sequences (Ef2:5’acagaatttgcagcatatcaacatgatc 3’, Lxr: 3’gaagttatactgagcggccgttcac 

5’). The results were interpreted according of the size of the PCR product. XT-I KO (364 pb), 

XT-I WT (404 pb) and XT- I heterozygote (364 pb and 404 pb).  

2. Skeletal staining  

Embryos were dissected and fixed overnight in 96% ethanol. Cartilage elements of skeletons 

were stained in 0.03% Alcian Blue dye (0.03g Alcian Blue (8GX, Sigma) dissolved in 80 ml 

95% ethanol and 20 ml glacial acetic acid). Skeletons were washed twice with 95% ethanol 

and then placed in 1.5% KOH until the remaining soft tissues were dissolved. 

Bones/mineralized tissues were stained in 2% Alizarin Red (100 ml 1% KOH, 0,02% Alizarin 

Red (Sigma)) for 4h and cleared in 0,8% KOH in 20% glycerol solution for 24h, then 0.5% 

KOH glycerol solution for 48h. Finally, embryonic skeletons were stored in a 50% glycerol, 

50% ethanol solution. 

3. Histological analysis and staining 

XT-I KO embryos and their wild littermates were collected at different embryonic stages at 

E14.5, E16.5 and E18.5. Their limbs were dissected independently of each other and were 

fixed at room temperature for 24h in 10% formalin. Then, they were dehydrated with a series 

of ethanol baths (70%, 90%, 100%) and then passed through a toluene bath before they were 

embedded in paraffin. Sections of 5μm sections were cut using the Leica microtome and 

stained with Blue Alcian (Sigma), Hematoxylin (RAL), Alizarin Red (Sigma), Safranin-O 

(Sigma) and rouge Sirius.   
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4. RNAscope  

The RNAscope assay was performed on 5 μm formalin-fixed, paraffin-embedded embryonic 

tissue sections using the 2.5 HD-Brown kit (Advanced Cell Diagnostics; ACD) according to 

the manufacturer's instructions. Briefly, embryonic sections were deparaffinized with xylene 

and 100% ethanol and were incubated with hydrogen peroxide and Target Retrieval reagents 

(ACD) for 10 min and 15 min, respectively. After incubation in Protease Plus reagent (ACD) 

for 15 min at 40°C, the slides were then hybridized with a specific probes (mM-Xylt1, mM-

Xylt2, mM-Col2a1, mM-Col10a, mM-ACAN, mM-Sox9, mM-Runx2, Mm-Ihh, Mm-Pthrp, 

Mm-Gli1, Mm-FGFR3,Mm-TGFβR2), positive control probe PPIB and negative control 

probe DapB in the HybEZ oven (ACD) at 40 °C for 2 h. The PPIB probe for housekeeping 

gene PPIB was used as a control to ensure RNA quality. After hybridizations, slides were 

subjected to signal amplification using HD 2.5 detection Kit (ACD), and hybridization signal 

was detected using a mixture of DAB solutions A and B (1:1). After counterstaining with 

hematoxylin, slides were mounted with Pertex (Histolab) and analyzed using the DMD 108 

microscope (Leica). 

5. Immunohistochemistry 

Immunohistochemistry reactions were performed with the Dako Envision kit. 5μm sections of 

XT-I KO embryonic Limbs and their littermates deparaffinized in tissue clear and in a series 

of ethanol (100%, 95%, 70% then they were incubated in citrate solution (10 mM, PH6) 

overnight. The sections were then blocked in BSA solution (2%) after incubation for 10 

minutes with Dual Endogenous Enzyme Block (1 drop per section). After three washings with 

TBST (0.5 mol / l Tris HCl, 1.5 mol / l NaCl, 0.5% Tween 20), the sections were incubated 

with optimal dilutions of specific primary antibodies (FGFR3, TGFBR2, phospho-ERK) for 

60 min at room temperature. and incubated for 30 min with the Labelled-polymer-HRP 

secondary antibody. Then the slides were revealed with DAB (for each 1ml of DAB Buffer 

substrate, a drop of chromogenic DAB). After counterstaining with hematoxylin, the slides 

are mounted and analyzed with Leica DMD 108 microscope. 

6. Primary chondrocytes culture 

The primary chondrocytes were prepared from embryonic ribs according to the method 

described by Gosset and colleagues in 2008 (307). Briefly, the embryos were collected at the 

embryonic stage E18.5, eviscerated and washed with sterile PBS (1X). Then the chest cages 
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were isolated and cleaned of all soft tissue and placed in a 6-well plate (one chest per well). 

After two washes with sterile PBS (1X), 2 ml of collagenase D solution (3 mg / ml) (Roche 

Diagnostic) was added to each well and incubated for 45 minutes at 37 ° C. Then they were 

transferred to a new 6-well plate and 2 ml of collagenase D (0.5 mg / ml) were added and the 

cages were incubated overnight at 37 ° C.  were passed through a 10 ml pipette and then 5 ml 

to disperse the cell aggregates and suspend the isolated cells. After centrifugation at 0.4 g for 

10 minutes, a wash with PBS (1X) was performed and the pellet was dissolved in 5 ml of 

DMEM medium (1 g/L of glucose) supplemented with 10% (v/v) FCS (heat-inactivated for 

30 min at 56 °C), 2µm L-glutamine (Gibco), 100µg/ml penicillin, and 100 U/ml 

streptomycin, the chondrocytes were cultured in T75 at 37 ° C in and 5% Co2 and the 

medium was changed every three days. 

7. Proliferation test 

The proliferation of XT-I WT and XT-I KO chondrocytes was assessed using the CyQUANT 

NF dye Cell proliferation kit (Invitogen). The chondrocytes were cultured in 96-well plates in 

triplicate of 1x104, 2x104 and 3x104 cells / well. The DNA intercalant, CyQUANT NF dye 

was first diluted 1 / 500th in HBSS buffer (1X) and then 100μl of the solution was added to 

each well. Then the chondrocytes were incubated for one hour at 37 ° C and the fluorescence 

intensity of each sample was measured using Varioskan Flash (Thermo Scientific) with 

excitation at 485 nm, and emission and detection at 530 nm. 

8. Antibody and western blot analysis 

Embryonic costal chondrocytes were seeded in a 6-well culture plate and treated or not as 

indicated in the figure legends. Total protein was extracted using lysis buffer (reference: 9603, 

Cell signaling Technology) and concentration was determined by Bradford method (420). 20 

μg of total protein was separated by SDS-PAGE and transferred onto the PVDF immobilon 

membrane (Millipore) then incubated overnight at 4°C with appropriate primary antibodies: 

anti-phospho-ERK and ERK (1:1000, Cell signaling Biotechnology), phospho-Smad2, 

phospho-Smad3 and Smad2/3 (1:1000, Cell Signaling Technology), phospho-P38 and p38 

(1:1000, Sigma) and β-actin (1: 6000, Sigma-Aldrich) used as loading control. The protein 

bands were visualized by chemiluminescence using chemiluminescence luminol reagent (Bio-

Rad).  

9. RNA extraction and real time PCR 
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Total RNAs were isolated from the chondrocytes using RNeasy plus mini kit® (Qiagen, 

Germany) according to manufacturer’s instructions. 500 ng of total RNA were mixed with 4 

μl of SuperMix (iScript™ Reverse transcription supermix for RT-QPCR (BIO-RAD)) and 

supplemented with water RNAses free for a final volume of 20 μl. The mixture is incubated at 

25 ° C. for 5 min and then at 46 ° C. for 20 minutes. minutes and finally at 95 ° C for 1 min. 

The synthesized cDNAs are used directly for PCR or stored at -20 °C. 

Real time PCR was performed by the Step One Plus (Applied Biosystems, France) technology 

using specific primers and iTAQ SYBRgreen master mix system (Biorad, France). All 

reagents used for RT-PCR were added at the concentrations recommended by the 

manufacturer (primer concentration was 500 nM each). Melting curve was performed to 

determine the melting temperature of the specific PCR products and the amplification were 

performed for maximum of 40 cycles. The mRNA levels of the gene of interest and of 

the Ribosomal Protein 29 (RPS29), chosen as housekeeping gene were determined in parallel 

for each sample. Quantification was determined using the ΔΔCt method and the results were 

expressed as fold expression over the control. 

10. Statistical analysis 

Data were collected from at least three mice of each genotype (n=3) from independent litters 

and presented as average with standard error of the mean. Statistical analysis was performed 

using GraphPad PRISM and Student t test was used to determine the level of statistical 

significance.  
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Figure legends:  

Figure 1: Xylt1 gene and XT-I KO mice generation. A) Genomic organization of the XT-I 

gene. Exons and introns structure of the Xylt1 gene on chromosome 7. Xylt1 gene is composed 

of 12 exons and 11 introns, Exons are denoted by boxes and black horizontal bar denote 

introns , the translation initiation codon ATG and the termination codon stop are marked by 

arrows. B) Locus target in XT-I gene invalidation. XT-I KO mice were generated by deletion 

of exon 1 and a part of sequence of xylt1 promotor sequences resulting deletion of 18.5 kb of 

Xylt1 gene sequences.  

 

Figure 2 : XT-I/KO mice display dwarfism and frontonasal Dysplasia. A) XT-I KO embryos 

at different embryonic stages (E14.5, E16.5, E18.5) show an overall reduction in body size. 

B) Graphs showing relative body length of XT-I KO mice compared to their WT littermates at 

E14.5 and E18.5 stages, values are normalized such that control body length are set to 100%. 

At early embryonic stage  E14.5, XT-KO embryos shows 11,09% reduction in whole body 

length. At late embryonic stage E18.5, embryos show 13,51% reduction in whole body length. 

C) E16.5 Embryos whole body; red= bone marked by alizarin red staining; blue= cartilage 

marked by Alcian bleu staining. E16.5 XT-I KO embryos show a frontonasal Dysplasia with 

flat midface (yellow circle) and skull dysplasia with narrow rib cage (red square).    

 

Figure 3: Reduced length of the humerus and of the hypertrophic zone in XT-I KO 

embryos. A)  Sections through  humerus at E14.5 stage stained with Blue Alcian. Humerus 

and hypertrophic zone length are represented by black arrow. Graphs showing a decreased of 
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14 % in humerus length and an increase of 15% in hypertrophic zone in E14.5 XT-I KO 

embryos compared to their WT littermates . B) E18.5 humerus stained with Alizarin Red and 

Blue Alcian indicating a reduced humerus length in XT-I KO embryos (yellow arrow). E18.5 

proximal humerus growth plate section stained with Alcian Blue showing a short hypertrophic 

zone in XT-I KO embryos (red arrow). Graphs indicating a diminished of 28,11% and 56,6% 

in humerus length and hypertrophic zone length respectively in E18.5 XT-I KO embryos.      

 

Figure 4: The growth plate is disturbed and shortened in XT-I KO.  HES stained sections 

of E15.5 humerus proximal growth plate, show a shortened growth plate in XT-I KO embryos 

(B) compared to their littermates wild-type (A) with smaller, disorganized and hypercellular 

zones, Resting zone (A1,B1), proliferative zone (A2,B2), hypertrophic zone (A3,B3). C) 

Graphs showing resting, proliferative, hypertrophic zone length of XT-I KO embryos 

compared to their WT littermates at E18.5. XT-I KO resting zone  shows 24% reduction 

length, proliferative zone shows 60% reduction length, hypertrophic zone shows 57,6% 

reduction length  

 

Figure 5: Increased proliferation in XT-I KO embryos. XT-I KO growth plate showed a 

high cellular density, graph A shows an increased resting choanocytes number in XT-I KO 

embryos. Graph B represent the chondrocyte proliferation rate assessed with CyQUANT NF 

Cell Proliferation kit, XT-I KO embryos showed an increase of 84% in chondrocyte 

proliferation compared to their littermates XT-I WT after 24h of culture.      

 

Figure 6: Defect in proteoglycan synthesis in XT-I KO embryos. A) Decreased 

proteoglycan synthesis in XT-I KO embryos. Sections of proximal humerus growth plate at 

stages indicated, stained with Blue Alcian which marks GAG chains. XT-I KO embryos 

showed a strong reduction of Blue Alcian staining compared to their WT littermates 

indicating a decreased GAG chains synthesis leading to a lack of chondrocyte MEC at several 

development stages. B) Gel electrophoresis of Radiolabeled  proteoglycans and GAGs chains 

extracted from costal primary chondrocytes  of XT-I KO embryos and controls. PGs with high 

molecular Wight are less  in XT-I KO chondrocytes than in chondrocytes XT-I WT. C) 

Incorporation rate  35S-sulfate into GAG chains in XT-I KO embryos was less than their WT 

littermates.  
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Figure 7: Xylt1 expression assessed by RNAscope on sections of proximal humerus growth 

plate in XT-I KO and XT-I WT embryos at E18.5. No expression signal of Xylt1 is detected in 

XT-KO growth plate. In XT-I WT embryos growth plate, XT-I gene is expressed in the all 

growth plate zones with a less expression in hypertrophic zone 

 

Figure 8: Sections through humerus at the indicated stages, showing RNAscope in situ 

hybridization for probes as indicated and counterstained with hematoxylin. XT-I KO embryos 

showing an increase of Sox9 expression leading to an increased expression of  Col10a1 a 

hypertrophic marker and of ACAN the major proteoglycans in growth plate. No significant 

decreased Col2a1 expression in XT-I KO embryos.   

 

Figure 9: Impaired Ihh signaling in XT-I KO embryos. E15.5 humerus sections showing 

RNAscope in situ hybridization for Ihh and Runx2 probes. XT-I KO embryos displaying an 

increased expression of Ihh leading to an up-regulation of his short downstream signaling, 

Runx2. 

 

Figure 10: XT-I invalidation promotes POC formation in mice. A) Paraffin-embedded 

Humerus sections at indicated stages, stained with Alizarin Red which marks mineralized 

tissues. At E14.5, XT-I KO embryos shows a larger mineralized region (Black bar) compared 

to XT-I WT embryos. At E15.5, XT-I KO embryos displays an increased Alizarin red staining 

in the POC region. B) E18.5 humerus sections showing RNAscope in situ hybridization for 

SPP1, a late hypertrophic chondrocyte and bone tissue marker. XT-I KO embryos display an 

increased expression of SPP1 compared their WT sibling. 

 

Figure 11: Early SOC formation in XT-I KO embryos. Proximal Humerus growth plate 

sections of XT-I KO embryos at E18.5. Col2a1 RNAscope in situ hybridization shows a 

group of cells with a large cytoplasmic area in the center of the epiphyses, distinct from the 

round, resting chondrocytes surrounding them. H&E staining shows a larger cell with more 

condensed nuclei distinct from growth plate hypertrophic chondrocytes. Alcian Blue staining 
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displays a group of cells migrating from the perichondrium and invading the growth plate 

until reaching the SOC area indicating a formation of cartilage canals.      

 

Figure 12: XT-I invalidation affect FGF signaling through an increased FGFR3 

expression . A) Sections through humerus at the indicated stage showing RNAscope in situ 

hybridization for FGFR3 probe, counterstained with hematoxylin (grey-blue). FGFR3 

expression is increased in XT-I KO embryos compared to their WT littermates, an increased 

expression maintained through embryonic development stages . B) Increased FGFR3 

expression result in an impaired FGF signaling pathways. P-ERK, P-P38, P-AKT, P-PKC 

proteins levels in XT-I WT and XT-I KO costal chondrocytes were assessed by western blot. 

Actin was used as loading control. The blots were stripped and re-probed with regular 

antibodies to detect the total amount of the respective proteins. P-ERK and P-AKT are up-

regulated by FGFR3 increased expression however P-P38 and P-PKC are down regulated 

 

Figure 13 : TGFβR2 signaling is impaired in XT-I KO embryos. A) E18.5 humerus 

section from XT-I KO and XT-I WT embryos showing immunohistochemical analysis of 

TGFβR2 expression. TGFβR2 is highly expressed in XT-I KO embryos compared to their 

WT littermates. B) Increased TGFβR2 expression result in an increased  TGFβ signaling  

pathways as evidenced by the increased proteins levels of  P-Smad2 and P-Smad3 assessed by 

western blot in  XT-I KO primary chondrocytes compared to XT-I WT primary chondrocytes. 

Actin was used as loading control. The blots were stripped and re-probed with regular 

antibodies to detect the total amount of the respective proteins.  
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Résumé : Les protéoglycanes (PGs) jouent un rôle essentiel dans plusieurs processus physiologiques 

majeurs tels que la signalisation cellulaire, la prolifération et la migration ; ceci grâce aux interactions entre 

leurs chaînes de glycosaminoglycanes (GAGs) avec des médiateurs solubles et leurs récepteurs. L'initiation 

de la synthèse des chaînes de GAGs des PGs est catalysée par la xylosyltransferase I (XT-I). Récemment 

plusieurs études ont montré différentes mutations au niveau du gène de la XT-I associées au syndrome 

Desbuquois de type II, caractérisée des anomalies ostéoarticulaires. Afin d’étudier le rôle de la XT-I dans le 

développement ostéoarticulaire, nous avons généré des souris invalidées pour le gène de la XT-I (XT-I 

KO). L'analyse morphologique des embryons montre que les souris XT-I KO présentent un nanisme 

prononcé et une hypoplasie frontonasale apparente, indiquant des anomalies du développement 

ostéoarticulaire. L'évaluation du contenu en PGs a révélé une forte diminution de la synthèse des PGs chez 

les souris XT-I KO. L'examen des différentes zones chondrocytaires au niveau de la plaque de croissance 

des os longs a révélé la perte de l’organisation en colonne des chondrocytes prolifératifs et une réduction 

importante de la zone hypertrophique. Afin d'identifier les mécanismes et les facteurs à l’origine des 

anomalies squelettiques chez les souris XT-I KO, l'expression de plusieurs gènes impliqués dans le 

développement du squelette et dans la régulation de la chondrogenèse a été analysée par hybridation in situ 

à l'aide de la technique RNAscope. Les résultats ont montré une forte expression des marqueurs de 

l’hypertrophie chondrocytaires suggérant ainsi une maturation précoce des chondrocytes chez les souris 

XT-I KO. Les embryons XT-I KO montrent également une formation précoce du centre d'ossification 

secondaire, indiquant une ossification précoce qui participerait aux anomalies de croissance observées chez 

les souris XT-I KO. L’étude des voies de signalisation impliquées dans la différenciation et la maturation 

chondrocytaire a révélé une surexpression du récepteur FGFR3 et une activation importante de la 

signalisation sous-jacente, suggérant ainsi des perturbations de la signalisation du FGF. Compte tenu du 

rôle important du FGFR3 dans la régulation de la chondrogenèse et de l’ossification endochondrale, ces 

résultats suggèrent fortement l’implication de la voie de FGF dans le développement des anomalies 

squelettiques chez les souris XT-I KO et ouvrent la voie pour le développement de de nouvelles 

thérapeutiques pour le traitement des patients atteints du syndrome Desbuquois de type II. 

 

Mots clés : Xylosyltransférase I, Protéoglycanes, Chondrocyte, plaque de croissance, 

signalisation cellulaire, pathologies ostéoarticulaires  

 

Abstract: Proteoglycans (PGs) play an essential role in several major physiological processes such as cell 

signaling, proliferation and migration; this is mainly due to the interactions between their 

glycosaminoglycan chains (GAGs) with soluble mediators and their receptors. The initiation of the 

synthesis of GAG chains of PGs is catalyzed by Xylosyltransferase I (XT-I). Recently several studies have 

shown that mutations in XT-I gene are associated with  Desbuquois syndrome type II which is 

characterized by skeletal abnormalities. To study the role of XT-I in skeletal development, we generated 

knockout mice for the XT-I gene (XT-I KO). XT-I KO mice show pronounced dwarfism and apparent 

frontonasal hypoplasia reflecting abnormalities in skeletal development. Evaluation of PG content revealed 

a strong decrease in PG synthesis in XT-I KO mice. Analysis of the different chondrocyte zones in the 

growth plate revealed a loss of columnar organization of proliferative chondrocyte and a significant 

reduction of the hypertrophic zone. To identify the mechanisms and factors underlying skeletal 

abnormalities in XT-I KO mice, the expression of several genes involved in skeletal development and in 

the regulation of chondrogenesis were analyzed by in situ hybridization using RNAscope technique. The 

results showed a strong expression of markers of chondrocyte hypertrophy thus suggesting early maturation 

of chondrocytes in XT-I KO mice. The XT-I KO embryos show also a premature formation of the 

secondary ossification center, indicating a precocious ossification  which ultimately leads to the growth 

abnormalities showed in XT-I KO mice. The study of the signaling pathways involved in differentiation 

and chondrocyte maturation revealed an overexpression of the FGFR3 receptor and a significant activation 

of the downstream signaling pathways, thus suggesting disturbances of FGF signaling. Given the important 

role of FGFR3 in the regulation of chondrogenesis and endochondral ossification, these results strongly 

suggest the involvement of the FGF pathway in the development of skeletal abnormalities in XT-I KO mice 

and pave the way for the development of new therapeutics for the treatment of patients with Desbuquois 

syndrome type II. 

 

Keywords : Xylosyltransferase I, Proteoglycans, chondrocyte, growth plate, Cell signaling, 

skeletal diseases.   
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