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INTRODUCTION

Forever on the move: Nature’s template of the mammalian joint

In  nature,  mammals  represent  an  extraordinary  successful  group,  with  an 

incredible diversity of species, morphologies, physiologies and behaviours, that 

has  collecQvely  succeeded  in  colonizing  all  conQnents  and  living  even  in  the 

most  inhospitable  environments  on  the  planet  [1].  A  good  example  of  their 

extreme  variaQon  in  morphology  is  the  vast  range  in  size  and  body  mass. 

Mammals  can  weigh  from  2  g  (bumble‐bee  bat)  to  over  150,000  kg  (blue 

whale) [2]. The adapQvity of mammals is exemplified by the variaQons of limb 

extremiQes,  where  the  original  five  fingers  have  undergone  a  number  of 

modificaQons.  They  have  become  wings  for  flying  in  bats,  and,  even  within 

closely  related groups  like CetarQodactyla  (cows, pigs, whales and porpoises), 

they have evolved into aSributes as widely different as hooves and flippers [3]. 

These  morphological  adaptaQons  have  enabled  different  species  to  live  on 

land, in trees or in water, ulQmately exhibiQng different soluQons to the same 

problem:  locomoQon.  Indeed,  moving  in  different  environments  poses 

different  physical  demands.  Water,  for  example,  is  denser  than  air  [4],  and 

while on land gravity is the principal force, in water other forces, like buoyancy 

and  drag,  become  more  important  [5].  Mammals  have  adapted  to  their 

environments  [6]  and  the  joints,  as  the  literally  pivotal  elements  of  the 

extremiQes, have followed these adaptaQons. 

In  all  mammals,  the  funcQon  of  diarthrodial  joints  is  to  allow  arQculaQon 

between  the  bony  components  of  the  skeleton with minimal  fricQon  and  to 

transmit  and  dampen  the  forces  generated  by  locomoQon  [7].  For  effecQve 

funcQon,  the  different  components  of  the  joint  have  to  work  in  synergy,  so 

ar5cular  car5lage,  the  subchondral  bone  plate  and  the  underlying 

(subchondral) trabecular bone,  i.e. the osteochondral unit, can be considered 

as a single funcQonal enQty [8, 9]. Each component  is consQtuted by a Qssue 

that is highly specialized to carry out specific funcQons. ArQcular carQlage has 

developed  structural  and  biochemical  characterisQcs  enabling  it  to  sustain 

intermiSent  loading, while allowing  lubricaQon of the surface; the underlying 

bone  has  adapted  to  carry  and  disperse  loads  and  to  provide  support  and 

anchor points for other structures needed for locomoQon. 
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Car5lage  is  an  avascular,  aneural,  heterogeneous  Qssue,  composed  of  a 

extracellular matrix  (ECM)  rich  in water  (70%)  trapped  by  an  interconnected 

network  of  collagen  type  II  and  proteoglycans  [7].  In  this  matrix,  a  small 

percentage  of  cells  (5‐10%)  called  chondrocytes  reside  [10],  linked  to  the 

matrix through proteins that allow them to sense and respond to mechanical 

forces [11]. Based on chondrocyte morphology and Qssue composiQon, hyaline 

carQlage can be divided into three different zones: the superficial, middle and 

deep  zone.  Beneath  these  zones  there  is  a  layer  of  calcified  carQlage  that 

forms  the  interface  with  the  subchondral  bone  (Fig.  1).  Each  porQon  is 

specialized  to  resist  the  load  it  experiences  and  ensure  the  opQmal 

biomechanical  response  required  by  its  locaQon  [12].  The  total  mechanical 

strength of the Qssue is a result of the interacQon between the water trapped 

within  the  matrix  and  the  sum  of  the  different  bonds  between  the  Qssue 

components.  Collagen  type  II  fibres,  in  parQcular,  are  linked  with  covalent 

bonds  [13],  and  form  an  organized  matrix  with  arch‐like  structures;  these 

fibres,  run  parallel  to  the  arQculaQng  surface  in  the  superficial  layer  and 

become perpendicular to the surface in the deep layer (Fig. 1). 

Figure 1. Structure of the osteochondral unit. 
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Aggrecan  is  the  main  proteoglycan  present  in  the  Qssue,  and  includes 

glycosaminoglycans,  such  as  keratan  sulphate  and  chondroiQn  sulphate,  that 

branch  from  the  aggrecan  core  protein.  The  aggrecan  macromolecules  are 

connected  to  long  hyaluronic  acid  polysaccharide  chains,  and  the  repeaQng 

sulphate groups confer  the network a high net negaQve charge. This,  in  turn, 

aSracts  caQons  within  the  Qssue,  therefore  providing  high  osmoQc  Qssue 

pressure,  which  acts  to  resist  compression  during  loading  [12].  This 

combinaQon  of  networks  results  in  a  resilient,  yet  elasQc  Qssue  that  can 

withstand  both  shear  and  compressive  forces,  such  as  the  ones  applied  to 

carQlage  during  the  load‐bearing  moments  of  locomoQon. When  loading  of 

carQlage occurs, a pressure gradient and volumetric change  is created within 

the Qssue, causing the intersQQal fluid to pass through the porous solid porQon 

of the carQlage matrix out of the Qssue, into the synovial joint space [13]. The 

fluid  moving  through  the  solid  phase  generates  a  high  fricQonal  resistance, 

which is the primary mechanism responsible for the viscoelasQc behaviour of 

arQcular  carQlage  during  compression  [13].  Subsequently,  upon  unloading, 

fluid  is  drawn  back  into  the  carQlage,  bringing  in  new  nutrients  from  the 

synovial space [14]. It is, therefore, necessary for carQlage to be subjected to a 

regular  loading  rouQne  in  order  to  effectuate  the  exchange  of  nutrients  and 

waste products, just as circulaQon would in other Qssues [14]. 

CarQlage is separated from the underlying bone by a 5demark and a layer of 

calcified car5lage. The calcified carQlage features mineralizaQon in the form of 

crystals  of  various  calcium  salts,  and  the Qdemark  represents  the  boundary 

between  the  calcified  and  the  non‐calcified  (hyaline)  parts  of  arQcular 

carQlage.  At  the Qdemark,  part  of  the  collagen  network  conQnues  into  the 

calcified layer, with both perpendicular and randomly oriented fibres. Around 

these fibres, there is increased calcified material, and a band of flaSened fibrils 

running  parallel  to  the  undulaQng  surface  of  calcified  carQlage  [15].  This 

organizaQon  suggests  that  the Qdemark  provides  a  tethering mechanism  for 

the  collagen  fibrils  in  the  deepest  porQon  of  arQcular  carQlage,  prevenQng 

shear forces from detaching the fibres [15]. The calcified carQlage layer is also 

hypothesized to act as a mechanical coupling and buffer between carQlage and 

bone [16]. The interface, however, is not conQnuous, and in limited porQons of 

the  interface,  there  is  direct  contact  between  the  hyaline  carQlage  and  the 

underlying bone [17]. 
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Underneath  the  calcified  carQlage  is  the  subchondral  bone  plate,  a  corQcal 

porQon of bone between the trabecular bone and the calcified zone [18]. It is 

consQtuted  by  dense  cancellous  bone,  which  is  fenestrated  by  numerous 

spaces  that  gradually  become  elongated  perpendicularly  to  the  arQcular 

surface,  forming  the  trabecular  bone  [19].  Biochemically,  bone  is  a  biphasic 

material,  composed  by  a  large  percentage  (60%)  of  inorganic  components, 

primarily  calcium  phosphates,  such  as  hydroxyapaQte  crystals,  a  smaller 

percentage  (30%)  of  organic  compounds,  such  as  collagen  type  I, 

proteoglycans and glycosaminoglycans, and water (10%) [20]. The combinaQon 

of  these  components  confers  the  Qssue  strength  while  allowing  a  certain 

amount of elasQcity [21]. The composiQon of subchondral bone is thought to 

be designed especially  to disperse axial  loads across  the  joint, alleviaQng  the 

burden on the arQcular carQlage above [22]. 

Bone and arQcular carQlage have developed very different ways to respond 

to  biomechanical  loading. One  of  the main  differences  resides  in  the  bone’s 

ability to conQnuously adapt its response to mechanical loading and therefore 

remain funcQonal throughout the lifeQme of an individual [23, 24]. This is also 

true for subchondral bone, as illustrated by studies on its maturaQon in various 

species, such as cows and horses [25, 26]. 

Subchondral bone displays an adapQve response to both acute stresses and 

prolonged  chronic  changes  of  applied  forces,  enabled by  the producQve  and 

resorpQve acQons of osteoblasts and osteoclasts [27]. The rich vascularizaQon 

and  innervaQon  also  facilitate  the  response  within  the  bone  both  to 

physiologic  and  pathologic  changes  [27].  This  is  in  sharp  contrast  to  the 

situaQon in the arQcular carQlage, where the collagen network is only able to 

adapt  during  maturaQon  in  juveniles  in  a  process  defined  as  funcQonal 

adaptaQon [28, 29]. However,  in mature adults there is no collagen turn‐over 

[30], which severely limits the Qssue’s capacity to change and heal. 

The trabecular bone situated directly underneath the subchondral bone has 

a  similar  biochemical  composiQon  as  the  subchondral  bone,  but  displays  a 

more hierarchical  organizaQon.  It  is  composed of  lightweight  internal  laTces 

called  trabeculae  that  provide  structural  support,  parQcularly  in  the porQons 

closer to the joint. These structures ensure resilience and strength of the bone 

Qssue while maintaining an efficient volume/strength raQo [24, 31]. Trabecular 

bone  shares  with  the  subchondral  plate  the  high  adaptability,  already 

described  in  the  19 ]̂  century,  in  the  quest  of  a model  to  explain  trabecular 
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bone architecture [32] and bone adaptaQon to  loading [33].  In the 1860s the 

collaboraQon  between  anatomist  Von  Meyer  and  civil  engineer  Culmann 

sparked the first hypothesis of the existence of a match between acQng forces 

and bone architecture. This concept evolved with the key contribuQon of Julius 

Wolff  into  the  law  of  bone  microarchitectural  adaptaQon  in  response  to 

mechanical loads, refined by the biologist Wilhelm Roux who intuited the role 

in the adaptaQon process of biophysical self‐regulaQon mechanisms at cellular 

level  [34]. Wolff’s  descripQon  of  the  relaQonship  between  bone  remodelling 

and  loading, was expanded at  the end of  the 20th century by Frost with  the 

mechanostat hypothesis  [35]. Wolff’s  law stated  that bone adapts  to  loading 

by  decreasing  bone  mass  when  loaded  below  a  certain  threshold  and  by 

increasing it  in reacQon to loading above this threshold, achieving an opQmal 

balance  between  bone  weight  and  strength  [32].  Frost  later  observed  that 

trabeculae were driven  to align along  the main direcQon of  loading, because 

the  trabeculae  with  a  different  orientaQon  would  not  reach  the  threshold 

loading and, therefore, eventually disappear, overall increasing the anisotropy 

degree of trabecular bone [36]. 

The regenera5ve approach to joint disease

Regenera5ve medicine

RegeneraQve medicine is a relaQvely new branch of medicine that aspires to 

assist the body in restoring normal funcQon of damaged Qssues, by replacing, 

engineering  or  regeneraQng  Qssues  and  organs.  To  achieve  its  goals, 

regeneraQve medicine combines biomaterials, cells and regeneraQve cues [37, 

38]. The conQnuous advancement in stem cell research contributes increasing 

knowledge to the regeneraQve medicine field on possible cell sources, as well 

as on techniques for cell differenQaQon and instrucQon [39]. The principles of 

life  sciences  and  engineering  convene  in  regeneraQve medicine,  where  they 

are  applied  toward  the  development  of  biological  subsQtutes  that  restore, 

maintain  or  improve  the  funcQon  of  a  Qssue  [40].  The  advances  in 

development  of  biomaterials  and  bioengineering  techniques  have  opened  a 

virtually  indefinite number of possibiliQes  for  the producQon of  implants and 

scaffolds  with  different  biological  and mechanical  characterisQcs  to match  a 

variety of Qssues [41]. 
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In  regeneraQve  medicine  mulQple  disciplines  converge,  where  specialists  of 

science  and  medicine  collaborate  to  revoluQonize  treatment,  offering  a 

possible cure rather than the treatment of symptoms [38].

Joint disease ‐ when the template fails

Unlike  the majority  of Qssues,  arQcular  carQlage  is  avascular, with  low  cell 

density. This parQcular structure, while crucial for funcQon, also implies limited 

access to nutrients and circulaQng repair cells. Moreover, this also results in an 

environment with limited availability of nutrients and oxygen (from 10% at the 

surface  to  <1%  in  the  deep  layer)  [42].  The  combinaQon  of  cytoplasmic 

isolaQon  of  the  cells,  low  cell  density,  and  absence  of  cell  division  under 

physiological  condiQons  contributes  to  the  low  regeneraQve  potenQal  of 

arQcular carQlage [42]. Another factor in the limited intrinsic repair capacity of 

carQlage,  is  represented  by  the  almost  inexistent  turnover  of  the  collagen 

fibres:  the  collagen  matrix  appears  to  be  essenQally  permanent,  with  no 

capability of replacement even in pathologic condiQons [30]. Therefore, when 

damage  occurs,  carQlage  Qssue  lacks  the  potenQal  to  naturally  produce   

funcQonal  new Qssue, which  eventually  leads  to  impaired  joint  funcQon  [43, 

44]. 

The natural healing process of carQlage is characterized by the producQon of 

a predominantly fibrous  repair Qssue,  iniQally produced  in  sufficient quanQty 

to  fill  the  gap  created  by  the  damage,  and  parQally  integrated  with  the 

surrounding  healthy  Qssue.  However,  because  of  its  inferior  biomechanical 

properQes  compared  to  naQve  carQlage,  in  the  long  term  the  repair  Qssue 

cannot  withstand  the  repeated  loading  caused  by  weight‐bearing  and 

locomoQon  and  cannot  funcQon  properly,  leading  ulQmately  to  its 

degeneraQon and failure [45]. 

When  naQve  carQlage  is  damaged,  small  focal  defects  are  created.  These 

defects  can  affect  the  Qssue  thickness  only  parQally,  or  in  its  enQrety. 

Untreated,  parQal  thickness  defects  tend  to  heal  poorly  [46].  These  focal 

defects are characterized by a  local,  confined  loss of Qssue and  funcQon  in a 

healthy joint and, therefore, can be temporarily asymptomaQc [47]. Lesions of 

this  type are o6en trauma‐induced and mostly prevalent  in younger paQents 

with an acQve lifestyle, which, parQcularly  in the iniQal absence of symptoms, 

can  lead  over  Qme  to  the  expansion  of  the  damage  which  becomes 

generalized,  eventually  causing  joint  inflammaQon,  swelling,  pain,  and, 
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therefore, a decrease in mobility [48]. 

Osteochondral lesions involve carQlage and the underlying bone, and can be 

caused by acute or chronic trauma, as well as by geneQc factors [49‐51]. When 

the  damage  reaches  the  subchondral  bone,  this  triggers  an  inflammatory 

reacQon  in  the  Qssue,  with  migraQon  of  cells  to  the  damaged  area  and 

producQon  of  chemotacQc  signals  for  a  repair  response  that  eventually 

produces  a  fibrous Qssue,  rich  in  collagen  type  I,  again  less  performant  than 

naQve carQlage. In osteochondral defects, both bone and carQlage are injured, 

so  degeneraQon  may  happen  within  a  shorter Qme  range  than  in  chondral 

defects, resulQng into earlier development of osteoarthriQs [52].

OsteoarthriQs is an inflammatory disease that involves the whole joint, from 

carQlage to bone, synovium and ligaments: the inflammaQon triggered by the 

degeneraQon  can  involve  one  or  potenQally  all  these Qssues,  furthering  the 

vicious  cycle  of  degeneraQon  and  inflammaQon,  and  bringing  pain  that 

ulQmately limits mobility [48]. OsteoarthriQs is a degeneraQve, chronic disease 

that  affects most  commonly  knees,  hands,  spine,  shoulder  and hip  joints.  Its 

prevalence  is associated  to ageing, but also  to a variety of  risk  factors which 

include  lack  of  exercise,  obesity,  geneQc predisposiQon,  occupaQonal  injuries 

and gender [53]. OsteoarthriQs represents one of the most common causes of 

disability  in older adults, and  is esQmated to affect 10‐15% of all adults aged 

over  60  [54],  with  a  prevalence  in  Europe  varying  from  2.8%  in  Romania  to 

18.3% in Hungary [55].

Early regenera5ve therapies for chondral and osteochondral defects

Treatment  of  focal  defects  tradiQonally  involves  debridement  of  the 

damaged  carQlage  and microfracture  of  the  subchondral  plate, which  allows 

cells  from  the  bone  marrow  to  invade  the  defect  and  sQmulates  a  repair 

response  [56].  However,  because  the  repair  Qssue  produced  is  inferior  to 

naQve  Qssue,  as  pointed  out  above,  there  is  sQll  a  clinical  need  for 

improvement  of  therapies,  and  regeneraQve  cell‐based  strategies  have, 

therefore, been  invesQgated as a possible alternaQve. The first  generaQon of 

carQlage  cell‐based  repair  was  the  2‐step  autologous  chondrocyte 

implantaQon (ACI), where chondrocytes were placed in the defect and covered 

with  a  periosteal  flap;  the  periosteal  flap was  subsQtuted  in  later  years  by  a 

syntheQc collagen sheet [57]. In the third generaQon version of this therapy, a 

porous  collagen matrix  in  which  the  cells  are  cultured  prior  to  implantaQon 



IntroducQon

17

(MACI)  is  used,  eliminaQng  the  need  for  further  fixaQon,  and  allowing  the 

intervenQon to be performed arthroscopically [58]. 

When damage reaches the bone, creaQng osteochondral lesions, larger areas 

of Qssue are affected, and tradiQonal debridement and microfracture  is  likely 

to  yield  insufficient  repair  [59].  Therefore,  more  complex  therapies  are 

required,  such  as  the  combinaQon  of  implantaQon  of  autologous  bone  and 

autologous  expanded  chondrocytes,  which  requires  two  separate  surgical 

intervenQons  [60,  61].  A  common  alternaQve  is  mosaicplasty,  which  is  a 

surgical  technique  that  consists  in  the  transfer  of  autologous  osteochondral 

plugs  with  viable  bone  and  carQlage  from  non‐weight‐bearing  areas  of  the 

joint  into  the  defects  [62,  63].  A  great  advantage  of  this  strategy  is  that  it 

requires a single surgical  intervenQon, however Qssue harvest causes damage 

and may  lead  to  donor‐site morbidity,  being  addiQonally  associated  to  poor 

filling  of Qssue  in  the  areas  between  the  gra6s  [62].  Therefore,  the  idea  of 

producing  a  scaffold  analogue  to  an  osteochondral  gra6  by means  of Qssue 

engineering is appealing, and has led researchers to venture into this area. 

Osteochondral 5ssue engineering

The  engineering  of  a  regeneraQve  osteochondral  construct  is  a  complex 

process in which several choices need to be made. These include the choice of 

(1)  the biomaterial(s),  (2) whether  cells will  be used and  if  so,  the  type(s) of 

those cells and (3) of the opQmal manufacturing technique. 

Engineering car5lage and bone

In  load‐bearing  Qssues,  understanding  the  interrelaQonship  between 

composiQon,  architecture  and  funcQon  is  crucial  for  determining  the  criteria 

for the design of a potenQally funcQonal construct. In the case of carQlage, the 

naQve Qssue  is  able  to  provide  compressive  and  tribological  properQes  that 

allow successful withstanding of a joint’s biomechanical challenges [64]. Bone 

regeneraQon  research  has  resulted  in  several  clinically  successful  products 

[65], based on a variety of suitable materials for bone scaffolds, which include 

combinaQons  of  collagen,  tricalcium  phosphate  and  hydroxyapaQte  [66].  In 

bone  defects,  regeneraQve  strategies  o6en  aim  at  providing  temporary 

support,  while  allowing  sufficient  mechanical  sQmulaQon  for  the  new  bone 

producQon.  In  carQlage  defects,  no  soluQon  exists  yet  that  is  capable  of 

performing the same task, and the conQnuous  loading on newly formed,  less 
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performant fibrocarQlage,  leads ulQmately  to  failure of  the  repair Qssue  [64]. 

Some  regeneraQve  strategies  for  carQlage,  like allogra6 transplantaQon, have 

yielded posiQve results [67], possibly because the collagen structure ‐the most 

difficult  feature  of  the  carQlage  Qssue  to  reproduce‐  was  contained  in  the 

transplanted  material.  But  no  technique  yet  can  accurately  replicate  the 

architecture of  the collagen network, which  represents a virtually  immutable 

element of the carQlaginous Qssue [68].

• Biomaterials

Biomaterials  for  (osteo)chondral  regeneraQon,  such  as  hydrogels,  can  be 

applied by simple casQng for repair of chondral defects, where hydrogels act as 

a cell  carrier, or can be used  for osteochondral defect  repair as part of more 

complex,  mulQphasic  scaffold‐based  therapies  with  constructs  composed  by 

different materials and cell types. Several hydrogel‐based materials have been 

invesQgated  as  potenQal  candidates  for  carQlage  repair  [69],  including 

products  based  on  gelaQne  [70],  collagen  [71],  proteoglycans  [71]  and 

poly(ethylene  glycol)  [72].  Natural  polymers  typically  have  lower 

manufacturing  costs,  they  are  biodegradable  and  can  be  consQtuted  by 

extracellular  matrix  analogues,  such  as  collagen,  and  thus  beSer  mimic  the 

naQve  environment  of  the  target  Qssue.  These  polymers,  however,  show 

biological variaQon between batches, display  lower chemical, mechanical and 

thermal  stability,  and  involve  a  risk  of  immuno‐rejecQon  and  disease 

transmission [72]. SyntheQc polymers offer a highly  tailorable and repeatable 

structure  and  can  be  characterized  in  detail  with  respect  to  their  physical, 

chemical and mechanical properQes. SyntheQc polymers can also be designed 

to minimize risks of toxicity and  immunogenicity and pose virtually no risk of 

disease transmission. However, they generally need biological funcQonalizaQon 

to resemble the target Qssue’s environment [72]. 

While  hydrogels  are  great  candidates  for  Qssue  engineering,  several 

requirements  need  to  be  met  for  successful  use  in  regeneraQve  medicine, 

including  appropriate  cross‐linking  to  guarantee  stability  of  the  polymers, 

adequate  biomaterial  degradability  and  biocompaQbility  and  support  for  cell 

survival  and  proliferaQon  [69].  The  lack  of  biomaterials  that  are  versaQle 

enough to saQsfy all these prerequisites, has been an important limiQng factor 

in the progress of the field [73, 74]. Given the significant biomechanical forces 

on  implants  for  (osteo)chondral  applicaQons,  assurance  of  adequate 
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mechanical properQes in parQcular represents a key challenge [75, 76].

• Cell sources for car5lage regenera5on 

Strategies for carQlage repair may involve the use of transplanted/implanted 

cells. The inclusion of cells adds potenQal to a construct in terms of producQon 

of extracellular matrix components, producQon of trophic factors, etc., but also 

poses  addiQonal  challenges:  sourcing  of  cells  from  autologous  Qssues  adds 

addiQonal steps to the procedure and can result in site‐morbidity. Xenogeneic 

cell sourcing  is associated with compaQbility challenges and regulatory  issues 

[77].  AddiQonally,  the  use  of  cells  limits  condiQons  for  3D‐prinQng  and 

demands  handling  in  cell‐friendly  condiQons  [69].  The  criteria  for  cell  choice 

should  be primarily  the  ability  to  produce Qssue  specific  extracellular matrix, 

secondly,  the  ease of  availability  and  the  condiQons of  inducQon  toward  the 

desired phenotype [64].

Over the last two decades, mulQple cell types have been evaluated for their 

applicaQon  in  carQlage  repair.  Autologous  chondrocytes  and  chondrons 

(chondrocytes  with  their  surrounding  pericellular  matrix)  have  been  the 

obvious first route invesQgated: these cells can be harvested from non‐weight‐

bearing  areas,  or  from  the  perimeter  of  a  defect  in  the  paQent  [77,  78]. 

Obtaining a sufficient number of chondrocytes  for  therapy however,  requires 

harvest from a second site, with chances of donor site morbidity; alternaQvely, 

it requires in vitro expansion which has been shown to cause dedifferenQaQon 

of  cells  towards  a  fibroblasQc  phenotype  [79].  Mul5potent  mesenchymal 

stromal cells  (MSCs) can consQtute an alternaQve cell  source. These cells can 

be  easily  obtained  from  mulQple  Qssues,  including  bone  marrow,  adipose 

Qssue and muscles [80]. MSCs can be instructed with specific growth factors to 

differenQate  into  chondrocyte‐like  cells,  although  the  right  combinaQon  of 

cues must be provided to prevent their  tendency towards differenQaQng  into 

hypertrophic  chondrocytes,  expressing markers,  such  as  collagen  type  X  and 

MMP13, indicators of endochondral ossificaQon and eventual bone formaQon 

[81,  82].  To  address  this  limitaQon,  researchers  have  used  chondrocytes  in 

combinaQon with MSCs, as MSCs appear to sQmulate and direct chondrocytes 

towards synthesis of carQlage‐like Qssue [83, 84].

Due  to  the  pracQcal  limitaQons  associated  with  the  use  of  autologous 

Qssues,  alternaQve  allogeneic  sources  have  been  evaluated  for  regeneraQon 

purposes.  Although  there  are  reports  in  literature  describing  how  allogeneic 
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transplantaQon  of  isolated  chondrocytes  elicits  an  immune  response  that 

promotes  the  deterioraQon  of  the  repair  Qssue  [85,  86],  several  studies 

suggest that this may not be the case for Qssue engineered constructs seeded 

with allogeneic cells [87]. Similar findings were obtained in the equine model, 

where  chondrocyte‐collagen  composites  were  used  for  resurfacing  of  large 

arQcular  defects,  and  no  immune‐related  reacQons  were  observed  in  the 

synovial membrane, synovial fluid or subchondral bone infiltrates, possibly due 

to  the  shielding  effect  of  the matrix  on  the  cells  [88].  The  use  of  allogeneic 

chondrocytes allows to eliminate the risks related to donor site morbidity and 

the  necessity  of  mulQple  surgical  sites,  although  it  sQll  does  not  solve  the 

Qssue  scarcity  limitaQon.  AddiQonally,  it  involves  risks  of  eliciQng  a  variable 

immune response and of possible transmission of infecQons. 

The limited availability of healthy carQlage Qssue even for allogeneic use, has 

led  to  the exploraQon of xenogeneic chondrocyte sources.  In  the  few studies 

that  have  been  reported,  analysis  was  superficial,  but  results  tended  to  be 

posiQve [87]. For example, Ramallal et al. implanted porcine chondrocytes into 

osteochondral defects of adult rabbits, finding a hyaline‐like repair Qssue a6er 

24  weeks,  without  indicaQons  of  a  host  immune  response.  However,  no 

immunogenic  parameters  or  anQbody  reacQvity  were  invesQgated  [89].  The 

use  of  xenogeneic  chondrocytes  may  address  the  limitaQon  of  Qssue 

availability, but sQll poses risks of immunogenicity and disease transmission. 

In  more  recent  years,  new  sources  of  cells  have  emerged  as  possible 

candidates  for  carQlage  repair:  these  include  subpopulaQons  of  progenitor 

cells  such  as  ar5cular  car5lage  progenitor  cells  (ACPCs),  that  appear  to 

maintain  their  chondrogenic  phenotype  during  expansion  [90,  91],  and 

induced  pluripotent  stem  cells,  which  are  characterized  by  unlimited  self‐

renewal capacity, can be derived from a variety of easily accessible Qssues, and 

can be driven to differenQate into chondrocytes [92]. 

• 3D‐prin5ng and osteochondral repair

The emerging of 3D‐prinQng technologies has enabled the fabricaQon of 3D 

structures  based  on  input  generated  through  specialized  design  so6ware  or 

extrapolated  from  paQent  imaging,  thus  paving  the  road  for  personalized 

medical  treatments.  Three‐dimensional  images  can  be  obtained  from  the 

paQent  with  several  different  techniques,  including  magneQc  resonance 

imaging (MRI) and computed tomography (CT). This provides detailed  images 
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that  can be used  as  blueprints  for  3D‐prinQng  [93,  94]. Different  3D‐prinQng 

technologies  are  already  used  in  the  clinical  seTng  for  various  purposes. 

Models of anatomical structures, for example, can be used by surgeons as part 

of  the  planning  of  complex  surgeries  and  allow  them  to  pracQce  [93].  3D‐

prinQng can also be used for the producQon of custom‐made surgical tools and 

guides [95] or for the producQon of personalized implants [96]. 

Within the area of regeneraQve medicine and Qssue engineering, 3D‐prinQng 

can  also  be  a  useful  tool  to  enable  the  fabricaQon  of  scaffolds  with  well‐

defined architecture and properQes, built with different biomaterials that can 

range  from  ceramics  and  thermoplasQc  polymers  to  hydrogels.  This  is  a 

complex process, not devoid of difficulQes. 

The choice of biomaterial poses the first challenge. Ideal biomaterial inks, for 

example,  suitable  for  the  fabricaQon of  regeneraQve scaffolds, have  tuneable 

physicochemical properQes,  and allow  for  funcQonalizaQon with  regeneraQve 

cues  [69].  In  addiQon,  biomaterials  loaded  with  cells  for  bioprinQng,  thus 

termed  bioinks,  should  also  permit  cell  encapsulaQon,  while  maintaining 

printability under cell friendly condiQons [69]. The most common biomaterials 

used  for  this purpose are hydrogels, which are characterized by a high water 

content that mimics the cell’s natural habitat, with a composiQon that enables 

the  addiQon  of  biological  and  chemical  cues  to  enhance  and  direct  matrix 

producQon  [97]. Although hydrogels  appear  very promising,  their use  for 3D‐

prinQng of constructs is not without challenges, as the ideal hydrogel needs to 

saQsfy  many,  someQmes  conflicQng  requirements.  For  instance,  providing  a 

low polymer  density  to  sustain  cell  viability  and  funcQon, while  at  the  same 

Qme displaying high viscosity and  sQffness  to ensure high  shape fidelity post 

prinQng [98]. 

The replicaQon of the architecture is also a demanding task. The producQon 

of an approximate subsQtute can be accomplished with different approaches, 

which  can  range  from  the  simple  introducQon  to  gradients  in  structure, 

composiQon  or  mechanics,  to  the  combinaQon  of  biomaterials  to  improve 

funcQon  and  performance,  to  the  convergence  of mulQple  technologies  that 

allow  the  integraQon  between  heterogeneous  components  [99,  100].  The 

advancement of 3D prinQng technologies and parQcularly the development of 

possibiliQes of convergence of different elements, have allowed the realizaQon, 

in the laboratory, of great candidates for further tesQng. 
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From the petri dish to the pa5ent

In vitro evalua5on of regenera5ve strategies for car5lage repair

The design  and  refinement of  the  strategy  represent  the first  fundamental 

steps  in  the  quest  for  regeneraQon  of  carQlage Qssue  (Fig.  2).  To  assess  the 

potenQal  of  a  regeneraQve  strategy  for  carQlage  repair,  in  vitro  assessment 

precedes tesQng through in vivo models. 

In  vitro  assessment  of  chondrogenic  potenQal  allows  observing  cell 

interacQon in a 3D environment and represents the first step towards clinical 

translaQon.  In  vitro  studies  typically  evaluate  the  quality  and  quanQty  of 

producQon  of  ECM  by  the  implanted  cells,  delivery  of  biological  cues, 

degradaQon of  the hydrogel  in  response  to  proliferaQon,  and  the phenotype 

expressed by cells  throughout the duraQon of  the study. Common evaluaQon 

methods  for  carQlage  in  vitro  studies  include  biochemical  and  histological 

analysis  to  evaluate  producQon  of  sulphated  glycosaminoglycans  and  DNA 

[101],  as  well  as  specific  determinaQons  of  parQcular  components  such  as 

collagen  types  through  immunohistochemistry  marker  assessment  [102]. 

Further  characterizaQons  can  include  gene  expression  of  the  encapsulated 

cells  for  relevant  markers  such  as  aggrecan,  collagen  types  I,  II  and  X,  and 

proteoglycan IV [103]. 

Ideally,  in  vitro  models  should  recapitulate  the  microenvironment  of  the 

Figure 2. The steps for advancement of regenera5ve strategies from design to clinical trials.
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synovial  joint,  replicaQng  the  interacQons  between  different  cell  types  and 

components [104]. Since the joint components are influenced by their loading 

regimen  [105],  a  successful model  should  include mechanical  sQmuli  as  they 

occur  in  nature.  Since  tradiQonal  in  vitro  culture  techniques  lack  this 

possibility,  a  variety  of  advanced  in  vitro  plaPorms  have  recently  emerged. 

Advances  in  biofabricaQon  and  microfluidic  technologies  have  resulted  in 

plaPorms such as organs‐on‐a‐chip which can provide cells with dynamic flow 

condiQons and mechanical sQmulaQon. These  in vitro models can be adapted 

to simulate the naQve environment by combining biomaterial‐based constructs 

with conQnuous perfusion, mechanical sQmulaQon and biological and chemical 

cues, all within one plaPorm [104].

Func5onal ex vivo tes5ng in advanced bioreactors

The  last  step  towards  clinical  translaQon  before  the  (large)  animal  model 

convenQonally  is  in  vivo  ectopic  tesQng,  typically  in  subcutaneous  murine 

models for safety and mechanisQc studies. However, animal models have a low 

throughput,  are  labour  and  cost‐intensive  and  pose  ethical  consideraQons. 

Therefore,  alternaQve  routes  are  conQnuously  invesQgated.  Ex  vivo  models 

represent a possible route in this sense. They can be employed to pre‐screen 

novel promising strategies, with  the aim to  reduce and refine  the number of 

animals needed. 

Ex vivo models can consist of carQlage explants  from cadaveric  joints  [106]. 

The  main  limitaQon  of  these  explants,  is  that  the  collagen  network  is 

disconQnued during harvest, causing a change  in the osmoQc pressure  in the 

carQlage  Qssue  that  leads  to  a  loss  of  proteoglycans  [107].  AddiQonally, 

chondral explants  lack  subchondral bone  support. A  second generaQon of ex 

vivo  models  consists  of  osteochondral  explants,  cultured  in  plaPorms  with 

separate  carQlage  and  bone  medium,  which  allows  targeted  delivery  of 

relevant  biological  cues  without  affecQng  the  carQlage‐bone  interface  [108]. 

These  bioreactor  systems  allow  the  culturing  of  cells  under  controlled 

environmental  condiQons  (e.g.  temperature,  pH,  nutrient  supply)  and  even 

different  mechanical  sQmulaQon  regimens  (tension,  compression  and  shear) 

[109], moving the models closer to naQve Qssue condiQons [110]. 
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The equine animal model and its challenges

While  in  vitro  and ex vivo  plaPorms can play a  significant  role  in  screening 

the  potenQal  for  success  of  carQlage  repair  strategies,  they  are  sQll  not 

sufficient  for  the  evaluaQon  of  regeneraQon  in  the  clinical  seTng  [111]. 

Validity  of  a  therapy  would  ideally  be  proven  by  a  series  of  independent 

studies  involving  large  numbers  of  individuals,  executed  over  many  years. 

However, the need for soluQons to joint degeneraQon is great and immediate, 

and therefore predicQve animal models represent the next‐best alternaQve. In 

theory,  an  animal  model  should  match  perfectly  the  clinical  quesQon  to  be 

addressed, while enabling evaluaQon of the hypothesis at hand [112]. 

Smaller animal models  such as  rabbits may offer  important  informaQon for 

biocompaQbility  and  early  stage  assessment,  nonetheless  they  present 

significant  differences  from  the  human  paQent,  such  as  differences  in  limb 

angulaQon,  high  cellularity  and  widely  different  biomechanical  loading  [113, 

114]. 

Several  large  animal  models  have  been  proposed  and  tested  for  novel 

carQlage  repair  strategies  and  all  have  their  limitaQons.  Pigs  have  a  bone 

structure similar to humans in terms of biochemistry and trabecular thickness. 

The  housing  of  pigs,  however,  is  cost‐intensive,  and  requires  specialized 

training  due  to  the  animals’  temperament  [115];  mini‐pigs  are  a  good 

alternaQve,  parQcularly  for  short‐term  studies  [116].  Goats  and  sheep  have 

human‐like anatomy of their sQfle joints and are easy to keep. For longitudinal 

assessments  though,  these  animals  pose  issues  with  training  for  consistent 

objecQve  outcome  measures  (such  as  gait  analysis),  or  for  rehabilitaQon 

regimens [115].

The equine model presents the closest approximaQon to the human clinical 

situaQon, and  is a good model  for repair studies of carQlage and bone Qssue. 

The  equine model’s  biomechanical  environment  is  the  closest  to  the  human 

situaQon, which allows a  similarity  in outcome parameters  as well  [113].  For 

example,  the  medial  femoral  condyle  of  the  equine  sQfle  joint,  features 

carQlage characterisQcs similar to humans [114], and is ideal as a human knee 

osteoarthriQs model [117]. 

In addiQon, the use of horses as companion and sports animals, has led to a 

rather  thorough  understanding  of  the  joint  Qssue  composiQon  and  the 

response to stress and degeneraQon. In horses, like in people, carQlage injuries 

commonly  occur  during  high  impact  acQviQes  and  eventually  result  in  the 
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development of osteoarthriQs [118]. A large epidemiologic study conducted in 

the  UK,  in  over  600  Thoroughbred  racehorses  for  a  total  of  7785  months, 

found that 165 of these had at least one joint injury, with an overall joint injury 

rate  of  1.8  per  100  horse  months  [119].  A  large  survey  conducted  by  the 

United States Department of Agriculture reported that approximately 50% of 

commercial  horse  operaQons  had  at  least  one  of  their  animals  affected  by 

lameness, and in about 50% of these cases lameness was related to a limb or 

joint issue [120]. The high incidence of joint diseases makes horses very good 

candidates  for  replicaQon  of  human  clinical  condiQons,  while  allowing 

simultaneously  to  conduct  invesQgaQons  for which  they  represent  the  target 

species [121], benefiTng two species simultaneously. Other advantages of the 

model  include  joint  size,  which  allows  longitudinal  monitoring  with 

arthroscopy,  ultrasound,  CT  and  potenQally  MRI,  and  aptness  to  training, 

enabling  researchers  to  perform  repeated  objecQve  measurements  such  as 

kineQc  and  kinemaQc  analyses  [117].  However,  the  equine  model  poses 

significant biomechanical challenges, especially because of the horse’s inability 

to unload a limb for any prolonged period of Qme and hence the inevitability 

of immediate weight‐bearing post‐surgery [122]. Furthermore, horses are cost‐

intensive  both  to  acquire  and  maintain,  and  require  large,  specialized 

resources for management, housing and husbandry [117].

Thesis outline and research ques5ons

The  general  aim  of  this  thesis  was  to  develop  translaQonal  strategies  for 

(osteo)chondral  repair  by  refining  the  equine  model  and  studying  the 

osteochondral  Qssue’s  template.  Many  possibiliQes  for  repair  have  been 

invesQgated  over  the  years,  without  successfully  breaking  the  deadlock 

represented by the long‐term failure of newly‐formed repair Qssue in carQlage 

defects.  Therefore,  the  first  part  (part  I)  of  this  thesis  is  dedicated  to  the 

invesQgaQon of fundamental aspects of the osteochondral unit with the aim of 

idenQfying the key adaptaQons relevant for Qssue engineering strategy design. 

The  second  porQon  (part  II)  focuses  on  the  translaQon  of  promising  in  vitro 

regeneraQve  strategies  towards  the  preclinical  equine  model,  refining  the 

model  by  addressing  key  issues  such  as  fixaQon  of  the  implant.  Several 

regeneraQve approaches were evaluated,  starQng  from  the  implantaQon of a 

cell‐laden  biomaterial  directly  cast  in  a  surgical  seTng,  to  a  more  complex 

approach  with  an  advanced  composite  scaffold  for  the  repair  of  large 
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osteochondral defects.

The specific research quesQons addressed in this thesis are:

Part I) Understanding the naQve osteochondral template

Chapter 2. What is the effect of body mass on the microstructural features of 

the osteochondral unit? Which structures are more conserved and which vary 

to adapt to different loads? Research suggests that the unique biomechanical 

specializaQon of the osteochondral Qssue may represent the biggest challenge 

in  terms  of  replicaQon  [68].  InvesQgaQng  the  effect  of  scaling  on  the 

microstructural  characterisQcs  across  a  wide  range  of  mammals  helps  in 

understanding which structures have key roles in adapQng to (high) loads. This 

insight  may  be  valuable  for  future  designing  of  advanced  regeneraQve 

strategies.

Chapter 3. What are the differences in the osteochondral unit in mammals that 

live with and without loading? During evoluQon, mammals have returned from 

land to water, finding different soluQons for locomoQon in drasQcally different 

environments. The research reported  in  this chapter analyses  the differences 

in  osteochondral  unit  features  between  aquaQc  and  terrestrial  mammals. 

These  differences  reflect  the  importance  of  coping  with  loading  for  proper 

joint  funcQon  and  suggest  key  consideraQons  to  be  made  when  designing 

regeneraQve constructs for joint repair.

Part II) TranslaQon of hydrogel‐based regeneraQve strategies in the equine 

model for carQlage repair

Chapter 4. Can (reinforced) gelMA hydrogel be translated to the equine model 

and used  for  the  repair of  focal  car5lage defects? Cell  therapies  for  carQlage 

repair may rely on rapidly degrading cell carriers such as fibrin glue [77]. These 

carriers differ significantly from regeneraQve biomaterials such as hydrogels, as 

the  laSer have a  lower degradaQon rate meant  ideally  to match  that of new 

Qssue  formaQon  [123,  124].  Given  the  in  vitro  success  shown  by  gelMA  in 

supporQng  chondrogenesis,  this  study  sets  out  to  translate  this  regeneraQve 

strategy  towards  the  equine  model  by  addressing  preliminary  in  vitro 

preparaQons,  followed  by  ex  vivo  tesQng  and  a  short‐term  pilot  study. 

Subsequently, a long‐term study is carried out for the evaluaQon of gelMA for 
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carQlage repair in the equine model.

Chapter  5.  With  the  advent  of  advanced  5ssue  engineered  constructs  for 

chondral  and  osteochondral  repair,  how  can  fixa5on of  the  constructs  in  the 

preclinical equine model be addressed? A crucial issue in carQlage repair is the 

fixaQon  of  implants:  a  range  of  soluQons  has  been  adopted  over  the  years; 

however they all have significant drawbacks, ranging from insufficient fixaQon 

to  severe  alteraQon  of  the  architecture  of  implanted  scaffolds  [125].  The 

advancement of  3D‐prinQng  technologies  enables  the development of Qssue 

engineered constructs with complex architectures and raises the issue of how 

to address their fixaQon. This chapter presents the results of a series of pilot 

studies aimed at the opQmizaQon of the fixaQon of hydrogel‐based scaffolds in 

(osteo)chondral  defects,  from  the  use  of  commercial  and  autologous  fibrin 

glue  to  the development of  a  customized fibre‐reinforced hydrogel  construct 

with a 3D‐printed anchor for fixaQon of hydrogels in the equine model.

Chapter 6. Can a composite scaffold with a zonal cell distribu5on represent a 

valid  strategy  for  (osteo)chondral  repair?  Will  a  zonal  cell  distribu5on 

outperform a non‐zonal distribu5on in a long‐term equine model? This chapter 

aims  at  invesQgaQng  the  validity  of  a  zonal  cell  distribuQon  as  a  strategy  for 

(osteo)chondral  repair.  Here,  a  composite  construct  is  developed  uQlizing  an 

established  3D‐printed  anchor,  combined  with  a  hydrogel  based,  PCL 

reinforced chondral porQon. The approach is first tested with a thiol‐ene cross‐

linkable  hyaluronic  acid/poly(glycidol)  hybrid  hydrogel  [126],  in  combinaQon 

with a zonal distribuQon of mesenchymal stromal cells and arQcular carQlage 

progenitor cells, in a long‐term study in the equine model for carQlage repair. 

Chapter  7.  Can  a  hydrogel  with  a  longer  degrada5on  profile  improve 

(osteo)chondral repair with a composite scaffold with a zonal cell distribu5on? 

This chapter also focuses at the validity of a zonal cell distribuQon as strategy 

for  (osteo)chondral  repair,  but  this  Qme  with  a  different  biomaterial.  A 

composite construct with a zonal architecture is fabricated, consisQng of a 3D‐

printed PCL anchor and a  StarPEG/heparin hydrogel  [127]  characterized by a 

longer  degradaQon  rate  than  the  gel  used  in  Chapter  6,  and  tested  for 

performance  in  a  similar  long‐term  study  in  the  equine  model  for  carQlage 

repair.
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Chapter  8.  General  Discussion.  This  chapter  discusses  the  major  findings  of 

both  the  fundamental  research  in  Part  I  of  the  thesis  and  the more  applied 

work of Part  II, and puts these  in the wider perspecQve of the ongoing quest 

into  developing  an  effecQve  and  durable  way  of  regeneraQng  arQcular 

carQlage. Based on our own findings and those of others, suggesQons are given 

which direcQon  this quest might  take  in  the near  future and which might be 

the most important criteria to guide the research. 
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ABSTRACT

Since Galileo’s days the effect of size on the anatomical characterisQcs of the 

structural elements of  the body has been a subject of  interest. However,  the 

effects  of  scaling  at Qssue  level  have  received  liSle  interest  and  virtually  no 

data exist  on  the  subject with  respect  to  the osteochondral  unit  in  the  joint, 

despite this being one of the most lesion‐prone and clinically relevant parts of 

the musculoskeletal system. 

Imaging  techniques,  including Fourier  transform  infrared  imaging, polarized 

light microscopy  and micro  computed  tomography,  were  combined  to  study 

the response to increasing body mass of the osteochondral unit. We analyzed 

the  effect  of  scaling  on  structural  characterisQcs  of  arQcular  carQlage, 

subchondral plate and the supporQng trabecular bone, across a wide range of 

mammals at microscopic level.

We demonstrated that, while total carQlage thickness scales to body mass in 

a  negaQve  allometric  fashion,  thickness  of  different  carQlage  layers  did  not. 

CarQlage Qssue  layers were  found  to  adapt  to  increasing  loads  principally  in 

the  deep  zone  with  the  superficial  layers  becoming  relaQvely  thinner. 

Subchondral  plate  thickness was  found  to have no  correlaQon  to body mass, 

nor  did  bone  volume  fracQon.  The  underlying  trabecular  bone was  found  to 

have  thicker  trabeculae  (r=0.75,  p<0.001),  as  expected  since  this  structure 

carries most loads and plays a role in force miQgaQon.

The results of this study suggest that the osteochondral Qssue structure has 

remained  remarkably  preserved  across mammalian  species  during  evoluQon, 

and  that  in  parQcular,  the  trabecular  bone  carries  the  adaptaQon  to  the 

increasing body mass.
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INTRODUCTION

Almost  400  years  ago,  a6er  visiQng  Venice’s  Arsenal,  Galileo  laid  the 

foundaQons  to modern deformable body mechanics,  by  starQng a discussion 

about  scaling  [1].  He  took  inspiraQon  from  shipbuilding  and  wondered  how 

structural  components would  scale  in  bigger  ships  to  avoid  collapsing  under 

excessive  weight.  This  led  to  the  formulaQon  of  the  Square‐Cube  law  that 

Galileo  formulated  as  “the  raQo  of  two  volumes  is  greater  than  the  raQo  of 

their surfaces”  [1].  In other words, when an object undergoes a proporQonal 

increase in size, its surface area is proporQonal to the square of the mulQplier, 

while  its  volume  is  proporQonal  to  the  cube  of  the mulQplier.  In  addiQon,  it 

also means  that  the  stress  on  a  larger  cube  is  greater  than  the  stress  on  a 

smaller  cube  due  to  its  own  weight  [2].  Later,  in  the  Discourses  and 

MathemaQcal DemonstraQons RelaQng  to Two New Sciences, Galileo applied 

the law to living beings and deduced that animals could not be simply scaled 

up,  or  their  bones  would  break  under  excessive  weight  [1].  Since  then, 

macroscopic  scaling  of  limbs  and  their  components  has  been  discussed 

extensively  in  literature [3‐6]. Nevertheless,  invesQgaQons on the microscopic 

level have been limited [7‐10]. In parQcular, the adaptaQons to loading of the 

ensemble  of  the  arQcular  components  (i.e.  subchondral  bone,  carQlage  and 

their interface) at microscopic level have never been analyzed in a comparaQve 

fashion across a large range of species. 

The general  structure and organizaQon of diarthrodial  joints  is  similar  in all 

mammalian  species.  The  funcQon  of  these  diarthrodial  joints  is  both  to 

minimize  fricQon of  the arQculaQng bony components of  the skeleton and to 

accommodate  and  miQgate  the  substanQal  biomechanical  forces  that  are 

generated  by  locomoQon.  Hence,  joint  funcQon  requires  its  elements  to 

provide  excellent  lubricaQon  between  arQculaQng  surfaces,  allow  force 

transmission and absorpQon, to miQgate the effects of acceleraQon, vibraQons 

and  peak  forces  generated  by  locomoQon.  To  accomplish  these  tasks,  joint 

components  work  in  synergy  and  should  be  considered  as  a  unit  [11,  12], 

composed  of  arQcular  carQlage,  the  subchondral  bone  plate  and  trabecular 

bone rather than as individual components. 

Basic  biochemistry,  biomechanics  and  morphological  characterisQcs  of  the 

major  components  of  diarthrodial  joints  (i.e.  hyaline  arQcular  carQlage  and 

bone)  have  been  studied  frequently  in  relaQon  to  pathological  changes  and 



Chapter 2

42

effecQveness  of  different  treatments  [12‐15].  These  studies,  however,  are 

usually focused on humans and animal species that are of  interest as models 

for  orthopedic  research  in  a  translaQonal  sense  [15,  16].  In  nature,  the 

spectrum of sizes and body weights in mammals is much wider than in the few 

species used as animal models for musculo‐skeletal diseases [7, 17]. We have 

previously shown in a study over a wide range of species that arQcular width in 

the  sQfle  (knee)  joint  scales  isometrically  with  body mass  [7];  this  isometric 

relaQon  can  be mathemaQcally  described  as  y   =   bxa,  with  a= 0.33  [7].  If  we 

assume that joint form is not essenQally influenced by size, joint surface will do 

the same [18]. If then the microscopic configuraQon of the osteochondral unit 

would  remain  the  same,  the  stress  in  the  unit  would  increase  linearly  with 

weight given the Square‐Cube  law. Both arQcular carQlage and bone  increase 

in size with body mass, and isolated studies on these two Qssues have shown 

that they do not scale isometrically, but have a negaQve allometric relaQonship 

with  increasing  body  mass  [7‐9]  and  therefore  do  not  fully  compensate  for 

increasing  body  mass.  In  theory,  an  increase  in  loading  can  also  be 

compensated  for  by  changes  in  composiQon  of  the  consQtuQng  elements  of 

the  osteochondral  unit  (that  would  possibly  influence  strength  of  the 

structure).  However,  previous  research  comparing  arQcular  carQlage 

biochemical  composiQon  across  a  variety  of  mammalian  species  covering  a 

range  of  body  masses  revealed  that  gross  biochemical  composiQon  was 

constant  [7].  The  composiQon  and  structure  of  arQcular  carQlage,  however, 

does change with depth, so that three layers (superficial, middle and deep) can 

be  idenQfied,  based  on  composiQonal  characterisQcs  like  proteoglycans  and 

collagen content, and structural characterisQcs like collagen orientaQon. In this 

last case, fibrils are oriented parallel to the arQcular surface  in the superficial 

zones, and transiQon through a random orientaQon to the deep zone in which 

they are oriented perpendicular to the subchondral bone [19].

The  current  study  aims  to  comprehensively  invesQgate  the microstructural 

and composiQonal features of the osteochondral unit (across a wide range of 

terrestrial mammals)  and  their  relaQonship  to  each  other  and  to  body mass 

(BM). This will reveal where the adaptaQons to increasing loads (and BM) [20] 

reside and will determine which microscopic features follow isometric scaling 

and  which  do  not.  It  was  hypothesized  that  in  arQcular  carQlage  all  layers 

would  scale  with  negaQve  allometry,  as  found  earlier  for  total  thickness  [7], 

and  that  increased  load  would  be  accommodated  by  either  structural 
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adaptaQons  in  the  subchondral plate or  the  trabecular  subchondral bone, or 

by adaptaQons of the components in one or more of these layers.

MATERIALS AND METHODS

To  invesQgate  spaQal  biochemical  composiQon  of  single  layers  of  carQlage, 

Fourier‐Transform Infrared Imaging (FTIRI) [21‐23] was employed, allowing to 

determine  relaQve  content  of  proteoglycans  (PG)  and  collagen  by measuring 

absorpQon of specific peaks [24]. To evaluate the orientaQon and distribuQon 

of  the  carQlaginous  collagen  network, Polarized  Light  Microscopy  (PLM) was 

chosen for its capacity to visualize the orientaQon of anisotropic materials [25‐

27].  Finally,  for  the  detailed  analysis  of  the  microstructural  features  of  the 

subchondral and trabecular bone, micro computed tomography (micro‐CT) was 

selected  for  the  accurate  measurement  of  micron‐sized  structures  that 

consQtute the bony Qssue [28, 29].

Collec5on of materials and 5ssue harvest

Osteochondral Qssue  cylinders  of  6  mm  in  diameter  were  harvested  post‐

mortem from the weight bearing central area of the medial femoral condyles 

of adult animals sent  for autopsy to the Department of Pathobiology, Faculty 

of  Veterinary Medicine,  Utrecht  University,  The  Netherlands.  Animal  species, 

age  and  body  mass  were  recorded,  and  macroscopic  pictures  of  the  joints 

were taken. Joints demonstraQng macroscopic or microscopic signs of carQlage 

degeneraQon  were  excluded;  animals  displaying  signs  of  incomplete 

endochondral  ossificaQon were  idenQfied  as  immature  and  excluded  as well. 

Human  Qssue  samples  were  obtained  from  the  Department  of  Pathology, 

University Medical Center Utrecht, The Netherlands, with approval of the local 

ethical  commiSee,  in  line  with  the  Dutch  code  of  conduct  for  “Proper 

Secondary Use of Human Tissue”. 

In total 82 Qssue samples (38 for histological analysis, 44 for micro‐CT) were 

harvested from mammals belonging to 37 different species; of 38 histological 

samples, 5 samples could not be measured with PLM and 7 samples could not 

be measured with  FTIRI  (Table  1).  Due  to  limited  amount  of Qssue  available, 

measurement with micro‐CT of trabecular parameters of 4 of the 44 samples 

(Table  1)  was  not  possible.  Samples  for  histology were  fixed  in  formalin  4%, 

while  samples  for micro‐CT analysis were  stored  in 70% ethanol;  all  samples 
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Table  1.  List  of  species  included  in  the  study.  In  total  82  5ssue  samples  (38  for  histological 
analysis, 44 for micro‐CT) were harvested from mammals belonging to 37 different species; of the 
38 histological samples, 33 were measured with PLM and 31 were measured with FTIRI. Forty‐
four samples were measured with micro‐CT, however due to limited amount of 5ssue available, in 
4  cases  trabecular  parameters  could  not  be  measured  (indicated  in  brackets  are  the  samples 
measured for trabecular parameters).
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were stored at room temperature unQl further use.

Histological prepara5on and analysis 

Samples were decalcified using Luthra soluQon (3.2% 11M HCl, 10 % formic 

acid  in  disQlled water),  dehydrated,  cleared  in  xylene,  embedded  in  paraffin 

and  cut  to  yield  5  µm  secQons.  SecQons  were  stained  with  fast  green  and 

Safranin‐O for measurements of carQlage thickness (distance from the surface 

to the interface with the subchondral bone), and of the calcified carQlage zone 

(from Qdemark  to  bone  surface).  Digital  images  were  analyzed  using  Cell^F 

so6ware (Olympus, USA). Average thickness of carQlage and calcified carQlage 

zone (CCZ) for each sample was determined by averaging 4 measurements per 

image taken from different locaQons of the secQon. 

Fourier‐transform infrared imaging (FTIRI) and polarized light microscopy 

(PLM)

Unstained  histological  secQons  were  inserted  in  a  controlled  atmosphere 

chamber  without  humidity  and  specific  regions  of  interest  (ROIs)  of  the  full 

thickness of  the  carQlaginous Qssue  (Fig.  1A) were measured using a  Fourier 

transform  infrared  imaging  system  (PerkinElmer  Spectrum  Spotlight  300‐

system).  The absorpQon  spectrum of  a pixel  (25  x  25 µm²) was  translated  to 

relaQve  values  (Fig.  1B).  Collagen  content was  esQmated with  amide  I  (1585‐

1720  cm‐¹)  absorpQon  and  PGs  with  absorpQon  at  carbohydrate  region  984‐

1140 cm‐¹ [23, 24] (Fig. 1C). The values obtained for each pixel within the ROI 

consQtuted a matrix with informaQon on PG and collagen contents, which was 

subsequently  used  for  detailed  analysis  of  the  zonal  structure  of  carQlage 

Qssue (Fig. 1B).

Collagen  fiber  orientaQon  was  visualized  using  PLM,  and  used  for  the 

classificaQon of the superficial, middle and deep layer of carQlage [25, 30] (Fig. 

2).  An  Abrio  PLM  system  (Cri  Inc.,  Woburn,  MA,  USA)  mounted  on  a  light 

microscope  (Nikon  Diaphot  TMD,  Nikon  Inc.)  was  used  for  the  PLM 

measurements. The area with the minimum birefringence value was assumed 

to be the border between the superficial and the middle zones, whereas the 

deep zone was considered to begin when the orientaQon angle values reached 

a plateau  (typically close  to 90 degrees with respect  to carQlage surface)  [31, 

32]  (Fig. 2B, E). Birefringence depends strongly on  the anisotropy of collagen 

fibrils:  birefringence  is  high  when  fibrils  are  aligned  to  same  direcQon  with 
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each  other,  and,  in  contrast,  low  when  fibrils  are  randomly  oriented. 

Therefore, high birefringence is seen in superficial and deep zones of carQlage, 

but  low  birefringence  is  observed  in  the  middle  zone  where  the  fibrils  are 

randomly  oriented.  Based  on  this,  the  minimum  birefringence  value  is 

assumed  to  represent  the  border  between  the  superficial  and middle  zones 

[32] (Fig. 2C, F).

The combinaQon of this informaQon with the quanQtaQve data contained in 

the  matrix  obtained  with  FTIRI  allowed  for  relaQve  quanQficaQon  of 

proteoglycans  and  collagen  in  selected  regions,  and  layer  by  layer.  The  PLM 

allowed  also  quanQfying  of  individual  carQlage  layer  thickness  (superficial, 

middle and deep). 

Figure 1. Fourier  transform  infrared  imaging  (FTIRI) methodology. ROIs were  selected using as 
reference the margin of car5lage interfacing with the synovial joint space, and the interface with 
the subchondral bone plate (A). The ROI was divided in pixels of 25 × 25 μm2 (B, black square), 
and infrared absorp5on spectra were recorded for each pixel (C). The absorp5on for specific in‐
tervals was calculated  to obtain  rela5ve contents of collagen and proteoglycans. Collagen con‐
tent  was  es5mated  with  amide  I  (1585–1720  cm−1)  absorp5on  and  PGs  with  absorp5on  at 
carbohydrate region (984–1140 cm−1). The values obtained for each pixel within the ROI cons5‐
tuted a matrix with informa5on on PG and collagen contents, which was subsequently used for 
detailed analysis of the zonal structure of car5lage 5ssue.
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Figure  2.  Osteochondral  microscopic  images  of  Thompson's  gazelle  (20  kg,  Top)  and  Giraffe 
(609.5 kg, bo6om). Le% images show sec5ons stained for glycosaminoglycans with safranin‐O (A, 
C). Centre  images are  collagen orienta5on maps obtained using polarized  light microscopy  im‐
ages (PLM) (B, D). Blue colour indicates that fibers are parallel to the surface, while red indicates 
fibers having perpendicular orienta5on. The use of PLM allows determina5on of collagen fibers 
orienta5on, and consequently of the transi5on from superficial, to middle to deep layer of car5l‐
age. Right images are retardance images obtained with PLM (birefrincence maps, C, F). 

Micro‐CT

Micro Computed Tomography (micro‐CT) images of the osteochondral cores 

were obtained with a micro‐CT scanner (Quantum FX, Perkin Elmer, USA, voxel 

size=20  µm³).  The  automaQcally  reconstructed  micro‐CT  images  were 

subsequently converted to series of 2D TIFF  images and were binarized using 

local  thresholding  (Bernsen  technique).  BoneJ  so6ware  [33]  was  used  to 

determine thickness and bone volume fracQon (Sc.BV/TV) of the subchondral 

plate/calcified carQlage with manual selecQon of the ROI, which started from 

the  beginning  of  mineralized  Qssue  under  carQlage,  and  conQnued  to  the 

beginning of  trabecular bone (Fig. 3A);  trabecular  thickness  (Tb.Th) and bone 

volume  fracQon  (Tb.BV/TV)  of  the  underlying  trabecular  bone  were  also 

determined  with  the  same  methodology.  To  obtain  true  subchondral  plate 

thickness,  CCZ  thickness was measured by  light microscopy  (Fig.  3B),  and  its 

value was  subtracted  from  the CT measurements  to obtain  real  subchondral 

plate thickness (Sc.Th, Fig. 3C).
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Sta5s5cs

IniQal staQsQcal analysis was performed with R so6ware 3.5.0 [34], to obtain 

a correlaQon matrix with Pearson coefficients [35, 36]. A weighted correlaQon 

of the parameters showing possible dependencies was performed using the R‐

package  “wCorr”  version  1.9.1.  Comparisons  between mulQple  groups  were 

performed  using  a  one‐way  ANOVA  combined  with  post‐hoc  t‐tests  with 

Bonferroni  correcQon.  StaQsQcal  comparison  of  the  obtained  power 

coefficients  with  the  theoreQcal  coefficient  of  0.33  (isometric  scaling)  was 

performed using a one‐sample t‐test. Limit of staQsQcal significance was set at 

p<0.05.

Figure 3. Micro‐computed  tomography  (micro‐CT)  images of  the osteochondral  cores were ob‐
tained with a micro‐CT scanner (Quantum FX, Perkin Elmer, USA, resolu5on 20 μm). ROIs were se‐
lected  manually  (A,  green),  and  used  to  determine  subchondral  plate  thickness  with  BoneJ 
so%ware. As micro‐CT cannot discriminate between calcified car5lage and subchondral bone, CCZ 
thickness was measured using light microscopy (B, black), and its value was subtracted from the 
CT measurements (C, green selec5on) to obtain Sc Th. (For interpreta5on of the references to col‐
our in this figure legend, the reader is referred to the web version of this ar5cle.)



Effects of body mass on microstructural features of the osteochondral unit

49

RESULTS

Depth‐wise architecture of ar5cular car5lage 

Thickness  of  the  carQlage  layer  (calcified  plus  non‐calcified)  varied  widely 

between  species,  ranging  from  64.6  µm  in  the  mouse  to  3.25  mm  in  the 

African  elephant.  Calcified  carQlage  thickness  ranged  from  46.4  µm  in  the 

mouse to 310 µm in the African elephant. Total carQlage thickness correlated 

with body mass (BM) with a negaQve allometric relaQonship (R²=0.83, a=0.29, 

Fig. S1), in line with previous findings of Malda et al. [7]. 

Layer thickness of each layer was normalized to superficial layer thickness to 

show  how  layers  relate  to  each  other  (Fig.  4A).  RelaQve  layer  thickness was 

expressed for each layer as a percentage of total thickness, and correlated to 

BM. The relaQve thickness of the deep zone of the arQcular carQlage showed 

an increasing trend in relaQon to BM, whereas the relaQve thicknesses of both 

the  superficial  and  the  middle  zone  showed  a  tendency  to  decrease 

Figure 4. Summary of car5lage scaling along body mass. Thickness of each layer was normalized 
to total layer thickness to show layers' rela5on to each other (A), showing significant differences 
between layers (*p<0.05). Rela5ve layer thickness (% of total thickness) was represented for each 
layer and correlated to BM (B). Rela5ve deep zone thickness (yellow) showed an increasing trend 
in rela5on to BM whereas rela5ve superficial (green) and middle (blue) zone thickness showed a 
tendency to decrease along increasing BM (B). Absolute values for the thickness of the single car‐
5lage  layers varied allometrically with BM (superficial  layer,  r=0.60, p<0,05, a=0.17, C)  (middle 
layer,  r=0.65, p<0.05, a=0.19, D) and  isometrically with BM for  the deep  layer  (r=0.82, p<0.05, 
a=0.33, E).
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proporQonally  in  relaQon  to  body  size  (Fig.  4B).  Absolute  values  for  the 

thickness  of  the  single  carQlage  layers  varied  allometrically  with  BM 

(superficial layer, r=0.60, p<0.05, a=0.17, Fig. 4C) (middle layer, r=0.65, p<0.05, 

a=0.19, Fig. 4D) and  isometrically with BM for the deep  layer (r=0.82, p<0.05 

a=0.33, Fig. 4E).

CombinaQon of FTIRI and PLM techniques allowed for relaQve quanQficaQon 

and  comparison  (dimensionless numbers)  of  spaQal  collagen and PG  content 

across  species.  RelaQve  total  collagen  and  PG  content, when measured  over 

the total thickness of the carQlage, showed no dependency to BM (Fig. 5A, B), 

with  a  small  variaQon  in  composiQon  across  all  species  when  considering 

content  on  the  whole  thickness  of  the  Qssue.  Layer‐by‐layer  analysis 

Figure 5. Rela5ve collagen and proteoglycan contents in car5lage, measured over total thickness 
(A,B respec5vely), and layer per layer (C–D). Overall collagen and proteoglycan contents showed 
no dependency to body mass (collagen, B proteoglycans), with a small varia5on in car5lage com‐
posi5on across all species. Layer per layer analysis (superficial, middle and deep, respec5vely in 
green, blue and  yellow)  showed  this was also  true  for both  collagen and proteoglycans within 
each specific layer across species (C, D). Normalizing the content of collagen and proteoglycans to 
total thickness content, deep layer content was highest, and superficial layer was lowest for both 
collagen and proteoglycans (E, F), and showed significant differences between layers (*p<0.05).
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(superficial, middle, deep) showed this was true in all carQlage layers for both 

collagen and proteoglycans  (Fig. 5C, D). Normalizing  the contents of  collagen 

and  PG  to  superficial  layer  content,  deep  layer  content  was  highest,  and 

superficial  layer was  lowest  for both collagen and PG and showed significant 

differences between layers (Fig. 5E, F, p<0.05).

Subchondral and trabecular bone structure

Subchondral bone volume fracQon (Sc.BV/TV) showed a posiQve correlaQon 

to  Sc.Th  (r=0.75, p<0.001).  No  correlaQon was  found  between  Sc.BV/TV  and 

Sc.Th  to  BM  (Fig.6A).  The  thickness  of  the  subchondral  plate  ranged  from 

67.25  μm  in  the  mouse  to  1.13  mm  in  the  horse.  Mean  subchondral  plate 

thickness  (Sc.Th,  Table  S1) was highest  in  the equine  species  (901 ±  344 µm, 

n=3), while in the rats it was 205 ± 24 µm (n=3) (Fig. 6B), and in the elephants 

the thickness was 149 ± 59 µm (n=3) (Fig. 6C). Sc.BV/TV ranged from 95.8% ± 

1.86% in mice (n=3) to 99.7% ± 0.15% in horses (n=3).

Trabecular  thickness  (Tb.Th)  correlated  with  BM  in  a  negaQve  allometric 

relaQonship  (r=0.72,  p<0.001,  a=0.14,  Fig.  6D).  Trabecular  thickness  (Tb.Th, 

Table S1) ranged from 69.22 ± 2.87 µm (n=3)  in the mouse, 139.6 ± 9.13 µm 

Figure 6. Scaling of subchondral plate and trabecular thickness. Subchondral plate thickness (Sc 
Th) showed no correla5on to body mass (A).  Images obtained with micro‐CT of rat (B) and ele‐
phant (C) show small differences in subchondral plate (red square) thickness between animals of 
very different sizes. Trabecular thickness (Tb.Th) correlated to body mass (BM), with a nega5ve 
allometric rela5onship to body mass (r=0.72, a=0.14), D). Images obtained with micro‐CT rat (E) 
and elephant (F) show increase in trabecular bone (red square) thickness along BM.
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(n=3) in the rats (Fig. 6E), to 489.37 ± 79.86 µm (n=2) in the elephants (Fig. 6F). 

Trabecular bone volume fracQon (Tb.BV/TV) showed a posiQve correlaQon with 

BM  (r=0.36,  p<0.05),  and  trabecular  thickness  and  trabecular  BV/TV  also 

showed a strong correlaQon between each other (r=0.67, p<0.001).

An analysis of  the  log  raQo of  thickness of carQlage, subchondral bone and 

trabecular  bone, was  performed  to  visualize  differences  between  animals  at 

the extremiQes of our BM range (i.e. belonging to the Muridae family and to 

the  ElephanQdae  family),  however  staQsQcal  analysis  revealed  no  significant 

differences (Fig. 7).

DISCUSSION

A comprehensive analysis of how the osteochondral unit changes with body 

mass was performed using a combinaQon of different  techniques  for measur‐

ing the microstructural features. Overall arQcular carQlage thickness scaled in a 

negaQve allometric fashion, confirming earlier findings [7]. 

The current study showed that, contrary to our first hypothesis, both super‐

ficial  and  intermediate  layers become  relaQvely  thinner  single  layer, whereas 

the deep  layer seems to scale  isometrically. The explanaQon may be that the 

deep  zone  is  richest  in  PGs  and hence  thought  to  be primary  responsible  of 

transmission of  load to the underlying bone [37‐39], and therefore may need 

to  scale  accordingly  to  BM.  This  would  also  be  in  line  with  the  role  that  is 

Figure  7.  Analysis  of  the  log  ra5os  of  car5lage,  subchondral  plate  and  trabecular  bone 
thicknesses, was performed to visualize possible differences between animals at the extremi5es 
of  BM  range  (i.e.  belonging  to  the  Muridae  family  and  to  the  Elephan5dae  family),  however 
sta5s5cal analysis could not highlight any significant differences.
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aSributed  to  the  superficial  layer  [40,  41], which  is  thought  to have a major 

role  in  the  homogeneous  distribuQon  of  the  impact  forces  and  loads  away 

from directly‐loaded regions [42, 43], more than in load aSenuaQon and with 

the  fact  that  in physics, as one scales down,  forces  like viscous drag become 

more important than weight [1, 44].

The biochemical composiQon of arQcular carQlage was remarkably consistent 

across  species  in  both  absolute  and  relaQve  terms.  This  suggests  that  evolu‐

Qonary pressure has  led to the best possible combinaQon of PG and collagen 

to  effectuate  the  duty  of  shock‐absorpQon  and  transfer  of  forces  to  the 

subchondral and trabecular bone  in terrestrial  locomoQon. The normalizaQon 

of  content  to  total  layer  thickness  confirmed  layer  dependency  highlighQng 

significant difference between  the deep  layer  and  the  superficial  and middle 

layers  (*p<0.05),  as was  expected  from previous  studies  on  selected  species 

[45].  However,  as  remarkable  as  it  seems  that  there  are  no  substanQal  vari‐

aQons  in  the  major  structural  components  of  carQlage  from  mouse  to  ele‐

phant,  there may be  some  in  characterisQcs of  those  components  that were 

not specifically measured, such as the post‐translaQonal modificaQons of colla‐

gen of which cross‐links are the most likely candidates.

Benninghoff (1925) first described the arching structure formed by the colla‐

gen fibers of arQcular carQlage that run from their anchoring site  in the calci‐

fied  zone  first  through  the  deep  zone,  directed  perpendicularly  to  the 

subchondral plate, to then describe an arch at the beginning of the transiQonal 

zone, with the keystone of the arch in or near the superficial zone where the 

fiber runs tangenQal to the carQlage surface before starQng its return journey 

back to the subchondral bone, forming the second pillar of the arch [46]. If we 

assume the arching parts to be semi‐circular, the thickness of the middle zone 

is theoreQcally given by the radius of the arches. The constant thickness of the 

superficial  and middle  layers  and  the  increasing  thickness  of  the  deep  layer 

with  increasing total carQlage thickness suggest  that  the radius of  the arches 

remains constant with their pillars becoming longer. That would mean that the 

adaptaQon of the collagen architecture to scaling would consist of the arches 

becoming  more  slender  with  increasing  carQlage  thickness;  and  not  propor‐

Qonally increase in size. In this case, the relaQve number of arches per unit of 

(subchondral  bone  plate)  surface would  remain  constant  and,  given  the  con‐

stant raQo of total collagen to total mass of carQlage, the raQo of collagen fibril 

thickness to total carQlage thickness would not increase isometrically with the 
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pillars of  the arches becoming  relaQvely  thinner. However, verificaQon of  this 

theory would require large numbers of samples from differently sized animals 

from the same species, as there are relaQvely large differences in configuraQon 

of the collagen arches over the species [15]. 

InteresQngly, the response of the subchondral unit seems to be independent 

of  increasing body mass. Although  it was hypothesized  that  the  subchondral 

bone  plate  thickness  would  scale  with  body mass  as  well,  this  was  not  the 

case.  The  subchondral  bone  volume  fracQon  (and  subsequently  porosity) 

showed no correlaQon with BM. This is unexpected, because if the porosity of 

the  interface  between  carQlage  and  bone  increases  in  larger  animals,  this 

could be explained by the need of a  less dense structure that could be more 

able to effecQvely distribute and transmit forces homogeneously to the under‐

lying trabecular bone [47].

The trabecular bone itself features absolute thicker trabeculae and is denser 

with  increasing body mass to accommodate the higher forces. This could per‐

mit accommodaQon of higher forces and be interpreted as an adaptaQon to in‐

creased  body mass.  A  relaQvely  less  dense  structure  could  also  allow  beSer 

nutriQon  efficiency  towards  the  carQlage  by  facilitaQng  diffusion  from  the 

subchondral bone. However, this should be confirmed by an analysis of micro‐ 

and nano‐ porosity, which would require imaging with a higher resoluQon than 

possible with light microscopy. There is in fact evidence in literature that, in an 

experimental  seTng,  there  is  exchange of  nutrients  at  the  interface of  bone 

and carQlage, although of minimal order  compared  to  the nutrient exchange 

with the synovial fluid [48]. In fact, Arkill et al. 2008, reported that areas of dir‐

ect  contact  of  non‐calcified  carQlage with  the  subchondral  bone  allow  for  a 

five‐fold solute exchange compared to calcified regions [49]. Furthermore they 

showed that even calcified carQlage is permeable to small solutes so that the 

subchondral  circulaQon may  indeed have a  significant  role  in nutriQon of  the 

deep  carQlage  layer  [49].  However,  the  absence  of  this  correlaQon  suggests 

that more complex factors may be at play: a possible determinant could reside 

in the mutable nature of the  interface, which may be more dynamic than  ini‐

Qally  thought  [50]. There  is abundant evidence suggesQng that bone and car‐

Qlage  crosstalk,  as  shown per  example by  the presence of  vascular  canals  in 

the interface between subchondral bone and calcified carQlage [51, 52]. These 

characterisQcs  suggest  that  the  interface  may  be  less  directly  influenced  by 

biomechanical  loading,  as  more  complex  influences  contribute  to  its  micro‐
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structural features.

The scaling of the trabecular bone features confirmed our hypothesis of neg‐

aQve allometry, with a slope value (a=0.14) in line with previous studies [9]. In‐

teresQngly,  this  relaQonship  was  shown  to  change  to  isometry  when 

comparing only  primates,  as  demonstrated by  a meta‐analysis  conducted on 

over 30 primate species by Ryan et al.  [53]. The analysis of the relaQve thick‐

ness of carQlage,  subchondral plate and  trabeculae  (Fig. 7)  suggests  that size 

may impose different rules at the extremiQes of the weight spectrum. The re‐

laQonship seems to be rather similar amongst most species and sizes, but very 

small and very large animals appear to have their own raQos when it comes to 

scaling.  Some  of  these  excepQons  have  been  reported  in  literature,  mostly 

with respect to the smaller species such as mice and rats  in which trabecular 

bone  features  [9]  and  carQlage  cellularity  [7]  were  shown  not  to  follow  the 

general paSerns. Data on the other end of the spectrum are virtually lacking. A 

much higher sample pool would be needed for staQsQcal confirmaQon of these 

trends. 

While  offering  new  insights  into  the  variaQon  in  the  osteochondral  unit 

structure across species, this study has some limitaQons. TradiQonal biochem‐

istry  sQll  remains  the  gold  standard  for  the  characterizaQon  of  extracellular 

matrix composiQon, but was replaced by FTIRI analysis  in this study. This was 

done because tradiQonal biochemical analysis of the different carQlage  layers 

would have been very difficult and subject to various sources of error [24]. The 

use of FTIRI has previously been applied for spaQal analysis of the main ECM 

components  of  carQlage  (i.e.  collagen  and  proteoglycans)  [21‐23],  but  is  per‐

formed under controlled atmospheric condiQons,  in absence of water and on 

dehydrated  secQons  [21].  This  may  affect  thickness  measurements  due  to 

shrinkage  of  samples  related  to  fixaQon  for  paraffin  embedding;  however,  it 

should  be  noted  that  the  order  of  shrinkage  is  largely  dependent  on  water 

content [54], and is common to all morphological studies performed using fix‐

ated Qssue.  Further,  the distribuQon of  components  should  remain  relaQvely 

unaltered [55] and in the current study the overall biochemical composiQon of 

carQlage was  found  to  be  similar  to  earlier  reports  using  classic  biochemical 

analysis methods [7]. 

Lastly, standard osteochondral units of 6 mm diameter were harvested and 

analyzed  in  all  species.  These were  taken  from a weight  bearing  area  of  the 

medial  condyle  of  the  femur.  In  the mouse  this means  that  the  sample  con‐
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sisted  of  virtually  the  enQre  condyle, while  in  the  elephant  it  represented  a 

small porQon on the arQcular surface of the medial condyle. Since it is known 

that  there  is  topographical  heterogeneity  in  carQlage  composiQon  related  to 

weight‐bearing [38, 56], this means that in the larger species variability may be 

a  liSle  larger  depending  on  exact  sample  locaQon.  However,  this  effect  was 

most  likely  limited,  as  samples  were  in  all  cases  taken  from  a  load‐bearing 

area. Finally, because samples were harvested from deceased animals brought 

for  necroscopy  at  Utrecht  University,  sample  size was  very  limited  for  some 

species.

CONCLUSIONS

ArQcular  carQlage  is  a Qssue with  a high degree of  specializaQon  that,  in  a 

funcQonal  sense,  can  only  be  appreciated  in  the wider  context  of  the  osteo‐

chondral unit. Our findings suggest that the Qssue’s structure has remained re‐

markably preserved across mammalian species during evoluQon, and that the 

trabecular and subchondral bone  ‐in parQcular‐ adapt  to  the  increasing body 

mass. The natural constancy and apparent immutability of the carQlage should 

be  considered  when  designing  strategies  for  regeneraQon  and/or  funcQonal 

repair.
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SUPPLEMENTAL DATA

Figure S1. Total  car5lage  thickness correlated with body mass  (BM) with a nega5ve allometric 
rela5onship (R2=0.83, a=0.29), in line with previous findings of Malda et al. [3]
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Table S1. Average subchondral plate  thickness  (Sc.Th, middle  column) and  trabecular  thickness 
(Tb.Th, right column) in different species.
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ABSTRACT

During  evoluQon,  animals  have  returned  from  land  to  water,  adopQng 

morphological modificaQons  to  life  in an aquaQc environment. We compared 

the  osteochondral  units  of  marine  and  terrestrial  mammals  across  species 

spanning  a  wide  range  of  body  weights,  focusing  on  microstructural 

organizaQon and biomechanical performance, which are pivotal elements  for 

healthy  locomoQon.  AquaQc  mammals  display  carQlage  with  essenQally 

random collagen fiber configuraQon, lacking the depth‐dependent, arcade‐like 

organizaQon  characterisQc  of  terrestrial  species.  At  the  osteochondral 

interface,  differently  from  terrestrial  mammals,  aquaQc  mammals  lack  a 

calcified  carQlage  layer  and  display  a  thin,  highly  porous  subchondral  bone 

plate. In terrestrial mammals carQlage was sQffer at equilibrium and showed a 

significantly higher peak modulus than in aquaQc mammals. These differences 

in  the  osteochondral  unit  reflect  the  primordial  importance  of  coping  with 

loading for proper joint funcQon. Recognizing such microarchitecture‐funcQon 

relaQonship  is  crucial  for  understanding  arQcular  biology  and  for  developing 

regeneraQve approaches for joint damage.



Nature’s design of the osteochondral unit

65

INTRODUCTION

In the course of evoluQon, mammals have gone from land to water at several 

occasions, resulQng  in separate  lineages ranging from Cetacea (which  include 

animals such as whales and dolphins) to diverging lines, such as the polar bear 

(Ursus mariQmus) and sea oSer (Enhydra lutris) [1]. Polar bears and sea oSers 

have maintained their terrestrial form despite spending a significant porQon of 

their  life  in  water,  while  other  species,  in  their  evoluQonary  process,  have   

become  permanent  residents  of  the  aquaQc  environment  and  undergone 

more  considerable  morphological  adaptaQons  to  marine  life  [1].  This  long 

adaptaQon  process  that  started  in  the  Eocene,  is  parQcularly  evident  in 

Cetaceans  [1, 2], where  thoracic  limbs became flippers, hind  limbs  regressed 

and disappeared, and vertebral bones adopted a more uniform morphology [3, 

4]. 

The  main  drive  for  these  changes  was  obviously  meeQng  the  physical 

demands  of  life  in  an  aquaQc  environment,  where  locomoQon  is  radically 

different. In water, buoyancy changes the influence of gravity dramaQcally and 

water  is  also  denser  and  more  viscous  than  air,  influencing  resistance  [5]. 

Therefore, in aquaQc mammals, structures originally specialized for movement 

on land became exposed to a completely different type of locomoQon without 

weight‐bearing  [6].  LocomoQon  in water  happens when  the mechanism  that 

propels  the  animal  forward  is  efficient  and  powerful  enough  to  counter  the 

effects of drag. Different mammalian species have found specialized soluQons 

to this problem in the form of diverse morphologies of their body and limbs (or 

fins), however always with  the common denominator of  the development of 

propulsive  surfaces  that  oscillate  to  generate  thrust.  Swimming  of  aquaQc 

mammals  differs  significantly  in mechanical  efficiency  and  stress  distribuQon 

from locomoQon in terrestrial mammals relying on limb movement. Pinnipeds, 

Cetaceans and Sirenians descend from mammals  that evolved to move  limbs 

in  a  verQcal plane,  therefore  they use a hydrodynamic  li6‐based momentum 

exchange to move through water, using strokes parallel to the sagiSal plane of 

the body when they swim [7]. 

In all mammals, regardless of  if  they  live on  land or  in water,  locomoQon is 

effectuated by the musculoskeletal system. Its framework is composed by the 

skeleton,  whose  bony  components  arQculate  via  joints.  The  funcQon  of 

synovial  joints  in  parQcular,  is  to  minimize  fricQons  between  those  bony 
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components by providing lubricaQon and to accommodate the biomechanical 

forces generated by locomoQon, transmiTng and dampening these forces [8]. 

The  fundamental element  that enables physiological  funcQon of  the  synovial 

joint  is  the  osteochondral  unit,  composed  of  arQcular  carQlage  and  bone.  In 

the  front extremiQes,  synovial  joints  are  the principal  joint  type  in  terrestrial 

mammals;  in aquaQc mammals they have been preserved during evoluQon in 

the humerus, radius and ulna [9], but have been replaced by fibrous joints  in 

the  distal  joints  of  flippers,  where  bony  elements  are  connected  by  dense 

connecQve Qssue [10]. 

ComparaQve studies on the musculoskeletal system of terrestrial and aquaQc 

mammals have  largely  focused on bone differences. This  is probably because 

bone  is  a  Qssue  known  to  respond  extensively  and  quickly  to  changes  in 

loading  as  described by Wolff’s  law and  Frost’s mechanostat  theory  [18,  19]. 

Studies  on  the  macroscopic  structures  have  shown  that  the  bones  of  the 

Cetacean arm and forearm adopted an hourglass‐like form, and the medullary 

cavity  disappeared  to  strengthen  flipper  resistance  for  steering  during  fast 

swimming  [11,  12].  At  Qssue  level,  adaptaQons  of  the  bone  have  been 

described  for  both  terrestrial  [13,  14]  and  aquaQc  mammals  [15],  with  a 

parQcular  focus on how aquaQc mammals manage buoyancy by variaQons  in 

their  structural  bone  density  [15,  16].  However,  there  is  only  limited 

understanding of  the architecture of  the carQlage extracellular matrix and of 

the  bone  microstructure,  as  well  as  of  their  impact  on  the  mechanical 

properQes of the whole osteochondral unit .

The  osteochondral  unit  is  the  pivotal  element  of  the  joint,  with  a 

fundamental clinical  relevance  in  joint disorders and damage as,  for example, 

in osteoarthriQs (OA), for which sQll no effecQve, durable treatment exists [17]. 

In  terrestrial mammals,  comparaQve  studies  on  the  osteochondral  unit  have 

shown that the biochemical components of the Qssues are strongly preserved 

across  a  wide  range  of  species.  However,  a  negaQve  allometric  relaQonship 

exists between carQlage thickness and body mass [18] and the trabecular bone 

structure  is adapted to  increasing body mass [14]. Nevertheless, comparaQve 

studies of the osteochondral unit of terrestrial and aquaQc mammalian species 

do  not  exist,  despite  the  high  clinical  relevance  of  the  structure  and  the 

fundamental insight such studies might provide.

The aim of this study was to invesQgate if and how the structure of both the 

carQlage  and  the  bone  component  of  the  osteochondral  unit  differ  with 
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relaQon to life on land or in water. Given that in both bone and carQlage, the 

prevalent  structural  funcQon  is  absolved  by  the  extracellular  matrix  and  its 

architecture,  the present work  focused on how  these differences  impact  the 

biomechanical properQes of carQlage by analyzing the microstructural features 

of  osteochondral  units  from  the  humeral  head  of  six  marine  and  nine 

terrestrial mammalian species.

MATERIALS AND METHODS

Collec5on of materials and 5ssue harvest

To  invesQgate  the  morphology  of  carQlage  Qssue  and  of  the  interface 

between  carQlage  and  bone,  histological  analysis  was  performed  on 

osteochondral  samples  taken  from  fresh  humeral  heads  of  a  variety  of 

terrestrial and aquaQc mammals (Table 1). Osteochondral Qssue samples were 

harvested post‐mortem from the weight bearing central area of  the humeral 

head of adult  animals  sent  for necropsy  to  the Pathology division,  Faculty of 

Veterinary  Medicine,  Utrecht  University,  the  Netherlands.  For  aquaQc  large 

species, samples were harvested on site directly from animals that were found 

Table  1.  List  of  species  included  in  the  study.  In  total 5ssue  samples  from  84  animals  (34  for 
histological  analysis,  30  for micro‐CT  and  20  for  biomechanical  analysis) were  harvested  for  a 
total of 15 different species.
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dead on the coasts of the Netherlands. 

Animal species, age and body mass were recorded (or esQmated in the case 

of whales  based on  species  and body  size),  and macroscopic  pictures  of  the 

joints  were  taken.  Joints  demonstraQng macroscopic  or microscopic  signs  of 

carQlage degeneraQon were excluded; animals displaying signs of  incomplete 

endochondral ossificaQon were idenQfied as skeletally immature and excluded 

as well. 

In total 84 Qssue samples (34 for histology and polarized light microscopy, 30 

for micro‐CT and 20 for biomechanical tesQng) were harvested from mammals 

belonging to 15 different species, 9 terrestrial and 6 marine (Table 1); samples 

for  histology were  fixed  in  formalin  4%, while  samples  for micro‐CT  analysis 

were  stored  in  70%  ethanol;  samples  for  biomechanical  tesQng were  frozen 

immediately a6er harvest in Tissue‐tek® (Sakura Finitek, USA) unQl use. 

Histological prepara5on and analysis 

Samples were fixed using 4% formalin, decalcified with Formical‐2000 (EDTA/

formic acid; Decal Chemical CorporaQon, Tallman, NY) , dehydrated, cleared in 

xylene, embedded in paraffin and cut with a microtome to yield 5 μm secQons. 

SecQons  were  stained  with  fast  green  and  Safranin‐O  for  measurements  of 

carQlage  thickness  (distance  from  the  surface  to  the  interface  with  the 

subchondral bone). Average thickness of carQlage Qssue for each sample was 

determined  by  averaging  3  measurements  per  image  taken  from  different 

locaQons of the secQon. Digital  images were analyzed using  Image J so6ware 

[19]. 

Polarized Light Microscopy 

To evaluate  the orientaQon of  the carQlaginous collagen network, Polarized 

Light Microscopy (PLM) was chosen for its capacity to visualize the orientaQon 

of  anisotropic  materials  [20‐22].  Histological  secQons  were  stained  with 

picrosirius red to stain the collagen fibers of the carQlage extracellular matrix 

[23]. All microscopic  images were acquired  through an Olympus DP73 digital 

camera  using  Cell^F  so6ware  (Matrix  OpQcs, Malaysia).  A  combinaQon  of  U‐

ANT  and  U‐POT  filters  mounted  on  a  light  microscope  (Olympus  BX51, 

Olympus) was used for the PLM measurements. The two cross polarizers were 

used  so  that  highly  ordered  collagen  fibers  that  were  perpendicular  or 

tangenQal  to  the  arQcular  surface  appeared  bright  or  red,  while  fibers  with 
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other  orientaQons  (non‐birefringent)  appeared  darkest.  Collagen  fiber 

orientaQon visualized via PLM was used for the classificaQon of the superficial, 

middle and deep layer of carQlage [20, 24]. 

The area with the minimum birefringence value was idenQfied as the border 

between  the  superficial  and  the middle  zones,  whereas  the  deep  zone  was 

considered  to  begin  when  the  orientaQon  angle  values  reached  a  plateau 

(typically  close  to  90  degrees  with  respect  to  carQlage  surface)  [25,  26]. 

Micrographs acquired via PLM were converted to 8‐bit images and the angle of 

orientaQon of the collagen structures was calculated within each of the three 

zones via automated  image analysis and Fourier spectrum analysis, using the 

DirecQonality  plug‐in  from  the  Fiji  so6ware  [27].  Data  were  ploSed  as 

histograms of frequency for each representaQve angle, and as radial plots (0° 

represent  fibers  parallel  to  the  arQculaQng  surface)  (Fig.  1).  For  each  of  the 

histograms,  the  peaks  centered  at  0°  and  ±  90°  and  were  integrated  to 

calculate  their  area using  the OriginPro 8  so6ware package  (OriginLab, USA). 

Finally,  carQlage  relaQve  layer  thicknesses  (%)  were  calculated  based  on  the 

Figure 1. Use of polarized light microscopy (PLM) to determine collagen fiber orienta5on. (A) The 
histological  sec5ons  stained  with  picrosirius  red  were  imaged,  then  a  region  of  interest  was 
selected (ROI, white frame), and the car5lage 5ssue was divided into deep, middle and superficial 
layer. (B‐D) The selected region was analyzed with Image J to determine the frequency of fibers 
for angle increments of 2°, obtaining a detailed histogram for each region.
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data obtained with PLM. 

Biomechanical tes5ng and data analysis 

The mechanical properQes of the naQve carQlage of the osteochondral plugs 

of  the  different  species  were  assessed  by  uniaxial  unconfined  compression 

using a universal tesQng machine (Zwick Z010, Germany) equipped with a 20 N 

load cell. Stress relaxaQon tests were performed by first applying a pre‐load of 

0.01 N to test samples and then strained to 15% at a rate of 10 µm/s, followed 

by  a  relaxaQon  period  of  900  s.  Tests  were  conducted  on  cylindrical 

osteochondral  plugs  (Table  S1).  Prior  to  tesQng,  samples  were  fixed  to  the 

boSom  of  a  custom‐made  polycarbonate  container  using  a  cyanoacrylate‐

based  adhesive  and  all  tests  were  performed  in  PBS  to  approximate 

physiological condiQons.

Peak and equilibrium stresses were calculated from each engineered stress‐

strain  relaxaQon  curve  at  peak  or  equilibrium,  respecQvely.  Here,  stress  is 

defined as the force divided by the specimen’s unloaded cross‐secQonal area, 

and  strain  as  the  raQo  between  the  original  sample  thickness  and  the 

displacement  of  compression  platen.  To  quanQfy  the  relaxaQon  response,  a 

piecewise exponenQal  funcQon was fiSed  to  the obtained  stress‐Qme curves, 

following the method by CasQlho et al. [28]. Briefly, the fiSed curves consist of 

three segments corresponding to an iniQal loading phase, and a fast and a slow 

relaxaQon phase. The formulae for the exponenQal curves for the fast and slow 

relaxaQon phases used are as follows,

where  the  coefficients  A  and  B  are  staQsQcal  parameters  quanQfying  the 

shape  of  the  relaxaQon  curves  and  τ  is  a Qme  constant  that  determines  the 

rate of stress relaxaQon. The fiTng procedure used minimizes the root mean 

square  error  between  these  curves  and  the measured  stress,  subject  to  the 

constraints  that  the fiSed curves match  the peak and equilibrium  stress  and 

that the two curves match at t = 100 s.

(1)
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Micro‐Computed Tomography 

For the detailed analysis of the microstructural  features of the subchondral 

and  trabecular  bone, Micro  Computed  Tomography  (micro‐CT)  was  selected 

for  the  accurate measurement of micron‐sized  structures  that  consQtute  the 

bony  Qssue  [29,  30].  Micro‐CT  images  of  the  osteochondral  cores  were 

obtained with a micro‐CT scanner (Quantum FX, Perkin Elmer, USA, voxel size = 

20 μm3). The automaQcally reconstructed micro‐CT images were subsequently 

converted  to  series  of  2D  TIFF  images  and  were  binarized  using  local 

thresholding (Bernsen technique). BoneJ so6ware [13] was used to determine 

the  trabecular  thickness  (Tb.Th)  and  the bone  volume  fracQon  (Tb BV/TV) of 

the bone immediately underneath the carQlage (subchondral bone), and at the 

center of the bone of the osteochondral cores (trabecular bone).

Sta5s5cal analysis

Comparisons  between  mulQple  groups  were  performed  using  a  one‐way 

ANOVA combined with post‐hoc t‐tests with Bonferroni correcQon. A one‐way 

ANOVA with Tukey’s post hoc test was used for comparison  in biomechanical 

analysis.  A  regression  analysis  using  a  power  curve  fit  was  performed  for 

correlaQons  between  body  mass  and  the  parameters  of  carQlage  thickness, 

peak  modulus,  trabecular  thickness,  and  trabecular  BV/TV.  When  applied, 

normality  and  homogeneity  were  checked  with  Shapiro‐Wilks  and  Levene’s 

tests. Limit of staQsQcal significance was set at p<0.05.

RESULTS

Histological and PLM analysis of car5lage

ArQcular carQlage thickness varied widely between species, ranging from 209 

μm  in  the mouse  to  7660 mm  in  the  sperm whale.  Total  carQlage  thickness 

correlated  with  body  mass  (BM)  with  a  negaQve  allometric  relaQonship 

(R2=0.91,  a=0.28,  Fig.  2A).  This  relaQonship  was  maintained  when  looking 

separately at terrestrial (R2=0.90, a=0.25, Fig. 2B, green) and aquaQc mammals 

(R2=0.90,  a=0.27,  Fig.  2B,  blue).  RelaQve  layer  thickness  (expressed  as 

percentage  of  total  thickness)  in  terrestrial  and  aquaQc  mammals  was 

compared.  The  analysis  showed  significant  differences  in  relaQve  layer 

thickness,  with  the  deep  layer  being  relaQvely  thicker  in  terrestrial  than  in 

aquaQc  mammals,  and  the  middle  layer  being  relaQvely  thicker  in  aquaQc 
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mammals  than  in  terrestrial mammals. No significant differences were  found 

in superficial layer relaQve thickness (Fig. 2C).

With  PLM  the  visualizaQon  of  the  different  collagen  fiber  orientaQons  (Fig. 

3A‐C)  was  possible,  showing  fibers  being  predominantly  oriented 

perpendicularly to the surface in the deep layer and parallel to the surface in 

the superficial layer in terrestrial mammals, and no predominant orientaQon of 

fibers in aquaQc mammals (Fig. 3D‐E). 

Biomechanical analysis

CharacterizaQon of  biomechanical  behavior  showed a marked difference  in 

the stress relaxaQon curve of aquaQc and terrestrial carQlage samples (Fig. 4A). 

Analysis of Qme dependent mechanical properQes showed that peak modulus 

was significantly higher  in  terrestrial mammals  than  in aquaQc mammals  (Fig. 

4C,  p<0.05),  while  at  equilibrium,  carQlage  appeared  to  be  slightly  sQffer  in 

Figure  2.  (A)  Total  car5lage  thickness  correlated  with  body  mass  with  a  nega5ve  allometric 
rela5onship  (R2=0.91,  a=0.28).  (B)  Total  car5lage  thickness  in  correla5on  with  body  mass  for 
terrestrial and aqua5c mammals separately. In green are terrestrial mammals (R2=0.90, a=0.25), 
in blue are aqua5c mammals (R2=0.91, a=0.27).  (C) Average of rela5ve layer thickness (%) was 
calculated for each car5lage layer in terrestrial (green) and aqua5c (blue) mammals. Comparison 
showed  a  significant  difference  between  the  two  groups  in  both  the  deep  and  middle  layers 
(p<0.01). 
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Figure  3.  (A‐C)  Examples  of  histological  sec5ons  stained with  picrosirius  red  and  imaged with 
PLM. The collagen fiber orienta5on of aqua5c mammals (A,B) appeared less organized than fiber 
orienta5on in terrestrial mammals (C). (C) Car5lage structure in terrestrial mammals featured a 
clear dis5nc5on between deep, middle,  and  superficial  layer  (respec5vely  in  yellow, black,  and 
red/yellow from bone to surface). (D) Polar graphical representa5on of collagen fiber distribu5on 
for deep, middle, and superficial layer in terrestrial (violet) and aqua5c (cerulean) mammals. O° 
are fibers parallel  to  the  surface, 90° are fibers perpendicular  to  the  surface.  (E) Average peak 
area  was  calculated  for  each  car5lage  layer  in  both  terrestrial  (violet)  and  aqua5c  (cerulean) 
mammals, showing significant differences between the two groups in all layers (p<0.05).
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Figure 4. (A) Representa5ve stress relaxa5on curve of tested car5lage samples. (B) Schema5cs of 
loading set‐up: unconfined compression geometry (congruent loading) used on car5lage samples 
immersed in a PBS bath. Comparison of 5me dependent mechanical proper5es: (C) peak and (D) 
equilibrium modulus for terrestrial (green) and aqua5c mammals (blue). * Indicates a significant 
difference. Rela5onship of (E) peak and (F) equilibrium moduli average for each species with body 
mass for terrestrial (green) and aqua5c mammals (blue).

terrestrial  mammals  (Fig.  4D).  IniQal  stress  relaxaQon  appeared  slower  for 

aquaQc  mammals  and  steeper  for  terrestrial  mammals  (Fig.  S1A).  No 

significant differences were observed in the phase of slow relaxaQon (Fig. S1B). 

Comparison of the relaQonship of peak modulus and body mass (Fig. 4E, F). 
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Micro‐Computed Tomography 

Imaging  through  histology  and micro‐CT  showed  that  in  aquaQc mammals 

(Fig.  5A,  B)  the  interface  between  the  hyaline  arQcular  carQlage  and  the 

subchondral bone did not consist of the layer of calcified carQlage and dense 

subchondral plate, as typical for terrestrial mammals (Fig. 5C, D). There was no 

calcified  layer  and  there  was  less  dense,  more  porous  subchondral  bone  in 

aquaQc  mammals  (Fig.  5E).  Bone  volume  over  total  volume  (BV/TV)  in  the 

subchondral area (immediately underneath the interface) averaged at 80.43 ± 

16.75% for aquaQc mammals, which was significantly lower than in terrestrial 

mammals (98.52 ± 0.81%, p<0.01, Fig. 5F).

The trabecular bone below the subchondral plate under the central  loading 

area of the humeri was denser, with thicker trabeculae in terrestrial mammals 

(34.52 ± 11.09% for terrestrial and 29.36 ± 10.31% for aquaQc mammals) (Fig. 

6A,  B).  In  aquaQc mammals  living  in  shallow  waters  bone  was  considerably 

denser (Fig. 6C, D) compared to deep diving mammals (34.95 ± 5.3% for seals 

Figure  5.  (A‐C)  Histological  sec5ons  stained  with  safranin‐O  of  a  whale  (A),  porpoise  (B)  and 
giraffe  (C).  Aqua5c  mammals  (A,B)  showed  a  con5nuous  transi5on  from  car5lage  to  bone. 
Terrestrial mammals  (C)  displayed  the  characteris5c  calcified  car5lage  layer with 5demark  (in 
magnifica5on  bubble).  (D)  3D  rendered micro‐CT  scan  of  giraffe  bone  core,  showing  on  top  a 
compact  surface  interfacing  with  car5lage  (not  shown  in  scan)  and  a  gradually  more  porous 
structure as the subchondral 5ssue transi5ons to trabecular bone. (E) 3D rendered micro‐CT scan 
of a whale bone core, showing a porous surface on top where it interfaces with car5lage, and a 
porous  structure  underneath  with  seemingly  no  subchondral  bone  transi5on  before  the 
trabecular  bone.  (F)  Bone  volume/total  volume  (BV/TV)  in  the  subchondral  area  (immediately 
underneath the car5lage) for aqua5c mammals (blue) was significantly lower than in terrestrial 
mammals (green) (p<0.01).
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and  porpoises,  13.97  ±  2.75%  for  whales)  (Fig.  6E,  F).  Trabecular  thickness 

averaged at 211.71 ± 141.08 μm in terrestrial mammals and at 120.01 ± 27.85 

μm  in  aquaQc mammals.  Trabecular  BV/TV  increased  with  size  in  terrestrial 

mammals  (R2=0.44,  Fig.  6G,  green)  and  decreased  with  size  in  aquaQc 

mammals  (R2=0.86,  Fig.  6G,  blue).  Thickness  of  the  bone  trabeculae  (Tb.Th) 

increased with size in terrestrial mammals (R2=0.65, a=0.12, Fig. 6H), but was 

independent of size in aquaQc mammals. 

DISCUSSION

The present  study  invesQgated how osteochondral Qssue has differenQated 

in terrestrial and aquaQc mammals to accommodate the different demands of 

life and  locomoQon on  land or  in water. Here,  the  characterisQcs of  arQcular 

carQlage  of  aquaQc mammals  are  described  for  the  first Qme.  In  contrast  to 

terrestrial mammals,  carQlage  collagen  fibers were  revealed  not  to  display  a 

Figure  6.  Examples  of macroscopic  (le%) and micro‐CT  scans  (right)  of  a  giraffe,  porpoise,  and 
whale.  Le%  images  show  the  macroscopic  aspect  of  the  humeral  head  of  two  aqua5cs  and  a 
terrestrial  animal,  on  the  right  the  correspondent micro‐CT  scan of  the  trabecular bone.  (A, B) 
Terrestrial mammals  featured a denser bone, while bone density was  lower  in porpoises  (C, D) 
and even lower in deep‐diving animals (E, F). (G) Trabecular BV/TV increased with body mass in 
terrestrial  mammals  (green),and  decreased  with  body  mass  in  aqua5c  mammals  (blue).  (H) 
Trabecular  bone  thickness  (Tb.Th)  increased with  size  in  terrestrial mammals  (green),  and was 
independent of size in aqua5c mammals (blue).
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preferenQal  alignment.  Moreover,  the  carQlage‐bone  interface  of  aquaQc 

mammals  lacks  the  typical  calcified  layer  and  has  a  much  less  dense 

subchondral  plate,  featuring  a  more  conQnuous  transiQon  from  carQlage  to 

relaQvely porous trabecular bone with thinner trabeculae. These trabeculae do 

not increase in size with increasing body mass, in contrast with what has been 

observed in terrestrial mammals. 

The findings  in the current study add significantly to our knowledge on the 

basic aspects of  the biology of  the osteochondral unit and clearly  reflect  the 

crucial  influence of  loading. This  increased  insight  in  the basic biology of  the 

different  structural  components  of  the  osteochondral  unit  is  of  great 

importance from a Qssue repair perspecQve, as it guides which consideraQons 

should be prioriQzed in the quest for recapitulaQon of the naQve template for 

regeneraQve purposes. 

Previous  research  has  vastly  expanded  our  knowledge  on  carQlage  Qssue 

over  a  wide  range  of  terrestrial  mammals.  It  has  shown,  for  instance,  that 

carQlage  biochemistry  is  remarkably  preserved  among  species,  and  that  the 

Qssue  displays  microstructural  changes  that  allow  funcQonality  in  mice  as 

much  as  in  elephants  [18].  One  of  the  features  that  is  key  in  the 

accommodaQon of different forces generated by body mass is Qssue thickness. 

Malda  et  al.  reported  that  arQcular  carQlage  thickness  scaled  with  negaQve 

allometry  in  relaQonship  to  body  mass  (a=0.28),  based  on  the  analysis  of 

nearly  60  terrestrial  mammal  species  [18].  InteresQngly,  in  the  analysis 

presented  here,  it  was  observed  that  this  correlaQon  was  similar  in  aquaQc 

mammals,  suggesQng  that  this  relaQonship  might  be  dependent  of  factors 

other than loading, such as possibly metabolic limitaQons. In hyaline carQlage, 

an avascular Qssue in which nutrient supply is dependent on diffusion and fluid 

flow  across  a  poroelasQc  matrix  [31],  metabolite  limitaQon  is  known  to  be 

related to Qssue thickness  [18, 32]. Simon et al. did not observe a consistent 

correlaQon between  carQlage  thickness  and esQmated  compressive  stress on 

the joint in a study conducted on 5 species of terrestrial mammals that varied 

widely in body mass (mouse, rat, dog, sheep and cow [33]. When looking into 

more  detail  at  the  thickness  of  the  different  zones  that  make  up  arQcular 

carQlage,  there  were  significant  differences  between  aquaQc  and  terrestrial 

mammals  in the deep and middle  layers, but not  in the superficial  layer. This 

supports the noQon that the primary role of the superficial layer of carQlage is 

to  distribute  impact  forces  and  loads  among  the  Qssue  [25,  34]  and  load 
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distribuQon  of  forces  is  important  in  both  sea‐borne  animals,  as  it  is  in 

terrestrial  species.  Compressive  loads  will,  however,  be  lower  in  marine 

species,  which  can  explain  the  observaQon  that  there  is  a  relaQonship  with 

body mass of the thickness of the middle and deep layers in terrestrial species 

[14, 35], but not in aquaQc mammals. 

A significant difference  in  the predominance of fiber orientaQon was  found 

between aquaQc and terrestrial mammals in all carQlage layers: collagen fiber 

orientaQon in terrestrial species followed the classic Benninghoff arcade model 

[36] in which orientaQon is principally parallel to the surface in the superficial 

layer, and in the middle zone bending towards an orientaQon perpendicular to 

the  subchondral  bone  in  the  deep  layer.  Conversely,  in  aquaQc  mammals, 

orientaQon of the collagen fibers in the deep or middle zones was random. It 

can  be  assumed  that  the  absence  of  gravity  strongly  reduces  compressive 

loading  of  joints  and,  to  a  large  extent  eliminates  the  need  for  a  collagen 

orientaQon  as  seen  in  terrestrial  mammals.  However,  it  remains  unclear 

whether  this  heterogeneity  in  the  alignment  of  the  collagen  fibers  is merely 

due  to  the  absence  of  the  need  for  a  specifically  organized  orientaQon,  or 

whether it reflects the specializaQon of the joint to sustain the physical forces, 

which  will  be  principally  shear  forces,  that  are  generated  by  the  acQon  of 

swimming [5, 37‐39]. 

The  different  collagen  fiber  orientaQon  observed  in  the  aquaQc  mammals 

compared  to  terrestrial  mammals  is  reflected  as  well  in  the  biomechanical 

behavior  of  carQlage,  as  shown  by  the  unconfined  compression  tests:  the 

significantly  higher  peak  and  equilibrium moduli  in  terrestrial  mammals  are 

most likely linked to the existence of the Benninghoff arcades in those species, 

providing  resistance  against  compressive  loading, which  is  virtually  absent  in 

aquaQc  mammals.  The  mechanical  responses  observed  in  the  aquaQc 

mammals are  indicaQve of an overall  less  sQff Qssue,  compared  to  terrestrial 

mammal. Furthermore, the absence of a defined collagen network structure in 

the aquaQc mammals is likely to provide less resistance to osmoQc swelling, as 

in  terrestrial  mammal’s  carQlage  up  to  two  thirds  of  the  elasQc modulus  in 

compression  arises  from  the electrostaQc  contribuQons and osmoQc  swelling 

that is restricted inside the organized collagen matrix [40, 41]. 

The lack of a calcified carQlage layer and a compact subchondral plate, which 

are  typical  features  of  the  osteochondral  unit  in  terrestrial  animals  [8],  was 

remarkable. The main funcQon of the calcified layer in the osteochondral unit 
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is  to  provide  a  gradual  transiQon  in  sQffness  from  hyaline  carQlage  to 

subchondral bone and to serve as anchor point  for  the collagen fibers  in  the 

deep  layer  of  the  hyaline  carQlage,  i.e.  to  serve  as  a  foundaQon  for  the 

Benninghoff  arcades  [8,  42,  43].  The  subchondral  plate  has  a  role  in 

distribuQng  the  compressive  forces  acQng  on  the  joint.  In  aquaQc mammals, 

compressive  loading  is  of  minor  importance  and  it  may  well  be  that  the 

anchoring  of  the  collagen  fibrils  is  much  less  important  for  this  reason. 

Detailed studies using electron microscopy might shed some light on this issue. 

The  carQlage/bone  interface  of  aquaQc mammals  was  more  porous  than  in 

terrestrials, with an almost  trabecular‐like subchondral bone that displayed a 

great variability  in bone volume/total volume  in  the different marine species. 

The  increased porosity,  and  thus  the greater potenQal  for  transfer of  solutes, 

may permit the great carQlage thickness seen in some aquaQc mammals (over 

7 mm in the largest whale). CarQlage is, as an avascular Qssue, dependent on 

diffusion,  so  criQcal  thickness  will  be  larger  if  diffusion  of  nutrients  can  be 

provided from two sides. The raQo of nutrient exchange is likely to be different 

in aquaQc mammals, as at the few sites where the hyaline carQlage is in direct 

contact with the subchondral bone (in terrestrial animals), solute exchange has 

been shown to be five‐fold larger than through the calcified carQlage [44]. 

Bone  density  deeper  under  the  carQlage  Qssue  (trabecular  BV/TV)  was 

relaQvely  higher  in  terrestrial  mammals  when  size  increased,  and  relaQvely 

lower  in  aquaQc mammals.  The first  observaQon  is,  again,  related  to  loading 

and  is  in  accordance  with  earlier  research,  that  has  illustrated  how  in 

terrestrial mammals  trabecular  bone  increases  in  bone  volume/total  volume 

as animals increase in size [45]. The second observaQon, is aSributable to the 

lack of loading and the fact that in aquaQc mammals living in deep waters, low 

bone density enables dynamic buoyancy control [15]. According to Dumont et 

al.,  bone  microanatomy  carries  an  ecological  signal  that  holds  informaQon 

about  habitat  and  locomoQon  paSerns,  which  is  parQcularly  evident  in 

tetrapods  that  have  developed  advanced  secondary  adaptaQons  to  life  in 

water  [46].  In  the maSer  of  buoyancy  control  of  aquaQc mammals,  species 

recently adapted to aquaQc life or living in shallow waters have bones that are 

denser than in terrestrial forms to allow staQc control (ballast), as opposed to a 

lower  bone  density  typically  associated  with  the  dynamic  buoyancy  control 

required by animals  that  exhibit  deep diving behavior  for  longer periods  [15, 

47]. With  respect  to  trabecular  thickness,  this parameter also  increased with 
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size  in  terrestrial  mammals,  with  a  trend  similar  to  previous  reports  in 

literature [14, 48], while in aquaQc mammals trabecular thickness appeared to 

scale independently. This independence can possibly be explained by the lack 

of compressive forces necessary to elicit a proporQonate response in the bone 

for  trabecular  thickness  as  suggested  by  Wolff’s  law  [49,  50].  Rolvien  et  al. 

invesQgated  several  bone  parameters  in  the  vertebral  bodies  of  three whale 

species  (sperm whale,  orca  and  harbor  porpoise),  and  found  in  comparison, 

that  bone  volume  fracQon  (BV/TV)  did  not  scale  with  body  size  but  that 

trabeculae  were  thicker  and  fewer  in  number  in  larger  whale  species  [51]. 

Although research has shown the relaQonship between bone microanatomical 

organizaQon,  habitats  and  locomoQon  paSerns  in  different  taxa  [46],  when 

going into deeper detail (as for example between different species of whales), 

the interconnecQons between habitat, locomoQon paSerns and bone become 

less  clear,  parQcularly  in  view  of  the  variability  of  diving‐depth  behavior  of 

different animals [51], which could explain these diverging findings.

Curiously,  the  histological  secQons  of  aquaQc  mammals,  displayed  small 

islands of carQlaginous Qssue sQll embedded within the bone, and in the larger 

aquaQc species, such as the blue whale and the sperm whale, large islands of 

carQlage Qssue were  found  deep  in  the  trabecular  bone.  These  appeared  as 

large  lacunae upon first  inspecQon with micro‐CT,  and our  iniQal  explanaQon 

was a possible area of osteocyte death due to barotraumas, which have been 

anecdotally  described  in  deep‐diving  mammals  [52].  Upon  histological 

evaluaQon,  these  islands  appeared  to  be  composed  of  healthy  carQlage‐like 

Qssue  naturally  embedded  in  the  bone,  devoid  of  evident  signs  of  bone 

remodeling,  not  suggesQng  any  form of  pathology.  The  areas may  represent 

incomplete  osteochondral  ossificaQon,  well‐known  in  the  horse  and  other 

species as osteochondrosis [53, 54] similarly to what was found and described 

by  Rolvien et  al.  in  the  central  areas  of  the  vertebrae  of  sperm whales  [51]. 

However,  our  pathologist  was  more  inclined  towards  the  finding  being  the 

result of possible noxious insults.

This  study  highlighted  a  number  of  important  differences  in  the 

microstructure  and  biomechanical  characterisQcs  of  the  osteochondral  unit 

between  aquaQc  and  terrestrial  mammals.  Where  the  research  would  have 

benefiSed  from a  larger pool of  animals, parQcularly with  regards  to aquaQc 

mammals, the findings are unambiguous and all point at the great importance 

of  loading  for  arQcular Qssues.  The many  and  large  differences  between  the 
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osteochondral  units  between  terrestrial  animals  and aquaQc mammals  could 

all  be  aSributed  to  the  very  different  loading  condiQons  in  their  respecQve 

environments. This stresses the crucial role loading plays in joint funcQon and 

supports  the  recent  call  for  rethinking  the  current  paradigms  in  arQcular 

carQlage regeneraQon [55]. 
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SUPPLEMENTAL DATA

Table  S1.  Overview  of  car5lage  samples  on  which  biomechanical  tests  were  conducted,  with 
average diameter and thickness per species. 

Figure  S1.  (A)  Ini5al  stress  relaxa5on  appeared  slower  for  aqua5c  mammals  and  steeper  for 
terrestrial mammals. (B) No significant differences were observed in the phase of slow relaxa5on.
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ABSTRACT

GelaQn methacryloyl  (GelMA)  hydrogel  has  been  described  as  a  promising 

candidate to support the formaQon of a carQlage matrix by embedded cells in 

vitro. Reinforcement of the hydrogel with a structured microfiber scaffold has 

shown to significantly  improve the biomechanical properQes of the cell‐laden 

structures.  Despite  promising  in  vitro  results,  the  value  of  GelMA  and 

reinforced  GelMA  for  the  repair  of  carQlage Qssue  in  a  large  animal  model 

remains to be demonstrated.

A  surgical  technique  for  implanQng and UV‐crosslinking  (reinforced) GelMA 

into  full  thickness  chondral  defects  (9  mm  diameter)  was  developed  in 

cadaveric equine sQfle joints (n=3) and applied for a short‐term implantaQon in 

one Shetland pony (two defects in one joint) to evaluate surgical feasibility and 

implant  fixaQon.  Next,  a  mixture  of  allogeneic  chondrons  and  MSCs  was 

implanted  in  (reinforced)  GelMA  hydrogels  and  in  fibrin  glue  in  both  sQfle 

joints of eight Shetland ponies and evaluated in a 12‐month study.  Images of 

the  implants were obtained with arthroscopic opQcal  coherence  tomography 

a6er implantaQon, and at 2, 6 and 12 months. KineQc and kinemaQc analyses 

were used to perform objecQve gait analysis before surgery, and at 2, 6 and 12 

months.

Reinforced and non‐reinforced GelMA could be successfully implanted in the 

equine model, and implants were sQll in place a6er 50 flexion‐extension cycles 

in cadaveric  joints. This was also  the case  in  the pilot  study,  two weeks a6er 

implantaQon,  and  upon  histological  analysis,  abundant  infiltraQon  of 

fibroblasQc  cells  into  the  GelMA  was  observed.  However,  in  the  long‐term 

study, opQcal coherence tomography  indicated that reinforcements could not 

be detected anymore in defects a6er 2 months, and histological evaluaQon at 

12 months  suggested  that  early  degradaQon of  the hydrogel  and  insufficient 

fixaQon had led to fibrous repair of defects in all groups without any significant 

differences between the treatment groups.



Lessons from a long‐term equine study

91

INTRODUCTION

ArQcular carQlage  is a highly organized Qssue characterized by  its  resilience 

against  compressive  and  shear  loading.  CarQlage  Qssue  accommodates  and 

miQgates the forces generated by locomoQon; its surface smoothness permits 

conQnuous moQon between arQculaQng parts of  joints.  It  is  also, however,  a 

Qssue known for its poor capacity to heal. Therefore, injuries may lead, in the 

long‐term,  to  degeneraQon  and development  of  osteoarthriQs  [1,  2].  Several 

soluQons  for  the  treatment  of  carQlage  defects  have  been  invesQgated  over 

the years,  leading  to  the development of a wide variety of  repair  techniques 

with  variable  clinical  success  [3‐5].  Cell  therapy  has  been  explored  since  the 

1990s  [6] and autologous chondrocyte  implantaQon (ACI) has been shown to 

provide  long‐term  improvement  in  clinical  trials  [7].  However,  the  two‐stage 

character  of  such  procedures  implies  high  costs  and  complex  logisQcs 

associated  with  the  necessary  ex  vivo  expansion  of  cells,  restricQng  their 

feasibility  for  large‐scale  applicaQon.  LimiQng  the  therapeuQc  approach  to  a 

single stage procedure could allow availability to a much wider public [8].

For  the  surgical  delivery  of  cells,  these  need  to  be  embedded  in  a  cell‐

friendly delivery medium. In human orthopaedic medicine, fibrin glue is o6en 

used  for  this  purpose,  because  of  its  easiness  of  surgical  applicability  and 

availability in clinical grade [5, 8]. Nevertheless, fibrin glue has some significant 

limitaQons  when  used  for  regeneraQve  medicine  applicaQons.  The  material 

cannot  be  funcQonalized,  and  once  crosslinked,  the  polymers  form  a 

biomechanically  weak  network  with  a  rapid  degradaQon  rate  [9,  10].  Many 

studies have therefore focused on developing instrucQve biomaterials such as 

hydrogels,  with  tuneable  degradaQon  rates  that  can  be  matched  to  Qssue 

regeneraQon  rates  [5,  11].  Among  these,  gelaQn  methacryloyl  (GelMA)  has 

been  idenQfied  as  a  potenQally  valid  biomaterial  for  the  engineering  of 

carQlage Qssue [12, 13].

GelMA  is  a  natural  polymer  derived  from  collagen  type  I  [14],  and  cross‐

linkable  by  UV  light  with  enzymaQc  or  redox  iniQators  [13].  Despite  its 

tuneable  characterisQcs,  crosslinked  GelMA  alone  does  not  approximate  the 

sQffness  of  naQve  carQlage,  and  a  reinforcement  with  a  structure‐giving 

material, such as polycaprolactone (PCL) may be required [15]. The reinforcing 

structure  should  sQll  allow  for  sufficient  elasQcity  and  generaQon  of 

mechanical  sQmuli  that  incite  formaQon  of  the  matrix  that  will  support  the 
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embedded  cells.  Matching  the  mechanical  properQes  of  the  naQve Qssue  is 

deemed  to  improve  the  performance  of  hydrogels  when  implanted  [16],  as 

cells  in  3D matrices  are  known  to  respond  to mechanical  sQmuli  in  terms of 

compression, tension and shear generated by loading [17]. 

UlQmate performance of biomaterials for carQlage repair is best evaluated in 

a  long‐term preclinical  in vivo model  [18, 19]. The equine model  is, although 

challenging, very relevant for the evaluaQon of potenQal therapies for carQlage 

repair, given the similariQes between equine and human carQlage [20, 21].  In 

this  case,  the  sQfle  joint  of  Shetland  ponies was  chosen  as  a model,  for  the 

reasons  stated  above,  as  well  as  for  the  sturdiness  and  aptness  for  group 

housing  of  these  animals,  which  is  preferable  from  an  animal  welfare 

viewpoint [22].

The aim of the research presented here was to evaluate GelMA’s potenQal as 

a  biomaterial  for  carQlage  repair  in  a  long‐term  in  vivo  equine  model.  A 

combinaQon  of  allogeneic  equine  chondrons  and  mesenchymal  stem  cells 

(MSCs)  that permiSed carrying out  the  intervenQon as a one‐step procedure 

was  chosen  for  cell  therapy,  based  on  the  promising  results  reported  by  a 

human  clinical  trial  tesQng  a  combinaQon  of  autologous  chondrons  and 

allogeneic  MSCs  [23,  24].  Several  cell  concentraQons  were  tested  and 

reinforced GelMA was compared with non‐reinforced GelMA. Fibrin glue was 

used  as  a  control.  It  was  hypothesized  that  GelMA would  outperform  fibrin 

glue and that reinforced GelMA would perform substanQally beSer than non‐

reinforced GelMA.

MATERIALS AND METHODS

Prepara5on of GelMA

GelMA was synthesized by reacQon of porcine type‐A gelaQn (Sigma‐Aldrich, 

St.  Louis, Missouri,  USA)  with methacrylic  anhydride  (Sigma‐Aldrich)  at  50°C 

for  one  hour,  as  previously  described  [14,  25].  Methacrylic  anhydride  was 

added dropwise to a 10% soluQon of gelaQn in PBS under constant sQrring, and 

to achieve a high degree of  funcQonalizaQon, 0.6 g of methacrylic  anhydride 

per gram of gelaQn were added. The funcQonalized polymer was then dialyzed 

against disQlled water for 4 days at room temperature to remove methacrylic 

acid and anhydride and subsequently neutralized to pH 7.4 with 10% sodium 
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bicarbonate (Merck, Darmstadt, Germany).

For  in  vivo  experiments,  the  dissolved  GelMA  was  then  filtered  (SFCA 

membrane, 0.2 µm pore  size,  Thermo Fisher Nalgene), prior  to  freeze‐drying 

and stored at ‐20°C unQl use, resulQng in a degree of funcQonalizaQon of circa 

75%  [25].  Upon  use,  defrosted  GelMA  at  a  concentraQon  of  10%  (w/v)  was 

dissolved at  70°C  in PBS  containing photo‐iniQator  Irgacure 2959  (Ciba, BASF, 

Ludwigshafen am Rhein, Germany) to obtain a final concentraQon of 0.1% (w/

v).

Prepara5on of 3D printed microfiber scaffolds

Scaffolds for in vivo reinforcement of GelMA were fabricated with a custom‐

made melt electrospinning machine, using a direct‐write mode, as previously 

described [26]. Fibres from polycaprolactone with a thickness of 14 µm were 

stacked  in  a  0‐90°  paSern  to  reach  a  height  of  0.5  mm,  with  a  final  mesh 

porosity of 92% (strand spacing 0.2 mm) [15]. Scaffolds were cut to fit defect 

diameter (9 mm) and sterilized with two alternated washes in 70% ethanol and 

Milli‐Q water.

Harvest of equine chondrons and mesenchymal stromal cells

Healthy  carQlage  was  harvested  under  sterile  condiQons  from  the 

metatarsophalangeal joint of fresh equine cadavers (n=3, age 3‐10 years). A6er 

fragmentaQon  and  digesQon  in  type  II  collagenase  (0.15% w/v, Worthington 

Biochemical Corp, New Jersey, USA) at 37°C for 12 hours, the suspension was 

filtered  through  a  100  μm  cell  strainer,  washed  in  PBS  and  stored  in  liquid 

nitrogen  at  ‐196°C  in  culture  medium  (Dulbecco’s  Modified  Eagle  Medium, 

DMEM,  41965,  Invitrogen,  California,  USA)  supplemented  with  20%  heat‐

inacQvated  fetal  bovine  serum  (FBS,  BioWhiSaker,  USA)  and  10% 

dimethylsulfoxide (DMSO, Merck, Darmstadt, Germany). 

With approval of the local animal ethical commiSee, a bone marrow aspirate 

from the sternum was obtained from a healthy, living equine donor (n=1, age 9 

years).  The  mononuclear  fracQon  (MNF)  was  isolated  by  centrifuging  the 

sample on Ficoll‐Paque (Sigma‐Aldrich, Merck, Darmstadt, Germany). The MNF 

was  seeded  at  a  density  of  2.5∙105  cells/cm2  and  expanded  in  a  monolayer 

culture  Qll  sub‐confluency  unQl  passage  4  in  MSC  expansion  medium 

containing  α‐MEM  (22561,  Invitrogen,  California,  USA)  complemented  with 

10% heat‐inacQvated FBS, 0.2 mM L‐ascorbic acid 2‐phosphate (Sigma‐Aldrich, 
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Merck,  Darmstadt,  Germany),  100  units/ml  penicillin  and  100  µg/ml 

streptomycin, and 1 ng/ml FGF‐2. The mulQlineage potenQal of  the cells  that 

were cultured from the bone marrow aspirate was invesQgated by a three‐way 

differenQaQon assay as previously described [27]. 

UV‐crosslinking and cell viability

For  in vivo cross‐linking of GelMA in carQlage defects  in ponies, a UV beam 

source  was  used  with  an  intensity  of  180 mW/cm2  (350‐450  nm,  Hönle  UV 

technology, Munich, Germany).  Prior  to  the  in  vivo  experiment,  the effect of 

the duraQon of UV exposure on cell viability was evaluated.

Viability of the cell suspension acquired from carQlage was evaluated directly 

a6er  digesQon  and  a6er  freeze/thaw,  in  order  to  check  if  chondrons  can  be 

frozen for allogeneic use. In addiQon, the viability of chondrons and MSCs from 

one  donor,  a6er  several  UV  exposure  Qmes  was  assessed.  A  LIVE/DEAD 

Viability  Assay  (Molecular  Probes  MP03224,  Eugene,  USA)  was  performed 

according  to  the  manufacturer’s  instrucQons.  The  samples  were  examined 

using  an  Olympus  BX51  microscope  and  photomicrographs  taken  with  an 

Olympus  DP70  camera  (Olympus,  The  Netherlands).  The  excitaQon/emission 

filters were set at 488/530 nm to observe  living  (green) cells and at 530/580 

nm to detect dead (red) cells. Live and dead cells were counted in three gels or 

smears per Qme point, at a minimum of four locaQons. Viability was calculated 

as (alive cells / total cells counted) x 100%. 

Measurement of s5ffness

SQffness  of  GelMA  constructs  with  embedded  cells  was  measured  a6er 

different  crosslinking  Qmes.  Samples  (n=3  for  each  crosslinking  Qme)  were 

subjected  to  single  uniaxial  unconfined  compression  in  air  at  room 

temperature, a6er 1‐hour submersion in PBS a6er preparaQon. Briefly, a force 

ramp  (axial  strain  rate  ca  20%/min)  was  applied  to  the  samples  for  two 

minutes  with  a  Dynamic  Mechanical  Analyser  (DMA  2980,  TA  Instruments, 

New Castle, DE, USA). SQffness was calculated from the linear derivaQve of the 

stress/strain curve between a strain of 10‐15%.

Cadaveric studies for car5lage repair with GelMA

The  technique  for  making  full  thickness  chondral  defects  in  the  medial 

trochlear  ridge,  and  subsequent  implantaQon  and  UV‐crosslinking  of 
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(reinforced)  GelMA  was  developed  on  three  cadaveric  equine  sQfle  joints 

obtained from horses donated by their owners to science. The fixaQon of the 

implants  was  evaluated  a6er  layer  by  layer  closure  of  the  wound  and 

subsequent manual execuQon of 50 flexion‐extension cycles of the joint. 

Pilot study for the car5lage repair model in a Shetland pony

The animal studies were approved by the local Ethics CommiSee for Animal 

Experiments  in  compliance  with  the  InsQtuQonal  Guidelines  on  the  Use  of 

Laboratory Animals. The surgeries were performed at the Veterinary Faculty of 

Utrecht  University.  For  evaluaQon  of  the  surgical  feasibility  and  hydrogel 

fixaQon,  a  pilot  study  was  performed  in  one  Shetland  pony  (age:  24  years, 

weight: 142 kg). Two chondral defects were made in one sQfle joint, and two 

protocols  (experimental  groups:  reinforced  GelMA  and  GelMA  cap)  were 

implanted as described below. The pony was euthanized a6er two weeks (for 

veterinary  educaQon  purposes)  and  the  persistence  of  GelMA  was  assessed 

macroscopically and by histology and immunohistochemistry.

Long‐term evalua5on of car5lage repair in Shetland ponies

Four  experimental  condiQons  were  tested  in  a  long‐term  equine  model, 

where GelMA with a mixture of allogeneic MSCs and chondrons (80/20% raQo) 

was cast into the full thickness carQlage defects, as illustrated in Figure 1. The 

four  condiQons  included:  1)  a  homogeneously  distributed  low  cell 

Figure 1. Experimental groups of  in vivo  long‐term car5lage repair study. Two car5lage defects 
with a  diameter  of  9 mm were made  in  both  s5fle  joints  of  Shetland ponies.  The  subchondral 
bone was microfractured for anchorage of the hydrogel. An allogeneic mixture of 80% MSCs (red) 
and 20% chondrons  (blue) was  implanted  in every defect,  in  low concentra5ons  (Fibrin glue: 2 
million  cells/mL;  GelMA  low:  1 million  cells  on  bo6om  of  defect)  and  high  cell  concentra5ons 
(GelMA and reinforced GelMA: 20 million cells/mL).
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concentraQon (2 million cells/mL), comparable to the concentraQon currently 

used in human carQlage repair applied with fibrin glue. 2) A GelMA cap group 

in which a  small  volume of GelMA  in which 1 million  cells were  seeded was 

cast in the boSom part of the defect and subsequently covered with a layer of 

cell‐free  GelMA.  3)  A  high  cell  concentraQon  of  20  million  cells/mL 

homogeneously  distributed  in  the GelMA  hydrogel  and  4)  a  similar  high  cell 

concentraQon  in  the GelMA hydrogel,  this Qme  reinforced with  a  3D printed 

scaffold. 

Two full  thickness chondral defects were made  in both sQfle  joints of eight 

Shetland  ponies  (age:  7  ±  4  years,  weight  191  ±  28  kg,  mean  ±  SD).  All  4 

condiQons were included in each animal, and low and high cell concentraQon 

groups were paired  in every  knee, with  randomizaQon of  locaQon within  the 

sQfle (proximal or distal) and side (le6 or right leg). StaQsQcally, power was set 

at  0.90,  based  on  the  ICRS  macroscopic  outcomes  of  a  comparable  study 

executed in goats by Bekkers et al. [28].

General  anaesthesia  was  induced  with  midazolam  and  ketamine 

intravenously  (0.06  and  2.2  mg/kg,  respecQvely),  a6er  premedicaQon  with 

detomidine  and  morphine  (10  mcg/kg  and  0.1mg/kg,  respecQvely). 

Anaesthesia  was  maintained  with  isoflurane  (1.0‐1.5%  end  Qdal  in  oxygen) 

with  intravenous  conQnuous  rate  infusion  (CRI)  of  ketamine  (0.5  mg/kg/hr) 

and detomidine (10 mcg/kg/hr). The medial trochlear ridge of the femur was 

exposed via a  subpatellar approach  to  the  femoropatellar  joint, between  the 

medial  and  middle  patellar  tendon.  Two  full‐thickness  defects  of  9  mm  in 

diameter were created in the carQlage (including calcified carQlage), by means 

of a hand‐operated drill guided by a custom‐made sleeve. Microfractures (10x, 

depth  ca.  1  mm)  were  subsequently  made  in  the  subchondral  bone  for 

improved fixaQon of the hydrogels.

A suspension of cells consisQng of chondrons (p0) and MSCs (p4) (80 MSCs /

20%  chondrons  raQo)  was  centrifuged  in  the  surgical  theatre,  in  different 

quanQQes for each experimental group (Fig. 1); the cell pellet was then mixed 

in GelMA with a posiQve displacement pipet. The cell/hydrogel suspension was 

transferred into a syringe and a 21G needle (Becton, Dickenson and Company, 

New Jersey, USA) was mounted. A silicone‐based sheet (3x3 cm, Silon‐SES, Bio 

Med Sciences, Allentown, USA,  kindly provided by RegenQs Biomaterials  Ltd., 

Or‐Akiva,  Israel)  was  placed  over  the  carQlage  defect,  where  the  sheet  was 

fixated over the defect with a custom‐made flexible fixaQon Qp (diameter: 15 



Lessons from a long‐term equine study

97

mm).  The  sheet was  then  punctured with  the  needle,  and  the  hydrogel/cell 

suspension  was  infused  in  the  defect.  The  hydrogel  was  crosslinked  with  a 

focused  UV  beam  for  70  seconds,  while  contained  in  the  defects  by 

compression between the fixaQon Qp onto the silicone sheet and the carQlage. 

In group 1 (Fig. 1), the cell pellet was suspended in the fibrinogen component, 

then mixed with the thrombin component and injected into the defect, where 

it  was  allowed  to  crosslink  for  3 minutes.  In  group  2  (GelMA  cap,  Fig.  1),  1 

million cells were infused in the boSom of the defect in 40 µl GelMA and UV‐

crosslinked for 30 seconds, followed by a layer of cell‐free GelMA sufficient to 

fill  the  defect,  and  subsequently  UV‐crosslinked  for  60  seconds.  In  group  3, 

(GelMA high cell concentraQon, Fig. 1), 20 million cells/ml were infused in the 

defect encapsulated in the hydrogel. Finally, in group 4, (reinforced GelMA, Fig. 

1), three microfiber scaffolds were stacked on top of each other in the carQlage 

defect  prior  to  infusion  of  the  hydrogel/cells  mixture  and  subsequent 

crosslinking.  UV‐crosslinking  of  the  hydrogel  for  groups  3  and  4  was  90 

seconds.

The  repaired  defects  with  implanted  hydrogels  and  surrounding  carQlage 

were  imaged  with  opQcal  coherence  tomography  (OCT,  Illumien  OpQs  PCI 

OpQmizaQon System, St. Jude’s Medical, St. Paul, MN, USA) along the length of 

three standardized paths over the implant, as described in Sarin et al. [29]. The 

wounds  were  closed  in  4  layers  using  resorbable  suture  material  (VicrylTM, 

Ethicon, US, LCC) and MonocrylTM (Ethicon, US, LCC) for the skin. Stents were 

placed over the wound for protecQon for the first 48 hours and subsequently 

removed.  Full  weight  bearing  was  allowed  a6er  recovery  from  anaesthesia. 

Post‐operaQvely, the ponies received NSAIDS (meloxicam, 0.6 mg/kg, PO, BID‐

SID)  up  to  7  days  and  tramadol  (5  mg/kg,  PO,  BID‐SID)  up  to  3  days 

postoperaQvely.  ProphylacQcally,  anQbioQcs  were  administered  peri‐

operaQvely  (ampicillin,  10‐15 mg/kg,  IV), while procaine penicillin  (20 mg/kg, 

IM) was administered once a6er surgery. 

Orthopaedic examinaQon was performed prior to surgery to establish a base 

line,  and  repeated  at  2,  6  and  12 months  prior  to  arthroscopic  assessment. 

QuanQtaQve gait analysis was performed with the aid of kinemaQc and kineQc 

analysis,  with  data  collecQon  two  weeks  (T01)  and  one  week  (T02)  before 

surgery, and at 2 (T1), 6 (T2), 9 (T3) and 12 (T4) months a6er lesion inducQon 

in both sQfles. For kinemaQc analysis 6 infra‐red cameras were used (ProReflex 

‐ Qualisys AB  ‐ Sweden)  to  track with moQon capture  the spherical  reflecQve 
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markers placed around both sQfles during trot over the force plate. For kineQc 

analysis, ground reacQon forces of both back limbs at trot were measured in all 

3 axes using a staQonary force plate (Z4852C ‐ Kistler ‐ Switzerland). Outcome 

parameters  analysed  were  peak  verQcal  force,  stance  duraQon  and  verQcal 

impulse.  AddiQonally,  at  2,  6  and  12  months,  Qssue  regeneraQon  and 

biomaterial  degradaQon  was  assessed  arthroscopically:  the  surface  was 

imaged with a standard arthroscopic camera, while the full depth of the repair 

Qssue  and  underlying  subchondral  bone  were  imaged  in  detail  with  OCT 

(Illumien OpQs PCI OpQmizaQon System, St. Jude’s Medical, St. Paul, MN, USA).

At  12  months,  animals  were  sedated  with  detomidine  (10  mcg/kg), 

anestheQzed with midazolam and ketamine intravenously (0.06 and 2.2 mg/kg, 

respecQvely), and subsequently euthanized by administraQon of pentobarbital 

(50 mg/kg  of  body  weight).  Gross  assessment  of  the medial  trochlear  ridge 

a6er  euthanasia  consisted  of  evaluaQng  the  volume  of  the  repair  Qssue, 

integraQon  of  the  margins  with  the  surrounding  naQve  Qssue  and  surface 

quality. A6er  this,  the enQre osteochondral  area of  the medial  femoral  ridge 

containing the constructs was harvested for analysis using a surgical bone saw. 

Histology and immunohistochemistry

The osteochondral Qssue blocks containing the defects were fixated  in 10% 

formalin,  decalcified  with  ethylene  diamine  tetra  aceQc  acid  (EDTA),  then 

dehydrated  through  a  graded  ethanol  series,  cleared  in  xylene,  and  then 

embedded  in  paraffin.  Samples  were  secQoned  into  5 μm  slices  and  stained 

with  haematoxylin  and  eosin  (HE)  and  safranin‐O.  Repair  was  assessed  by  a 

blinded  single  observer  using  the  modified  O’Driscoll  (MOD)  score  and  the 

ICRS  score  [30],  and  cell  infiltraQon  evaluated  using  an  Olympus  BX51  light 

microscope. 

Collagen  types  I  and  II  were  immunohistochemically  stained  a6er 

deparaffinizaQon and rehydraQon of the secQons. All secQons were blocked in 

5%  bovine  serum  albumin  and  0.3%  H2O2  following  anQgen  retrieval.  Rat 

collagen type I was retrieved by boiling the secQons for 10 minutes in 10 mM 

citrate  buffer,  pH  6.  AnQgen  retrieval  for  collagen  type  II  was  performed  by 

incubaQon  with  1  mg/mL  pronase  (Sigma)  and  10  mg/mL  hyaluronidase 

(Sigma)  at  37  degrees  for  half  an  hour  each.  Next,  secQons were  incubated 

with  the  primary  anQbodies  for  collagen  type  I  (1:250  Col1A1  Santa  Cruz, 

Dallas, Texas, USA) collagen type II (1:100, monoclonal mouse, II‐II6B3, DSHB) 
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at  4°C  overnight.  Subsequently,  collagen  type  I  secQons  were  treated  with 

Polyclonal  Goat  AnQ‐Rabbit  Immunoglobulins/HRP  (1:200,  Dako,  Heverlee, 

Belgium) for 60 min at RT; collagen type II secQons were incubated with GAM‐

HRP (1:200, P0447, Dako) at room temperature for an hour. All collagen types 

were  detected  by  a  10‐minute  conversion  of  3,3’‐diaminobenzidine  soluQon 

(Sigma). Nuclei were counterstained with 50% Mayer’s haematoxylin.  Isotype 

control  stainings  were  carried  out  with  either  a  murine  IgG1  monoclonal 

anQbody  (Dako)  at  concentraQons  matching  those  used  for  the  primary 

anQbodies or by incubaQon without primary anQbody.

Sta5s5cal analysis

StaQsQcal analysis of histological scores was performed to detect differences 

between  repair  techniques  with  a  one‐way  ANOVA;  normality  and 

homogeneity  were  assumed. When  differences  were  detected,  a  Bonferroni 

post‐hoc test was performed. A linear mixed model was used to compare the 

measured  kineQc  and  kinemaQc  parameters  for  each  horse  (random  effect) 

between  the  different  Qme  points  and  between  limbs  (fixed  effects). 

Significance was set at 5%.

RESULTS

The effect of UV‐crosslinking on cell viability and hydrogel s5ffness 

The  sQffness  of  cell‐laden  GelMA  gels  increased  with  longer  UV‐exposure 

Qmes (Fig. 2). The viability of embedded cells was between 79% and 93% up to 

3 minutes of UV‐exposure, but decreased to 0%, when exposure was extended 

to 5 minutes (Fig. 2). 

Cadaver and pilot study in a Shetland pony

The  cadaveric  studies  showed  that  the  infusion  and UV‐crosslinking  of  the 

GelMA  hydrogel  in  carQlage  defects  was  a  technically  feasible  procedure. 

There  was  full  penetraQon  of  the  gel  into  the  highly  porous  3D‐printed 

scaffolds. UV‐crosslinking directly in the defect was successfully achieved on a 

cadaveric sQfle joint. Crosslinked hydrogels were stable within the defect a6er 

the repeQQve flexion/extension cycles. 

Sterile  intra‐operaQve  crosslinking  of  reinforced  and  non‐reinforced GelMA 

hydrogels in chondral defects in the sQfle joint of a Shetland pony proved to be 
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feasible  as well  (Fig.  3A).  The  pony  recovered well  and GelMA hydrogel was 

sQll  present  in  both  carQlage  defects  two  weeks  a6er  implantaQon,  as 

observed  macroscopically  and  confirmed  histologically  (Fig.  3B).  The  iniQal 

repair response showed infiltraQon of the biomaterial with cells of fibroblasQc 

nature (Fig. 3B‐3D). 

Long‐term evalua5on of car5lage repair in Shetland ponies

Imaging  with  OCT  at  iniQal  surgery  confirmed  the  depth  of  the  defect, 

presence of microfractures, and the correct locaQon of the implants (Fig. 4). All 

ponies  walked  clinically  well  a6er  recovery  from  anaesthesia,  with  limited 

sQffness in the hind legs for the first few days a6er surgery. No signs of adverse 

reacQons  were  detected  post‐operaQvely  a6er  first  surgery  and  all  animals 

healed  following  an  expected  recovery  paSern.  One  pony  had  an  adverse 

reacQon  to  inducQon  of  anaesthesia  at month  6  (2nd  arthroscopy)  and  died; 

this animal was excluded from the study. 

Gait analysis: KinemaQc analysis detected no significant differences (p> 0.05) 

in the sQfle range of moQon (ROM) between Qme points and limbs. With the 

aid  of  kineQc  analysis,  it  was  observed  that,  taking  the  last  measurement 

before surgery (T02) as a reference, there was a reducQon in stance duraQon 

Figure 2.  Cell  viability and hydrogel  s5ffness depending on UV exposure 5mes.  The  viability of 
chondrocytes and MSCs in GelMA decreased on UV exposure over 200 seconds (grey circles). The 
s5ffness  of  hydrogels  increased  with  longer  UV  exposure  (black  open  squares).  GelMA  in  the 
equine s5fle joints was crosslinked for 70 seconds.
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at  T1  (p<0.001),  an  increase  in  stance  duraQon  at  T3  (p=0.03)  (Fig.  S1A),  an 

increase  in  peak  verQcal  force  at  T1  (p<0.001)  (Fig.  S1B),  and  an  increase  in 

verQcal impulse at T3 (Fig. S1C). 

Arthroscopy: At 2 months post‐operaQvely, defects appeared to be filled with 

a thin  layer of repair Qssue, and  in many cases the underlying bone could be 

seen through the Qssue, independently of repair group (Fig. 5, top row). Upon 

gentle  probing  with  an  arthroscopic  hook  probe,  the  Qssue  appeared 

subjecQvely  so6 and prone  to fibrillaQon. At  6  and 12 months,  generally  the 

Figure 3. Pilot study in a Shetland pony for fixa5on of GelMA. A) specimens from the reinforced 
GelMA and  the GelMA cap group were  implanted  in  the s5fle  joint of one Shetland pony. B‐D) 
Cells migrated into the hydrogel; only scarce remnants of the GelMA were observed in between 
the cells (light green in zoom picture).

Figure 4. Baseline imaging of implants with OCT. A) Baseline values were obtained from healthy 
car5lage  surrounding  the defect  directly  a%er  implanta5on. B)  In  the defect,  the hydrogel  and 
subchondral bone interface were easily iden5fiable. C) The reinforcing scaffold showed a pa6ern 
(white arrow) that allowed for assessment of correct placement.



Chapter 4

102

defects appeared filled with more Qssue, white and fibrous in appearance, sQll 

so6 upon probing and with a beginning of fibrillaQon (Fig. 5, boSom rows). 

OCT:  Right  a6er  implantaQon,  at  baseline,  fibrin  glue  showed  an 

inhomogeneous scaSering signal (Fig. 6, top row). In the defects repaired with 

GelMA,  the  interface  of  repair  Qssue  and  surrounding  carQlage  was  clearly 

visible  (Fig.  4B,  Fig,  6,  top  row,  centre).  The microfiber  scaffolds were  easily 

detected  (Fig.  4C,  Fig.  6,  top  row,  right).  A6er  two  months  of  healing,  OCT 

imaging  revealed  repair Qssue  filling  all  defects;  the  thickness  of  the  repair 

Qssue on the subchondral bone was thin, between 100‐300 μm; in quality, and 

the  Qssue  was  opQcally  similar  to  fibrous  Qssue  (Fig.  6,  second  row).  The 

reinforcing meshes were  not  detected  anymore  in  any  of  the  defects  at  the 

two‐month Qme point. At 6 and 12 months, the findings were similar to those 

at two months (Fig. 6, last two rows).

Figure 5. Arthroscopic imaging of defects. (Top row) 2 months post‐opera5vely, defects are filled 
with  a  thin  layer  of  repair  5ssue,  with  the  underlying  bone  visible  through  the  5ssue, 
independently of  repair group.  (Middle  row) 6 months a%er  implanta5on, defects appear filled 
with more 5ssue. (Bo6om row) 12 months post implanta5on defects are filled with 5ssue that is 
white and fibrous in appearance.
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Histology:  All  defects  were  filled  with  a  thin  layer  of  repair  Qssue  that 

appeared  generally  well  integrated  with  the  adjacent  carQlage  Qssue.  The 

repair Qssue appeared of fibrous nature, with virtually no producQon of GAGs 

detected by safranin‐O (Fig. 7); the subchondral bone directly under the defect 

appeared  to  be  at  a  lower  level  than  the  subchondral  bone  underneath  the 

surrounding  naQve  carQlage  (Fig.  7).  Histological  evaluaQon  using  the  ICRS 

score showed that fibrin glue outperformed other groups, however the MOD 

score was not different between the treatment groups (Fig. 8).

Figure  6.  Op5cal  coherence  tomography  imaging  of  defects.  OCT  imaging  in  vivo  via  an 
arthroscopic portal allowed real 5me monitoring of the evolu5on of repair 5ssue in the defects. 
The  circle  at  the  center  represents  the  catheter  that  allows  measurements,  while  the  bright 
orange  line  on  the  lower  halves  of  the  windows  (white  arrows)  represents  the  surface  of  the 
defects. A%er the ini5al 5me point (baseline), no clear differences in groups could be iden5fied. 
Scale bar represents 1 mm.
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Figure  7.  Histological  sec5ons  of  representa5ve  repaired  defects.  Safranin‐O  staining  of 
representa5ve  samples  for  each  group  (fibrin  glue,  GelMA  cap,  GelMA  high  and  GelMA 
reinforced. Histology showed very scarce presence of glycosaminoglycans (red/pink) in the best‐
case  scenarios,  whereas  none  can  be  detected  in  the  worst  cases,  independently  of  repair 
strategy used. Scale bar is 1 mm.

Figure  8.  Histological  scoring  with  ICRS  and  a  modified  O’Driscoll  score  system.  Histological 
scoring with  the  ICRS system (le%) showed that  the control  (fibrin glue) outperformed all other 
groups (* with p<0.05). Histological scoring with MOD system (right) did not highlight differences 
between groups. 
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DISCUSSION

The aim of this study was to evaluate the potenQal of the hydrogel GelMA as 

a biomaterial  for carQlage repair  in a  long‐term  in vivo equine model. GelMA 

was  seeded  with  a  mixture  of  allogeneic  MSCs  and  chondrons  in  different 

concentraQons,  and  in  one  group  reinforced  with  a  polycaprolactone  (PCL) 

mesh.  This  in  vivo  study was  based  on  the  favourable  results  obtained with 

GelMA  as  a  chondrogenic  cell  carrier  in  vitro  [12,  13,  25],  on  the  promising 

preliminary data  from a human single‐step procedure  trial with a  similar  cell 

combinaQon  [23,  31],  and  on  the  growing  insight  that  reinforcement  of 

inherently  biomechanically weak  hydrogels  is  necessary  to  generate  a  stable 

construct  [15].  Moreover,  the  preliminary  two‐week  pilot  study  further 

supported  the  potenQal  value  of  a  GelMA‐based  regeneraQon  strategy. 

However,  evaluaQon of  the  long‐term performance  in  a  sufficiently  powered 

experimental study was sQll necessary. 

Prior to clinical applicaQon, Qssue‐engineering strategies for carQlage repair 

need  to  be  thoroughly  tested,  and  notwithstanding  the  availability  and 

usefulness of ex vivo plaPorms [32, 33],  large animal studies are sQll deemed 

necessary  for  appropriate  long‐term  evaluaQon.  The  equine  model  has 

emerged over  the years as a  suitable yet challenging model  for  this purpose: 

the carQlage of  the sQfle  joint approximates  that of  the human knee both  in 

thickness  and  composiQon,  while  simultaneously  posing  a  challenging 

mechanical environment [20, 21]. AddiQonally, the equine model represents a 

potenQal  paQent  populaQon  on  its  own  [34]  and  it  offers  the  possibility  to 

arthroscopically monitor  the evoluQon of  the  repair  sites. Controlled exercise 

regimens  can  be  applied  to  evaluate  responses  to  different  rehabilitaQon 

protocols [21]. Principal limitaQons of the model are high associated costs and 

immediate  load‐bearing  upon  recovery  from  surgery  [18].  Nevertheless,  as 

demonstrated by Bolaños et al., while short‐term results even  in a preclinical 

model may be promising,  longer periods of evaluaQon are required to assess 

the  evoluQon  of  the  repair  Qssue,  in  order  to  avoid  overesQmaQon  of  the 

performance  of  a  repair  strategy  [18].  Ideally,  carQlage  reparaQve  strategies 

should be evaluated over years rather than months, but there are pracQcal and 

economical  constraints  to  this  approach  in  animal  models.  Therefore,  the 

study reported here was purposely carried out over the period of 12 months. 

Overall, this study’s findings were not far from those observed in long‐term 
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repair  of  untreated  defects,  or  a6er  minimal  intervenQons,  such  as  micro‐

fracturing in humans [35] and large animal models [36]. Here, clinical outcome 

was saQsfactory, and remained limited to post‐surgical sQffness and a transient 

bilateral lameness. 

However,  results  at  Qssue  level  were  unsaQsfactory  and  arthroscopy  at  2 

months  showed  a  reducQon  of  defect  filling  compared  to  the  situaQon 

immediately post‐surgery. Only a thin layer of repair Qssue covered the boSom 

of the defect, with no apparent differences between treatments and there was 

no  evidence  of  the  remaining  presence  of  the  reinforcing meshes.  This  was 

strongly  suggesQve  of  all  groups  failing  to  elicit  an  appropriate  regeneraQve 

response.  SQll,  since  the  animals  had  shown  sufficient  clinical  progress,  and 

there was no apparent impact on their well‐being, it was decided to carry the 

experiment to its original 12‐month endpoint, provided no welfare issue would 

arise  in  the  meanQme.  Indeed,  quanQtaQve  gait  analysis  showed  limited 

changes,  characterisQc  of  a  mild  and  transient  bilateral  lameness,  that  was 

difficult to noQce upon visual clinical examinaQon. The only adverse event was 

the death upon inducQon of anaesthesia of one of the animals at the 6 months 

arthroscopy.  The  second‐look  arthroscopies  performed  at  6  and  12  months 

showed  liSle  change  over Qme within  the  defects, with  degeneraQon of  the 

naQve  Qssue  between  the  two  defects.  Histological  data  indeed  confirmed 

failure to meet criteria for a funcQonal repair, and the evaluaQon of the naQve 

Qssue  surrounding  the  defect  showed  progressive  degeneraQon  of  carQlage 

[29] .

The  discrepancy  between  the  in  vivo  data  and  the  in  vitro  results  [12,  25] 

and possibly  also  the difference with  the promising  reports  from  the human 

clinical  trial  [23,  24]  could  be  due  to  many  factors,  including  the  use  of 

allogeneic  chondrons,  a  higher  degradaQon  rate  of  the  hydrogel  and  the 

resulQng  insufficient  biomechanical  resistance  to  the  harsh  biomechanical 

environment  [37],  the  limited  fixaQon  of  the  reinforcing  mesh  and  the 

immediate weight‐bearing inherent to the equine model.

In  the  current  study,  chondrons  and  MSCs  were  combined  to  invesQgate 

their  potenQal  for  cell‐based  carQlage  repair.  The  combinaQon  of  chondrons 

and MSCs has shown promise in human clinical studies on carQlage repair [24, 

31]. However, the chondrons used in this study were of allogeneic origin, while 

autologous cells were used  in the human trial. This choice was driven by the 

need of high amounts of  cells  for  two of  the experimental  condiQons, which 
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could not be obtained via the rapid digesQon protocol of autologous carQlage 

in  a  single‐stage  procedure  [28].  This  opQon  was  deemed  acceptable  as  no 

adverse reacQons had been reported in earlier use of allogeneic chondrocytes 

in  sQfle  joints  of  horses  [38].  It  is,  however,  unclear  whether  allogeneic 

chondrons or chondrocytes hold a comparable regeneraQve potenQal as their 

autologous counterparts. The use of a combinaQon of these cells with MSCs, is 

also  supported  by  previous  literature  indicates  that  the  proximity  of 

chondrocytes  to  MSCs  in  GelMA  in  vivo  can  prevent  endochondral  bone 

formaQon  [39].  Moreover,  while  iniQally  MSCs  were  thought  to  contribute 

directly to matrix formaQon, recent studies suggest that chondrocytes may be 

the  primary  contributors,  leaving  to MSCs  a  temporary  trophic  role  [40,  41]. 

The  absence  of  MSCs  in  biopsies  of  newly‐formed  carQlage  a  year  a6er 

implantaQon with  chondrons  in  the human  clinical  trial  further  supports  this 

hypothesis [23].

It has been previously reported that the degradaQon rate of GelMA  in vitro 

and in vivo, in immunocompromised rats, was relaQvely slow [12, 39], making 

it  reasonable  to  expect  that  the  regeneraQve  GelMA  would  provide  a 

supporQng  matrix  for  the  embedded  cells  for  at  least  eight  weeks.  When 

implanted ectopically in rats, cell‐free GelMA hydrogel constructs showed only 

limited  cell  infiltraQon.  In  contrast,  when  implanted  for  two  weeks  in  the 

Shetland  pony,  the  gel  was  strongly  infiltrated  by  fibroblasQc  cells.  This 

difference  in  cellular  infiltraQon may be  related  to  the abundant presence of 

cells  from  the  bone marrow  that  can  enzymaQcally  break  down  the  GelMA, 

possibly  accelerated  by  the  immunocompetence  of  the  animals.  These 

dissimilariQes  due  to  species  differences  and  implant  locaQon  may  have 

significantly  speeded  up  the  degradaQon  process  [39,  42].  The  difference  in 

degradaQon between the two‐week and two‐month Qme points suggests that 

the duraQon of a pilot study should be  in  line with the expected degradaQon 

rate,  as  this  is  a  key aspect  in  the early phases of preclinical  translaQon of  a 

carQlage repair strategy to large animal models [43].

Hydrogels have been designed  to provide a  cell‐friendly,  three‐dimensional 

environment  meant  to  mimic  the  extracellular  matrix  of  naQve  Qssue, 

therefore, a biomaterial should enable cells to produce a matrix with specific 

characterisQcs  [44].  However,  while  providing  the  necessary  water‐rich 

environment,  hydrogels  o6en  have  inadequate  mechanical  properQes, 

resulQng  in  a  biomaterial  too  so6  for  applicaQon,  parQcularly  for  the 



Chapter 4

108

biomechanical challenges of carQlage repair [13, 26]. Although the mechanical 

properQes of hydrogels can be improved by modifying polymer concentraQon 

or  crosslink  density,  such  modificaQons  o6en  compromise  the  biological 

performance of the biomaterial [45, 46]. To address this  limitaQon, a strategy 

using a composite  reinforced hydrogel was  included  in  the study design. The 

addiQon  of  a  PCL  scaffold  with  micrometre‐scale  fibres,  organized  and 

interconnected  via  melt‐electrospinning  wriQng,  allowed  to  fabricate  a  high‐

strength  construct  with  customizable  mechanical  properQes  that  sQll 

supported cell proliferaQon and extracellular matrix producQon in vitro [15]. 

The  constructs,  reinforced or not,  along with a  control  group  composed of 

the same cell mixture suspended in fibrin glue, were directly cast to repair full‐

thickness  chondral  defects  at  the  boSom  of  which  microfractures  were 

created  in  the  subchondral  bone  to  improve  penetraQon  of  the  hydrogel. 

Other  than  the  fixaQon  provided  by  the  direct  casQng  and  the  hydrogel 

penetraQon  into  the  microfractures,  no  addiQonal  fixaQon  techniques  were 

applied  in  this  study.  Currently,  there  are  no well‐established  techniques  for 

fixaQng chondral scaffolds in the horse. In humans, the direct casQng of fibrin 

glue  is  considered  a  viable  opQon  [47].  However,  because  of  the  immediate 

post‐surgical  weight‐bearing  in  the  equine  model,  this  soluQon  may  not  be 

equally valid [21], apart from the inaptness of the commercially used products 

for use in the horse [48].

The  reinforcing fibre‐meshes were shown to have been correctly placed by 

OCT a6er implantaQon. In addiQon, the mesh used in the pilot study was sQll 

in  place  two  weeks  a6er  implantaQon.  However,  a6er  two  months  the  PCL 

mesh  could  not  be  traced.  This  absence was  confirmed  at  later Qme  points, 

and ulQmately upon explantaQon. A possible explanaQon for this could be the 

rapid degradaQon of the hydrogel, leaving the fibre scaffold exposed and prone 

to  being  pushed  out  of  the  defect  during  locomoQon.  The  alternaQve 

possibility  of  the  early  degradaQon  of  the  PCL‐based  microfibers  of  the 

reinforcement is far less likely given the well‐characterized material properQes 

of  PCL,  however,  it  cannot  be  completely  excluded.  The  likely  early 

disappearance of the gel, be it due to early degeneraQon or because of direct 

mechanical impact, may also be the main explanatory factor in the lack of any 

difference  in  performance  between  the  implants  with  high  and  low  cell 

density.

The study presented here offers insight into common issues that may occur 
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when translaQng repair strategies for carQlage repair to a large animal model, 

even with the unsaQsfactory outcome. The results clearly underscore the need 

for  long‐term  assessment  of  repair  strategies  in  large  animal  models,  as 

advocated  earlier  [18].  Importantly,  it  also  highlights  how  relevant  maSers 

such as fixaQon of biomaterials or their degradaQon rates are for the success 

of  carQlage  repair  strategies.  Future  research  should,  therefore,  focus  on 

combining  fixaQon without  disrupQon  of  the  biomaterial  with  a  degradaQon 

rate further tuned to the rate of matrix producQon. 
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SUPPLEMENTAL DATA

Figure S1. Objec5ve gait analysis with force plate. (A) Stance dura5on was significantly reduced 
at  T1  (p<0.001),  and  significantly  increased  at  T3  (p=0.032).  (B)  Peak  ver5cal  force  was 
significantly increased at T1 (p<0.001). (C) Ver5cal impulse was significantly increased at T3. No 
significant (p>0.05) differences in speed or between limbs were observed between the different 
5me points except  for ver5cal  impulse where a significant difference between  limbs was  found 
(p=0.007) .
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ABSTRACT

ObjecQve:  To  report  on  the  experiences  with  the  use  of  commercial  and 

autologous  fibrin  glue  (AFG)  and  of  an  alternaQve  method  based  on  a  3D‐

printed  polycaprolactone  (PCL)  anchor  for  the  fixaQon  of  hydrogel‐based 

scaffolds in an equine model for carQlage repair. 

Methods:  In  a  first  study,  three  different  hydrogel‐based  materials  were 

orthotopically  implanted  in nine horses  for  1‐4 weeks  in  6 mm diameter  full 

thickness  carQlage  defects  in  the medial  femoral  trochlear  ridge  and  fixated 

with commercially available fibrin glue  (CFG). One defect was filled with CFG 

only as a control. 

In a second study, CFG and AFG were compared in an ectopic equine model. 

The  third  study  compared  the  efficacy  of  AFG  and  a  3D‐printed  PCL‐based 

osteal  anchor  for  fixaQon  of  PCL‐reinforced  hydrogels  in  three  horses  for  2 

weeks, with a 4 week follow‐up to evaluate  integraQon of bone with the PCL 

anchor. Short‐term scaffold  integraQon and cell  infiltraQon were evaluated by 

microcomputed tomography and histology as outcome parameters. 

Results:  The first  study  showed  signs of  subchondral bone  resorpQon  in all 

defects,  including the controls filled with CFG only, with significant infiltraQon 

of  neutrophils.  Ectopically,  CFG  induced  clear  inflammaQon  with  strong 

neutrophil accumulaQon; AFG was less reacQve, showing fibroblast infiltraQon 

only. 

In the third study the fixaQon potenQal for PCL‐reinforced hydrogels of AFG 

was  inferior to the PCL anchor. PCL reinforcement had disappeared from two 

defects and showed signs of dislodging in the remaining four. All six constructs 

fixated with the PCL anchor were sQll  in place a6er 2 weeks. At 4 weeks, the 

PCL anchor showed good integraQon and signs of new bone formaQon.

 Conclusions: The use of AFG should be preferred to xenogeneic products in 

the  horse,  but  AFG  is  subject  to  individual  variaQons  and  laborious  to make. 

The  PCL  anchor  provides  the  best  fixaQon;  however,  this  technique  involves 

the whole osteochondral  unit, which entails  a different  conceptual  approach 

to carQlage repair.
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INTRODUCTION

ArQcular carQlage is a highly specialized Qssue in diarthrodial joints. Its roles 

are  to provide smooth moQon between  joint  surfaces,  to  transmit  the  forces 

generated by locomoQon and to aSenuate these by redistribuQng mechanical 

stress  to  the  underlying  bone.  However,  because  of  its  avascular  nature, 

carQlage  has  poor  intrinsic  capaciQes  for  self‐repair  [1].  CarQlage  injuries  in 

young  adults  due  to  sports  injuries may,  therefore,  lead  in  the  long  term  to 

degeneraQon of the Qssue; this is one of the causes of osteoarthriQs, which is a 

major cause of disability among the elder [2, 3]. 

Many  potenQal  soluQons  for  the  treatment  of  carQlage  defects  have  been 

invesQgated,  leading  to  a  wide  variety  of  repair  techniques  being  proposed 

over the years [4‐6]. However, despite the researchers’ efforts, no method for 

true  regeneraQon  of  Qssue  has  been  found  yet,  and  the  quest  for  the 

successful  inducQon of naQve‐like hyaline  carQlage  is  sQll  ongoing  [7].  In  this 

quest, Qssue engineering is a promising and appealing approach.

Tissue  engineering  combines  cells,  scaffolds  and  bioacQve  molecules  to 

support, guide and maintain the restoraQon of naQve Qssue through controlled 

degradaQon rates that should balance with the process of Qssue regeneraQon 

[8].  In  parQcular,  researchers  have  focused  on  providing  an  appropriate 

degradable matrix for cells to survive and differenQate. Hydrogels have shown 

to be suitable biomaterials for this purpose because of their intrinsic hydrated 

nature,  their  capacity  to  incorporate  chemical  cues,  and  their  potenQal 

biocompaQbility  [8,  9].  Before  possible  clinical  applicaQon,  in  vitro  Qssue‐

engineered constructs need to be tested and, despite growing availability of in 

silico  [10]  and ex  vivo  [11,  12] models,  large animal models  are  sQll  deemed 

essenQal  as  final  proof  of  concept.  In  the  case  of  orthopaedic  disorders  in 

general  and  carQlage  repair  in  parQcular,  the  equine  model  has  been  o6en 

described as a very suitable model, as the arQcular carQlage in the equine sQfle 

joint closely resembles that  in the human knee with respect to thickness and 

biochemical  composiQon,  and  both  species  present  a  very  challenging 

mechanical environment [13, 14].

A  crucial  issue  in  carQlage  repair  is  the  fixaQon  of  implants.  A  range  of 

approaches has been reported in literature, but all have significant drawbacks. 

For  example,  fascial/periosteal  flaps  sutured  over  the  defect  cause 

osteoarthriQs‐like  changes  in  adjacent  carQlage  [15],  and  the  use  of 
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transosseous  sutures  or  biodegradable  pins  alters  the  architecture  of  3D 

scaffolds [16]. While  it  is possible to cast directly materials  into defects, or to 

use  hydrogels  as  a  glue  [17],  these  techniques  are  laborious,  difficult  for 

translaQon  to  human  clinics,  and  limit  greatly  the  possibility  to  control  the 

design of the implants. Fibrin glue has been extensively described in literature 

as  a  fixaQon  tool  for  various  type  of  scaffolds  for  carQlage  repair  in  animal 

models  [18,  19],  and  is  currently  used  in  human  clinics  [20].  It  has  the 

advantage  that  it  does  not  physically  alter  either  the  scaffold  or  the Qssues 

adjacent to the defect; however, its use is not uncontested. First, there may be 

a  species  issue. Brehm described how  the use of fibrin glue of human origin 

caused  a  massive  cell  infiltraQon  in  the  subchondral  bone  of  goats  [21]. 

Although thus far not reported in literature, a similar situaQon may exist in the 

horse. However, problems have been reported in studies where equine fibrin is 

used as a vehicle  for  cellular  therapies  in  the horse  (McIlwraith, pers.  comm. 

2016),  including  demonstraQon  of  the  lack  of  ability  for  mesenchymal  stem 

cells  to migrate and proliferate  in  full  strength fibrin and  the  requirement of 

diluQon  of  the  fibrin  to  allow  these  processes  [22]  and  that  the  addiQon  of 

MSCs to autologous platelet‐enhanced fibrin scaffolds in chondral defects had 

inferior  results  to  the  platelet‐enhanced  fibrin  scaffolds  alone  including 

ossificaQon of repair Qssue [23]. Second, there is increasing evidence that the 

use of  (fibre)  reinforcements  in  the hydrogels meant  for  carQlage  repair may 

greatly enhance their efficacy and may even be indispensable [24]. This poses 

an addiQonal  challenge  to  the fixaQon efficacy of  sealants  such as fibrin glue 

[25, 26]. Given the importance of the equine model for joint‐related disorders 

and the ethical pressure of reducing the number of animal experiments to the 

minimum  there  is,  therefore,  a  need  for  the  criQcal  assessment  and,  where 

possible,  opQmisaQon of fixaQon methods  for hydrogel–based  scaffolds, with 

and without reinforcement, in an equine carQlage defect model.

The  data  presented  in  this  arQcle  emanate  from  a  series  of  pilot  studies 

focusing  on  the  opQmisaQon  of  the  fixaQon  of  hydrogel‐based  scaffolds  in 

(osteo)chondral  defects.  StarQng  with  a  widely  described  and  seemingly 

harmless  commercial  fibrin  glue  (CFG)  that  is  considered  the  standard  for 

fixaQon,  we  discovered  that  use  of  the material  in  the  specific  equine  large 

animal model  is  fraught with difficulQes  (study 1). Based on  this observaQon, 

we proceeded to comparing commercial and autologous fibrin glue (AFG) from 

an immunogenic point of view in an equine ectopic model (study 2). Finally, we 
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compared  the  efficacy  of  the  AFG  with  a  custom‐made  alternaQve  fixaQon 

method for specific fiber‐reinforced hydrogel constructs based on a 3D‐printed 

polycaprolactone  (PCL)‐based  anchor  for  the  fixaQon  of  PCL‐reinforced 

hydrogels (study 3).

MATERIALS AND METHODS

Animal experiments

Use  of  CFG  for  the  fixa5on  of  hydrogel‐based  constructs  in  an  orthotopic 

equine model

The  study  had  been  approved  by  the  ethical  and  animal  welfare  of  the 

NaQonal University of Costa Rica. Nine  criollo horses  (age 4‐10 years, weight 

275‐375  kg)  were  used  for  surgery.  The  horses  were  free  of  lameness  and 

without any clinical or radiographic evidence of acute or chronic injuries. They 

were  housed  in  individual  boxes,  and  fed  a  standard maintenance  raQon  of 

concentrate with hay ad libitum and free access to water. General anaesthesia 

was induced with diazepam (0.05 mg/kg), ketamine (2.2 mg/kg) and lidocaine 

(2 mg/kg), a6er premedicaQon with acepromazine  (0.025 mg/kg) and xylazin 

(1.1  mg/kg);  anaesthesia  was  maintained  with  isoflurane  in  oxygen  with  an 

end Qdal  concentraQon  of  1.0‐1.5%.  The medial  trochlear  ridge  of  the  sQfle 

joint  was  exposed  by  arthrotomy  through  a  subpatellar  approach;  two  full 

thickness  cylindrical  carQlage defects with a diameter of 6 mm were created 

using a manual drill guided by a drill sleeve. Remnants of carQlage in the defect 

were removed using a sharp surgical spoon. In each horse one of the defects 

was filled with a 3D printed porous constructs made of one of three different 

hydrogels (M10P10‐HAMA, StarPEG/heparin, and P(AGE/G)‐HA‐SH), which had 

been previously tested both in vitro and in vivo for safety and biocompaQbility 

and  were  deemed  safe),  so  n=3  per  gel,  and  fixated  with  CFG  (Tissucol™, 

Baxter),  the  other  (control)  defect  was  filled  with  fibrin  glue  (0.3  mL)  only 

(n=9).  The  glue  was  allowed  10  min  for  cross‐linking;  the  wound  was  then 

closed  in four  layers and full weight bearing was allowed a6er recovery from 

anaesthesia. Post‐operaQvely, horses  received anQbioQcs  for 3 days  (procaine 

penicillin  15,000  IU/kg  IM,  SID,  and  gentamicin  6.6 mg/kg  IV,  BID)  and  non‐

steroidal anQ‐inflammatory drugs (phenylbutazone 2.2 mg/kg, PO BID) during 

the  first  5  days.  The  animals  were  subjected  to  daily  monitoring  of  clinical 
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parameters (temperature, heart rate and respiratory rate). A6er 7, 14 and 28 

days  (n=3  with  one  animal/gel  per Qme  point),  the  horses  were  euthanized 

and the sQfle joints were harvested, fixated in formalin 4% and processed for 

histology.

Comparison of commercial and AFG in an equine ectopic model

This  study  aimed  at  comparing  the  in  vivo  Qssue  reacQon,  safety  and 

degradaQon  of  commercial  and  AFG  in  an  ectopic  equine model.  This  study 

had been approved by the local Ethics CommiSee for Animal ExperimentaQon 

of Utrecht University and was performed in accordance with the InsQtuQonal 

Guidelines on the Use of Laboratory Animals in compliance with the Dutch Act 

on Animal ExperimentaQon.

• AFG produc5on

The protocol  for producQon of  the fibrin  component of  the fibrin glue was 

obtained  by  adapQng  the  method  described  by  Thorn  et  al.  [27]  with  the 

addiQon of a cryoprecipitaQon step to enhance fibrin precipitaQon [28].

A blood sample (40 mL) was collected from each animal in a tube previously 

filled with heparin  (20  IU/mL of blood) and medical grade citrate  to obtain a 

citrate concentraQon of 3.2%. The plasma was separated by centrifugaQon for 

18 min at  400 g  at  room  temperature.  The  top half  of  the plasma  layer was 

then  transferred by pipeTng  into  a  new  tube,  carefully  avoiding  the  surface 

containing platelets. CryoprecipitaQon was performed by storing overnight the 

sample  at  ‐20°C  [28].  The  sample  was  then  allowed  to  thaw  at  room 

temperature; next, we iniQated precipitaQon by adding 176 µl of 100% ethanol 

and,  subsequently, mixing  by  inversion  and placing  on  ice  the  plasma  for  20 

min. CentrifugaQon for 10 min at 1000 g followed to allow formaQon of a fibrin 

pellet on the boSom of the tube [27]. The pellet was isolated, warmed at 37°C 

to  allow  solubilisaQon,  and  loaded  in  a  two‐syringe  system  together  with  a 

commercially  available  thrombin  soluQon  (Tisseel™,  Baxter).  The  system was 

kept at 37°C with warm water and transferred to the surgical theatre.

• Surgical procedure 

Two  adult  equines  were  sedated  with  detomidine  (10  μg/kg).  Under  local 

anaesthesia  achieved  by  subcutaneous  injecQon  of  1  mL  of  mepivacaine 

soluQon (20 mg/mL) in the dorsal region of the neck, a series of subcutaneous 
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pockets  were  created  through  small  incisions  on  the  skin  (6x,  ~10  mm  in 

length).  A  small  quanQty  of  0.3 mL  of  fibrin  glue  (commercial  or  autologous, 

randomised, n=3) was deposited in each pocket and allowed to cross‐link for 5 

min, a6er which the wounds were sutured. Animals were monitored daily for 

signs of reacQon (temperature, swelling and general aspect of incision area). 

A6er  14  days,  the  two  animals  were  euthanized  by  administraQon  of 

pentobarbital  (50  mg/kg  of  body  weight),  and  the  enQre  so6  Qssue  area 

containing the constructs was harvested for analysis. 

Compara5ve fixa5on study with AFG and 3D printed osteal PCL anchor  in an 

equine orthotopic model

This  study  aimed  at  comparing  the  fixaQon  potenQal  of  two  techniques 

(osteal  anchor  and  autologous  fibrin  glue)  for  the  fixaQon  of  reinforced 

hydrogel‐based  scaffolds  intended  to  be  used  for  arQcular  carQlage  repair. 

These  studies  had  been  approved  by  the  Local  Ethics  CommiSee  for  Animal 

ExperimentaQon of Utrecht University and were performed in accordance with 

the  InsQtuQonal  Guidelines  on  the Use  of  Laboratory  Animals  in  compliance 

with the Dutch Act on Animal ExperimentaQon.

• Prepara5on of osteal anchor 

Osteochondral plugs were fabricated by extrusion‐based 3D prinQng of GMP‐

grade PCL  (Purasorb® PC  12,  Corbion,  The Netherlands)  using  a  screw‐based 

extruder on a 3D Discovery printer (regenHU, Switzerland). The osteochondral 

plug was  designed  on  BioCAD  so6ware  (regenHU,  Switzerland)  as  a  cylinder 

with 6 mm diameter,  featuring a square‐grid scaffold structure with six zones 

with  different  porosity.  The  lower  zones  were  designed  for  bone 

osteoconducQon  and  formed  a  gradient  of  decreasing  porosity  from  the 

boSom to  the  top, mimicking  the  transiQon  from trabecular  to corQcal bone. 

The top zone of the scaffold represented the endochondral interface, and was 

designed as completely closed in order to separate the hydrogel materials for 

carQlage  repair  from  the osteal  anchor  (Fig.  1A).  The uppermost  zone  in  the 

osteochondral  plug  was  designed  for  fibre  reinforcement  of  the  chondral 

porQon  (Fig.  1B),  to  enhance  fixaQon  of  the  hydrogels  and  to  increase 

biomechanical resistance of the chondral layer [29].

Before prinQng, the PCL was first molten in the extruder heaQng tank at 90°C 

for at  least 30 min to ensure consistent material viscosity. The osteochondral 
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plugs  were  then  fabricated  using  the  following  prinQng  parameters:  feeding 

pressure of 0.5 bar, 32G extrusion nozzle, temperature of 80°C, spindle speed 

of 4 rpm, and prinQng speed of 4 mm/s.

• Prepara5on of chondral and osteochondral hydrogel reinforced constructs 

for implanta5on

To  compare  fixaQon  potenQal  of  AFG  and  PCL  osteal  anchor,  reinforced 

hydrogels  constructs were prepared.  The hydrogels  selected  for  this purpose 

were M10P10‐HAMA [30], StarPEG/heparin [31], and P(AGE/G)‐HA‐SH [32]. 

The  osteochondral  plugs  were  inserted  into  a  polytetrafluoroethylene 

(teflon)  custom‐made mould  of  7.5 mm  height.  This  system  allowed  to  cast 

hydrogel  materials  in  a  confined  area,  thus  obtaining  a  uniform  layer 

integrated  with  the  osteal  anchor  (Fig.  1C).  CasQng  of  M10P10‐HAMA  and 

P(AGE/G)‐HA‐SH  was  performed  infusing  0.42  μl  of  polymer  soluQon  mixed 

with  a  photoiniQator  (0.05%w/w,  Irgacure®2959,  BASF,  Ludwigshafen, 

Germany). Subsequently, chemical cross‐linking was induced with a UV lamp at 

3  cm distance  (UV‐Handleuchte  Lamp, A. Hartenstein, Germany; wavelength: 

365  nm,  intensity  at  3  cm:  1.2  mW/cm2).  CasQng  of  starPEG/heparin  was 

achieved by mixing equal quanQQes of the two polymer soluQons, which then 

cross‐linked by click reacQon. 

To  allow  direct  comparison  of  the  two  fixaQon methods,  also  when  using 

Figure  1.  The  osteal  anchor  was  designed  to  have  a  decreasing  porosity  leading  to  a  closed 
interface  between  the  osteal  and  chondral  parts  of  the  construct,  to  mimic  the  natural 
architecture of  the  subchondral bone  (A), as  showed  in  the 3D‐model of  the PCL‐based anchor 
design (A). A fiber reinforcement was added in the chondral layer to enhance fixa5on of hydrogel 
materials and biomechanical resistance of the chondral layer (B). The hydrogel materials can be 
cast on top (C). AFG, autologous fibrin glue; PCL, polycaprolactone.
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AFG the hydrogels were cast  in a mould of 1.5 mm height  together with  the 

PCL  reinforcement  following  the  methodology  described  previously.  The 

constructs were then transported to the surgical theatre for implantaQon.

• Surgical procedure

Three Shetland ponies  (age 3‐10 years, weight 170‐240 kg) were used. The 

horses were  free  of  lameness  and without  any  clinical  evidence  of  acute  or 

chronic  injuries.  They  were  housed  in  individual  boxes  and  fed  a  standard 

maintenance  raQon  of  concentrate  with  hay  ad  libitum  and  free  access  to 

water.

Two defects were made  in  the medial  trochlear  ridge of  the  femur of each 

sQfle joint. On one side, hydrogel based reinforced constructs were implanted 

and fixated with AFG  (n=2 per  joint,  distally  and proximally,  one material  for 

each animal);  on  the  contralateral  side,  the  same constructs were  implanted 

and fixated with the osteal anchor. 

General  anaesthesia  was  induced  with  midazolam  and  ketamine 

intravenously (0.06 mg/kg + 2.2 mg/kg), a6er premedicaQon with detomidine 

and  morphine  (10  mcg/kg  +  0.1  mg/kg);  anaesthesia  was  maintained  with 

isoflurane  in oxygen with an end Qdal concentraQon of 1.0‐1.5%. The medial 

trochlear  ridge  of  the  sQfle  joint  was  exposed  by  arthrotomy  through  a 

subpatellar  approach;  on  one  side  two  full  thickness  cylindrical  carQlage 

defects with  a  diameter  of  6 mm were  created using  a  drill  guided  in  a  drill 

sleeve. On the contralateral side two osteochondral defects with a diameter of 

6 mm and a depth of 7.5 mm were created using a surgical drill guided with a 

7.5 mm custom‐made drill. 

Defects fixated with fibrin glue were filled with 0.2 mL of AFG, prepared as 

described previously, a6er which the hydrogel construct was immersed in the 

defect  and  le6  to  sit  for  10  min  to  allow  cross‐linking  and  fixaQon.  On  the 

contralateral side, the osteal anchor with the hydrogel constructs was inserted 

press‐fit into the defects.

The  wounds  were  then  closed  in  4  layers,  and  full  weight  bearing  was 

allowed a6er recovery from anaesthesia. Post‐operaQvely, the ponies received 

NSAIDS  (meloxicam,  0.6  mg/kg,  PO,  BID‐SID)  up  to  7  days  and  opiates 

(tramadol,  5 mg/kg,  PO, BID‐SID) up  to 3 days postoperaQvely.  For  anQbioQc 

prophylaxis,  ampicillin  (10‐15  mg/kg)  was  administered  intravenously  once 
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before and procaine penicillin (20 mg/kg, IM) once a6er surgery. 

Clinical  parameters  of  the  animals  were  monitored  daily  for  signs  of 

inflammaQon  and  lameness.  A6er  14  days,  the  animals  were  euthanized  by 

administraQon  of  pentobarbital  (50  mg/kg  of  body  weight),  and  the  enQre 

osteochondral area containing the constructs was harvested for analysis with 

the aid of a surgical bone saw.

With the aim of evaluaQng the bone integraQon for a longer period, a follow‐

up  study  of  4  weeks  was  performed  on  three  other  ponies  (age  4‐10  years, 

weight  190‐240  kg),  where  only  the  PCL  osteal  anchor  implantaQon  was 

performed bilaterally, following the methodology described above. 

Post‐mortem processing

Microcomputerized tomography

Each  construct  with  osteal  anchor  was  scanned  before  and  a6er 

implantaQon in a micro‐CT scanner (μ‐CT 80, Scanco Medical AG, Switzerland) 

at  a  resoluQon  of  20  μm.  All  defects  were  scanned  post‐mortem.  The 

acquisiQon parameters were set to a voltage of 70 kVp, an intensity of 114 μA 

and  an  integraQon Qme of  300 ms.  Subsequently,  the  acquired  images were 

processed  by  first  applying  a  Gauss  filter  (sigma=2,  support=0.8  voxel)  and 

then segmentaQon. A global threshold of 55 per mile and 120/mile was used 

for the constructs before and a6er implantaQon, respecQvely. The segmented 

images of the constructs before implantaQon were also used to determine the 

porosity of the printed chondral reinforcement and osteal region. The adjacent 

healthy  bone Qssue was  also  scanned.  The  images  obtained were  processed 

with ImageJ to obtain the bone volume data before and a6er implantaQon.

Histological processing and stainings

So6  Qssue  samples  were  fixated  in  4%  formalin,  dehydrated  through  a 

graded  ethanol  series,  cleared  in  xylene  and  embedded  in  paraffin. 

Osteochondral  samples  for histology were fixated  in  4%  formalin,  decalcified 

with  Formical  2000  (EDTA/formic  acid,  Decal  Chemical  CorporaQon,  Tallman, 

NY) for 14 days, dehydrated through a graded ethanol series, cleared in xylene 

and  embedded  in  paraffin.  Samples  were  secQoned  into  5  µm  slices  and 

stained with  hematoxylin  and  eosin  (HE)  to  allow  for morphological  analysis 

and  the  evaluaQon  of  Qssue‐scaffold  integraQon  according  to  a  modified 
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Drobnic’s  scoring  [16,  33]  and  cell  infiltraQon  using  an  Olympus  BX51  light 

microscope. Samples were also stained with picrosirius red and analyzed with 

polarized light microscopy for visualizaQon of collagen fibril orientaQon. 

RESULTS

The use of CFG for the fixa5on of hydrogel‐based constructs in an orthotopic 

equine model

Clinical  parameters  of  the  animals  were  normal  for  the  duraQon  of  the 

experiment, with  no  evidence  of  lameness  or  inflammaQon. Macroscopically, 

all  defects  were  filled  with  Qssue.  Microcomputed  tomography  (micro‐CT) 

showed signs of bone loss in the subchondral area directly beneath the defect, 

irrespecQve of the hydrogel used (Fig. 2). There was some individual variability, 

but  the phenomenon was  seen  in all horses.  In addiQon, no correlaQon with 

specific  implanted  materials  was  found.  This  bone  loss  (Fig.  3A‐D; 

Supplementary  Table  S1  and  S2)  was  also  consistently  visible  in  all  control 

defects only filled with the fibrin glue (Fig. 3E‐H).

At  histology,  the middle  of  the  defect  displayed  an  area  of  bone  reacQon 

surrounding the site of bone loss (Fig. 3C, G). As shown by the HE staining, this 

reacQon  was  characterized  by  infiltraQon  of  fibroblasts  and  predominantly 

neutrophil granulocytes (Fig. 3D, H).

Comparison of commercial (CFG) and AFG in an equine ectopic model

No  local or  systemic adverse  reacQons were observed  in  the horses during 

the  experiment.  Upon  harvest,  the  excised Qssue  appeared  macroscopically 

normal. Histological  evaluaQon with HE  staining of  the CFG  showed  that  the 

glue was clearly idenQfiable within the Qssue (Fig. 4; Supplementary Fig. S2). It 

appeared  contracted  and  was  surrounded  by  a  front  of  neutrophil 

granulocytes  (Fig.  4A,  arrow).  The  AFG  was  not  clearly  idenQfiable  through 

different  secQons  of  the  implantaQon  area,  although  a  structure  compaQble 

with its expected appearance was detected in the so6 Qssue (Fig. 4B, C). The 

neighbouring Qssue did not display any abnormal cell infiltraQon. 
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Figure  2.  Bone  volume  loss  from  study  1.  The  area  beneath  the  defects  and  healthy  adjacent 
5ssue was  scanned postmortem with micro‐CT  imaging.  Images obtained were processed with 
ImageJ to obtain bone volume values before and a%er implanta5on. Sta5s5cal analysis showed 
no correla5on of bone loss with any of the materials. micro‐CT, microcomputed tomography.

Figure 3. Inflammatory reac5on in control defects filled with CFG (14 days postopera5vely). First 
and  second  rows  show  representa5ve  examples  from  two different  animals. micro‐CT  imaging 
showed loss of the trabecular structure and bone resorp5on (A, E). Upon sec5oning the bone loss 
was  confirmed,  and  a  reac5on  of  the  surrounding  area  with  inflamma5on  was  visible  to  the 
naked  eye  (B,  F).  HE  staining  showed  a  focal  reac5on  (C,  G)  with  recruitment  of  neutrophil 
granulocytes with loss of architecture and bone structure (D, H). CFG, commercial fibrin glue; HE, 
hematoxylin and eosin. 

Compara5ve fixa5on study with AFG and 3D‐printed osteal PCL anchor in an 

equine orthotopic model

PCL osteal anchor and constructs for implanta5on

3D  osteochondral  constructs  with  a  hierarchical  porous  architecture  were 

successfully fabricated by means of an extrusion‐based 3D prinQng technique 

(Fig.  5).  Design  (Fig.  1)  and  built  architecture  (Fig.  5A)  revealed  the  high 
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Figure  4.  Histological  sec5ons  of  commercial  (A,  le%)  and  autologous  (B,  right)  fibrin  glue, 
implanted  in  an  equine  ectopic  model  for  14  days.  CFG  appears  contracted  and  is  easily 
recognizable  (A,  fg);  the  glue  is  surrounded  by  a  front  of  neutrophil  granulocytes  (A,  black 
arrows);  this  is  not  present  in  the  area where  the  autologous  fibrin was  implanted  (B), where 
some macrophages and fibroblasts are present (C) (black bar = 200 m).

Figure 5: Micro‐CT 3D  render of  the osteochondral anchor before  implanta5on  (lateral  view, A 
and  top view, B)  showing  the closure of  the  layers  to allow cas5ng of hydrogels. Aspect of  the 
PCL‐based osteal anchor with cast hydrogel on top before implanta5on (C).

accuracy  of  the  prinQng  technique.  From  the  micro‐CT  data  of  the  printed 

constructs  porosity  was  also  assessed  and  compared  to  the  design  values. 

Chondral and osteal regions showed porosiQes of 32 ± 3% (designed 40%) and 

66  ±  2%  (designed  70%),  respecQvely.  Furthermore,  the  3D  reconstrucQons 

showed that interconnected pores are presented on the lateral surface of the 

constructs  (Fig. 5A). This  is an  important  factor  for the successful mechanical 

interlocking between the osteal anchor and surrounding natural bone Qssue at 
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construct/bone interface.

Animal study 

Surgical implantaQon of the constructs was successful. AFG was kept at 37°C 

before  implantaQon,  and mixed with  the  thrombin  soluQon  in  the  defect,  to 

allow  immersion  of  the  hydrogel  reinforced  constructs  (Fig.  6A,  B). 

Osteochondral  constructs  were  fixated  by  press‐fit,  exerQng  pressure  with  a 

forceps  on  the  PCL  osteal  anchor  to  avoid  damage  to  the  hydrogel  porQons 

(Fig. 6C, D). 

In the 2‐week study all animals had an unevenPul course of the experiment, 

temperature  and other parameters were well within normal  range. However, 

when  challenged  by  a  flexion  test,  one  animal  showed  some  signs  of 

discomfort on the limb in which the scaffolds had been fixated with the osteal 

anchor.

At  postmortem,  the  2‐week  study  comparing  the  two  fixaQon  techniques 

showed  that  the  fixaQon potenQal  of  AFG was  inferior  compared  to  the  PCL 

osteal  anchor.  Although  in  two  out  of  three  animals  AFG  could  keep  the 

reinforced  constructs  in  place,  in  one  animal  both  defects  were  empty. 

Moreover, in the remaining four defects, the constructs displayed evidence of 

slipping out of  the defects  (Fig. 7A). All  six hydrogels with PCL  reinforcement 

Figure  6.  Surgical  implanta5on  of  materials  for  comparison  of  fixa5on  with  fibrin  glue  (le%) 
versus  osteal  anchor  (right).  The  reinforced  hydrogel  (A)  was  implanted  in  a  full‐thickness 
chondral defect and fixated with autologous fibrin glue (B). The hydrogel with PCL osteal anchor 
(C) was inserted in the osteochondral defect and secured by press fit (D).
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Figure 7. Fixa5on poten5al of two techniques, autologous fibrin glue (top) and PCL osteal anchor 
(bo6om),  14  days  a%er  implanta5on.  Reinforced  chondral  constructs  appeared  s5ll  in  place  in 
two of three cases; however, the scaffolds  looked as  if  they were star5ng to slip out proximally 
(A). micro‐CT of AFG fixa5on showed some bone resorp5on (B), confirmed by the HE staining (C), 
which showed  loss of architecture directly underneath  the defect with significant  infiltra5on of 
neutrophil granulocytes and fibroblasts. Constructs fixated with  the PCL anchor were all  s5ll  in 
place  (D),  and  micro‐CT  imaging  showed  a  conserved  trabecular  architecture  surrounding  the 
construct  (E).  The  chondral  por5on  of  the  defect  appears  filled  with  repair  5ssue  with  a 
predominance of fibroblasts (F). (Black bar=1 mm).

Table 1.  Criteria  for fixa5on  scoring according  to a Modified Drobnic  Scoring.  Scores  show  the 
difference between AFG and PCL efficacy in fixa5on. AFG shows high variability in results; overall 
efficacy for fixa5on with PCL was significantly higher than with AFG (*p < 0.05).
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fixated by means of the PCL anchor were sQll  in place a6er 2 weeks (Fig. 7D). 

In the single animal that showed discomfort at the flexion test, the so6 Qssue 

opposing the defect showed signs of inflammaQon.

Micro‐CT  of  the  defects  and  surrounding  area  in  the  AFG  group  (Fig.  7B) 

showed again the subchondral inflammatory reacQon that had been observed 

in the first study in which CFG had been used, although to a lesser extent. The 

defects in the PCL group showed no signs of bone reacQon (Fig. 7E). 

SemiquanQtaQve  fixaQon  scores  showed  that  PCL  gave  beSer  results  both 

from an aSachment point of view and  from a scaffold  integrity aspect  (Table 

1).  One‐way  ANOVA  confirmed  a  significant  difference  between  the  two 

groups (p<0.05). 

Histological  analysis  confirmed  the  findings  from  the micro‐CT.  In  the  AFG 

group,  an  inflammatory  response  was  observed  in  the  bone  underlying  the 

defect,  characterized  by  the  presence  of  fibroblasQc  cells,  neutrophils  and 

mulQnucleated cells  (Fig. 7C). Bone resorpQon was consistently present  in all 

defects.  In  the  PCL  group,  a  fibroblast‐based  infiltraQon  from  the  bone 

surrounding the osteal part of the plug was observed, to a degree that can be 

expected a6er implanQng an osteal scaffold (Fig. 7F; Supplementary Fig. S1).

In the follow‐up 4 week study none of the animals showed any clinical sign. 

Micro‐CT imaging showed signs of mineralizaQon within the PCL osteal anchor 

(Fig. 8A), which was confirmed upon histology (Fig. 8B, C).

Figure 8. Bone regenera5on a%er 28 days. micro‐CT imaging showed signs of mineraliza5on and 
new bone forma5on within the PCL osteal anchor (A). HE staining showed good integra5on of the 
anchor  with  the  surrounding  5ssue  (B)  and  picrosirius  red  staining  under  polarized  light 
confirmed presence of new bone (C) (Black bar=1mm).
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DISCUSSION

In  the  quest  for  the  opQmal  Qssue‐engineered  construct  that  can  be 

implanted  in  an arQcular  carQlage defect  to  incite  regeneraQon of  the Qssue, 

the  fixaQon  of  such  constructs  within  the  surrounding  non‐degraded  naQve 

Qssue is a pivotal issue. Improper fixaQon will inevitably lead to implant failure, 

irrespecQve of the qualiQes of the materials and/or cells that are to be tested 

[34].  In  large  animal  models,  fixaQon  is  especially  important  as  loading  is 

almost  immediate a6er  surgery and as  constructs are exposed  to  substanQal 

biomechanical  compressive  and  shear  forces.  Thus  far,  the  focus  in  the  field 

has  predominantly  been  directed  at  material  development,  producQon 

methods (e.g., 3D bio‐prinQng), structural aspects of the construct (e.g., zonal 

composiQon)  and  cellular  aspects  (e.g.,  use  of  differenQated  versus 

undifferenQated cells) [35, 36], but surprisingly  liSle aSenQon has been given 

to the fixaQon of the implants.

In  the  advanced  techniques  used  for  carQlage  defect  repair  in  human 

healthcare,  such  as  autologous  chondrocyte  implantaQon  (ACI)  and  matrix‐

assisted ACI (MACI) the use of fibrin glue is regarded as the gold standard for 

fixaQon  of  implanted  cells  and/or  materials  [20,  37,  38].  For  this  purpose, 

commercially available fibrin glue obtained from human blood components is 

used.  In many animal studies  in which various  types of  implants  for carQlage 

repair  were  assessed  this  pracQce  has  been  copied  without  further 

invesQgaQon, notwithstanding the fact that by doing so the use of fibrin glue 

changed from allogeneic in humans to xenogeneic in any other animal [19, 39, 

40]. Long‐term results in some studies did not give rise to suspicions that the 

use of commercial fibrin glue (CFG) might have negaQve side effects [18], but 

no  short‐term  assessments  of  a  possible  acute  reacQon  to  the  product  have 

been performed and there were some indicaQons that the use of the product 

might  be  less  innocuous  than  assumed  in  both  goats  and  horses  [21], 

(McIlwraith, pers. comm. 2016). In this arQcle we present data from a series of 

short term studies that were originally executed as preliminary work for  long 

term experiments focusing on the assessment of hydrogels for carQlage repair. 

Well aware of the limitaQons of these studies that were originally never meant 

to be stand‐alone studies, we nevertheless felt it useful to report the outcome 

to  the scienQfic community, given  the unexpected events at  short  term a6er 

implantaQon  that  came  to  light,  the  importance  of  construct  fixaQon  in 
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carQlage  repair,  and  the  need  to  avoid  as  much  as  possible  unnecessary 

wastage of experimental animals. 

In the first orthotopic study the panel of cells that had infiltrated the defects 

in  which  CFG  had  been  used  for  fixaQon,  showed  a  large  predominance  of 

neutrophils  that  suggest  a  recruitment  of  inflammatory  cells  far  beyond 

expectaQons  1‐4  weeks  post‐implantaQon.  The  most  striking  point  was  that 

this inflammatory reacQon, which was accompanied by severe bone loss, was 

similar  in  all  defects,  irrespecQve  of  the  hydrogel  used.  Two  possible 

explanaQons for this phenomenon were formulated based on the observaQons 

and  literature. The first potenQal explanaQon was that the use of xenogeneic 

material  (human  origin  glue  in  an  equine  model)  might  have  led  to  an 

inflammatory reacQon based on an immune response, as had been supposed 

by Brehm et al.  [21]  in their goat model. AlternaQvely,  the subchondral bone 

reacQon might have been caused by the mechanical stress exerted by weight 

bearing on the exposed bone triggering a biological response [41]. Vasara et al. 

[42] described how a subchondral reacQon with bone resorpQon was detected 

in goats, 3 months a6er implantaQon. Moreover, Kold et al. [43] reported the 

formaQon of cysQc lesions in the femoral condyle of horses a6er creaQng a slit‐

like lesion in the arQcular carQlage. Timewise, it might have been the case that 

in our study the bone did not have sufficient Qme to complete remodeling and 

hence  the bone  resorpQon was more evident  than  in other  reported  studies. 

Since bone  remodeling occurs  starQng  from  the  third or  fourth week  [44],  it 

may even be possible that this phenomenon is more common than suspected, 

but may go undetected, as most large animal studies are longer than 4 weeks 

[45]. However, in our pilot study lesions were created on the medial trochlear 

ridge of the femur, which is an area that is not or hardly loaded during rest and 

only affected by principally shear forces during locomoQon. For this reason, we 

focused first on the CFG as potenQal cause of the heavy reacQon.

To realize a study on the potenQal  inflammatory effect of CFG, a procedure 

for the producQon of AFG had to be developed. The use of parQally autologous 

fibrin glue was deemed acceptable, as the most immunogenic component was 

suspected to be the one containing fibrinogen [46]. We, therefore, elected to 

sQll  use  the  commercial  thrombin  component.  While  being  successful,  the 

efforts to develop a reproducible protocol yielding a usable product confirmed 

that  the  synthesis  of  AFG  is  laborious,  and  subject  to  individual  variaQon  in 

concentraQon and characterisQcs, based on the animal’s health, nutriQon, and 
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immune  condiQon  at  the moment  of  blood  collecQon  [47].  This  results  in  a 

final  product  that  is  not  standardized,  and  that  may  introduce  addiQonal 

variaQon to the experiments. This is a disadvantage compared to the use of a 

commercially  available  fibrin  glue  that  offers  a  ready‐to‐use,  consistent 

product.  The  difference  in  cell  recruitment  observed  in  the  ectopic  model 

between  the  CFG  and  AFG,  however,  strongly  suggested  that  indeed  the 

xenogeneic nature of the CFG resulted in an undesired inflammatory response. 

This  response  was  clearly  less  prominent  when  using  AFG,  although  not 

enQrely  nonexistent.  This  outcome  suggests  that  the  fibrin  component  may 

indeed  have  had  a  predominant  role  in  the  provocaQon  of  this  response, 

however  it also hinted at  the presence of  some residual  immunogenic effect, 

possibly caused by the sQll xenogeneic thrombin. 

Given the fact that also the use of this form of AFG was not enQrely reacQon‐

free  and  the  inherent  difficulty  of  the  use  of  any  type  of  fibrin  glue  for  the 

fixaQon of fiber‐reinforced scaffolds, a different approach was considered. The 

first  part  of  the  third  study  compared  the  efficacy  of  AFG  versus  an  enQrely 

different, osteochondral concept for the fixaQon of fiber reinforced hydrogels 

for  carQlage  repair.  MulQ‐composite  scaffolds  for  carQlage  regeneraQon 

envisage solving the problem of the relaQvely low sQffness that is inherent to 

hydrogels by altering the architecture of the scaffolds. One of the approaches 

to  overcome  this,  is  the  use  of  fiber  reinforcement  [29].  Whereas  this 

technology  allows  for  the  creaQon  of  scaffolds  of  which  the  sQffness 

approaches  that of naQve carQlage  [24],  it  poses an ulterior problem  for  the 

fixaQon of  the  scaffold.  This  is  parQcularly  important when  treaQng  chondral 

defects that are usually not more than 1‐2 mm deep and in which the risk of 

the reinforcing mesh being swept out by shear forces is real. For this reason, in 

this  study  the AFG‐based fixaQon was compared  to fixaQon of  the mesh and 

hydrogel  to  an  osteal  anchor  that  itself  was  placed  press‐fit  in  an 

osteochondral  defect.  The  PCL  osteal  anchor  was  designed  to  mimic  the 

natural  architecture  and  transiQon  of  subchondral  bone  to  carQlage.  The 

reinforcement  in the chondral porQon was added to enhance integraQon and 

mechanical  properQes  of  the  hydrogel  cast  on  top.  In  this  case,  casQng was 

used,  but  the  design  can  easily  be  adapted  to  allow  3D  co‐prinQng  of  the 

hydrogel and reinforcement fibers [29]. The hydrogels used were the same as 

in  the  first  study  and  all  of  them  had  been  previously  tested  for  safety  and 

biocompaQbility  in  the horse  (data not shown),  suggesQng that  the materials 
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were  not  likely  to  cause  reacQon.  The  last  fixaQon  study  showed  that  bone 

resorpQon was sQll an issue in the AFG, although the bone destrucQon seemed 

considerably  less  than  in  the  case  of  CFG.  It  was  concluded  that  apparently 

only replacing the fibrin component of the glue by an autologous product was 

not enough to avoid this unwanted side effect, and/or that the influence of the 

mechanical component was larger than anQcipated. Another important finding 

was that the fixaQon potenQal of the AFG was apparently not enough to keep 

the fiber reinforcement in place in all cases. A6er 14 days 33% of the defects 

were  empty,  and  the  remaining  constructs  were  in  place  but  showed  early 

signs of the mesh slipping out.  In that aspect,  the PCL fixaQon group showed 

more  promising  results,  with  a  good  integraQon  of  the  anchor  with  the 

surrounding Qssue  at  early  stages,  which  were  confirmed  by  the  second,  4‐

week follow‐up, study. The  infiltraQon of the PCL osteal anchor by Qssue and 

the formaQon of new bone suggest a good integraQon and adequate response 

of  the  naQve  Qssue  to  the  construct.  However,  a  long‐term  evaluaQon  is 

necessary  to  confirm  these  preliminary  findings  and  draw  more  definiQve 

conclusions [48]. 

The PCL anchor technique solves the fixaQon issue, as the construct is kept in 

place by the press‐fit fixaQon of the anchor in the osteochondral defect, but it 

should be realized that this is a conceptually different approach that is valid for 

osteochondral defects only and not for chondral ones. There has been debate 

in  literature whether chondral or osteochondral defects  lead to beSer results 

in carQlage repair [43, 49], but there is no consensus. An equine study in which 

the  spontaneous  repair  a6er  1  year  of  standardized  chondral  and 

osteochondral  lesions  in  the  same  animal  was  compared  showed  beSer 

carQlage healing in the osteochondral defects, but these also featured almost 

invariably subchondral bone changes, which were seen to a much lesser extent 

in the chondral lesions [50]. 

Taken together, it can be concluded from the pilot invesQgaQons reported in 

this  study  that  the  use  of  xenogeneic  fibrin  glue  for  the  fixaQon of  scaffolds 

intended for regeneraQon of arQcular carQlage can be advised against. The use 

of AFG reduces the unwanted side‐effects seen with the xenogeneic glue, but 

its fabricaQon process is tedious, suscepQble to variability, and should probably 

focus  on  the  manufacturing  of  an  enQrely  autologous  product,  as  use  of  a 

partly  autologous  product  did  not  result  in  the  complete  avoidance  of  the 

inflammatory  response.  Even  if  this would  be  solved,  the  limited  capacity  of 
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any  type  of  fibrin  glue  to  fixate  composite  scaffolds  featuring  fiber 

reinforcement  remains  an  issue.  The  use  of  osteochondral  plugs  that  are 

implanted  press‐fit  solves  the  fixaQon  issue,  but  this  versaQle  and  surgically 

relaQvely easy approach implies the applicaQon of an enQrely different concept 

of carQlage healing that includes the total osteochondral unit and not only the 

chondral  part  of  the  joint  surface.  It  is well  possible  that  in  the  near  future, 

with the advent of sophisQcated bioreactor systems that will be able to mimic 

physiological loading of joint Qssues for prolonged periods, the need for large 

animal  in  vivo  studies  for  the assessment of potenQal  regeneraQve  therapies 

for arQcular carQlage defects will decline. However, at this stage of orthopedic 

research, no valid alternaQves that can fully replace large animal models have 

been described yet [51, 52] and the equine model is sQll considered as one of 

the  most  representaQve  models  available  [14,  53].  In  these  large  animal 

models,  fixaQon  represents  a  fundamental  issue,  and will  conQnue  to  do  so 

parQcularly  in  the perspecQve of  future  translaQon of  composite  scaffolds  to 

clinical use, where obviously humans will be in first place, followed however by 

companion animals such as horses and dogs, which are in this respect not only 

experimental animals, but also paQents in their own right.
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SUPPLEMENTAL DATA

Figure S1. Histological sec5on of 5ssue surrounding PCL a%er implanta5on in an equine ectopic 
model  for  14  days.  PCL  is  dissolved  during  processing  of  sec5ons  and  the  remaining  front  of 
contact appears infiltrated mostly by fibroblasts, some macrophages, and neutrophils (right black 
bar = 200, le% black bar = 100). 

Figure  S2.  Figure  4  alterna5ve  with  outlines  and  illustra5on  of  three‐dimensional  aspect  of 
constructs throughout the 5ssue.

Table S1. Overview of studies described in this ar5cle.
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ABSTRACT

Recent  research has been  focusing on the generaQon of  living personalized 

osteochondral constructs for joint repair. NaQve arQcular carQlage has a zonal 

structure,  which  is  not  reflected  in  current  constructs  and  which  may  be  a 

cause of the frequent failure of these repair aSempts. 

Therefore,  we  invesQgated  the  performance  of  a  composite  implant  that 

further reflects the zonal distribuQon of cellular component both  in vitro and 

in vivo in a long‐term equine model. 

Constructs  consQtuted  of  a  3D‐printed  poly(ε‐caprolactone)  (PCL)  bone  anchor  from 

which reinforcing fibers protruded into the chondral part of the construct over which 

two  layers of a  thiol‐ene cross‐linkable hyaluronic acid/poly(glycidol) hybrid hydrogel 

(HA‐SH/P(AGE‐co‐G))  were  fabricated.  The  top  layer  contained  ArQcular  CarQlage 

Progenitor  Cells  (ACPCs)  derived  from  the  superficial  layer  of  naQve  carQlage Qssue, 

the boSom  layer  contained mesenchymal  stromal  cells  (MSCs).  The chondral part of 

control  constructs  were  homogeneously  filled  with  MSCs.  A6er  six  months  in  vivo, 

microtomography  revealed  significant  bone  growth  into  the  anchor.  Histologically, 

there  was  only  limited  producQon  of  carQlage‐like  Qssue  (despite  persistency  of 

hydrogel)  both  in  zonal  and  non‐zonal  constructs.  There  were  no  differences  in 

histological  scoring;  however,  the  repair  Qssue  was  significantly  sQffer  in  defects 

repaired with  zonal  constructs.  The  sub‐opQmal  quality  of  the  repair Qssue may  be 

related  to  several  factors,  including  early  loss  of  implanted  cells,  or  inappropriate 

degradaQon  rate of  the hydrogel. Nonetheless,  this  approach may be promising  and 

research  into  further  tailoring of biomaterials  and of  construct  characterisQcs  seems 

warranted.
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INTRODUCTION

Osteochondral  lesions,  i.e.  those  involving  both  the  arQcular  carQlage  and 

subchondral  bone,  may  lead  to  Qssue  degeneraQon  that  can  progress  into 

osteoarthriQs  (OA)  [1].  In  clinics,  a  commonly  applied  strategy  for 

(osteo)chondral repair relies on the recruitment of naQve repair cells through 

microfracture  [2].  More  sophisQcated  techniques  include  different  forms  of 

mosaicplasty [3] and implantaQon of osteochondral allogra6s [4]. Clinical trials 

have also used various commercially available scaffolds [5, 6], with or without 

cells.

However,  these  strategies  are  o6en  associated  with  significant  limitaQons, 

like  donor  site  morbidity  and  high  costs  [7]  and  all  result  in  insufficient 

funcQonal repair [8].

The failure to achieve successful chondral repair may be due to the avascular 

nature of arQcular carQlage [9]. Recent research has focused on the generaQon 

of  living  personalized  prostheses  for  joint  repair  through  biofabricaQon 

techniques  [10,  11],  however,  the  resulQng  repair  Qssue  sQll  lacks  the 

hierarchical, collagen structure typical of healthy naQve arQcular carQlage [12]. 

This  results  in  formaQon  of  repair  Qssue  that  is    biomechanically  inferior, 

contribuQng  to  failure  of  funcQon  in  the  long‐term  [13].  RestoraQon  of  the 

bone  part  in  osteochondral  repair  is  less  challenging,  because  of  the  innate 

repair  response  of  bone  [14],  which  is  a  well  vascularized  Qssue.  This 

discrepancy  in  intrinsic healing  capaciQes between bone and carQlage makes 

the producQon of constructs for osteochondral defect repair a complex task, as 

it  requires  a  highly  specialized  mulQphasic  scaffold  to  mimic  the  funcQonal 

characterisQcs of the naQve osteochondral unit [15]. 

Tissue  engineering  techniques  have  the  potenQal,  through  the  use  of 

mulQple  materials  and  cell  types,  to  further  approximate  the  zonal 

architecture of the naQve Qssue [16, 17]. To achieve this, appropriate choices 

need to be made with respect to both the biomaterials and the cells that are 

used.  Hydrogels  are  considered  promising  biomaterials  for  carQlage  repair 

because of their intrinsic hydrated nature. Also, they can be funcQonalized by 

incorporaQon of chemical cues, providing them a high degree of versaQlity for 

biofabricaQon  applicaQons,  including  replicaQon  of  spaQally  organized 

constructs [11, 18]. However, a definite drawback is that their sQffness is very 

limited, making them unsuitable to recreate the mechanical characterisQcs of 
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the naQve Qssue on their own [14]. A key challenge for successful regeneraQon 

is  the  choice  of  the  biomaterials  used  to  build  a  bio‐inspired  mulQphasic 

zonally‐organized  construct  [19].  In  such  constructs,  hydrogels  based  on 

syntheQc polymers, such as polyglycidols‐based (PG) polymers [20] combined 

with  a  thiol‐funcQonalized  hyaluronic  acid  (HA‐SH)  [20],  may  offer  the 

possibility to provide a cell‐friendly environment while sQll permiTng control 

of the chemical and physical properQes [21]. 

To  increase  chances  of  success,  it  is  also  possible  to  improve  the 

biomechanical performance of hydrogels by combining biomaterials with fiber 

reinforcements,  although  fiber  thickness  and  deposiQon  paSerns  have 

different effects on biomechanics  [22], hence  this principle was also adapted 

for  this  study.  The  combinaQon  of  biomaterials  and  fiber  reinforcement 

however, may be  insufficient,  as  the  regeneraQon  is  also driven by  cells  [23], 

parQally  through  their  interacQon  upon  implantaQon  with  the  host 

environment [24]. There  is, however, sQll debate on which cell  type may give 

opQmal results for regeneraQve purposes [21, 25]. 

To  assess  if  the  appropriate  choices  have  been  made,  a  pre‐requisite  for 

eventual  clinical  applicaQon  is  the  long‐term  evaluaQon  in  a  reliable  large 

animal model  [26]. The equine model has o6en been described as a suitable 

opQon for this purpose, as the equine sQfle has characterisQcs that resemble 

those  of  the  human  knee,  and  an  equally,  possibly  more  challenging 

mechanical environment [26, 27].

Chondrocytes have been used with  some  success  in  the equine model  [28, 

29], as have bone‐marrow derived stem cells (MSCs), which, however, showed 

limited  improvement  in  repair  compared  to  control  treatments  in  the  long‐

term  [30],  and  are  known  to  exhibit  a  hypertrophic  phenotype  under 

chondrogenic inducQon [31]. A relaQvely unexplored cell populaQon idenQfied 

in  the  superficial  layer  of  carQlage,  known  as  ArQcular  CarQlage  Progenitor 

Cells  (ACPCs)  [32],  may  be more  suitable  than MSCs  [33].  These  cells  show 

mulQpotent  capacity  for  differenQaQon,  as  do MSCs,  and  in  vitro,  these  cells 

synthesize  collagen  type  II  and  aggrecan,  but  no  collagen  type  X, marker  of 

hypertrophic  chondrocytes  [34].  These  cells  also  lack  RUNX2,  a  master 

transcripQon  factor  for  osteogenic  differenQaQon  observed  during 

endochondral ossificaQon [35]. AddiQonally, ACPCs harvested from the equine 

arQcular  carQlage  have  been  thoroughly  characterised.  In  parQcular,  gene 

expression  analysis  showed  posiQvity  of  ACPCs  for  CD73,  CD90,  and  CD105, 
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negaQvity for hematopoieQc marker CD34 and leukocyte marker CD45. ACPCs 

were also shown to be posiQve for CD29, CD44, CD49, CD106 and CD166 [23].

Furthermore,  when  embedded  in  a  gelaQn‐based  hydrogel,  ACPCs  were 

found  to  express  PRG4,  a  gene  that  encodes  producQon  of  lubricin  in  the 

superficial  layer  of  carQlage  [36],  indicaQng  that  these  cells  represent  a 

promising  cell  source  for  carQlage  repair,  and  may  instruct  repair  cells  to 

develop a  superficial  zone phenotype  [37] making  them great  candidates  for 

aSempQng to recapitulate the zonal features of naQve carQlage. The principle 

of differences  in spaQal distribuQon to enhance chondral  formaQon has been 

previously  invesQgated with  different  cell  sources  such  as  chondrocytes  [38], 

MSCs  and ACPCs  [23].  In  the  study by  Levato et al.  in parQcular,  the  in  vitro 

combinaQon of the two laSer cell types appeared the most promising [23].

Therefore,  here  we  invesQgate  the  performance  of  a  mulQ‐composite 

implant for the repair of osteochondral defects, focusing on the possible effect 

of a zonal distribuQon of the cellular component. A composite construct with 

zonal  cell  distribuQon  was  developed  uQlizing  MSCs  and  ACPCs.  The  basic 

construct consisted of a thiol‐ene cross‐linkable hyaluronic acid/poly(glycidol) 

hybrid  hydrogel  (HA‐SH/P(AGE‐co‐G))  [20]  and  a  3D‐printed  poly((ε‐

caprolactone) (PCL) osteochondral anchor previously tested for fixaQon [39] in 

the equine model. We evaluate the  impact of a zonal configuraQon against a 

non‐zonal  configuraQon  in  vitro  and  in  vivo  in  a  long‐term equine model  for 

carQlage  repair, as well as  the  long‐term effects of  the anchoring scaffold  for 

bone repair. 

MATERIALS AND METHODS

Isola5on and culture of cells

Cell expansion for in vitro experiments 

Equine MSCs and ACPCs were isolated as described by Levato et al. from two 

different  donors  (one  for  cell  type)  [24].  These  cells  were  used  for  three 

independent  experiments,  in  which  they  were  cultured  up  to  passage  4  in 

expansion medium.  For MSCs  this  was  DMEM  high  glucose  4.5  g  l‐1  (Sigma‐

Aldrich,  St.  Louis,  MO,  USA),  supplemented  with  10  %  FCS  (Thermo  Fisher, 

Waltham,  USA),  1  ng  ml‐1  bFGF  (Recombinant  Human  FGF‐basic/145aa, 

BioLegend,  London,  UK)  and  1%  P/S  (100  U  ml‐1  penicillin,  0.1  mg  ml‐1 
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streptomycin, Thermo Fisher, Waltham, USA). For ACPCs: DMEM high glucose 

4.5  g  l‐1,  supplemented  with  10  %  FCS,  1  %  MEM  NEAA  (Thermo  Fisher, 

Waltham, USA), 0.2 mM L‐ascorbic acid 2‐phosphate (Sigma‐Aldrich, St. Louis, 

MO, USA), 5 ng ml‐1 bFGF and 1 % P/S.

Cell encapsula5on in HA‐SH/P(AGE‐co‐G) hydrogels for in vitro experiments

For  hydrogel  preparaQon,  HA‐SH  (5  wt.%),  P(AGE‐co‐/G)  (5  wt.%),  and  the 

photoiniQator I2959 (0.05 wt.%, BASF, Ludwigshafen, Germany) were dissolved 

in  PBS  (Thermo  Fisher,  Waltham,  USA)  [20].  The  pH  of  the  slightly  acidic 

soluQon was neutralized using 5 M NaOH (Sigma‐Aldrich, St. Louis, MO, USA). 

Subsequently, MSCs or ACPCs at passage 4 were  suspended  in  the precursor 

soluQon (20 x 106 cells per mL), and the cell suspension was cast in cylindrical 

silicone molds with a diameter of 6 mm. Constructs containing either MSCs or 

ACPCs alone had a volume of 55 µl and were crosslinked via UV irradiaQon at 

365  nm  for  10  min.  For  zonal  constructs,  35  µl  MSC  suspension  was  first 

irradiated  for  5 min;  then,  20  µl  ACPC  suspension  was  pipeSed  on  top  and 

irradiated again  for 5 min  to  complete  crosslinking.  Pure hydrogel  constructs 

(without PCL) were used for in vitro experiments. Constructs were cultured for 

28  d  in  chondrogenic  differenQaQon  medium  (DMEM  high  glucose, 

supplemented with 1 % v/v ITS + premix (Corning, NY, USA), 0.2 mM L‐ascorbic 

acid‐2‐phosphate,  100  nM  dexamethasone  (Sigma‐Aldrich,  St.  Louis,  MO, 

USA), 10 ng ml‐1 TGF‐β1 (BioLegend, London, UK), 1 % P/S). Per construct, 1 ml 

medium  was  used  and  refreshed  every  2‐3  d.  For  in  vitro  evaluaQon,  three 

independent experiments were conducted. For each experiment, the number 

of samples per group was (n) equals 3.

Genera5on of constructs for in vivo study

Osteochondral constructs 

• Osteochondral anchor

Osteochondral anchors were fabricated as previously described in Mancini et 

al. [39]. Briefly, a screw‐based extruder on a 3DDiscovery printer (regenHU SA, 

Switzerland) was used to 3D print GMP‐grade PCL (Purasorb® PC 12, Corbion, 

The  Netherlands).  The  osteochondral  plug  was  designed  using  BioCAD 

so6ware  (regenHU SA) as a cylinder with 6 mm diameter,  featuring a square‐

grid scaffold structure with six zones with different porosiQes. The design was 
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replicated  with  decreasing  porosity  to  mimic  transiQon  from  trabecular  to 

subchondral  bone,  resulQng  in  a  virtually  closed  interface  between  the 

chondral  and  osteal  compartments,  and  a  chondral  fiber  reinforcement  to 

enhance  fixaQon  of  biomaterials  and  increase  biomechanical  resistance  [39]. 

The scaffold also allowed for press‐fit fixaQon of the implant.

• Cell encapsula5on in HA‐SH/P(AGE‐co‐G) hydrogels 

Cell encapsulaQon was, in principle, executed as described above, using cells 

from  the  same  donors  (secQon  2.1).  The  HA‐SH/P(AGE‐co‐G)  hydrogel/cell 

mixture  was  cast  in  a  layer‐wise  fashion  on  top  of  the  3D‐printed  PCL 

osteochondral  scaffold.  Zonal  architecture  was  determined  by  subsequent 

casQng  of  two  hydrogel  layers  with  different  cell  types,  while  non‐zonal 

constructs were  consQtuted  of  a  single  layer  of  hydrogel  laden with  a  single 

cell‐type. Specifically, for the chondral porQon of the constructs a single layer 

was cast with 55 µl of hydrogel mixed with equine MSCs (20 x 106 cells ml‐1 of 

hydrogel) for the non‐zonal constructs. For the zonal constructs, two hydrogel 

layers seeded with equine MSCs (35 µl, 20 x 106 cells ml‐1 of hydrogel) and with 

Figure 1. HA‐SH/P(AGE‐co‐G) hydrogel/cells mixtures were cast in a layer‐wise fashion on the 3D‐
printed PCL osteochondral scaffold. To produce the zonal constructs, the first layer of the chondral 
por5on of the constructs was seeded with equine MSCs (35 μl, 20 × 106 cells ml‐1 of hydrogel), the 
second with chondroprogenitor cells (ACPCs, 20 μl, 20 × 106 cells ml‐1 of hydrogel).
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chondroprogenitor  cells  (20µl,  20  x  106  cells  ml‐1  of  hydrogel)  were 

consecuQvely  cast  on  the  osteochondral  anchor  (Fig.  1).  Constructs  were 

stored  in  differenQaQon medium  (see  paragraph  on  cell  encapsulaQon  for  in 

vitro  experiments)  overnight  and  soaked  with  DMEM  high  glucose  with  no 

addiQons before implantaQon.

Evalua5on of chondrogenesis in vitro

Biochemical analysis

A6er  28  d,  constructs  (n=3)  were  harvested  and  DNA,  GAG  and 

hydroxyproline  content  was  measured  [40].  Briefly,  a  TissueLyser  (Quiagen, 

Hilden,  Germany) was  used  to  homogenize  samples  at  25  Hz  for  5 min  and 

a6erwards  samples were digested  in a papain  soluQon  (3 U ml‐1)  for 16 h at 

60°C. DNA content was measured fluorometrically using Hoechst 33 258 DNA 

intercalaQng  dye  (Ex:  360  nm,  Em:  460  nm),  with  salmon  testes  DNA  as  a 

standard [41]. GAG content was determined by DMMB assay at 525 nm, using 

bovine  chondroiQn  sulfate as  a  standard  [42].  The amount of hydroxyproline 

was measured a6er acid hydrolysis and reacQon with DAB and chloramine T at 

560  nm,  with  L‐hydroxyproline  as  a  standard.  Collagen  content  was 

determined based on a hydroxyproline to collagen raQo of 1:10 [43, 44].

Histology and immunohistochemistry

Constructs were first fixed in 3.7% PBS‐buffered formalin overnight and then, 

a6er  dehydraQon,  embedded  in  paraffin,  and  paraffin  secQons,  1  µm  thick, 

were  obtained.  For  histological  analysis  of  GAG  deposited  in  the  constructs, 

secQons were  stained with Weigert´s  hematoxylin,  fast  green  and  safranin‐O 

[45]. For immunohistochemical analyses, anQgen retrieval was performed. For 

aggrecan,  collagen  type  I  and  collagen  type  II  secQons  were  treated 

consecuQvely  with  pronase  (30  min)  and  hyaluronidase  (30  min).  SecQons 

were blocked with 1% BSA in PBS for 60 min. For visualizaQon, secQons were 

stained with  respecQve primary anQbodies:  anQ‐aggrecan  (1:300, 969D4D11/

AHP0022,  Thermo  Fisher,  Waltham,  USA),  anQ‐collagen  I  (1:200,  ab34710, 

Abcam,  Cambridge,  UK)  and  anQ‐collagen  II  (1:200,  ab34712,  Abcam, 

Cambridge,  UK).  For  immunofluorescence  staining,  the  secondary  anQbody 

Alexa  Fluor  488  goat  anQ‐rabbit  IgG  (1:400,  111‐545‐003,  Jackson  Immuno 

Research,  Ely,  UK)  was  used.  For  immunohistochemical  staining  with  3,3'‐
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diaminobenzidine (DAB) as chromogen, the ultra streptavidin HRP detecQon kit 

(USA) (Biolegend, San Diego, USA) was used. 

Long term evalua5on of constructs in the equine model

A study with eight Shetland ponies was performed comparing a zonal versus 

a non‐zonal configuraQon in the same animal. Zonal and non‐zonal constructs 

were randomly implanted in either the right or  le6 sQfle joint. The study was 

approved by the local Ethics CommiSee for Animal ExperimentaQon of Utrecht 

University (CCD n° AVD108002015307) and was performed in accordance with 

the  InsQtuQonal  Guidelines  on  the Use  of  Laboratory  Animals  in  compliance 

with the Dutch Act on Animal ExperimentaQon. 

The ponies (n=8, age 4‐10 years, weight 167‐187 kg) were free of  lameness 

and without any clinical or radiographic evidence of acute or chronic  injuries. 

They  were  housed  together  and  fed  a  standard  maintenance  raQon  of 

concentrate with hay ad libitum and free access to water. 

General anesthesia was induced with midazolam and ketamine intravenously 

(0.06 and 2.2 mg kg‐1, respecQvely), a6er premedicaQon with detomidine and 

morphine  (10  mcg  kg‐1  and  0.1mg  kg‐1,  respecQvely);  anesthesia  was 

maintained  with  isoflurane  (1.1‐1.5%  end  Qda  in  oxygen)  with  intravenous 

conQnuous  rate  infusion  (CRI)  of  ketamine  (0.5 mg  kg‐1  hr‐1)  and detomidine 

(10  mcg  kg‐1  hr‐1).  Furthermore,  before  implantaQon  surgery  all  ponies 

received an epidural injecQon with morphine 0.1 mg kg‐1 bwt in 8 ml of saline 

soluQon just before inducQon of anesthesia.

The  medial  trochlear  ridge  of  the  femoropatellar  joint  was  exposed  by 

arthrotomy  through  a  subpatellar  approach  between  the medial  and middle 

patellar  ligament;  in each joint, an osteochondral defect with a diameter of 6 

mm and a depth of 7.5 mm was created using a custom‐made surgical drill and 

drill guide. A6er the scaffold was placed (press‐fit), the wounds were closed in 

4  layers  using  resorbable  suture  material  (VicrylTM,  Ethicon,  US,  LCC)  and 

MonocrylTM (Ethicon, US, LCC) for the skin. Stents were placed over the wound 

for protecQon for the first 48 h and subsequently removed. Full weight bearing 

was  allowed  a6er  recovery  from  anesthesia.  Post‐operaQvely,  the  ponies 

received NSAIDS (meloxicam, 0.6 mg kg‐1, PO, BID‐SID) up to 7 d and tramadol 

(5 mg kg‐1, PO, BID‐SID) up to 3 d postoperaQvely. ProphylacQcally, anQbioQcs 

were  administered  peri‐operaQvely  (ampicillin  (10‐15  mg  kg‐1,  IV),  while 
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procaine penicillin (20 mg kg‐1, IM) was administered once a6er surgery. 

Post‐opera5ve evalua5on

Orthopedic examinaQons were performed before surgery (baseline), and 2, 4 

and 6 months a6er defect creaQon, and included objecQve gait analysis with a 

wireless  networked  inerQal  measurement  system  moQon  capture‐based 

system (Qhorse, Qualisys AB, Göteborg, Sweden) [46]. MoQon of the pelvis and 

protracQon/retracQon  angle  of  the  hindlimbs  were  assessed  as  an  outcome 

parameter for lameness.

Second‐look  arthroscopy  was  performed  at  4  and  6  months  a6er  defect 

creaQon and subsequent  repair, and assessed repair Qssue  for aSachment  to 

surrounding  arQcular  carQlage,  firmness,  degree  of  filling  and  macroscopic 

appearance, using the Oswestry Arthroscopy Score [47].

A6er  6 months,  animals  were  sedated with  detomidine  (10 mcg  kg‐1)  and 

subsequently  euthanized  by  administraQon  of  pentobarbital  (50  mg  kg‐1  of 

body weight). Gross assessment of the medial trochlear ridge a6er euthanasia 

consisted  of  evaluaQng  the  volume  of  the  repair  Qssue,  integraQon  of  the 

margins  of  the  repair Qssue  with  the  surrounding  naQve Qssue  and  surface 

quality. A6er  this,  the enQre osteochondral  area of  the medial  femoral  ridge 

containing the constructs was harvested for analysis using a surgical bone saw. 

Biomechanical analysis of repair 5ssue 

A  displacement‐controlled  nano  indenter  (Piuma,  Netherlands)  including  a 

controller,  an  opQcal  fiber  and  a  spherical  probe  (OpQcs,  Netherlands)  was 

used  to obtain  force‐displacement  curves on  the  surface of  the  repair Qssue. 

The probe is aSached to a spring canQlever, which is connected to the end of 

the opQcal fiber  allowing  to measure  the  canQlever deflecQon. A probe with 

radius X (54 µm) and canQlever sQffness Y (84.3 N m‐1) was used to perform an 

indentaQon protocol comprising an indentaQon phase to a depth of 18 µm for 

1 s in the loading phase, followed by 7 s holding Qme, and an unloading Qme 

of 20 s [48]. A minimum of 3 measurements were taken at different locaQons 

within the defect, and then values were averaged.

Evalua5on of bone repair 

Each defect was scanned in a micro‐CT scanner (μ‐CT 80, Scanco Medical AG, 

Switzerland) at a resoluQon of 20 μm. The acquisiQon parameters were set to a 
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voltage of  70 kVp,  an  intensity of  114 μA,  and an  integraQon Qme of 300 ms. 

Subsequently, the acquired images were processed by first applying a Gaussian 

filter  (sigma = 2,  support = 0.8  voxel)  and  then  segmentaQon.  The  images 

obtained were  processed with  BoneJ  (a  free  plugin  of  ImageJ)  to  obtain  the 

bone volume fracQon (BV/TV) in the defect.

• Paren5ng DNA analysis

Full‐thickness  biopsies  of  repair  Qssue  were  obtained  post‐mortem  and 

frozen at ‐20°C. DNA was extracted using the Kleargene spin plate according to 

the manufacturer’s  instrucQons (LGC, UK). The PCR of 17 equine STR markers 

was  performed  according  to  van  de  Goor  et  al.  [49]  by  VHL  GeneQcs, 

Wageningen,  the Netherlands. Markers were  compared  between donor  cells 

and host cells to detect possible presence of donor cell DNA at 6 months. 

Histology

The  osteochondral Qssue  blocks  containing  the  defects were  fixated  in  4% 

formalin,  decalcified  with  Formical‐2000  (EDTA/formic  acid;  Decal  Chemical 

CorporaQon,  Tallman,  NY)  for  14  d,  dehydrated  through  a  graded  ethanol 

series,  cleared  in  xylene  and  then  embedded  in  paraffin.  Samples  were 

secQoned  into  5 μm  slices  and  stained with  hematoxylin  and  eosin  (HE)  and 

Safranin‐O.  Repair  was  assessed  by  a  modified  O’Driscoll  scoring  and  ICRS 

scoring  [50],  and  cell  infiltraQon  evaluated  using  an  Olympus  BX51  light 

microscope. Samples were also stained with picrosirius red and analyzed with 

polarized  light  microscopy  for  visualizaQon  of  collagen  fibril  orientaQon. 

Immunohistochemical staining was performed for collagen type‐I and type‐II.

Sta5s5cal analysis

StaQsQcal  analysis  for  in  vitro  evaluaQon  was  performed  using  Graph  Pad 

Prism 6.0 (GraphPad So6ware, La Jolla, USA) by two‐way ANOVA with a Tukey

´s  post‐hoc  test.  Differences  between  experimental  groups  were  considered 

staQsQcally significant at p<0.05. 

StaQsQcal analysis for in vivo study was performed by means of the staQsQcal 

package  SPSS  (version  25.0,  IBM,  Armonk,  NY),  using  one‐way  ANOVA, 

comparing  zonal  and  non‐zonal  constructs  (staQsQcal  significance  set  at 

p<0.05). 

StaQsQcal analysis  for objecQve gait analysis was performed  in R  [51] using 
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linear mixed models with horse used as a  random effect and Qme as a fixed 

effect. Significance was set at p<0.05 and correcQon  for mulQple comparison 

was done using the false discovery rate method.

RESULTS

In vitro study 

Biochemical analysis

Within 28 d of  in vitro culture, ACPCs and MSCs alone, as well as combined 

in zonal constructs were able to produce disQnct amounts of GAGs within HA‐

SH/P(AGE‐co‐G)  hydrogels.  MSCs  produced  significantly  more  GAGs  than 

ACPCs  (Fig.  2A,  B).  In  line,  collagen  producQon was  also  observed within  all 

constructs, with higher collagen content for MSCs compared to ACPCs (Fig. 2C, 

Figure  2.  Biochemical  analysis  of  ECM  produc5on  in  HA‐SH/P(AGE‐co‐G)  hydrogel  constructs, 
seeded with 20.0 × 106 cells ml−1, a%er 1 and 28 d of chondrogenic differen5a5on. (A) Produc5on 
of  total GAG  (GAG/construct);  (B) GAG normalized  to DNA  (GAG/DNA);  (C)  produc5on of  total 
collagen  (collagen/construct);  (D)  collagen  normalized  to  DNA  (collagen/DNA).  Three 
independent  experiments  with  n=3  biological  replicates  each  were  performed.  Data  are 
presented  as  means  ±  standard  devia5on.  (*)  indicates  sta5s5cally  significant  differences 
between a d28 value and the corresponding d1 value of the same group (p<0.05). (∆)  indicates 
sta5s5cally significant differences between groups (p<0.05).
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D).  Zonal  layering  of  ACPCs  and  MSCs  did  not  result  in  higher  ECM  levels 

compared to non‐zonal constructs.

Histological analysis

GAG deposiQon was observed in all constructs.  In line with the biochemical 

analysis, MSC‐laden constructs showed more intense GAG staining than ACPC‐

laden  constructs.  This  difference  was  also  reflected  in  the  zonal  constructs, 

with  stronger  staining  in  the  MSC‐containing  boSom  part.  In  all  constructs, 

GAGs were mainly  observed  in  pericellular  regions,  i.e.,  not  homogeneously 

distributed  throughout  the  enQre  construct  (Fig.  3A).  Similar  observaQons 

were  made  in  the  immunofluorescence  and  immunohistochemical  stainings 

for  aggrecan  and  collagen  types  I  and  II  (Fig.  3B‐D;  Figs.  S1,  S2,  SupporQng 

InformaQon).  High magnificaQon  of  hydrogel  constructs  showed matrix  intra‐ 

Figure  3.  Histological  and  immunofluorescence  stainings  of  (HA‐SH/P(AGE‐co‐G))  hydrogel 
constructs, seeded with 20 × 106 cells ml‐1, a%er 1 and 28 d of chondrogenic differen5a5on. (A) 
Safranin O staining for GAG. Immunofluorescence stainings for (B) aggrecan, (C) collagen type I 
and (D) collagen type II. Three independent experiments with n=3 biological replicates each were 
performed. Representa5ve data from one experiment is shown. Scale bars represent 100 μm.
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and  mainly  pericellularly  distributed  around  the  cells  (Fig.  S3,  SupporQng 

InformaQon).  In  general,  it was  observed  that ACPCs  preferenQally  produced 

extracellular  matrix  in  the  outer  areas  of  the  constructs,  whereas  MSCs 

produced matrix within the whole construct (Fig. S2, SupporQng InformaQon). 

Long term evalua5on of constructs in the equine model

Post‐opera5ve evalua5on

Clinical examinaQons a6er surgery did not reveal evident signs of  lameness 

or  joint  effusions.  All  wounds  healed  by  primary  intenQon  without 

complicaQons. ObjecQve gait analysis was performed with the moQon capture‐

based  QHorse  system.  For  both  hindlimbs,  maximal  protracQon  angle  was 

reduced a6er  surgery and  remained  reduced unQl  the  last Qme point  (5 deg 

reducQon, p<0.001, Fig. S5A) Maximal retracQon of the hindlimbs was iniQally 

reduced  a6er  surgery  and  increased  over Qme, when  compared  to  baseline 

(2.5  deg, p<0.001.  Fig.  S5B).  Pelvis  rotaQon  along  the  horizontal  plane  (yaw) 

was reduced a6er surgery and increased at the last Qme point when compared 

to baseline (2.4 deg, p=0.033, Fig. S5C). VerQcal moQon symmetry of the pelvis 

in the sagiSal plane reduced a6er surgery (1.2 mm, p=0.004, Fig. S5D).

At 4 months a6er implantaQon, repair Qssue filled all defects and appeared 

well integrated with the surrounding carQlage Qssue (Fig. 4A, C). The aspect of 

the  repair Qssue  changed  from  transparent  to more whiteish  over Qme  (Fig. 

4B, D). The semi‐quanQtaQve Oswestry scoring [47] was not different  in both 

groups and did not show significant changes between 4 and 6 months (Fig. 4E).

Biomechanical analysis of the repair 5ssue

The average compressive modulus of the repair Qssue in the zonal group was 

147.5  ±  40.7  kPa.  In  the  non‐zonal  constructs,  this  figure  was  significantly 

lower  (96.9  ±  33.0  kPa,  p<0.05)  (Fig.  5).  Healthy  carQlage  from  the  same 

animals ranged at 495.9 ± 174.0 kPa.

Evalua5on of bone repair

The  bone  volume  fracQon was  similar  for  both  groups,  averaging  26.7%  ± 

5.6%  for  zonal  and  25.7%  ±  3.4%  for  non‐zonal  groups  (Fig.  6A).  Micro‐CT 

revealed  good  integraQon  of  the  scaffold with  the  surrounding  naQve Qssue, 
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Figure 4.  Arthroscopic  images of  representa5ve defects  at  4  and 6 months  (top  zonal,  bo6om 
non‐zonal constructs).  (A),  (C) At 4 and 6 months, repair 5ssue filled all defects, appearing well 
integrated  with  the  surrounding  car5lage.  (B),  (D)  Appearance  of  repair  5ssue  changed  from 
transparent to more whiteish over 5me. (E) Semi‐quan5ta5ve scoring according to the oswestry 
arthroscopy score showed similar results for overall repair 5ssue quality in both groups, with no 
significant changes between 4 and 6 months.

Figure 5.  Biomechanical  characteriza5on of newly  formed 5ssue filling  the defects with micro‐
indenta5on. Average value of the compressive modulus in the zonal group was 147.5 ± 40.7 kPa, 
while  in  the defects  repaired with non‐zonal constructs,  the average compressive modulus was 
significantly lower (96.9 ± 33.0 kPa, p<0.05). A minimum of 3 measurements were performed in 
different areas of the defect for each animal (n=8, right, black stars).
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and presence of mineralized Qssue within the scaffold (Fig. 6B, C). 

Polarized  light  microscopy  showed  presence  of  collagen  fibers  throughout 

the osteal porQon of the scaffold (Fig. 7A, B). 

Histology showed new Qssue  formaQon  in construct pores with a bone‐like 

structure (Fig. 7C, D), and presence of mulQnucleate cells along the PCL fibers 

(Fig. 7E, F). 

Evalua5on of chondral repair 5ssue

Six  months  a6er  surgery  all  defects  were  filled  with  Qssue  with 

heterogeneous  appearance,  suggesQng  a  varying  degree  of  repair  Qssue 

producQon. Traces of hydrogel  fragments were detected. Histological analysis 

showed  that  the defect was filled with  repair Qssue  level  to  the  surrounding 

Qssue,  and  well‐integrated  with  the  naQve  bone  and  carQlage  (Fig.  8A,  D). 

Immuno‐histological  staining  characterized  the  Qssue  as  prevalently  fibrous 

(Fig. 8B, E) with scarce to none presence of collagen type II, independently of 

zonal  or  non‐zonal  configuraQon  (Fig.  8C,  F).  Staining  for  collagen  type  I 

appeared  consistently  more  intense  in  the  zonal  group.  Semi‐quanQtaQve 

histological  scoring  of  the  repair  Qssue  did  not  show  significant  differences 

between zonal and non‐zonal constructs (Fig. 9).

ParenQng of DNA showed no evidence of DNA presence from donor cells and 

only host cells were detected. 

Figure 6. (A) Bone volume frac5on (BV/TV) was similar for both groups, averaging 26.7% ± 5.6% 
for  zonal  and  25.7%  ±  3.4%  for  non‐zonal  constructs  (n=8).  (B  zonal,  C  non‐zonal)  Micro‐CT 
images of representa5ve samples showing integra5on of the scaffold with the surrounding na5ve 
5ssue, and produc5on of new mineralized 5ssue within the scaffold.
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Figure  7.  (A),  (B)  Polarized  light  microscopic  histological  images  of  the  osteoal  por5on  of  the 
scaffold  stained with  picro‐sirius  red,  showing  presence  of  collagen  fibers  throughout.  (C),  (D) 
Hematoxylin  eosin  staining  showed  infiltra5on  of  the  scaffold  (S,  empty  space  le%  a%er 
dissolu5on  during  histological  processing)  with  new  bone‐like  5ssue  (NB).  (E),  (F)  At  higher 
magnifica5on  lying along  the PCL fibers of  the  scaffold mul5nucleated  cells  could be observed 
(black arrows).
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DISCUSSION

This study is the first to report on the long‐term outcome of the use of a cell‐

seeded mulQ‐composite  fibre‐reinforced  hydrogel  scaffold  with  a  3D  printed 

anchor for fixaQon in the subchondral bone for the repair of arQficially created 

osteochondral defects in an equine  in vivo model, comparing a zonal versus a 

non‐zonal  configuraQon  of  the  carQlage  component.  Overall,  the  results  are 

similar to other longer term studies on carQlage repair in large animal models 

or  in  humans:  clinically  saQsfying  (at  least  for  the  duraQon  of  the  study),  a 

macroscopically reasonable filling of the defect, but histologically formaQon of 

fibrocarQlage at best, characterized by low, if any GAG content, producQon of 

collagen  type  I  rather  than  type  II  and  biomechanical  properQes  that  fall  far 

short of those of naQve Qssue [5, 12, 52, 53]. In the case of the current study 

the  zonal  constructs  were  significantly  sQffer  than  the  non‐zonal  constructs, 

but  compressive  sQffness  was  sQll  a  factor  6  or  7  less  than  that  of  naQve 

carQlage. 

The combinaQon of cell‐seeded biomaterials with a 3D‐printed scaffold  is a 

versaQle approach to address the challenge of osteochondral repair, enabling 

creaQon of mechanically competent scaffolds, while sQll allowing guidance of 

Figure 8. (A), (D) Histological sec5ons stained with hematoxylin‐eosin showing repair 5ssue level 
with the surrounding 5ssue, and integra5on with the na5ve bone and car5lage. (B), (E) Immuno‐
histological staining showing widespread produc5on of collagen I, but scarce to none presence of 
collagen type II, independent of zonal or non‐ zonal configura5on (C), (F).
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regeneraQon based  on  cells  and  hydrogels  [54].  The  choice  of  cell  type may 

play a determining role. Previous studies have shown that chondrocytes may 

suffer dedifferenQaQon during  in  vitro  expansion  [55,  56],  contrarily  to MSCs 

[57].  However, MSCs  tend  to  differenQate  terminally  and  thereby  can  cause 

hypertrophy  and  parQal  matrix  calcificaQon  in  the Qssue  [58].  Nevertheless, 

they  are  sQll  uQlized  for  carQlage  regeneraQon,  parQcularly  in  combinaQon 

with other cell types [23]. ACPCs on the other hand, can be expanded in vitro 

without  losing  their  chondrogenic  potenQal  [33],  and  have  been  shown  to 

differenQate chondrogenically without hypertrophy or matrix calcificaQon [35], 

rendering them a promising cell source for carQlage regeneraQon. 

The  choice  of  allogeneic  cells  for  the  execuQon of  the  in  vivo  experiments, 

originates from the raQonale that use of allogeneic cells would allow execuQon 

of  a  single  step  procedure,  avoiding  complicaQons  and  costs  related  to  two‐

step procedures  that  are necessary when using  autologous  cells  [59].  In  this 

study,  allogeneic  equine  MSCs  and  ACPCs  from  two  separate  donors  were 

seeded  into HA‐SH/P(AGE‐co‐G)  hydrogels  in  non‐zonal  and  zonal  constructs. 

Equine  MSCs  have  been  cultured  in  vitro  in  HA‐SH/P(AGE‐co‐G)  hydrogel 

before and, when considering the different culQvaQon Qmes, the levels of GAG/

DNA and collagen/DNA were  in  the  same  range as  in  the present  study  [20]. 

The  combinaQon  of  MSCs  and  ACPCs  in  zonal  constructs  has  also  been 

previously  invesQgated, although  in associaQon with a different gelaQn‐based 

biomaterial  (gelMA)  [23].  In  that  study,  a  comparison  of  zonal  co‐cultures 

Figure 9: Microscopic  scoring according  to a modified O’Driscoll  score did not  show significant 
differences between the groups (n=8).
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between  ACPCs,  MSCs,  and  chondrocytes  showed  that  the  combinaQon  of 

ACPCs in the upper layer and MSCs in the lower layer outperformed the other 

combinaQons. MSCs produced highest  levels of GAG/DNA, followed by ACPCs 

and then chondrocytes [23]. 

This promising data inspired us to use the same combinaQon of cell types in 

HA‐SH/P(AGE‐co‐G)  hydrogels.  In  the  present  study,  MSCs  outperformed 

ACPCs in non‐zonal constructs as well. A possible reason for this could be that 

the hydrogel ‐as well as the differenQaQon medium‐ was iniQally developed for 

MSCs;  therefore with  suitable  adjustments,  it may be possible  to  increase  in 

vitro matrix producQon by ACPCs.  Matrix producQon and distribuQon in zonal 

constructs  reflected those of non‐zonal constructs of  the respecQve cell  type, 

with  more  GAG  and  collagen  in  the  lower  layer  (MSCs)  compared  to  the 

superficial  layer  (ACPCs).  As  this  distribuQon  is  similar  to  naQve  carQlage 

structure, this approach towards a zonal construct consisQng of two different 

cell types seemed promising for further evaluaQon in the animal model. 

Even  when  in  vitro  studies  show  encouraging  results,  translaQon  of Qssue 

engineering  strategies  to  relevant  large  animal  preclinical  models  remains  a 

persisQng challenge [52, 60, 61]. Nevertheless, the large animal models are an 

indispensable  step  in  the  evaluaQon of  any  therapy  for  osteochondral  repair 

[62], and among  them the equine model  is  considered as probably  the most 

challenging  large  animal  model  for  carQlage  repair  [26].  Advantages  of  this 

model  include accessibility of  the  joint,  that allows  for monitoring  the  repair 

process  in  long‐term  studies  [26],  and  the  fact  that  carQlage  biochemical 

composiQon and  thickness  [27]  and  (subchondral)  bone density  approximate 

that  of  humans  [63].  Disadvantages  include  high  costs  and  immediate  load‐

bearing  a6er  surgery  [52].  An  important  ethical  advantage  is  that  the  horse, 

unlike  the majority of experimental animals,  is a  frequent orthopedic paQent 

itself with a  clear  clinical  need  for  improved  treatment of  joint  injuries,  as  it 

naturally  suffers  from  joint  trauma  and  osteochondral  diseases,  due  to  its 

regular use as an athleQc and working animal [26]. 

It  is recognized that, when addressing scienQfic quesQons in  large animal  in 

vivo  studies,  many  complex  variables  come  into  play.  Answering  a  scienQfic 

quesQon  in  a  saQsfactory  way  is  a  fundamental  prerequisite,  however  the 

design needs to accomplish this while respecQng the 3R’s principles. With the 

goal  of  reducing  possible  influences  of  mulQple  groups  (which  may  provide 

more data but potenQally  introduce confounding factors) while maintaining a 
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scienQfically sound design, the authors opted for a direct,  intra‐individual  le6‐

right  comparison  to  invesQgate  the  influence of a dual  (zonal) distribuQon of 

cells  on  carQlage  repair,  eliminaQng  the  large  inter‐individual  variaQons 

characterisQc of outbred populaQons. 

The  simultaneous  invesQgaQon of  cell‐free  scaffolds, or  empty defects may 

be valid and interesQng, but not directly perQnent to the understanding of the 

influence  of  cell  zonal  distribuQon  in  carQlage  repair.  Cell‐free  scaffolds 

represent an alternaQve approach to carQlage repair with  its own merits and 

drawbacks  [64, 65].  Similarly, while empty defects may  represent a  tempQng 

control group,  it  is known  from previous studies  that defects of more  than 4 

mm of diameter will show poor regeneraQon, while requiring a higher number 

of  animals  [66].  The  use  of  an  untreated  control  defect  thus  becomes 

dispendious  from  an  economic  perspecQve,  and  is  undesirable  in  terms  of 

respect  of  the  3Rs  principles:  the  natural  development  of  empty  carQlage 

defects  as  liSle  as  2 mm  in  diameter  showed  repair  with  fibrous,  collagen  I 

based Qssue  poor  in  proteoglycan  content  [66].  Previous  authors  have  also 

opted for not using empty control defects, choosing for example a comparison 

with fibrin glue [30], which also presents some drawbacks in terms of fixaQon 

[39], or other repair strategies beSer suited for comparison to the aim of the 

study [28],  including a direct comparison between two variaQons of a similar 

repair strategy [52], like in the case present here.

The use of mulQple defects within the same joint would potenQally allow for 

inclusion  of  mulQple  groups,  while  requiring  a  lower  numbers  of  animals. 

Nevertheless, mulQple larger defects within a single joint do feature the loss of 

proteoglycans  in  a  relaQvely wide  area  around  the  defect,  also  affecQng  the 

surrounding  healthy  carQlage,  and  thus  impacQng  on  the  repair  potenQal  of 

the evaluated treatments [67]. Apart from this, any addiQonal defect will affect 

joint homeostasis and thus affect the condiQons under which other defects in 

the  joint  must  heal,  making  a  mulQple‐defect  approach  methodologically 

quesQonable at least.

Based on earlier work on the fixaQon of constructs meant  for  the repair of 

focal  carQlage  lesions  in  the equine model  [39],  the  choice was made  for an 

osteochondral construct that could surgically be placed press‐fit without need 

for  further  fixaQon.  There  are  currently  no  saQsfying  techniques  for  fixaQng 

chondral  constructs  in  the  horse.  In  humans,  fibrin  glue  is  commonly  used, 

however there are serious concerns with respect to its use in the horse, mainly 
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because of  immunological  reasons  [39],  but  also because of  immediate post‐

surgical  weight‐bearing  in  the  equine  species.  Biodegradable  polydioxanone 

pins  have  been  used  with  some  success  to  secure  carQlage  flaps  in  horses 

affected by the developmental orthopaedic disease osteochondrosis [68], but 

these  rely  on  the  consistency  of  the  naQve  Qssue  (which  is  much  less  in 

hydrogel‐based  constructs)  and  would  alter  the  architecture  of  3D  scaffolds 

[69].  The  polycaprolactone  osteochondral  anchor  that  had  been  earlier 

designed and tested in short‐term in vivo pilots [39] served its purpose well in 

this long‐term in vivo study.

Previous equine studies tesQng biphasic osteochondral constructs commonly 

uQlized  either  calcium  phosphate  (CaP)  [52,  70,  71]  or  magnesium 

hydroxyapaQte (Mg‐HA) [5] for the osteal porQon of the scaffold. This was the 

first long‐term study in the horse that used polycaprolactone as the structural 

element  of  the  osteal  part  of  the  scaffold.  The material  had,  however,  been 

used for reinforcement of scaffolds in other species [11, 72]. Polycaprolactone 

is a material  that will degrade very slowly  through hydrolysis  (24‐36 months) 

[73], and as expected no resorpQon was seen during the experimental period, 

differently from degradable CaP or HA‐based constructs [52, 70, 71]. The PCL 

scaffold showed good integraQon with the surrounding bone with producQon 

of  new mineralized Qssue,  in  line with  earlier  reports  [73]. Histology did not 

show presence of any  inflammaQon, confirming the  inertness of the material. 

Although the conclusion cannot be drawn definiQvely from the current data, it 

seems reasonable to presume that the scaffold will conQnue to slowly degrade 

and  bone  Qssue  will  conQnue  to  be  produced,  likely  leading  to  funcQonal 

repair of the bone. 

The performance of the carQlage porQon of the implanted construct was less 

favourable than that of the osteal porQon. 

InteresQngly  however,  clinically  the  animals  did  not  display  macroscopic 

signs  of  discomfort  other  than  those  expected  from  a  surgical  intervenQon; 

objecQve gait analysis showed that both the pelvis moQon and limb movement 

seem to indicate a bilateral effect of the surgery. These results are compaQble 

with a mild degree of bilateral lameness or disfuncQon although the effect may 

be very small and thus not clinically evident.

Although macroscopically  the  defects were  for  the major  part  neatly  filled 

with repair Qssue to the level of the original joint surface and no step defects 

of relevant size were seen, the Qssue that was formed was virtually devoid of 
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both  glycosaminoglycans  and  collagen  type  II,  whereas  collagen  type  I  was 

found  in  abundance.  This  type of  repair Qssue  is  similar  to Qssue  commonly 

observed  in  repair  of  untreated  osteochondral  defects,  or  a6er  surgical 

intervenQons such as micro‐fracturing [12], and o6en represents the end stage 

of even more advanced therapies, such as ACI and MACI [12]. Apparently, the 

condiQons in vivo were too far off from those that favoured chondrogenesis in 

the  in  vitro  situaQon, where  the  two  cell  types  as well  as  their  combinaQon 

showed  both  glycosaminoglycan  and  collagen  type  II  producQon,  be  it  at 

different rates. 

It  is  important  to  state  that  the  data  presented  here  results  from  one 

possible  zonal  chondral  approach  and  therefore  its  outcome  should  not  be 

taken  as  representaQve  for  all  possible  zonal  chondral  strategies.  Several 

factors may  have  played  a  role  in  obtaining  these  results  and may  offer  the 

possibility to influence the outcome. 

Firstly, DNA parenQng showed that a6er 6 months no cells with DNA other 

than that of the host could be detected. This means that the seeded MSCs and 

ACPCs had all disappeared and had also failed in producing new generaQons of 

cells.  From  the  experimental  data  it  is  not  possible  to  determine  when  this 

happened,  but  evidently  at  6  months  post‐implantaQon  ongoing  repair  was 

realized  solely  by  cells  from  the  host.  In  that  light,  the  fibroQc  rather  than 

hyaline character of the repair Qssue may be unsurprising, as it  is the type of 

Qssue that  is generated by  intrinsic repair of arQcular damage [12]. The main 

effect seen in this study was the marginally ‐but significant‐ higher sQffness of 

the  repair Qssue  in  the  sites  treated with  the  zonal  constructs.  This was  not 

associated  with  tangible  histological  differences  within  the  zonal  and  non‐

zonal  groups,  other  than  a  subjecQvely  higher  intensity  of  collagen  type  I 

staining.  Although  interesQng,  these  findings  cannot  be  said  to  represent 

beSer repair. 

Secondly,  the  degradaQon  rate  of  the  hydrogel  on  top  of  the  PCL  scaffold 

where MSCs and/or ACPCs were encapsulated should be considered. Histology 

showed the scaSered presence of some persistent hydrogel fragments a6er 6 

months,  leading to the conclusion that at  least some of the material  resisted 

for a  relaQvely  long period. Although very early degeneraQon  is considered a 

negaQve factor for the success of regeneraQon [14], liSle is known about what 

the desirable degradaQon profile should be. This represents a great challenge 

in  tailoring  the  degradaQon  profile  of  any  biomaterial  desQned  for  carQlage 
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repair  and  it  is,  therefore,  difficult  to  rate  the  rather  long‐lasQng  but 

heterogeneous  degradaQon  profile  seen  in  the  current  study.  There  was 

histological evidence that early degeneraQon did not happen in this case, but it 

can be quesQoned to what extent some scaSered fragments are enough to sQll 

have  any  effect  on  the  chondrogenic  capacity  of  cells  and  whether  cues  to 

promote  chondrogenic  performance  should  not  remain  present  for  much 

longer.  What  can  be  deduced  here  is  that  the  degradaQon  profile  was 

apparently prolonged enough to permit good filling of  the defect,  level  to  its 

surroundings,  and  formaQon  of  a  good  connecQon  at  the  scaffold‐carQlage 

interface,  which  can  be  seen  as  encouraging,  as  this  integraQon  prevents 

further deterioraQon of the naQve Qssue [34]. 

A  third  factor,  that may be  related  to  the  former  two,  is  the  severe  lack of 

sQffness of the cell‐seeded hydrogel that was used on top of the PCL structure. 

Both  the  overall  biomechanical  properQes  of  the  implant  and  the 

biomechanical  environment within  the  structure  as  perceived by  the  seeded 

cells,  in our materials approach, are evidently different from those generated 

by the naQve collagen network. Fibre‐reinforcement can substanQally improve 

sQffness compared to hydrogels alone, although it should be noted that sQffer 

materials  shield  cells  from  experiencing  mechanical  sQmuli  which  may  then 

hinder matrix producQon [74]. It has however been demonstrated before, that 

a  significant  improvement  in  sQffness  can  be  achieved  through  a  specific 

architecture  of  the  PCL  structure  ‐with  a  high‐volume  percentage  of  the 

composite scaffold filled by the hydrogel  [22]. This would be an obvious next 

step  for  construct  design,  once  the  fabricaQon  of  scaffolds  by  combining 

different producQon processes needed to integrate this into the osteochondral 

anchor is possible. 

It can be concluded that the PCL‐based osteochondral construct used in this 

equine  long‐term  study  was  easy  to  handle  surgically,  could  be  well  fixated, 

and  gave  promising  results with  respect  to  the  regeneraQve  capaciQes  of  its 

osteal  porQon.  The  carQlage part  failed  to  generate beSer  repair Qssue  than 

that produced by natural  intrinsic healing of osteochondral defects. This may 

be  related  to  early  loss  of  the  seeded  cells,  the  degradaQon  rate  of  the 

hydrogel  or  the  failure  to  recreate  an  environment  that  biomechanically 

resembles naQve arQcular carQlage, and most likely by a combinaQon of these 

factors.  Future  approaches  should  focus  on materials  tailoring  to mimic  the 

biomechanical  environment  for  the  seeded  cells  without  impeding  them  to 
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produce  extracellular  matrix  elements  because  of  excessive  biomaterial 

sQffness,  and  on  opQmizing  the  degradaQon  profile  of  the  hydrogel.  Pre‐

matured mulQphasic  scaffolds might be a way  to address  some of  the  issues 

raised in this study. Another approach could be the sQmulaQon of ingrowth of 

naQve  cells  combined with  providing  long‐lasQng  regeneraQve  cues  to  these, 

e.g.  by  controlled  release  from  extracellular  vesicles,  rather  than  relying  on 

implantaQon of allogeneic  cells.  In all  approaches  it  is nevertheless expected 

that the structural element of carQlage will present the biggest challenge.
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SUPPLEMENTAL DATA

Figure  S1.  Immunohistochemical  stainings  of  (HA‐SH/P(AGE‐co‐G))  hydrogel  constructs,  seeded 
with 20 x 106  cells/mL, a%er 1 and 28 d of  chondrogenic differen5a5on.  Immunohistochemical 
stainings for (A) Aggrecan, (B) collagen type I and (C) collagen type II. Mayer  ́s hematoxylin was 
used  as  counterstain  for  cell  nuclei.  The  holes  in  the  hydrogel  are  artefacts  derived  from 
dehydra5on  and  rehydra5on  of  the  hydrogel  during  sample  prepara5on.  Three  independent 
experiments with n=3 biological replicates each were performed. Representa5ve data from one 
experiment is shown. Scale bars represent 100 μm.
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Figure  S2.  Immunohistochemical  stainings  of  (HA‐SH/P(AGE‐co‐G))  hydrogel  constructs,  seeded 
with 20 x 106 cells/mL, a%er 28 d of chondrogenic differen5a5on for (A) aggrecan, (B) collagen 
type  I  and  (C)  collagen  type  II.  Overviews  are  shown  to  illustrate  distribu5on  of  extracellular 
matrix produced by ACPCs or MSCs within the hydrogel construct. Mayer ́s hematoxylin was used 
as counterstain for cell nuclei. The holes in the hydrogel are artefacts derived from dehydra5on 
and rehydra5on of the hydrogel during sample prepara5on. Three independent experiments with 
n=3  biological  replicates  each  were  performed.  Representa5ve  data  from  one  experiment  is 
shown. Scale bars represent 200 μm.

Figure  S3.  Immunohistochemical  stainings  of  (HA‐SH/P(AGE‐co‐G))  hydrogel  constructs,  seeded 
with 20 x 106 cells/mL a%er 28 d of chondrogenic differen5a5on. High magnifica5on images of 
ACPCs  and  MSCs  are  shown  to  demonstrate  the  intra‐  and  mostly  pericellular  distribu5on  of 
extracellular  matrix  components  like  glycosaminoglycans  and  collagen  type  II.  Black  arrows 
indicate  pericellular matrix  and  red  arrows  indicate  cell  boundaries. Nuclei were  stained  using 
Mayer  ́s hematoxylin. Three  independent experiments with n=3 biological  replicates each were 
performed. Representa5ve data from one experiment is shown. Scale bars represent 5 μm.
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Figure S4. (A, B) Hematoxylin eosin staining of car5lage por5on of the non‐zonal defects. (C, D) 
Hematoxylin eosin staining of car5lage por5on of the zonal defects. Newly formed repair 5ssue 
appeared  well  integrated  with  adjacent  na5ve  car5lage  (NC),  and  underlying  bone  (B), 
completely  filling  the  scaffold  (S,  empty  space  le%  a%er  dissolu5on  during  histological 
processing). Within the newly formed 5ssue, fragments of hydrogel (H) could s5ll be observed.
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Figure S5. Summary of objec5ve gait analysis changes over 5me (T0 represents the baseline, T1, 
T2 and T3 respec5vely 2, 4 and 6 months post‐opera5vely), performed with the QHorse system as 
an outcome parameter for lameness. (A) For both hindlimbs, max protrac5on angle was reduced 
a%er  surgery  and  remained  reduced  un5l  the  last  5me  point  (5  deg  reduc5on,  p<0.001).  (B) 
Maximal retrac5on of the hindlimbs was ini5ally reduced a%er surgery and increased over 5me, 
when  compared  to  baseline  (2.5  deg,  p<0.001).  (C)  Pelvis  rota5on  along  the  horizontal  plane 
(yaw) was reduced a%er surgery and increased at the last 5me point when compared to baseline 
(2.4 deg, p=0.033). (D) Ver5cal mo5on symmetry of the pelvis in the sagi6al plane reduced a%er 
surgery (1.2 mm, p=0.004).
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ADDENDUM

In  this  addendum,  we  would  like  to  comment  on  and  add  to  the 

abovemenQoned  study  that  was  performed  by  our  group  and  recently 

published  in BiofabricaQon [1]. This study  focused on the possible effect of a 

zonal configuraQon of the cellular component within an osteochondral implant 

consisQng  of  a  3D‐printed  poly(ε‐caprolactone)  (PCL)  bone  anchor  with 

chondral reinforcing fibers combined with a hydrogel during a 6 month in vivo 

study  in 8 healthy Shetland ponies. Using allogeneic cells,  in  the  top  layer of 

the  hydrogel  ArQcular  CarQlage  Progenitor  Cells  (ACPCs)  were  encapsulated, 

while the boSom layer contained bone marrow‐derived Mesenchymal Stromal 

Cells  (MSCs).  This  configuraQon  was  compared  with  an  idenQcal  scaffold 

featuring a homogeneous distribuQon of MSCs. While the overall results with 

respect  to  carQlage  regeneraQon  were  disappoinQng  with  formaQon  of  a 

mixture of fibrocarQlage and more fibrous repair Qssue. This was conjectured 

to  be  due  to  the  combinaQon of mulQple  factors,  including  the  early  loss  of 

seeded  cells  and  early  degradaQon of  the material.  However,  the  interesQng 

observaQon  was  made  that  the  repair  Qssue  of  the  zonal  implants  was 

significantly  sQffer  than  that  of  the  non‐zonal  implants,  although  sQll 

substanQally less than that of naQve carQlage. 

The published study was part of a twin study, during which another hydrogel 

was  also  tested  in  an  idenQcal  seTng.  Given  the  large  similariQes  in 

experimental  set‐up  and  also  in  outcome  of  both  studies,  we  felt  that 

publicaQon  of  the  second  half  as  a  full  paper was  not warranted. Moreover, 

the very different nature of the hydrogel system used in the second study did 

not fit enQrely  to  jusQfy merging of  the  two  studies. However  the addiQonal 

conclusions,  which  can  be  drawn  when  considering  both  studies  together, 

make the  informaQon from the second study of  interest  to  the readership of 

this journal.

The  hydrogel  described  in  the  publicaQon  was  a  thiol‐ene  cross‐linkable 

hyaluronic  acid/poly(glycidol)  hybrid  hydrogel  (HA‐SH  /  P(AGE‐co‐G)),  which 

had  been  chosen  based  on  the  previous  promising  in  vitro  results  regarding 

chondrogenesis and simultaneous tailoring of chemical and physical properQes 

[2, 3].  In  the  second  study,  a  conceptually different poly‐ethylene glycol PEG‐

based  hydrogel,  which  also  had  been  shown  to  support  chondrogenesis  in 
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vitro, was used [4]. The modifiable composiQon and degradaQon rate was also 

deemed  as  an  advantage  of  this  parQcular  class  of  hydrogels  [5].  Earlier 

research  showed  that  modificaQons  of  PEG‐hydrogels  with  cell‐instrucQve 

signals  had  allowed  to  modulate Qssue  regeneraQon  [6]:  addiQon  of  matrix 

metalloproteinase  (MMP)  degradable  linkers  resulted  in  the  increased 

producQon  of  GAGs  [4],  while  heparin  allowed  independent  tuning  of  the 

mechanical  and  biomolecular  properQes  of  the  hydrogel  [7,  8].  This 

combinaQon of modificaQons yielded posiQve results when evaluated in in vivo 

ectopic models. A first study by Hesse et al., showed the possibility of using a 

funcQonalized starPEG/heparin hydrogel to direct carQlage matrix distribuQon, 

and  invesQgated  different  concentraQons  of  MMP‐linkers  to  modify  the 

biomaterial’s  degradaQon  rate  [9].  The  possibility  to  manipulate  this 

degradaQon rate of the hydrogel is a very interesQng feature of materials that 

are intended for use in carQlage repair, as the Qssue is heavily loaded and long‐

term retainment of a reasonable degree of sQffness is needed [10, 11]. In this 

context,  the  rapid  degradaQon  and  associated  loss  of  biomechanical 

characterisQcs  of  hydrogels  used  for  carQlage  repair  has  been  signaled  as  a 

potenQal  problem  in  various  publicaQons  [12,  13].  Furthermore,  a  study  by 

Kunisch  et  al.  demonstrated  the  ability  of  a  starPEG/heparin  hydrogel 

construct laden with MSCs and chondrocytes in a murine model to successfully 

allow  growth  of  a  stable  calcified  carQlage  layer  [14].  These  studies 

represented  hence  a  promising  base  to  address  the  repair  of  full 

osteochondral  defects  by  combining  our  layered  design  with  a  tailored 

composiQon  of  starPEG/heparin.  Therefore,  a  long‐term  evaluaQon  in  a 

previously established large animal model [11] seemed warranted. 

The  experimental  design  was  equal  to  the  one  reported  earlier  [1]  and  a 

composite  construct,  with  a  3D‐printed  PCL  bone  anchor  with  chondral 

reinforcement and two  layers of  starPEG/heparin  (20% MMP degradable, 0.5 

mol RGD/mol heparin), was fabricated. As in the previous study, the top layer 

contained  ACPCs,  and  the  boSom  layer  contained  MSCs.  Seven  Shetland 

ponies were used and in vivo monitoring was idenQcal. ExaminaQons included 

quanQtaQve  gait  analysis  with  a  wireless  networked  inerQal  measurement 

system [15] before and 2, 4 and 6 months a6er surgery, as well as second look 

arthroscopies at 4 and 6 months a6er surgery. Upon compleQon of the study, 

assessment of repair Qssue was executed with biomechanical characterizaQon, 



Chapter 7

178

histological analysis and micro‐CT evaluaQon. 

Despite the very different hydrogel system that had been used, the results in 

terms of Qssue repair of the second study were to a very large extent similar to 

those observed  in  the first  study.  Clinically,  the  animals  performed well with 

virtually  no  alteraQons  in  gait  paSern  and  relook  arthroscopy  at  4  months 

showed  a  similar  defect  filling  and  integraQon  with  the  surrounding  naQve 

Qssue. A6er 6 months  in vivo, microCT also  revealed bone  ingrowth  into  the 

anchor  of  the  implant,  similar  to  the  observaQons  in  the  first  study. 

Histologically,  a  mixture  of  fibrous  and  carQlage‐like  repair  Qssue  filled  the 

defects (Fig. 1), equally in zonal and non‐zonal constructs, and scoring did not 

highlight any significant differences. DegradaQon of the starPEG hydrogel was 

slower  as  exemplified  by  the  visible  remnants  of  the  hydrogel  (Fig.  1A,  C), 

Figure  1.  Histological  sec5ons  of  osteochondral  defects  repaired  with  zonal  and  non‐zonal 
constructs. All defects were completely filled with repair 5ssue, which appeared well  integrated 
with the adjacent na5ve 5ssue. (A, C) Sec5ons were stained with safranin‐O, showing remnants 
of  the  starPEG hydrogel  (red),  integra5on with  the  surrounding na5ve 5ssue,  and  limited GAG 
loss of the car5lage adjacent the defect. (B, D) Histological sec5ons stained with collagen type II 
showed virtually no collagen within the repair 5ssue filling the defects.
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which  had  not  been  the  case  for  the  HA‐based  gel.  InteresQngly,  the  repair 

Qssue was  again  significantly  sQffer  in  defects  repaired with  zonal  constructs 

(Fig.  2).  In  absolute  terms,  mean  sQffness  was  higher  in  the  zonal  and  non‐

zonal variants of the starPEG group (197 and 153 KPa, respecQvely) than in the 

HA group (148 and 97 KPa,  respecQvely),  though both were sQll considerably 

less  than  the  sQffness  of  healthy Qssue  of  the  same  animals  (approximately 

500 Kpa). 

It  is  interesQng  to  note  that  this  second  invesQgaQon  yielded  results  that 

were very  similar  to  the original  study, despite  the very different biomaterial 

used  as  hydrogel.  The  expected  slower  degradaQon  rate  indeed  resulted  in 

longer  presence  of  remnants  of  the  original  hydrogel.  However,  this  did  not 

affect  overall  quality  of  the  repair  Qssue,  which  sQll  mainly  consisted  of 

fibrocarQlage  with  virtually  no  collagen  type  II.  The  overall  compressive 

sQffness was slightly higher  in the repair Qssue formed in the defects treated 

with the starPEG‐containing implants than in those treated with the HA‐based 

implants,  irrespecQve  of  the  presence  of  two  or  only  a  single  cell  type.  This 

may be, at least in part, related to the increased presence of the hydrogel, as 

characterizaQon with micro‐indentaQon of in vitro cultured constructs showed 

Figure 2.  Biomechanical  characteriza5on of newly  formed 5ssue filling  the defects with micro‐
indenta5on. Average value of the compressive modulus in the zonal group was 197.3 ± 49.3 kPa, 
while  in  the defects  repaired with non‐zonal constructs,  the average compressive modulus was 
significantly lower (153.2 ± 30.0 kPa, p<0.05). A minimum of 3 measurements were performed in 
different areas of the defect.



Chapter 7

180

compressive values of similar orders of magnitude [16]. However, it cannot be 

determined  how  these  values  ‐obtained  in  a  controlled  in  vitro  situaQon‐, 

would relate to constructs that have undergone fragmentaQon and 6 months 

long in vivo implantaQon. 

The  zonal  configuraQon appeared  to have no major  effects  in both  studies, 

but it produced a repair Qssue with higher compressive modulus in both cases. 

The  consistency  in  the findings  over  the  two  studies  is  interesQng and  lends 

credibility  to  these  observaQons,  however,  no  conclusive  explanaQon  can  be 

given. Most  likely,  the combinaQon of  the  two cell  types has  led  to a  (slight) 

difference  in  composiQon  or  configuraQon  of  the  extracellular  matrix  (ECM) 

that was produced. It is clear that collagen type II is not the determining factor 

here, as producQon was minimal in both studies. The analyQcal methods that 

were used  for post‐mortem analysis, however, did not permit conclusions on 

either molecular peculiariQes of the proteoglycan components of the ECM or 

details of its architecture. 

It  can  be  concluded  from  the  two  studies  that  the  bone  compartment 

behaved  saQsfactorily,  but  that  the  carQlage  phase  did  not  result  in  the 

generaQon of acceptable  repair Qssue. The sub‐opQmal characterisQcs of  the 

repair Qssue may be due  to  a mulQtude of  factors,  but  the  type of  hydrogel 

used  did  not  seem  to  have  a  major  influence.  IniQal  lack  and  early  loss  of 

biomechanical  resistance  may  be  an  important  factor  here,  as  recently 

highlighted  [17]. Therefore, alternaQve approaches  like  in vitro pre‐culture of 

the  implants  or  their  reinforcement  with  materials  that  retain  strength  for 

much longer, should be acQvely explored. 
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DISCUSSION

Over the last decades, life expectancy has increased dramaQcally around the 

globe.  According  to  United  NaQons  records,  a  person  born  in  1960,  could 

expect to live to 52 years of age, while today the average is 72 years, and over 

80 years in developed areas like Europe [1]. The rapid advancement of modern 

medicine  and  public  health  policies  in  the  last  few  decades  have  made  it 

possible for most humans to  live substanQally  longer than many of our ‐even 

not too distant‐ forebears. However, this trend seems to be plateauing, as the 

increase  in  life  expectancy  has  slowed  down  sensibly  over  the  last  years  [2], 

suggesQng  that medicine may  have  reached  its  limits  in  pushing  further  the 

extension  of  human  life.  Concurrently, modern  day  healthcare  is  posed with 

the  challenge  of  addressing  the  increasing  prevalence  in  chronic  and 

degeneraQve  diseases  in  the  aging  populaQon.  This  could  potenQally  be 

realized  with  therapies  capable  of  limiQng  the  degeneraQon  of  organs  and 

Qssues. A first soluQon to organ and Qssue degeneraQon, was proposed in the 

1950s,  with  the  development  of  transplantaQon  medicine,  which  allowed 

subsQtuQon of organs and Qssues that were no longer funcQonal, with healthy 

replacement organs from donors. This soluQon, however, came with significant 

limitaQons in terms of Qssue availability and compaQbility, as well as a life‐long 

dependency  on  immune‐suppressants  with  the  associated  risks  and 

complicaQons [3]. 

The  emergence  of  the  field  of  regeneraQve medicine  (RM)  brought  on  the 

applicaQon  of  stem  cell  research  combined  with  biomedical  engineering 

principles,  opening  the  path  for  the  regeneraQon  of Qssues  and  potenQally 

enQre organs ex novo [4]. This branch of medicine brought a paradigm shi6 to 

healthcare  therapies,  by  focusing  on  facilitaQng  and  sQmulaQng  the  body’s 

own  regeneraQve  capacity.  Since  then,  regeneraQve  medicine  showed 

promising  potenQal  for  the  treatment  of  many  disorders,  including 

musculoskeletal  diseases  for  which  there  is  a  major  and  increasing  clinical 

need.  In  fact,  joint  disease  is  a  wide‐spread  phenomenon  [5]  with 

osteoarthriQs (OA) being a leading cause of disability and affecQng more than 

90 million people in the US alone [6]. Clinically successful therapies have been 

developed, of which arthroplasty is the best example. However, these are very 

invasive, non‐regeneraQve and costly procedures that last for a limited amount 

of Qme and alternaQve soluQons are urgently needed. In the quest for repair of 
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joint damage, restoraQon of carQlage funcQon in parQcular, has proven to be a 

challenge that has not yet been overcome [7].

The conceptual basis of  this  thesis was  that, before addressing approaches 

to restore carQlage and select models for the evaluaQon of novel therapies, it 

would  be  valuable  to  carefully  consider  Nature’s  template  of  the 

osteochondral unit. Herein, we aimed to achieve a beSer understanding of the 

essenQal composiQonal and architectural features that are required for proper 

funcQoning  of  the  osteochondral  unit  (Chapters  2  and  3),  and  use  these 

lessons in the translaQon of viable  in vitro strategies to the preclinical equine 

animal  model.  The  osteochondral  unit  of  over  40  mammalian  species  was 

invesQgated  with  parQcular  aSenQon  to  how  increasing  body  mass  and 

different  loading  condiQons  affect  the  components  and  architecture  of  the 

unit.  Through  three  long‐term  studies  using  the  biomechanically  challenging 

equine model,  the hurdles of a  cell‐driven carQlage  regeneraQon  journey are 

shown and addressed. First, a single‐step, direct casQng surgical technique was 

used to assess the performance of a microfiber‐reinforced, cell‐laden hydrogel 

in  chondral  defects  (Chapter  4).  Next,  the  opQmizaQon  of  strategies  to 

enhance fixaQon and Qssue  integraQon  led  to  the development of a press‐fit, 

mulQphasic construct for the reconstrucQon of osteochondral defects (Chapter 

5). This type of implant was used to evaluate the impact of zonal distribuQon 

of cells on Qssue regeneraQon (Chapters 6 and 7). 

Part I 

How car5lage and bone 5ssue enable func5onality: Nature’s template

The musculoskeletal system has evolved to enable locomoQon, and thereby 

to  sustain  and  transmit  the  mechanical  loads  experienced  both  at  rest  and 

during moQon.  In parQcular, arQculaQng joints have evolved to accommodate 

considerable  loads  and  at  the  same Qme  enable  a  near‐fricQonless  relaQve 

displacement  of  bony  segments.  Hereto,  joints  have  developed  highly 

specialized Qssues, whose  architectures  are  aSuned  to  cope with  such  loads 

[8].  The  nature  and  magnitude  of  the  forces  exerted  on  joints  vary 

tremendously, as can be calculated from body mass and the externally acQng 

forces,  such  as  gravity,  buoyancy  or  drag,  depending  on  the  environment  in 
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which locomoQon takes place. 

Life  in  extremely  different  environments,  such  as  in water  or  on  land,  and 

weights that range from a few grams (e.g., bats and mice) to several tons (e.g., 

elephants  and  whales),  have  resulted  in  great  macroscopic  variaQon  in  the 

morphology of mammalian limbs. For instance, the bones of the cetacean arm 

and  forearm  have  adopted  an  hourglass‐like  shape  to  improve  flipper 

resistance during swimming [9], while the femoroQbial joint of elephants is far 

more extended and congruent in resQng posiQon than in other quadrupeds, to 

beSer support their large weight [10]. InteresQngly, there are also adaptaQons 

on  a  smaller  scale  than  the  enQre  limb  or  joint.  Mechanical  properQes  of 

Qssues  depend  both  on  the  biochemical  composiQon,  and  on  ultrastructural 

organizaQon.  In  the case of arQcular carQlage,  the  interacQon of  the collagen 

and proteoglycan networks is pivotal in this respect [11]. The study described 

in Chapter 2 analysed the adaptaQons of the osteochondral unit in relaQon to 

variaQon  in body mass between  species,  showing  that  the different  layers of 

arQcular carQlage  (superficial, middle, and deep),  scale  in different ways. The 

earlier  observaQon  that  overall  carQlage  thickness  scaled  with  negaQve 

allometry [12] was confirmed, but the superficial and middle layer were shown 

to become relaQvely thinner in larger animals, while the deep zone adapted to 

increasing  body  mass  isometrically.  In  terms  of  funcQon,  these  findings 

support the hypothesis that the superficial  layer has an  important role  in the 

distribuQon  of  forces,  while  the  deep  layer  is  more  important  for  load 

absorpQon [13‐15]. 

The analysis in Chapter 2 also offers insight into the biochemical changes in 

relaQon to scaling of carQlage, such as the relaQve concentraQons of PGs in the 

different  layers,  allowing  to  put  in  a  wider  context  the  Qssue’s  specialized 

mechanical  behaviour.  It  has  been  previously  described  how  the mechanical 

properQes of  carQlage are achieved  through  the  interplay of  the Qssue’s  two 

main  networks,  one  composed  by  its  collagen  fibres,  and  one  by  the 

proteoglycans  interspersed  in  the  matrix  [11].  While  the  covalent  crosslinks 

between  the  collagen  fibres  are  crucial  for  providing  tensile  sQffness,  the 

Donnan‐osmoQc  pressure  associated  with  the  fixed  charge  density  of  the 

proteoglycans contributes to maintaining the collagen network under intrinsic 

tension  [11].  As  the  deep  layer  tends  to  be  richer  in  proteoglycans,  this 

corresponds  to  a  higher  fixed  charge  density  and  higher  osmoQc  pressure, 

increasing  compressive  sQffness.  The  quanQficaQon  of  normalized 
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proteoglycan  content  across  different  species  in  Chapter  2  confirms  the 

relaQvely higher  concentraQon of  PGs  in  the deep  layer.  Chapter  2  therefore 

shows  that  differences  in  scaling  are  accommodated  by  adaptaQons  in 

thickness  of  the  deep  layer,  rather  than  by modificaQons  of  the  relaQve  PG 

concentraQon. 

In aquaQc mammals, whose joints experience forces that are vastly different 

from terrestrial mammals, the thickness differences between layers were less 

marked, but the thickness of the superficial layer remained relaQvely constant 

(11.31 ± 7.4% in terrestrial, 12.30 ± 5.5% in aquaQc mammals, Chapter 3). This 

similarity  in  the  thickness  of  the  superficial  layer  in  species  with  widely 

different  sizes,  and  living  in different  environments,  points  at  the  key  role of 

this layer in distribuQng forces [14, 16]. A role that should be recognized in the 

design  of  implants  for  the  treatment  of  carQlage  defects.  In  fact,  from  a 

funcQonal  perspecQve,  hyaline  arQcular  carQlage Qssue  can  be  conceptually 

reduced  to  two  zones,  a  superficial  and  a middle/deep  layer.  The  superficial 

zone  is  meant  to  cope  with  tensile  loads  (principally  generated  by  shear 

forces),  to  distribute  compressive  loads,  and  to  enable  fricQonless  moQon 

between  the  bone  ends;  the  middle/deep  zone  is  responsible  for  the 

accommodaQon  of  compressive  loads  [17].  The  distribuQon  of  loads  by  the 

superficial layer is enabled by the orientaQon and density of its collagen fibres. 

The  tangenQal orientaQon of  these fibres permits  lateral  distribuQon of  axial 

loads,  inducing  tensile  stress  parallel  to  the  surface,  thus  engaging  a  larger 

porQon of the underlying Qssue to support the load [13]. In aquaQc mammals, 

the amount of collagen fibres with parallel orientaQon in the superficial layer is 

similar to that of terrestrial mammals, despite the difference of (compressive) 

impact loading experienced by these two groups. However, the collagen fibre 

alignment  in  the  remainder of  the aquaQc mammals’  carQlage appears  to be 

essenQally  random,  in contrast with the well characterized, depth‐dependent 

collagen  fibre  organizaQon  displayed  in  terrestrial  mammals.  This  significant 

difference in collagen network orientaQon confirms earlier findings in juvenile 

horses  that  the  configuraQon of  the fibres  is  driven by  the  experienced  load 

paSerns  [18],  and  is  reminiscent  of  the  significance  of  the  network’s 

architecture  in  carQlage  funcQonality.  While  the  importance  of  collagen 

architecture  has  been  long  neglected  in  regeneraQve  medicine  of  arQcular 

carQlage [19], the development of repair strategies is already veering towards 

this  direcQon,  as  exemplified  by  the  recent  work  of  CasQlho  et  al.,  where 
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introducing  a  superficial  tangenQal  zone  in  engineered  constructs,  led  to 

improved  load‐bearing,  parQcularly  under  incongruent  indentaQon  [20]. 

Furthermore,  the  producQon  of  high  density  collagen  regions  approximaQng 

the arQcular carQlage zonal structure has been proven to induce cell alignment 

and  phenotype  conservaQon  of  primary  chondrocytes  [21].  While  these 

applicaQons  are  encouraging  and  indicaQve  of  the  viability  of  the 

approximaQon of the naQve architecture as strategy for success, the concrete 

realizaQon  is  not  yet  fully  possible  due  to  the  limitaQons  of  current 

biofabricaQon technologies.

RegeneraQon of carQlage has not yet been achieved and the recapitulaQon 

of  its  zonal  architecture  is  likely  not  enough  to  assure  long‐term  funcQonal 

repair:  the  osteochondral  unit  also  encompasses  the  subchondral  bone,  and 

this structure and its interface with carQlage must be addressed in the design 

of scaffolds. Subchondral bone, in contrast to carQlage, is a dynamic Qssue, as 

it  retains  the  capacity  to  remodel  throughout  life  [22],  and  it  represents  an 

endogenous  source  of  regeneraQve  cells  and  trophic  factors  [23].  The 

subchondral bone consists of the relaQvely compact subchondral plate and the 

trabecular bone below. It provides support and anchorage to carQlage and its 

trabecular part has an important role in the dampening of the forces exerted 

on  the  joint  surface.  Its  absorbing  ability  is  site‐dependent  and  changes 

dynamically  in  response  to  imposed  stress,  therefore  a  certain  degree  of 

variaQon  in  density  and  thickness  will  be  present,  in  correspondence  to 

variaQon  in  mechanical  properQes  [24,  25].  The  subchondral  plate  acts  as 

interface, distribuQng loads rather than carrying them, as confirmed in Chapter 

2 by the absence of correlaQon of the subchondral plate thickness with body 

mass, contrary to the trabecular thickness of the trabecular bone below. This 

role  of  distribuQon  of  loading  is  further  supported  by  the  absence  of  a 

subchondral plate in aquaQc mammals described in Chapter 3. Here, there is a 

direct  transiQon  between  carQlage  and  trabecular  bone  in  absence  of  a 

calcified carQlage layer and a subchondral plate. 

The differences found between terrestrial and aquaQc mammals, and in the 

scaling  of  the  components  of  the  osteochondral  unit,  reflect  the  paramount 

importance of coping with loading for proper joint funcQon. These differences 

are  reflected  in  the  essenQally  different  configuraQon  of  the  carQlage’s 

collagen  network  in  these  two  types  of mammals  and  in  the  absence  of  an 

interface  between  arQcular  carQlage  and  subchondral  trabecular  bone  in 
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marine mammals.  They  provide  valuable  clues  towards  the  development  of 

regeneraQve approaches for joint damage.

Part II

Joint regenera5on: the long and perilous road from petri dish to pa5ent 

While  in  vitro  regeneraQve  approaches  yield  encouraging  results,  the 

complexity of the osteochondral unit has made the translaQon of regeneraQve 

strategies  from bench to bedside a parQcularly hard  task, as  reflected by  the 

scarce  successful  in  vivo  or  clinical  studies  reported  [26].  Many  approaches 

that appear promising in the laboratory ulQmately fail to meet the challenges 

of a preclinical or clinical seTng [27]. As a result, despite the ample variety of 

hydrogel biomaterials  that have been explored  to  support  chondrogenesis  in 

vitro, only few biomaterials make their way from the laboratory to the clinics 

[28‐30]. 

The (large) animal model 

• Ethical considera5ons

Already  in  1825,  the  philosopher  Jeremy  Bentham,  a  well‐known  early 

advocate  for  animal  rights,  argued  that  the  use  of  animal  models  could  be 

acceptable, provided that the goal was a general benefit to humanity, that the 

chances  of  achieving  that  goal  were  reasonable,  and  that  animals  were  not 

made to suffer unnecessarily [31]. In the late 1950s, the scienQfic community 

and general populaQon called  for  further awareness of  this  issue, as aSested 

by  the  publicaQon  of  the  book  “The  principle  of  humane  experimental 

technique” by Russell and Burch,  in which they first proposed the “Three R’s” 

principle. These principles  lay out guidance principles  for  the  replacement of 

conscious living animals with non‐senQent animals or materials, and advocate 

for  the  reduc5on  of  the  number  of  animals  used  in  an  experiment  or 

procedure,  and  refinement  of  the  techniques  used  in  order  to  decrease  the 

incidence  or  amount  of  pain  and  distress  [32].  Nowadays,  the  3R  principles 

have  been  incorporated  into  the  perQnent  regulaQons  in  many  countries, 

parQcularly  within  the  EU  with  the  direcQve  2010/63/EU  [33,  34].  These 

principles guided the criteria for the design of the studies described within this 

thesis,  where  for  example  the  model  was  refined  from  having  two  defects 
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within the same joint to one defect in each joint. And while successful results 

in  osteochondral  repair  may  be  an  ambiQous  goal  in  the  short  term,  the 

refinement  of  the model  should  always  be  a  priority  in  study  design.  Viable 

alternaQves  may  be  represented  by  advanced  ex  vivo  or  in  vitro  plaPorms 

which  offer  controlled  environments  to  partly  address  the  unknown  issues 

before proceeding with further large animal studies [35, 36]. 

• The equine model

The use of the equine model raises ethical  issues as any animal model, but 

these  are  o6en  subjecQvely  perceived  as  more  impacPul,  based  on  the 

tradiQonally  important  role  of  horses  in  human  society  and  the  aSracQon 

many people feel towards horses, resulQng in a privileged bond with humans. 

Another special feature of the horse is that the animal has been domesQcated 

because of its  locomotor system, rather than for the producQon of goods like 

meat or milk, making disorders of  their  locomotor  system  the  clinically most 

important class of diseases. This, coupled with the o6en high economic value 

of  the  animal,  has  created  a  large  clinical  need  for  addressing  these 

musculoskeletal disorders. This makes  the horse, apart  from an experimental 

animals into a target animals as well and hence into a model for its own joint 

diseases [37, 38].

The translaQon of new therapies to the equine model, brings some intrinsic 

challenges,  as  evidenced by  the  studies  in Chapters  4  to 6. One of  the main 

limiQng  factors of  the equine model  is  the  immediate post‐operaQve  loading 

[39]. This is not representaQve of the human clinical recovery protocols, where 

full weight‐bearing  is  usually  avoided  for  a  period of  at  least  6‐8 weeks  [40], 

but cannot be avoided in these animals. This challenge of early biomechanical 

loading  on  so6  biomaterials,  such  as  hydrogels,  may  lead  to  accelerated 

degradaQon or wear of the implant, as underscored by the results of Chapters 

4 and 5. As seen  in the study discussed  in Chapter 4,  the use of a cell‐based, 

GelMA hydrogel regeneraQon strategy did not yield the hypothesized posiQve 

results. When analysing possible causes of failure, it was concluded, based on 

the  data  available,  that  early  degradaQon  and  insufficient  fixaQon  were  the 

most probable causes. However,  to which extent  the early degradaQon could 

be  aSributed  to  the  mechanical  forces,  to  the  immune  cells,  or  to  other 

factors,  could  not  be  uniquely  idenQfied  due  to  the  mulQtude  of  factors  at 
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play. 

Longitudinal  monitoring  in  long‐term  in  vivo  models  is  fundamental,  as 

subtle changes that occur over a long period of Qme may be otherwise difficult 

to detect.  If possible, quanQtaQve parameters should be used. An example  is 

the funcQonal assessment through quanQtaQve gait analysis measuring kineQc 

and/or  kinemaQc parameters, which  is  an  excellent  tool  for  quanQficaQon of 

the funcQonal outcome over Qme, parQcularly with the rapid development of 

the  techniques  and  modelling  reported  in  the  last  years  [41,  42].  Indeed, 

quanQtaQve gait  analysis  appeared  to be more  sensiQve  for  the detecQon of 

subtle  gait  anomalies  than  the  classic  visual  subjecQve  assessment  by  an 

experienced clinician in Chapters 4 and 6. Longitudinal monitoring allows also 

to observe and quanQfy the evoluQon of the repair Qssue over Qme, for which 

the equine model  lends  itself very well. For example,  the use of  second‐look 

arthroscopy allows for simultaneous use of advanced imaging techniques, such 

as  opQcal  coherence  tomography  [43]  or  near  infrared  spectroscopy  [44].  A 

disadvantage is that this sQll is a minimally invasive intervenQon, which carries 

intrinsic  costs  and  risks.  Imaging  opQons  can  also  include  radiography  and 

ultrasonography,  which  are  less  invasive  and  costly,  or  magneQc  resonance 

imaging  or  computed  tomography,  with  and  without  the  aid  of  contrast 

agents, although these require general anaesthesia of the animals in order to 

be performed. 

• Fixa5on in chondral defects in the equine model 

In specific cases where damage is limited to small areas, chondral defects are 

typically treated by debridement only, as use of micro‐fracturing would imply 

breaching  the  otherwise  healthy  bone‐carQlage  interface, which    carries  the 

risk of creaQng morbidity and hence affecQng joint funcQon [45, 46]. An ideal 

soluQon would be using a  technique  that would permit filling  the defect and 

restoring carQlage Qssue, without further damage to the subchondral bone. 

Biological  glues  or  the  direct  casQng  of  hydrogels  into  defects  could 

theoreQcally be suitable for such an approach, however they may be too weak 

to prevent early detachment of  implants, parQcularly  in  joint areas subjected 

to harsh  loading regimens. This may have been the case  in Chapter 4, where 

GelMA  was  directly  cast  into  the  defect,  and  was  simultaneously  used  as 

fixaQon  for  the 3D‐printed microfibre meshes, which were gone  two months 

a6er  implantaQon.  AddiQonally,  manual  direct  casQng,  strongly  limits  the 
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possibility to add complexity to the architecture of repair scaffolds. In Chapter 

5, fibrin glue was also used as a fixaQve, with  results  that were  considerably 

worse than those of an osteochondral press‐fit soluQon. An addiQonal issue is 

that  the  use  of  biological  glues  may  be  hampered  by  the  unavailability  of 

species‐specific components, as further discussed in Chapter 5. 

The  limited  thickness  of  1‐2 mm of  carQlage  commonly  found  in  the  knee 

(sQfle)  joints of both humans and horses  [47], along with  the composiQon of 

the Qssue,  limits  the fixaQon opQons without using  the bone underneath  for 

anchoring. In fact, with the currently available techniques, adequate fixaQon of 

implants  or  scaffolds  in  a  parQal  thickness  carQlage  defect  is  not  feasible, 

parQcularly not in the equine model in which loading occurs immediately a6er 

surgery. Chapter 5 concludes that the press‐fit placed osteochondral construct 

is  the  safer  strategy.  Sealing hydrogels  that  aSach firmly  to  the naQve Qssue 

and have biomechanical properQes matching those of arQcular carQlage might, 

however, be an alternaQve [48, 49]. 

In vivo car5lage repair: importance of the replica5on of the zonal architecture 

• Challenges in transla5on 

In  the  studies  described  in  Part  II  of  this  thesis  (Chapters  4‐6),  different 

regeneraQve strategies have been tested in the equine model [39]. Long‐term 

studies  are  necessary  to  obtain  answers  to  the  predetermined  research 

quesQons,  ulQmately  providing  informaQon on  the  efficacy  of  a  regeneraQve 

strategy.  However,  in  order  to  obtain  insight  into  the  dynamics  of  a  repair 

approach, shorter term studies should not be overlooked, and while long‐term 

evaluaQon  is  necessary  to  avoid  overesQmaQon  of  the  potenQal  of  a  repair 

strategy  [27],  short‐term  pilots  with  a  tailored  duraQon  may  be  able  for 

example  to  provide  relevant  informaQon  on  material  degradaQon.  As 

described  in  Chapters  4  and  5,  2‐week  pilots  confirmed  the  presence  of 

hydrogel‐based  implants  in  terms  of  fixaQon.  However,  as  suggested  by  the 

lack  of  the  reinforcing microfibre meshes  2 months  a6er  implantaQon,  early 

degradaQon  may  have  occurred  somewhere  between  2  and  8  weeks. 

Conversely,  the  intermediate  4  week  duraQon  of  the  pilots  described  in 

Chapter 5, seemed to highlight the degradaQon occurring in hydrogel implants, 

suggesQng  that a 2‐week pilot, while  sufficient  to detect fixaQon  issues, may 
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not be sufficient to detect early hydrogel degradaQon. 

From a regeneraQve perspecQve, the success of an implant is also dependent 

on  its capacity to either deliver or recruit cells that will,  in Qme, deposit new 

Qssue.  The  use  of  hydrogels  permits  the  encapsulaQon  and  delivery  of  cells, 

however  environmental  differenQaQon  condiQons  may  be  less  opQmal  than 

the ones invesQgated in vitro. Moreover, the harsh biomechanical environment 

of  the  in  vivo  equine  joint,  further  challenges  the  performance  of  the 

regeneraQve  implants, as  illustrated by the studies described  in Part  II of  this 

thesis. The limited repair observed with the hydrogel‐based implants in these 

studies, may have been due  to  the early degradaQon of  the hydrogel, which 

could have resulted  in the early exposure of cells while sufficient new matrix 

deposiQon was not yet achieved. An alternaQve route to parQally address this 

limitaQon,  would  be  the  pre‐culturing  of  the  scaffolds,  which  would  enable 

cells to benefit from the opQmal in vitro condiQons to iniQate the deposiQon of 

carQlage‐like matrix. 

• Towards the replica5on of the zonal architecture 

Some of  the  techniques  for  (osteo)chondral  repair  currently  applied  in  the 

clinics  rely  on  a  relaQvely  simple  approach  that  aims  at  kick‐starQng  the 

regeneraQve  process  within  the  paQent,  as  is  done  for  example  with 

microfracture  [50,  51].  Conversely,  novel Qssue‐engineering  based  strategies 

aim  to  reproduce,  at  least  partly,  the  features  of  the  naQve  osteochondral 

Qssue, by  fabricaQng advanced composite constructs  (Chapter 6 and Chapter 

7).  In  these  studies,  constructs were  consQtuted  of  a  chondral  porQon  filled 

with  two  layers of  a HA‐based  (or  StarPEG‐based  in Chapter 7) hydrogel  cell‐

laden  with  two  different  cell  types  with  3D‐printed  reinforcing  poly(ε‐

caprolactone) (PCL) fibres integrated to a PCL bone anchor. A6er 6 months of 

implantaQon, the constructs resulted in good filling of the defects, associated 

with  a  good  integraQon  between  the  scaffold‐carQlage  interface,  which  can 

prevent  further  deterioraQon  of  the  naQve Qssue  [52].  The Qssue  that  was 

formed,  however,  lacked  the  desired  biomechanical  and  biochemical 

characterisQcs  of  naQve  carQlage.  Fibre‐reinforcement  can  improve  the 

sQffness  of  hydrogels  [53],  however  it  only  consQtutes  one  of  many  steps 

towards the approximaQon of the naQve Qssue’s properQes. As the integrity of 

the subchondral bone, and with it the interface between bone and carQlage, is 
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fundamental  for  physiological  funcQon,  in  an  osteochondral  construct  the 

integraQon  between  the  chondral  and  osteal  porQon  should  be  carefully 

addressed.  Due  to  the  widely  differing  characterisQcs  of  bone  and  carQlage 

Qssues, these two elements are usually reproduced with different technologies 

and materials, such as osteoinducQve materials for the bone porQon, and cell‐

friendly hydrogels for the carQlage porQon [54]. 

For the fabricaQon of the osteochondral scaffolds described in Part II of this 

thesis, first  the osteal porQon of  the anchor was 3D‐printed, with protruding 

fibre  reinforcement  to  enhance  hydrogel  fixaQon.  This  porQon  had  a 

diminishing porosity from boSom to top (Chapter 5), and an interface virtually 

non‐porous to cells. Subsequently, a hydrogel layer was cast directly on top of 

the  anchor,  infusing  the  PCL‐reinforced  area.  This  mulQ‐step  process  is 

laborious and therefore less appealing for translaQon in a clinical seTng where 

manufacturing  in  a  sterile,  GMP  (Good  Manufacturing  PracQce)  conformed 

environment  is  mandatory.  However,  recent  developments  in  biofabricaQon 

have shown the potenQal of the convergence of mulQple techniques,  like the 

combinaQon  of  extrusion‐based  bioprinQng  and  melt  electrowriQng  to  print 

cell‐encapsulated hydrogels and microfibres in a single‐step fabricaQon process 

[55]. 

Technologies such as  this are quickly evolving: 3D‐printers are able  to print 

smaller and smaller fibres, and new bio‐inks are being developed, paving the 

road  for  the  future  mimicking  of  the  funcQonal  properQes  of  the  collagen 

network.  Besides  extrusion‐based  3D  prinQng  of  cell  laden  gels  [56],  novel 

methodologies  include  soluQon  electrospinning  of  fibre  materials  [57]  and 

fabricaQon of  parQculate  templates  of  porous  polymeric  structures  [58].  The 

use of these novel technologies allowed, for example, the bioengineering of a 

microfiber‐reinforced  hydrogel  construct  that  replicated  the  zonal  depth‐

dependent mechanical properQes of naQve carQlage, and upon culture under 

mechanical  condiQoning,  resulted  in  neo‐carQlage  formaQon  [20]. While  this 

work  is extremely promising,  long‐term evaluaQon  in a  large animal model  is 

sQll  needed  for  the  final  proof  whether  the  strategy  yields  successful 

(osteo)chondral repair or not.

The path to human and veterinary pa5ents

If successful in large animal models, the translaQon of advanced products for 

(osteo)chondral repair requires meeQng a series of regulatory requirements to 
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ulQmately  reach  the  human  paQent.  In  the  US,  a  simple  3D‐printed  implant 

without  cells  or  chemical  cues  is  considered  by  the  FDA  (US  Food  and Drug 

AdministraQon) a medical device. The osteochondral anchor described In Part 

II,  if  stripped  of  hydrogel  or  cells,  would  fall  in  this  category,  as  it  is  a 

healthcare product that does not require chemical acQon or metabolizaQon to 

achieve  its  purpose  [30].  When  biological  components  are  included,  the 

product  is  categorized  as  an  advanced  therapy  medicinal  product  (ATMP). 

Examples  of  ATMPs  already  available  in  the  clinics  are  products  for  ACI  and 

MACI, currently approved for  the repair of  focal carQlage defects  [59, 60]. To 

obtain  ATMP  cerQficaQon/approval,  a  product’s  efficacy,  quality  and  safety 

must be demonstrated. AddiQonally, such constructs should be manufactured 

in compliance with the requirements for GMP [59]. 

In  Europe,  the  regulatory  body  is  the  European  Medicines  Agency  (EMA), 

which published its first guideline on human cell‐based medicinal products  in 

2008 [61]. Since regeneraQve medicine is a relaQvely new field, few strategies 

have  successfully  reached  the  preclinical  stage,  and  the  legislaQon  on  safety 

requirements  and  processes  has  had  to  catch  up  with  technological 

developments, resulQng in a regulatory  iter that  is not always clearly defined. 

In recent years, the EMA has started providing support to industries interested 

in the development of novel strategies through a service of “scienQfic advice” 

that supports the development of high‐quality, effecQve safe medicines. It may 

be emblemaQc for the  importance of  joint disease that the first‐ever product 

of  the  category  of  regeneraQve  medicine  recommended  for  markeQng  in 

veterinary  medicine  by  the  EMA,  was  a  stem‐cell  based  therapy  for  the 

treatment of lameness related to joint inflammaQon in the horse [62].

While  the  complexity  of  the  regulatory  iter  may  seem  far  away  from  the 

bench  in  the  research  lab,  it  should  be  kept  in  mind  that  the  simpler  the 

approach, the easier translatable.  In this sense, the evoluQon of technologies 

that  allow,  for  example,  the  convergence  of mulQple  3D‐prinQng  techniques 

[55], represents a promising opportunity.

Conclusions and future perspec5ves

The osteochondral unit is a funcQonal enQty composed by specialized Qssues 

that  enable  it  to  funcQon  as  a  key  structural  element  exposed  to  a 

biomechanically challenging environment. To date, the understanding of these 

Qssues  from  a  biological  and  mechanical  point  of  view  is  incomplete,  as 
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aSested  by  the  conQnuous  novel  findings  reported  on  the  fundamental 

science of both bone and carQlage Qssues. 

The  use  of  different  techniques  from  the  fields  of Qssue  engineering  and 

biofabricaQon may enable us  to advance  toward  the producQon of  lab‐made 

regeneraQve  implants. This mulQdisciplinary effort may finally bring us closer 

to approximaQng the naQve Qssues within the joint. The insight into the role of 

structural elements of the osteochondral unit,  including the collagen network 

and  the  subchondral  bone  plate,  as  reported  in  this  thesis,  will  aid  in  the 

design of durable implants for a funcQonal joint replacement. 

Here,  significant  improvements  were  made  towards  the  translaQon  of 

regeneraQve  strategies  for osteochondral  repair.  Chondral  and osteochondral 

defect models  in  the horse were  refined and  the need  for proper fixaQon of 

regeneraQve implants was addressed. Yet, more hurdles must be overcome to 

obtain  a  success  with  scaffolds  for  (osteo)chondral  repair  in  vivo.  Given  the 

lessons  learned  in  Part  I,  the  integraQon  between  the  phases  replicaQng 

carQlage and bone will be a challenging yet promising area of focus for future 

research. Given  the  lessons  learned  in Part  II,  there  is a need  for  tailoring of 

the  degradaQon  of  hydrogels,  and,  more  in  general,  for  improving  the 

funcQonality  and  durability  of  biofabricated  osteochondral  scaffolds.  In  this 

sense, it may well be that accurately replicaQng the funcQonal (biomechanical) 

aspects of the Qssue’s architecture is the key to success. 
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NEDERLANDSE SAMENVATTING

Dit  proefschri6  richt  zich  op  de  ontwikkeling  van  strategieën  voor 

translaQoneel  onderzoek  op  het  gebied  van  therapieontwikkeling  voor  de 

behandeling  van  osteochondrale  defecten  in  gewrichten.  Dit  wordt  gedaan 

door  middel  van  vergelijkende  studies  over  meerdere  diersoorten  naar  de 

natuurlijke  configuraQe  van  de  funcQonele  eenheid  die  gevormd wordt  door 

het gewrichtskraakbeen en het onderliggende subchondrale bot, en door een 

verfijning van het paardenmodel. 

De  bestudering  van  de  basale  biologie  van  de  osteochondrale  funcQonele 

eenheid  bij  meer  dan  40  verschillende  zoogdiersoorten  levert  informaQe  op 

over de hoe de natuur omgaat met het accommoderen van de op gewrichten 

uitgeoefende  krachten.  Dit  begrip  is  essenQeel  voor  het  ontwikkelen  van 

succesvolle regeneraQeve therapieën voor het behandelen van gewrichtsletsel.

De  translaQe  van  potenQële  nieuwe  therapieën  die  veelbelovend  zijn  in  in 

vitro  onderzoek  naar  het  preklinische  paardenmodel wordt  belemmerd  door 

het gebrek aan een effecQeve en betrouwbare methode om implantaten in het 

gewricht vast te zeSen. In dit proefschri6 wordt dit probleem aangepakt door 

het model te verfijnen met de introducQe van een geavanceerd samengesteld 

implantaat  dat  in  het  onder  het  kraakbeen  liggende  bot  verankerd  kan 

worden. 

Deel I

Gewrichtskraakbeen  is  een  sterk  gespecialiseerd  weefsel  dat  gezien  moet 

worden  in  de  context  van  de  hele  osteochondrale  funcQonele  eenheid.  In 

Hoofdstuk  2  wordt  er  gekeken  naar  de  relaQe  tussen  lichaamsgewicht  en 

verschillende  structurele  elementen  van  de  osteochondrale  funcQonele 

eenheid. Deze vergelijkende studie bij 37 zoogdiersoorten  laat zien dat, waar 

de  relaQe  tussen  lichaamsgewicht  en  totale  kraakbeendikte  negaQef 

allometrisch is, dat niet geldt voor alle afzonderlijke lagen in het kraakbeen. De 

aanpassing aan een groter lichaamsgewicht vindt vooral plaats in de diepe laag 

van  het  hyaliene  gewrichtskraakbeen  waarbij  de  oppervlakkige  laag  relaQef 

dunner wordt. De dikte van de subchondrale plaat en het  totale volume aan 

bot zijn niet gerelateerd aan lichaamsgewicht, de dikte van de beenbalkjes van 

het  daaronder  gelegen  bot  hee6  wel  een  duidelijke  posiQeve  relaQe  met 

lichaamsgewicht  (r=0.75,  p<0.001).  Deze  relaQe  was  verwacht,  omdat  het 
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bekend  is  dat  dit  weefsel  een  belangrijke  rol  hee6  in  het  opvangen  van  de 

belasQng.  Op  basis  van  de  studie  kan  geconcludeerd  worden  dat 

gewrichtskraakbeen heel geconserveerd is binnen vele diersoorten en dat het 

vooral het subchondrale bot is dat zich aanpast aan het lichaamsgewicht. Deze 

onveranderlijkheid  van  gewrichtskraakbeen  is  een  eigenschap  die 

meegenomen  dient  te  worden  bij  het  ontwerpen  van  regeneraQeve 

strategieën. 

In Hoofdstuk 3 wordt onderzoek gedaan naar de osteochondrale funcQonele 

eenheid  van  een  aantal  soorten  land‐  en  zeezoogdieren  met  uiteenlopend 

lichaamsgewicht.  Hierbij  wordt  speciale  aandacht  gegeven  aan  de  micro‐

architectuur  en  de  biomechanische  eigenschappen  van  die  eenheid,  die 

sleutelelementen zijn voor de funcQe van het gewricht. Zeezoogdieren vormen 

een unieke groep dieren omdat ze, na de oorspronkelijke evoluQe in het water 

net  als  alle  diersoorten,  landbewoners  geworden  zijn  en  daarna  weer 

teruggekeerd zijn naar het marine milieu. Het kan dus worden verwacht dat de 

oorspronkelijke  aanpassingen  aan  het  landleven  weer  (gedeeltelijk)  een 

andere  kant  op  geëvolueerd  zijn  nadat  deze  soorten  weer  naar  hun 

oorspronkelijke  aquaQsche  milieu  gteruggekeerd  zijn.  Dat  milieu  wordt 

uiteraard  gekenmerkt  door  een  geheel  andere  belasQngssituaQe  door  het 

ontbreken van de invloed van de zwaartekracht. 

Het onderzoek wijst uit dat het gewrichtskraakbeen van zeezoogdieren niet 

de  kenmerkende  boogstructuur  van  het  collageennetwerk  van  de 

extracellulaire matrix hee6 zoals die bij landdieren gezien wordt. Terwijl er bij 

landdieren een duidelijke,  per  kraakbeenzone verschillende, ordening  van de 

collageenfibrillen  bestaat,  ontbreekt  deze  bij  de  zeezoogdieren  en  is  de 

verdeling  van  de  fibrillen  willekeurig.  Ook  hebben  zeezoogdieren  geen 

gecalcifeerd  kraakbeen  onder  het  hyaliene  kraakbeen,  zoals  dat  bij  alle 

landdieren gezien wordt, en  is de subchondrale plaat heel dun en poreus.  In 

biomechanisch  opzicht  is  de  maximale  elasQsche  modulus  lager  bij 

zeezoogdieren  en  is  het  kraakbeen  minder  sQjf.  De  bevindingen  in  dit 

onderzoek leveren het natuurlijke bewijs van de grote invloed van belasQng op 

het weefsel  van de osteochondrale  funcQonele eenheid en benadrukken dus 

ook het  grote  belang  van het  kunnen  accommoderen  van die  belasQng  voor 

een goede gewrichtsfuncQe.
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Deel II

Cellulaire  therapieën voor de behandeling van gewrichtskraakbeendefecten 

maken  tot nu  toe voornamelijk  gebruik  van dragermaterialen voor die  cellen 

die  snel  geresorbeerd  worden,  zoals  fibrinelijm.  Maar  ook  het  gebruik  van 

hydrogelen  voor  dit  doel  wordt  onderzocht  vanwege  het  feit  dat  die  in 

chemische zin makkelijk aangepast kunnen worden en ook gefuncQonaliseerd 

kunnen  worden  met  biologisch  acQeve  stoffen.  In  Hoofdstuk  4  wordt  de 

hydrogel  GelaQne  Methacryloyl  (GelMA),  waarvan  bij  voorafgaand  in  vitro 

onderzoek  aangetoond  was  dat  er  bij  kweek  van  kraakbeencellen  in  dit 

materiaal  een  goede  producQe  door  die  cellen  van  bestanddelen  van  de 

extracellulaire matrix  is, toegepast  in het paardenmodel. Na ontwikkeling van 

de chirurgische implantaQetechniek wordt het materiaal eerst bij één Shetland 

pony toegepast. De implantaQetechniek blijkt goed te werken en het blijkt dat 

het geïmplanteerde materiaal, met en zonder versterking in de vorm van een 

kunstmaQg netwerk,  goed  blij6  ziSen. Naar  aanleiding  hiervan wordt  er  een 

studie van 12 maanden opgestart met 8 Shetland ponies waarbij GelMA (met 

en  zonder  versteviging)  ingezaaid  wordt  met  een  mengsel  van  chondronen 

(chondrocyten  clusters)  en  mesenchymale  stamcellen.  Ondanks  de  goede 

resultaten van de eerdere pilot study blijkt echter bij arthroscopisch onderzoek 

door middel van opQsche coherenQe tomografie  (OCT) op  twee maanden na 

implantaQe dat de verstevigingsnetjes niet meer aanwezig zijn. Deze bevinding 

wordt  bevesQgd  door  histologisch  onderzoek  op  12 maanden  aan  het  einde 

van  het  experiment.  Daarbij  blijkt  ook  dat  er  geen  kraakbeen,  maar  fibreus 

liSekenweefsel  gevormd  is.  Het  hee6  er  dus  alle  schijn  van  dat  bij  dit 

onderzoek er sprake is geweest van een (te) snelle a0raak van de hydrogel en 

een onvoldoende fixaQe van het implantaat, wat geleid hee6 tot een vorm van 

weefselherstel die ook bij onbehandelde defecten gezien wordt.

Hoofdstuk 5 is gewijd aan het fixaQeprobleem van chondrale implantaten. In 

eerste  instanQe wordt  commercieel  verkrijgbare fibrinelijm  (die  veel humane 

componenten  bevat)  vergeleken  met  diersoortspecifieke  fribrinelijm  die 

(grotendeels) gemaakt wordt met van het paard a4omsQge componenten. Het 

commerciële  product  blijkt  tot  een  ernsQge  immuunreacQe  bij  het  paard  te 

leiden. De autologe vorm lost dit probleem maar gedeeltelijk op. Ten eerste is 

de  producQe  complex  en  ten  tweede  is  er  nog  steeds  een  (minder  ernsQge) 

immuunrespons,  waarschijnlijk  omdat  er  nog  steeds  enige  componenten 

gebruikt worden die niet van het paard a4omsQg zijn. Er wordt een alternaQef 
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ontwikkeld  in  de  vorm  van  een  osteochondrale  plug  die  uit  een  basis  van 

polycaprolactone  (PCL)  bestaat  die  press‐fit  in  een  osteochondraal  defect 

geïmplanteerd kan worden en waarvan het chondrale deel uit verschillende te 

testen materialen kan bestaan.

In de Hoofdstukken 6  en 7 wordt de plug die ontwikkeld  is  in Hoofdstuk 5 

gebruikt om de effecten van een zonale opbouw van het chondrale deel van 

het  implantaat  uit  te  testen  in  het  osteochondrale  paardenmodel.  Daartoe 

wordt de PCL plug  voorzien  van  twee  verschillende  chondrale delen. De ene 

bestaat  uit  twee  lagen  van  een  thiol‐ene  cross‐linkable  hyaluronic  acid/

poly(glycidol) hybrid hydrogel (HA‐SH / P(AGE‐co‐G) (Hoofdstuk 6), de ander uit 

twee  lagen  StarPEG/heparin  (Hoofdstuk  7).  In  beide  gevallen  bevat  de 

bovenste  laag  specifieke  chondrale  stamcellen  (Ar5cular Car5lage Progenitor 

Cells / ACPCs) en de onderste de meer aspecifieke mesenchymale stamcellen 

(MSCs).  De  contrôle‐implantaten  hebben  een  uniforme  populaQe  van MSCs. 

Na  6 maanden  implantaQe  is  er  sprake  van  een  goede  boQngroei  in  de  PCL 

basis  van  het  implantaat,  maar  er  is  maar  een  beperkte  vorming  van 

kraakbeenachQg  weefsel  in  het  chondrale  deel  van  het  implantaat.  Daar 

kunnen  verschillende  redenen  voor  zijn,  zoals  een  snelle  a0raak  van  de 

hydrogel  of  een  (te)  vroeg  verlies  van  de  geïmplanteerde  cellen. De  StarPEG 

(Hoofdstuk  7)  degradeert  minder  snel  dan  de  HA‐SH/P(AGE‐co‐G)  hydrogel, 

maar  ook  daar  is  er  sprake  van  een  beperkte  weefselformaQe,  deze  is 

vergelijkbaar met die in Hoofdstuk 6.
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RIASSUNTO IN ITALIANO

Questa  tesi  è  incentrata  sullo  sviluppo  di  strategie  traslazionali  per  la 

rigenerazione di difeT (osteo)condrali tramite il perfezionamento del modello 

equino  e lo studio morfologico e struSurale dell’unitá osteocondrale.

ASraverso l’analisi della biologia di base dell’unità osteocondrale di oltre 40 

specie di mammifero, vengono chiarificaQ i meccanismi adoSaQ dall’unità per 

far  fronte alle diverse masse corporee e profili di carico. L’individuazione e  la 

comprensione di quesQ meccanismi sono fondamentali per la pianificazione di 

una strategia terapeuQca osteocondrale di successo. 

La  traslazione  verso  il  modello  preclinico  equino  di  promeSenQ  strategie 

rigeneraQve  in  vitro  volte  alla  cura  dei  difeT  osteocondrali  è,  aSualmente, 

ostacolata  dalla  mancanza  di  tecniche  affidabili  ed  efficaci  per  la  fissazione 

degli  impianQ.  Parte  del  lavoro  qui  descriSo  affronta  questa  mancanza, 

perfezionando  il  modello  equino:  partendo  da  un  approccio  puramente 

condrale, viene adoSata una strategia più complessa in cui viene uQlizzata uno 

scaffold  composito  adaSo  alla  cura  di  difeT  osteocondrali  di  dimensioni 

maggiori. 

Parte I

La  carQlagine  arQcolare  è  un  tessuto  con  un  alto  grado  di  specializzazione 

che, dal punto di vista funzionale, può essere meglio apprezzato nel contesto 

più  ampio  di  unità  osteocondrale.  Il  capitolo  2  analizza  i  meccanismi  di 

adaSamento  delle  dimensioni  degli  elemenQ  struSurali  che  compongono 

l’unità osteocondrale in un gruppo di animali con un’ampia variazione di taglia. 

L’analisi  comparaQva  compiuta  su  osso  e  carQlagine  di  37  specie  diverse  di 

mammifero  dimostra  che,  mentre  lo  spessore  totale  della  carQlagine  scala 

rispeSo alla massa  corporea  con una  relazione  allometrica negaQva,  i  diversi 

straQ  della  carQlagine  non  seguono  lo  stesso  comportamento.  Gli  straQ 

carQlaginei scalano in relazione ad un aumento di massa principalmente nello 

strato  profondo,  mentre  lo  strato  superficiale  dimostra  di  diventare 

relaQvamente  più  soTle.  Lo  spessore  della  placca  ossea  subcondrale  e  la 

frazione di  volume osseo dimostrano di non avere correlazione con  la massa 

corporea. Al contrario, l’osso trabecolare risulta avere trabecole relaQvamente 

più spesse in animali di dimensioni maggiori (r=0.75, p<0.001). Tale tendenza è 

da aspeSarsi se si considera che questa struSura supporta la maggior parte dei 
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carichi ed è coinvolta nella miQgazione delle  forze. È possibile concludere, da 

questa  analisi,  che  la  struSura  del  tessuto  osteocondrale  è  essenzialmente 

conservata  nelle  diverse  specie mammifere,  e  che  i meccanismi  principali  di 

compensazione  alla  massa  corporea  risiedono  nell’osso  trabecolare.  In 

aggiunta,  l’immutevolezza  e  costanza  del  tessuto  carQlagineo  arQcolare 

andrebbero  presi  in  considerazione  nella  pianificazione  di  strategie  di  cura  e 

rigenerazione funzionale del tessuto.

Nel capitolo 3, viene descriSa l’analisi comparaQva delle unità osteocondrali 

di  diverse  specie  di  mammiferi  terrestri  e  marini,  che  comprende  animali 

coprenQ  una  gamma  ampia  di  pesi  corporei.  L’analisi  in  quesQone  è 

caraSerizzata  dallo  studio  dell’organizzazione  microstruSurale  e  delle 

caraSerisQche  biomeccaniche  delle  diverse  unità  osteocondrali;  quesQ 

elemenQ  in  parQcolare  vengono  scelQ  per  il  loro  ruolo  fondamentale  nel 

funzionamento fisiologico delle arQcolazioni. 

I mammiferi marini  rappresentano,  in parQcolare, un gruppo di animali con 

caraSerisQche  uniche,  essendo  animali  emersi  dall’acqua  per  compiere  una 

parte  del  loro  processo  evoluQvo  sulla  terra  e  poi  tornare  nell’ambiente 

aquaQco da cui provengono originariamente tuSe le specie. È ipoQzzabile che 

gli effeT evoluQvi della  locomozione terrestre  in quesQ animali siano scemaQ 

dopo il ritorno all’ambiente aquaQco e che quindi le differenze microstruSurali 

osservabili  in  quesQ  animali  siano  il  risultato  dei  requisiQ  diversi  per  la 

locomozione richiesQ dall’ambiente aquaQco. 

In questo studio, si osserva che i mammiferi marini mostrano una carQlagine 

con  fibre  di  collagene  essenzialmente  non  allineate,  quindi  prive 

dell’organizzazione  ad  arco  delle  specie  terrestri,  caraSerizzata  da  una 

gerarchia  definita  dalla  superficie  agli  straQ  profondi.  Anche  l’interfaccia 

osteocondrale risulta radicalmente diversa nei mammiferi marini, dove manca 

lo  strato  della  carQlagine  calcificata  ed  è  possibile  riscontrare  una  placca 

subcondrale soTle ed altamente porosa. 

Dal punto di vista biomeccanico, nei mammiferi terrestri il modulo elasQco di 

picco  risulta  significaQvamente  più  alto,  e  in  fase  di  equilibrio  la  carQlagine 

risulta  più  rigida.  Le  differenze descriSe  in  questo  capitolo  cosQtuiscono una 

prova  da  parte  della  Natura  stessa  della  grande  influenza  che  ha  la 

distribuzione  della  massa  sulla  struSura  di  osso  e  carQlagine,  e  soSolinea 

l’importanza  di  un’adeguata  compensazione  delle  esigenze  biomeccaniche 
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richieste dalle arQcolazioni. 

Parte II

Le  terapie  cellulari  per  la  cura  della  carQlagine  finora  sono  state  basate 

sull’uso  di  veicoli  per  il  trasporto  di  cellule  rapidamente  degradabili  come  la 

colla di fibrina. TuSavia, altri materiali appartenenQ alla famiglia degli  idrogeli 

sono staQ a  lungo oggeSo di  ricerca come potenziali biomateriali  rigeneraQvi, 

grazie alla possibilitá di oTmizzare le loro proprietá meccaniche e di trasporto 

di  nutrienQ  e  alle  possibilità  di  funzionalizzazione.  Il  capitolo  4  affronta  la 

traslazione  al  modello  preclinico  equino  della  gelaQna  metacrilata  (GelMA), 

come  possibile  candidato  per  una  terapia  rigeneraQva  della  carQlagine,  in 

quanto  biomateriale  precedentemente  uQlizzato  con  successo  nel  supporto 

della  condrogenesi  in  vitro.  Viene  sviluppata  una  tecnica  chirurgica  per 

l’impianto  in  situ  nel  ginocchio equino,  e  successivamente  viene eseguito un 

impianto  a  breve  termine  in  un pony di  razza  Shetland,  al  fine di  valutare  la 

fissazione  dell’impianto  e  la  faTbilità  della  tecnica  sviluppata.  Sia  il  lavoro 

svolto  ex  vivo  che  lo  studio  pilota  a  breve  termine  dimostrano  il  successo 

dell’impianto del GelMA (rinforzato con microfibre di policaprolaSone e non), 

oltre alla persistenza dell’impianto nel difeSo. In base a questo successo, viene 

eseguito  uno  studio  a  lungo  termine  della  durata  di  12 mesi  in  entrambe  le 

arQcolazioni del ginocchio di oSo pony di razza Shetland, nelle cui arQcolazioni 

viene  impiantata  una  miscela  di  condroni  allogenici  e  MSCs  incapsulaQ  in 

idrogeli  (rinforzaQ)  a  base  di  GelMA  e  colla  di  fibrina.  Nonostante  i  risultaQ 

incoraggianQ  dello  studio  a  breve  termine,  nel  corso  del  monitoraggio  dello 

studio  a  lungo  termine  con  la  tomografia  intra‐arQcolare  a  coerenza oTca  si 

nota  che,  2  mesi  dopo  l’impianto,  i  rinforzi  non  sono  più  presenQ.  La 

valutazione  istologica  eseguita  a  12  mesi  conferma  questa  osservazione  e 

dimostra  la  prevalenza  del  tessuto  fibroso  all’interno  di  tuT  i  difeT  senza 

differenze  significaQve  tra  i  diversi  gruppi  sperimentali.  Questo  quadro  è 

fortemente suggesQvo di una degradazione precoce dell’idrogelo e di una sua 

fissazione inadeguata, che hanno portato all’interno dei difeT ad un processo 

di riparazione naturale risultante nella formazione di tessuto fibroso (quindi di 

qualitá inferiore rispeSo alla carQlagine naQva).

Il  capitolo  5  dunque  si  incentra  sull’oTmizzazione  della  fissazione  degli 

impianQ  condrali.  Qui  vengono  valutate  colle  di  fibrina  autologa  e 
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commerciale, ed entrambe dimostrano svantaggi importanQ. La colla di fibrina 

disponibile  commercialmente viene  sinteQzzata per uso negli  esseri umani,  e 

se usata nel  cavallo,  sembra provocare delle  reazioni  immunologiche avverse 

di vario grado. L’uso di una colla di fibrina di derivazione autologa non risolve 

completamente questo problema: la sintesi è complessa e di standardizzazione 

difficile, richiedendo quindi  l’uQlizzo addizionale di componenQ allogenici, per 

oSenere un prodoSo finale in quanQtà ridoSe e parzialmente immunogenico. 

Viene quindi descriSo lo sviluppo di una soluzione alternaQva per la fissazione 

condrale,  consistente  in  un  ancoraggio  osseo  in  policaprolaSone  (PCL)  a  cui 

possono  essere  aggiunQ diversi  biomateriali  per  cosQtuire  lo  strato  condrale, 

fornendo  nel  contempo  la  possibilità  di  impianto  chirurgico  di  fissazione 

durevole con un semplice press‐fit.

Nei capitoli 6 e 7, l’ancoraggio osteocondrale sviluppato nel capitolo 5 viene 

usato per  indagare gli effeT di una distribuzione cellulare zonale nello strato 

condrale di uno scaffold  impiantato  in un difeSo equino osteocondrale come 

modello  di  rigenerazione  carQlaginea.  In  questo  studio,  lo  scaffold  stampato 

tridimensionalmente  in  PCL  viene  provvisto,  nella  regione  condrale,  di  uno 

strato di fibre di PCL, aSe a rinforzo meccanico, in seguito coperto da due straQ 

di  un  idrogelo  come  matrice  per  incapsulare  e  trapiantare  condrociQ.  Nel 

capitolo 6, viene descriSo lo studio  in vivo di questa struSura in cui l’idrogelo 

condrale è formato da acido ialuronico derivaQzzato con gruppi Qolo capace di 

stabilire  crosslink Qolo‐ene  con  un  polimero  sinteQco,  un  poli(glicidolo)  (HA‐

SH / P(AGE‐co‐G). Nel capitolo 7, invece, viene uQlizzato un idrogelo a base di 

eparina  e  glicole  polieQlenico  a  quaSro  bracci  funzionalizzato  alle  estremità 

(StarPEG/eparina).  Lo  strato  superiore  dell’idrogelo  conQene  cellule 

progenitrici  della  carQlagine  arQcolare  (ACPC),  oSenute  dallo  strato 

superficiale  del  tessuto  carQlagineo  naQvo,  mentre  lo  strato  inferiore 

dell’idrogelo  incapsula  cellule  staminali  mesenchimali  (MSC).  La  porzione 

condrale dei costruT di controllo invece conQene MSC in tuT  gli straQ del gel. 

Sei  mesi  dopo  l’impianto  ortotopico  in  vivo,  la  tomografia  micro‐

computerizzata  rivela  una  produzione  significaQva  di  tessuto  osseo 

nell’ancoraggio di PCL, ed una limitata produzione di tessuto simil‐carQlagineo 

in entrambi  i  costruT zonali e non. E’ possibile  ipoQzzare diverse  ragioni per 

questa  rigenerazione  Qssutale  limitata,  comprese  una  perdita  di  cellule 

impiantate  o  una  degradazione    precoce  dell’idrogelo.  La  sosQtuzione  del 
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biomateriale con lo starPEG/eparina descriSo nel capitolo 7, analizza gli effeT 

dell’uso di un materiale a degradazione più  lenta,  confermato dalla presenza 

dell’idrogel  nei  difeT  sei  mesi  dopo  l’impianto.  TuSavia,  questa  strategia 

dimostra una limitata riparazione del tessuto, con risultaQ comparabili a quelli 

riportaQ nel capitolo 6. 
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RÉSUMÉ EN FRANÇAIS 

CeSe  thèse  se  concentre  sur  le  développement  de  stratégies 

translaQonnelles pour la réparaQon (ostéo) chondrale des défauts arQculaires à 

travers  le  perfecQonnement  du  modèle  équin  et  l'étude  morphologique  et 

structurelle des Qssus osteo‐carQlagineux. 

Examiner  la  biologie  fondamentale  de  l’unité  ostéo‐carQlagineux  chez  plus 

de 40 espèces de mammifères, permet de mieux comprendre la façon dont les 

différents  composants  du  bloc  supportent  la  charge.  L'idenQficaQon  et  la 

compréhension  de  ces  mécanismes  sont  fondamentales  pour  la  concepQon 

d'une stratégie de réparaQon ostéochondrale efficace.

La translaQon vers le modèle préclinique équin de stratégies de régénéraQon 

promeSeuses  in vitro pour  la réparaQon de défauts est  freiné par  le manque 

de stratégies de fixaQon des  implants efficaces et fiables. CeSe thèse aborde 

ceSe quesQon, perfecQonnant ainsi le modèle, jusqu'à passer d’une approche 

chondrale  à  une  stratégie  plus  complexe  impliquant  un  échafaudage 

composite pour la réparaQon de grands défauts ostéo‐carQlagineux.

1ère Par5e

Le carQlage arQculaire est un Qssu à haut degré de spécialisaQon qui, au sens 

foncQonnel, ne peut être apprécié que dans  le  contexte plus  large de  l'unité 

ostéochondrale.  Le  chapitre  2  analyse  les  mécanismes  d'adaptaQon  des 

dimensions des éléments structurels de  l'unité ostéochondrale présents dans 

une grande variété d'espèces de  tailles différentes. Une analyse comparaQve, 

effectuée sur le carQlage et l'os de 37 espèces de mammifères, démontre que, 

bien  que  l'épaisseur  totale  du  carQlage  s'adapte  à  la  masse  corporelle  de 

manière allométrique négaQve, ce n'est pas le cas de chaque différente couche 

de  carQlage.  Ce  sont  principalement  les  couches  de Qssu  carQlagineux  de  la 

zone profonde qui s'adaptent à des masses croissantes, alors que les couches 

superficielles  deviennent  relaQvement  plus minces.  L'épaisseur  de  la  plaque 

osseuse sous‐chondrale et la fracQon osseuse ne montrent aucune corrélaQon 

avec  la masse corporelle. Au contraire,  l'os  trabéculaire présente des  travées 

relaQvement  plus  épaisses  chez  les  animaux  plus  gros(r=0.75,  p<0.001).  Ce 

résultat était prévisible puisque ceSe structure supporte la plupart des charges 

et  joue un rôle dans  l'aSénuaQon des  forces.  Il  ressort de ceSe étude que  la 
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structure du Qssu ostéo‐carQlagineux est remarquablement préservée chez les 

différentes  espèces  de  mammifères  et  que  c'est  principalement  l'os 

trabéculaire  qui  s'adapte  à  la  masse  corporelle  croissante.  Par  ailleurs,  la 

constance  et  les  caractérisQques  immuables  du  carQlage  arQculaire  doivent 

être pris en considéraQon lors de  la concepQon de stratégies de régénéraQon 

et de réparaQon foncQonnelle.

Le  chapitre  3,  présente  une  comparaison  des  unités  ostéochondrales  de 

plusieurs  espèces  de  mammifères  marins  et  terrestres  couvrant  un  large 

éventail  de  poids  corporels.  À  cet  effet,  l’organisaQon microstructurale  et  les 

caractérisQques biomécaniques de  l’unité ostéochondrale  sont  examinées  en 

tant  qu'aspects  essenQels  au  bon  foncQonnement  des  arQculaQons.  Les 

mammifères  aquaQques  représentent  un  groupe  unique  d'animaux,  ayant 

accompli  part  de  leur  évoluQon  sur  la  terre  avant  de  retourner  plus  tard  à 

l'environnement  aquaQque  dans  lequel  toutes  les  espèces  ont  évolué  à 

l'origine.  On  peut  donc  s'aSendre  à  ce  que  leurs  adaptaQons  originales  à  la 

locomoQon  terrestre  aient  diminué  après  le  retour  au  milieu  marin  et  ainsi 

supposer  que  les  différences  microstructurales  observées  chez  ces  espèces 

sont probablement dues aux différentes exigences de  la  locomoQon dans  les 

deux différents environnements.

CeSe  analyse  nous  permet  de  constater  que  le  carQlage  des  mammifères 

aquaQques  présente  des  fibres  de  collagène  essenQellement  non  alignées, 

sans l'organisaQon en arcade et dépendante de la profondeur, caractérisQque 

des  espèces  terrestres.  L'interface  ostéochondrale  se  montre  aussi  très 

différente  chez  les mammifères aquaQques qui ne présentent pas de  couche 

de  carQlage  calcifié  et  qui  ont  une  fine  plaque  osseuse  sous‐chondrale  très 

poreuse.  Du  point  de  vue  biomécanique,  chez  les  mammifères  terrestres  le 

module d'élasQcité maximal est significaQvement plus élevé et, à l'équilibre, le 

carQlage  est  plus  rigide.  Les  différences  décrites  dans  ceSe  étude  sont  la 

preuve fournie par la nature elle‐même de l’énorme influence de la charge sur 

la structure du carQlage et de  l'os, et  soulignent  l'importance de  l’adaptaQon 

aux exigences biomécaniques auxquelles l'arQculaQon est soumise.

2ème Par5e

Jusqu'à  présent,  les  thérapies  cellulaires  pour  la  réparaQon  du  carQlage 

reposaient  principalement  sur  des  supports  cellulaires  à  dégradaQon  rapide 
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tels  que  la  colle  de  fibrine.  Cependant,  les  hydrogels  ont  aussi  été  étudiés 

comme biomatériaux régénéraQfs potenQels, pour leurs propriétés réglables et 

leur  possibilité  de  foncQonnalisaQon.  Le  chapitre  4  uQlise  le  GelMA 

(méthacryloyle  de  gélaQne),  un  hydrogel  dont  la  capacité  à  soutenir  la 

chondrogenèse  avait  déjà  été  démontré  in  vitro,  dans  une  stratégie 

régénéraQve  pour  la  réparaQon  du  carQlage  dans  le  modèle  animal  équin 

préclinique. On y développe une technique chirurgicale pour l'implantaQon  in 

situ  dans  le  grasset  équin,  avant  d'effectuer  une  implantaQon  à  court  terme 

chez un poney Shetland afin d’évaluer la faisabilité de la chirurgie et la fixaQon 

de  l'implant.  Les  travaux préliminaires ex vivo  et  l'étude pilote à court  terme 

montrent une  implantaQon  réussie de GelMA  renforcé et non  renforcé  (avec 

des fibres) et  la persistance de  l'implant dans  le défaut. Par conséquent, une 

étude  à  long  terme  de  12 mois  est  réalisée,  durant  laquelle  un mélange  de 

chondres  allogéniques  et  de  cellules  souches  mésenchymateuses  (CSM) 

englobé dans des hydrogels GelMA (renforcés) et dans de la colle de fibrine est 

implanté dans  les deux arQculaQons  fémoro‐Qbiales de huit poneys Shetland. 

Cependant, malgré  les  résultats  encourageants  à  court  terme,  l’invesQgaQon 

par  tomographie  intra  arQculaire  à  cohérence  opQque  dans  l'étude  à  long 

terme,  indique  que  2  mois  après  l'implantaQon,  les  renforts  ne  sont  plus 

présents.  L'évaluaQon  histologique  à  12 mois    confirme  ceSe  observaQon  et 

révèle la présence de Qssu fibreux réparateur comblant tous les défauts, sans 

aucune différence  significaQve entre  les  groupes de  traitement.  Ceci  suggère 

fortement une dégradaQon précoce de  l'hydrogel et une fixaQon  insuffisante, 

conduisant à un processus de réparaQon naturel et entraînant la formaQon de 

Qssu cicatriciel (de moindre qualité).

Le  chapitre  5  se  focalise  sur  l'opQmisaQon  de  la  fixaQon  des  implants 

chondraux. Les colles de fibrine commerciales et de dérivaQon autologue sont 

évaluées,  cependant,  les  deux  approches  présentent  des  inconvénients 

significaQfs.  La  colle  de  fibrine  commerciale  est  synthéQsée  avec  des 

composants humains et,  lorsqu'elle est  implantée chez  le cheval, elle  semble 

provoquer des réacQons immunologiques importantes. L'uQlisaQon de colle de 

fibrine  autologue  ne  paraît  pas  résoudre  complètement  ce  problème:  sa 

préparaQon  est  complexe  et  difficile  à  standardiser,  et  certains  composants 

non équins sont encore nécessaires. En outre le rendement en produit final est 

peu  abondant,  tout  en  provoquant  encore  une  réponse  immunologique 
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parQale.  Le développement d’un  ancrage osseux  à base de polycaprolactone 

(PCL) fournit donc une alternaQve appropriée pour la fixaQon chondrale, avec 

la  possibilité  d'uQliser  différents  biomatériaux  comme  couche  chondrale, 

tandis que la parQe osseuse offre la possibilité d'une implantaQon chirurgicale 

press‐fit facile, tout en gardant une fixaQon durable.

Dans les chapitres 6 et 7, l'ancrage ostéochondrale développé au chapitre 5 

est  uQlisé  pour  étudier  l'effet  d'une  distribuQon  cellulaire  zonale  dans  la 

couche chondrale de l'implant dans un modèle de défaut ostéochondral équin 

pour  la  réparaQon  du  carQlage.  Ici,  l'ancre  osseuse  en  PCL  imprimée  en  3D 

avec  des  fibres  de  renforcement  chondral,  est  recouverte  de  deux  couches 

d'un  hydrogel  hybride  de  acide  hyaluronique  dérivé  avec  des  groupes  thiol 

capables d'établir des réQculaQons thiol‐ène avec un polymère synthéQque, un 

poly  (glycidol)  (HA‐SH/P(AGE‐co‐G)) au chapitre 6, alors qu'au chapitre 7,   on 

uQlise un hydrogel à base d'héparine et de polyéthylène glycol à quatre bras 

foncQonnalisés  aux  extrémités  (StarPEG/héparine).  La  couche  supérieure 

d'hydrogel conQent des cellules progénitrices du carQlage arQculaire, dérivées 

de  la  couche  superficielle  de  Qssu  carQlagineux  naQf,  tandis  que  la  couche 

inférieure  conQent  des  cellules  souches mésenchymateuses  (CSM).  La  parQe 

carQlagineuse  des  échafaudages  de  contrôle  est  remplie  de  manière 

homogène  de  MSC.  Après  six  mois  d'implantaQon  orthotopique  in  vivo,  la 

tomographie  micro‐informaQsée  révèle  une  producQon  de  Qssu  osseux 

significaQve dans l'ancrage osseux en PCL, cependant, la producQon de Qssu de 

type  carQlagineux  dans  les  échafaudages  zonales  et  non  zonales  est  limitée. 

CeSe  régénéraQon  Qssulaire  limitée  peut  s'expliquer  par  plusieurs  raisons, 

parmi  lesquelles  la  perte  précoce  des  cellules  implantées  ou  la  dégradaQon   

précoce  de  l'hydrogel.  La  subsQtuQon  de  l'hydrogel  par  StarPEG  /  héparine 

comme décrit au chapitre 7, vise à étudier l'effet d'un taux de dégradaQon plus 

lent,  confirmé  par  la  persistance  du  biomatériau  dans  les  défauts  six  mois 

après  l'implantaQon.  Cependant,  cela  entraîne  également  une  réparaQon 

Qssulaire limitée, comparable au résultat rapporté au chapitre 6.
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