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LSEC : Liver Sinusoidal Endothelial Cell 
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MMP : Matrix Metalloproteinase  

MP : Microparticule 

NAFLD : Non Alcoholic Fatty Liver Disease 
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NRC : Normal Rat Cholangiocyte 
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PDGF-BB : Platelet-Derived Growth Factor-BB 
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Introduction 

Les maladies chroniques du foie constituent aujourd’hui un véritable enjeu de santé 

publique. Elles sont de plus en plus fréquentes, à la fois dans les pays en voie de 

développement dans lesquels la prévalence de l’hépatite B est importante mais également 

dans les pays occidentaux du fait de la prévalence élevée de l’hépatite C (environ 1% de la 

population), de la consommation excessive d’alcool et aussi de l’ « épidémie » du syndrome 

métabolique exposant au risque de stéatopathie non alcoolique ou Non Alcoholic Fatty Liver 

Disease (NAFLD). Quelle que soit leur étiologie, les maladies chroniques du foie ont en 

commun le processus de fibrogenèse. La fibrogenèse consiste en des modifications 

quantitatives et qualitatives de la matrice extra-cellulaire avec l’accumulation de fibrose, 

constituée principalement par des dépôts de collagène. La fibrose progresse plus ou moins 

rapidement selon le contexte pathologique pour aboutir à la désorganisation globale de 

l’architecture du foie, caractéristique de la cirrhose. C’est au stade de cirrhose qu’apparaissent 

les complications qui rendent la maladie du foie symptomatique : hypertension portale, 

insuffisance hépato-cellulaire et risque de carcinome hépato-cellulaire. 

Les myofibroblastes sont les cellules qui synthétisent la matrice extra-cellulaire et qui 

représentent donc les acteurs principaux de la fibrogenèse. Dans le foie pathologique, il existe 

plusieurs types de myofibroblastes. Les myofibroblastes dérivant des cellules étoilées du foie 

ont été le premier type de myofibroblaste hépatique à être identifié. Leur rôle dans la fibrose 

et également dans l’angiogenèse a été largement documenté. Plus récemment, une deuxième 

population de myofibroblastes a été mise en avant sur la scène de la fibrose hépatique : les 

myofibroblastes portaux. Néanmoins, les propriétés de ces cellules sont peu connues et leur 

rôle dans l’angiogenèse hépatique n’a jamais été exploré. 

L’angiogenèse est le processus faisant apparaître de nouveaux vaisseaux à partir de 

vaisseaux pré-existants. Plusieurs études ont montré que l’angiogenèse accompagnait la 

fibrogenèse dans les maladies chroniques du foie. L’angiogenèse hépatique serait une 
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conséquence de la fibrose, mais aurait aussi elle-même des conséquences sur la fibrose. En 

effet, la plupart des études menées dans différents modèles animaux de fibrose hépatique ont 

montré que l’inhibition de l’angiogenèse diminuait la fibrose. Néanmoins, certaines études 

ont rapporté des résultats contradictoires, montrant ainsi la complexité des relations entre 

angiogenèse et fibrogenèse. 

Les microparticules sont des vésicules extra-cellulaires mesurant de 0,1 à 1µm de 

diamètre, pouvant être sécrétées par toutes les cellules à la fois en situation physiologique et 

pathologique. Les microparticules sont des médiateurs de la communication inter-cellulaire. 

Plusieurs données ont démontré qu’elles étaient impliquées dans le processus d’angiogenèse. 

 

L’objectif de ce travail de thèse a donc été de : 

- déterminer si les myofibroblastes portaux sont impliqués dans l’angiogenèse qui 

accompagne la fibrose hépatique  

- préciser les mécanismes de leurs potentielles propriétés pro-angiogéniques, 

notamment en étudiant le rôle des microparticules.  

 

 

Dans une première partie d’introduction, nous rapporterons les données de la littérature 

scientifique concernant les myofibroblastes portaux, l’angiogenèse hépatique et les 

microparticules. Dans une deuxième partie, nous détaillerons les résultats de nos travaux. 

Enfin, dans une troisième partie, nous dresserons les conclusions de notre travail et 

exposerons les perspectives qui en découlent. 
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Introduction                      

Bibliographique 



 10 

 

I. Les myofibroblastes portaux 

Préambule : rappels sur l’anatomie fonctionnelle du foie 

- La vascularisation du foie 

 Le foie reçoit 2 systèmes vasculaires afférents : la veine porte qui draine le sang 

veineux de tout l’abdomen et l’artère hépatique, branche du tronc coeliaque, efférent de 

l’aorte abdominale. La veine porte et l’artère hépatique pénètrent dans le foie par le hile 

hépatique et se ramifient pour donner des branches situées dans les espaces portes. Les 

espaces portes contiennent donc les vaisseaux afférents du foie. Le sang provenant de ces 

vaisseaux circule ensuite dans les vaisseaux capillaires sinusoïdes qui bordent les travées 

d’hépatocytes et qui convergent vers la veine centro-lobulaire. Les veines centro-lobulaires se 

drainent ensuite dans les veines sus-hépatiques, voies efférentes du foie. 

 

- Les différentes populations cellulaires du foie 

Le foie est composé de plusieurs types cellulaires. Les hépatocytes, aussi appelés 

cellules parenchymateuses du foie car assurant ses principales fonctions, sont les cellules 

épithéliales constituant la majorité du tissu hépatique (80% des cellules). Les cellules non 

parenchymateuses regroupent tous les autres types cellulaires : les cholangiocytes, cellules 

épithéliales bordant les canaux biliaires, les cellules endothéliales, bordant les vaisseaux 

sinusoïdes mais aussi les branches de l’artère hépatique et les branches de la veine porte, les 

macrophages du foie, appelées cellules de Kupffer, les cellules étoilées du foie et les autres 

cellules mésenchymateuses notamment les cellules musculaires lisses autour des vaisseaux, 

les fibroblastes de la capsule de Glisson (tissu conjonctif qui entoure le foie). 

 

- L’unité fonctionnelle du foie : le lobule hépatique 

Le lobule hépatique regroupe toutes les travées hépatocytaires dont les sinusoïdes se 

drainent dans la même veine centro-lobulaire (figure 1). Il peut être représenté comme un 

livre ouvert dont les pages seraient formées par les travées d’hépatocytes orientées de façon 

radiaire et dont le dos correspondrait à la veine centro-lobulaire, formant l’axe central du 

lobule. A la périphérie des lobules se trouvent les espaces portes, structures de tissu conjonctif 

contenant 3 éléments : la branche provenant de l’artère hépatique, la branche provenant de la 
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veine porte et le canal biliaire. La bile est produite par les hépatocytes et circule dans le 

canalicule biliaire de façon centrifuge, de la veine centro-lobulaire vers les espaces porte où 

elle rejoint le canal biliaire. Le canal de Hering correspond à la jonction entre le canalicule 

biliaire et le canal biliaire. C’est dans cette région que se trouvent les cellules ovales qui sont 

impliquées dans la régénération du parenchyme hépatique1. Le sang, provenant de l’artère 

hépatique et de la veine porte circule entre les travées hépatocytaires dans les vaisseaux 

capillaires sinusoïdes, de façon centripète, depuis l’espace porte vers la veine centro-lobulaire. 

Les vaisseaux sinusoïdes présentent les particularités phénotypiques suivantes : ils sont 

discontinus, sont dépourvus de lame basale et leurs cellules endothéliales sont fenêtrées, c’est 

à dire qu’elles comportent des pores de 0,2 µm formant des tamis à leur surface.  L’ensemble 

de ces caractéristiques favorise le passage des molécules du sang vers les hépatocytes. 

L’espace situé entre les cellules endothéliales sinusoïdales et les hépatocytes est appelé 

l’espace de Disse.  

 

Figure 1 : Schéma du lobule hépatique. (d’après « Affections Hépatiques », Erpi 

Editions) 
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1) Définitions et caractéristiques générales des myofibroblastes 

 

Les myofibroblastes sont des cellules mésenchymateuses caractérisées par 

l’association de propriétés des fibroblastes (capacité de production de matrice extra-cellulaire) 

et de propriétés de cellules musculaires lisses (contractibilité). Ils peuvent être définis comme 

des cellules qui développent une force contractile et des fibres de stress de novo et in vivo 2. 

Ils sont caractérisés par l’expression de novo de plusieurs protéines des cellules musculaires 

lisses et notamment de l’alpha smooth muscle actin (α-sma). Dans la majorité des travaux, les 

auteurs s’appuient justement sur l’expression d’α-sma comme marqueur pour étudier les 

myofibroblastes, en particulier grâce à l’immuno-histochimie (figure 2). Néanmoins, comme 

tous les myofibroblastes expriment α-sma, cette méthode ne permet pas de différencier les 

différents sous-types de myofibroblastes. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 2 : Marquage α-sma  du foie humain.  
Photographies de coupes de foie humain normal (à gauche) et cirrhotique (à droite). Le foie normal ne 

contient pas de myofibroblaste et le marquage α-sma correspond aux cellules musculaires lisses disposées autour 
des vaisseaux des espaces portes(*) et autour des veines centro-lobulaires (§). Le foie cirrhotique contient de 
nombreux myofibroblastes qui sont localisés dans les septa fibreux (>). 
 

Dans tous les tissus de l’organisme, les myofibroblastes sont impliqués dans le 

phénomène de fibrogenèse, défini par la production de fibrose. En condition physiologique, la 

fibrogenèse s’intègre dans le processus de réparation tissulaire. En effet, en cas de lésion 

tissulaire, par exemple une lésion cutanée, les cellules mortes sont phagocytées par des 

leucocytes (macrophages et polynucléaires neutrophiles) et la perte de substance (le vide) va 

être remplacée par de la fibrose. La fibrose est un tissu amorphe, c’est à dire dépourvu de 

cellule et constitué donc de matrice extra-cellulaire, principalement du collagène. Ce sont 

* 

*  § 
> 

> 

> > 

> 
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donc les myofibroblastes qui, une fois activés, vont synthétiser le collagène responsable de la 

fibrose. L’activation des myofibroblastes est orchestrée par l’action de différentes cytokines 

synthéthisées par les cellules inflammatoires et les cellules parenchymateuses, notamment le  

Transforming growth factor-β (TGF-β), principal facteur pro-fibrosant 3. Par la suite, si les 

stimuli pro-fibrogéniques disparaissent, les myofibroblastes peuvent mourir par apoptose ou 

bien revenir à un état quiescent dit désactivé 3. Si le tissu lésé a la capacité de régénération, de 

nouvelles cellules vont apparaître pour remplacer les cellules mortes et vont se mettre à leur 

place une fois que la fibrose aura été détruite lors de ce que l’on nomme la fibrolyse. La 

fibrolyse est donc le processus qui s’oppose à la fibrogenèse et qui consiste à dégrader la 

fibrose. Elle s’effectue par l’action d’enzymes spécialisées appelées metallo-protéinases de la 

matrice (MMP), dont les collagénases, qui vont dégrader les protéines de la matrice extra-

cellulaire. Ce sont les myofibroblastes eux-mêmes qui vont secréter les MMP. Ainsi, les 

myofibroblastes sont les acteurs principaux de la fibrogenèse et de la fibrolyse. En situation 

physiologique, il existe un équilibre entre la fibrogenèse et la fibrolyse, afin que le tissu reste 

identique à lui même. En cas de pathologie chronique, par exemple une hépatite virale 

chronique, l’inflammation persistant, cet équilibre est rompu car la fibrogenèse est trop 

importante et dépasse les capacités de la fibrolyse. Les mécanismes cellulaires et moléculaires 

de la fibrose hépatique ont été détaillés dans une revue rédigée pendant ce travail de thèse 4. 

 

2) Les différentes populations de myofibroblastes hépatiques 

 

Dans le foie sain, il n’y a pas de myofibroblaste hépatique et dans ce cas le marquage 

α-sma correspond uniquement aux cellules musculaires lisses entourant les vaisseaux dans les 

espaces portes et les veines centro-lobulaires (figure 2). 

 

Les myofibroblastes vont apparaître et s’accumuler dans le foie en cas de pathologie 

chronique et leur nombre va croître de façon proportionnelle à la fibrose, comme en atteste 

l’évolution croissante de l’expression du marqueur α-sma au cours de la fibrose hépatique. 

Dans le foie, comme dans les autres tissus, l’origine des myofibroblastes est sujet à débat. 

L’origine et la fonction des différents myofibroblastes hépatiques a fait l’objet d’une revue 

publiée pendant ce travail de thèse3. Les myofibroblastes hépatiques vont naître 

principalement de la trans-différenciation de cellules mésenchymateuses résidentes du foie. 

Ainsi, il existe 2 types principaux de myofibroblastes hépatiques : les myofibroblastes 
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dérivant des cellules étoilées du foie et les myofibroblastes portaux5. Ces derniers sont, 

comme leur nom l’indique, localisés dans l’espace porte et dériveraient des cellules 

mésenchymateuses portales localisées à proximité des canaux biliaires. Il existe probablement 

d’autres types de myofibroblastes hépatiques : ceux provenant des cellules mésenchymateuses 

de la capsule de Glisson et ceux provenant des cellules musculaires lisses entourant les 

vaisseaux. Les myofibroblastes hépatiques pourraient également provenir de cellules 

extérieures au foie, les fibrocytes de la moelle osseuse 6, comme cela a été montré dans 

certains modèles animaux de fibrose rénale 7. Cependant, une étude récente a montré que les 

cellules provenant de la moelle osseuse avaient un rôle limité dans la fibrose hépatique 8. 

Enfin, la théorie de la transition épithélio-mésenchymateuse suppose que les cellules 

épithéliales du tissu (dans le foie : les hépatocytes principalement, mais aussi les cellules des 

canaux biliaires, les cholangiocytes) pourraient se transformer en cellules mésenchymateuses 

pour donner des myofibroblastes. Même s’il existe plusieurs arguments s’appuyant sur des 

données obtenues in vitro en faveur de cette théorie 9, des études de lignage cellulaire ont 

montré que la transition épithélio-mésenchymateuse ne se produisait pas in vivo dans le cadre 

de la fibrose hépatique 10-12. Ces données n’excluent pas définitivement la transition épithélio-

mésenchymateuse du tissu hépatique, elle pourrait en effet avoir lieu dans d’autres contextes, 

notamment lors de la carcinogenèse 13. 

L’identification et la caractérisation des différents types de myofibroblastes 

hépatiques permettrait de mieux comprendre les mécanismes cellulaires de la fibrogenèse, et 

aussi de la fibrolyse, et pourrait permettre d’envisager de nouvelles cibles thérapeutiques pour 

la fibrose hépatique. En effet, malgré leur lourd impact en terme de santé publique, les 

maladies chroniques du foie ne disposent aujourd’hui que de trop peu de ressources 

thérapeutiques. Actuellement, le seul traitement de la cirrhose décompensée est la 

transplantation hépatique. Ce traitement est non seulement grevé d’une lourde morbidité mais 

est également d’une accessibilité limitée en raison de la pénurie de greffons hépatiques. Il est 

donc primordial de pouvoir traiter les maladies chroniques du foie avant le stade de la 

cirrhose en agissant sur la progression de la fibrose. Les seuls traitements efficaces sur la 

fibrose du foie disponibles aujourd’hui sont les traitements de la cause de l’hépatopathie. En 

effet, les traitements anti-viraux contre les virus des hépatites B et C ont démontré une 

régression histologique de la fibrose hépatique 14 , 15. Néanmoins, pour d’autres hépatopathies 

comme la cirrhose biliaire primitive (CBP) ou la cholangite sclérosante primitive (CSP), 

l’étiologie n’est pas connue et il n’existe donc pas de traitement spécifique pour ces maladies. 
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Il est donc urgent de développer de nouveaux outils thérapeutiques efficaces contre la fibrose 

du foie.  

3) Les cellules étoilées du foie 

 

Les cellules étoilées du foie (CEF) ont été décrites il y a 40 ans 16, 17. Elles ont connu 

plusieurs dénominations au cours des années: cellules de Ito, lipocytes, fat storing cells, 

perisinuodal cells et CEF. Ces cellules mésenchymateuses sont situées entre les cellules 

endothéliales sinusoïdales et les hépatocytes dans l’espace de Disse (figure 3). 

 

 

 
Figure 3 : Schéma localisant la cellule étoilée du foie18 

La cellule étoilée du foie, représentée en bleu, est située dans l’espace de Disse entre les hépatocytes, en 
beige, et les cellules endothéliales sinusoidales, en rouge. 

 
 

Les CEF exercent de multiples fonctions dans le foie sain18. Premièrement, elles 

assurent le stockage de la vitamine A, vitamine liposoluble, qui est contenue dans les 

gouttelettes lipidiques de leur cytoplasme, expliquant leur appellation de lipocyte. Ces 

gouttelettes lipidiques leur confèrent la particularité d’être fluorescentes sous l’excitation par 

les UV d’une longueur d’onde de 328 nm. De plus, de par ces gouttelettes lipidiques, les CEF 

ont une densité particulière qui permet de les isoler spécifiquement des autres cellules non 

parenchymateuses du foie afin de pouvoir les étudier en culture. Deuxièmement, en raison de 

leur localisation autour des cellules endothéliales sinusoïdales, les CEF exercent également le 
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rôle de péricyte. Les péricytes sont les cellules murales des capillaires, tout comme les 

cellules musculaires lisses sont les cellules murales des artérioles, artères, veinules et veines. 

Les péricytes exercent un rôle clef dans l’homéostasie des vaisseaux, la régulation du tonus 

vasculaire et l’angiogenèse19. Les CEF et les cellules endothéliales sont en proximité étroite et 

leurs interactions sont indispensables pour leur développement et leurs fonctions. L’utilisation 

d’un modèle transgénique de zebrafish a révélé que les cellules endothéliales sinusoïdales 

étaient requises pour la localisation correcte des CEF lors de l’embryogenèse20. Après le 

développement embryonnaire, les cellules endothéliales sinusoïdales vont continuer à agir sur 

les CEF, notamment en inhibant leur activation myofibroblastique et en favorisant leur retour 

à l’état quiescent21 , 22. A l’inverse, les CEF vont agir sur les cellules endothéliales en 

maintenant leur différenciation sinusoïdale23.  

 

Les CEF jouent un rôle clef dans la fibrogenèse hépatique. Elles furent les premières 

cellules identifiées comme étant capables de produire le collagène en excès dans le foie 

pathologique chez le rat16. Depuis lors, la thèse des CEF comme seul précurseur des 

myofibroblastes dans le foie a largement dominé le champ de la recherche sur la fibrose 

hépatique 18, à tel point que pour certains auteurs, les cellules α-sma  positives dans le foie 

sont les CEF 24. Grâce à une méthode d’isolement spécifique établie et standardisée, les CEF 

ont pu être largement étudiées in vitro. Lorsqu’elles sont cultivées sur un support plastique, 

les CEF se transforment progressivement pour acquérir un phénotype myofibroblastique : 

elles s’étalent et émettent des prolongements cytoplasmiques, leurs gouttelettes lipidiques se 

raréfient et ainsi leur fluorescence diminue (figure 4). Cette activation myofibroblastique qui 

se produit in vitro mime celle qui a lieu in vivo en cas de pathologie chronique du foie. Ainsi, 

après un passage en culture, on dispose de CEF myofibroblastiques (CEF-MF), constituant un 

modèle d’étude des myofibroblastes dérivant des CEF présents dans le foie pathologique in 

vivo. 
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Figure 4: Activation myofibroblastique des CEF in vitro.25 
Les CEF (HSC) ont été isolées à partir de foie de rat sain et placées en culture sur support plastique. 

Photographies des cellules observées au microscope à contraste de phase (e-h) et au microscope à fluorescence 
(e’) sous excitation par UV de 328 nm de longueur d’onde, aux temps indiqués. Immédiatement après leur 
isolement, les CEF contiennent des gouttelettes lipidiques denses caractérisées par leur auto-fluorescence, leur 
état est qualifié de quiescent (qHSC) (e’). Lors de la culture, les CEF s’étalent, leurs contenu en gouttelettes 
diminue (f-g) et après un passage (P1), elles présentent un aspect de myofibroblaste (HSC-MF) (h).  
 

 Cette transformation phénotypique s’accompagne de l’acquisition des fonctions 

myofibroblastiques : capacités de produire en excès la matrice extra-cellulaire, de se 

contracter et de migrer sous l’effet de chémo-attractants 17, 26-28. Les facteurs qui déclenchent 

l’activation myofibroblastique des CEF ont été décrits en détails 18. Ils comprennent des 

stimuli biologiques comme le lipopolysaccharide 29, physico-chimiques comme l’hypoxie 30 

et mécaniques comme la dureté du support de culture 31. L’étude des CEF in vitro a permis de 

proposer d’autres marqueurs qu’α-sma  pour ces cellules comme la Glial Fibrillary Acidic 

Protein (GFAP)32 et la desmine 33-35.  

In vivo, l’implication des CEF dans la fibrose hépatique a été également démontrée5. 

Une équipe a récemment généré une souris transgénique dans laquelle les CEF étaient 

marquées par une protéine vert-fluorescent exprimée sous l’effet du même promoteur que 

celui de la lécithine rétinol acyltransférase (Lrat), protéine impliquée dans la formation de la 

vitamine A et spécifiquement exprimée par les CEF 36. Dans le foie de ces souris soumises à 

différents modèles expérimentaux de fibrose hépatique, la majorité des cellules α-

sma positives (82 à 96%) étaient vert-fluorescent démontrant ainsi que la majorité des 

myofibroblastes hépatiques dérivent des CEF 36. Néanmoins, cette étude repose sur le fait que 

la protéine Lrat serait exclusivement exprimée par les CEF. Si tout autre type cellulaire 

exprime Lrat, même temporairement, il sera également marqué en vert fluorescent et pris à 

tort pour une CEF. C’est là toute la difficulté de disposer de marqueurs spécifiques et 

infaillibles permettant de distinguer sans erreur les différents types de myofibroblastes.  

En plus de leur implication dans la fibrogenèse, les CEF possèdent également un rôle 

dans l’angiogenèse hépatique. En effet, en tant que péricyte, les CEF établissent des 

interactions physiques directes avec les cellules endothéliales sinusoïdales et régulent le 
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développement vasculaire, la stabilisation, la maturation et le remodelage vasculaire. Les 

mécanismes de l’action angiogénique des CEF seront détaillées plus loin dans le paragraphe 

II, 3, b. 

 

 

4) Les myofibroblastes portaux 

a) Concept d’un nouveau myofibroblaste hépatique différent de la CEF 

 

Récemment, la thèse des CEF comme unique précurseur des myofibroblastes 

hépatiques a été remise en question. Plusieurs études ont clairement montré que des cellules, 

ne contenant pas de gouttelettes lipidiques fluorescentes, donc différentes des CEF, peuvent 

également se transformer en myofibroblastes en culture 32, 35. Des travaux menés in situ dans 

le foie de rat après ligature de la voie biliaire principale, ont également montré que des 

fibroblastes résident dans l’espace porte et s’accumulent avec la fibrose, autour des canaux 

biliaires33, précisément dans les zones où l’on détecte le marquage α-sma 35. De leur 

localisation dans l’espace porte découle donc leur dénomination de « myofibroblastes 

portaux ». De plus, des études d’immuno-histochimie ont montré que, dans le foie fibreux 

chez l’homme ou chez le rat, les myofibroblastes situés dans les espaces portes ont un profil 

d’expression différent de celui des myofibroblastes localisés autour des sinusoïdes, suggérant 

ainsi qu’il existait bien 2 sous-populations distinctes de myofibroblastes dans le foie 

pathologique: les myofibroblastes dérivant des CEF et les myofibroblastes portaux (MFP) 37. 

Plusieurs arguments plaident pour un rôle majeur des MFP dans la fibrogenèse. Dans 

toutes les maladies chroniques du foie, y compris celles où la lésion initiale est intra-lobulaire, 

comme la maladie alcoolique du foie ou la NAFLD, la fibrose débute dans les espaces portes, 

pour s’étendre ensuite vers le parenchyme en dessinant des travées fibreuses appelées septa38-

42. Ainsi, la célèbre classification de la fibrose selon le score METAVIR43 cote la fibrose 

débutante ou modérée dite « F1 » lorsque celle–ci est restreinte aux espaces portes (tableau 1). 

Cette caractéristique de la fibrose hépatique contraste avec la localisation intra-lobulaire des 

CEF et suggère un rôle important pour les MFP dans la fibrogenèse.  

La réaction ductulaire constitue un autre argument plaidant pour l’implication des 

MFP dans la fibrogenèse. Elle désigne la prolifération des canaux biliaires qui se fait à partir 

des espaces portes et qui accompagne la progression de la fibrose dans toutes les maladies 

chroniques du foie, qu’elles soient ou non d’origine biliaire. La réaction ductulaire pourrait 
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être un facteur déclenchant de la fibrogenèse en stimulant l’activation myofibroblastique 34, 35. 

Or, les cellules qui donnent naissance aux MFP sont localisées en étroite proximité des 

canaux biliaires réalisant cette réaction ductulaire. 

 

Tableau 1 : Classification de la fibrose selon le score METAVIR.43 

 

Score Description 

F0 Absence de fibrose 

F1 Fibrose portale et périportale sans septa 

F2 Fibrose portale et périportale avec rares septa 

F3 Fibrose portale et periportale avec nombreux septa 

F4 Cirrhose : fibrose annulaire délimitant des nodules de régénération 

 

 

b) Caractéristiques des MFP 

 

Notre équipe a établi un modèle cellulaire de MFP, obtenus à partir de la culture des 

explants de canaux biliaires 35. Ces cellules ont plusieurs aspects communs avec les autres 

modèles de MFP obtenus par des méthodes d’isolement différentes 32 , 44. Elles peuvent se 

distinguer des CEF-MF sur la base de critères morphologiques et de comportement en culture. 

Après leur isolement d’un foie normal de rat et leur mise en culture dans les même conditions, 

les CEF-MF présentent une forme arrondie avec un cytoplasme volumineux et une survie 

faible après plusieurs passages alors que les MFP ont tendance à avoir une forme plus 

allongée avec des fibres de stress plus nombreuses et surtout prolifèrent de façon importante, 

même après plusieurs passages 45. L’activation myofibroblastique des MFP requiert le TGF-β 

et la tension mécanique44 et peut être déclenchée par le Platelet-derived growth factor-BB 

(PDGF-BB) 44 ou par les acides biliaires46. Notre équipe a montré l’implication des MFP dans 

la fibrose hépatique in vivo. Dans 2 modèles de maladie hépatique cholestatique induits par 

ligature de la voie biliaire principale ou ligature de l’artère hépatique, la fibrose impliquait 

principalement des myofibroblastes qui étaient négatifs pour la desmine, donc présumés 

d’origine portale 47. Dans ces 2 modèles, les CEF présentaient des changements précoces de 

leur phénotype dominés par une prolifération accrue et une sur-expression de desmine 34, 47 

mais seulement une minorité de ces cellules se convertissaient en myofibroblastes produisant 
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de la matrice extra-cellulaire, lesquels, après une période prolongée, apparaissaient délimiter 

les nodules de régénération hépatique 47. Récemment, une autre équipe a confirmé 

l’implication des MFP dans la fibrose hépatique in vivo, en montrant que les MFP 

constituaient 70% des myofibroblastes isolés à partir du foie de souris après ligature de la 

voie biliaire principale 5. Cependant, cette même étude a montré une contribution mineure des 

MFP à la population totale des myofibroblastes hépatiques dans un autre modèle de fibrose 

(intoxication par tétrachlorure de carbone chez la souris), suggérant ainsi que l’implication 

des MFP serait limitée à la fibrose de type biliaire5.  

D’autres équipes ont étudié les MFP en utilisant des modèles cellulaires différents du 

notre 32, 44. Le modèle de « myofibroblaste de foie de rat » (« rat liver myofibroblastes ») est 

constitué des myofibroblastes provenant de l’activation in vitro d’une fraction des cellules 

non mésenchymateuses du foie de rat sain32. Le modèle de « fibroblastes portaux » (« portal 

fibroblast ») correspond aux cellules mésenchymateuses individuelles obtenues à partir de la 

digestion enzymatique de l’arbre biliaire du foie de rat sain44. Ces 2 modèles correspondent 

bien à des populations de myofibroblastes primaires de foie de rat mais elles sont moins 

homogènes et regroupent probablement des MFP avec d’autres types de myofibroblastes 

hépatiques (comme ceux issus de l’activation des cellules musculaires lisses).  

 

 

 

c) Etude comparative des MFP et des CEF-MF 

 

Notre équipe a cherché à déterminer les contributions relatives des MFP et des CEF-

MF aux différents aspects de la réparation tissulaire hépatique en comparant ces 2 populations 

à des stades similaires de différenciation myofibroblastique en culture, au moyen d’une 

analyse protéomique 2-DE MS/MS45. Cette analyse a montré que les protéines 

préférentiellement exprimées par les MFP par rapport aux CEF-MF étaient principalement 

liées aux fonctions spécifiques des cellules myofibroblastiques. La protéine pour laquelle la 

différence d’expression entre les 2 types cellulaires était la plus importante était la phospho-

cofiline. Il s’agit d’une petite protéine se liant à l’actine qui s’accumule pendant la 

différenciation myofibroblastique et favorise la formation des fibres de stress et la 

contraction. La plupart des protéines sur-exprimées dans les CEF-MF par rapport aux PMF 

étaient impliquées dans la réponse au stress, en particulier le stress lié à l’hypoxie, confirmant 
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ainsi les liens entre hypoxie, angiogenèse et fibrose dans le foie 48. La protéine montrant le 

plus grand niveau de sur-expression relative dans les CEF-MF était la cytoglobine. Cette 

protéine, aussi appelée stellate cell activation-associated protein (STAP), est une globine 

induite par l’hypoxie et possède la capacité de transformer les dérivés réactifs de l’oxygène. 

Dans les CEF-MF, la cytoglobine est sur-exprimée durant l’activation myofibroblastique 45, 49 

et protège contre le stress oxydatif et la fibrose 50. Cette analyse protéomique a permis 

d’identifier de nouveaux marqueurs potentiels en plus de ceux déjà rapportés pour distinguer 

les MFP des CEF-MF : fibuline-2 et Thy-1 pour les MFP et réeline, cytoglobine, α2-

macroglobine, mannan-binding lectine serine peptidase 1 (MASP-1), GFAP et retinol-binding 

protein (RBP) pour les CEF-MF . Le tableau 2 résume l’ensemble des marqueurs des CEF et 

des MFP rapportés par la littérature.  

 

Tableau 2 : Marqueurs des CEF-MF et des MFP rapportés par la littérature. 3 
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Ces données obtenues par l’analyse du protéome suggèrent donc que les 2 types de 

cellules myofibroblastiques, MFP et CEF-MF, chacune exposée à un microenvironnement 

particulier, réaction ductulaire pour la première et hypoxie pour la seconde, prolifèrent et 

remplissent des fonctions spécialisées dans la fibrose et l’inflammation pour les MFP et dans 

la vasorégulation et la régénération hépatocellulaire pour les CEF-MF. Ces différences de 

fonctions entre les MFP et les CEF ont été appuyées par des données récemment publiées 

montrant que les 2 types cellulaires ne répondaient pas de la même façon à la stimulation par 

des cytokines5. 

Notre équipe a poursuivi la comparaison des 2 types de cellules myofibroblastiques en 

analysant leur transcriptome grâce à la technique de microarray pangénomique (Thèse de 

Nelly Bosselut, 2010). L’analyse a été effectuée sur les cellules en culture après un passage, 

alors qu’elles étaient pleinement différenciées en myofibroblastes et exprimaient α-sma de 

façon comparable. La procédure d’analyse a identifié 3751 gènes significativement plus 

exprimés dans les MFP par rapport aux CEF-MF (tableau 3).  

 

 

Tableau 3 : Résultats du transcriptome. (Thèse de Nelly Bosselut, 2010) 

Tableau disponible sur internet par le lien suivant : 
http://corneliu.henegar.info/projects/FunNet/hepatology_2013 

 

 La plupart des marqueurs de MFP déjà connus ont été retrouvés par cette analyse, 

incluant la fibuline-2, la fibronectine-1 32, la gremline-1 51, 52, Thy-1 cell surface antigen 52, 

embigine, erythrocyte protein band 4.1-like 3 51 et cofiline 45. Un nouveau marqueur plus 

discriminant a aussi été identifié par l’analyse du transcriptome: le collagène XV (col15a1) 

qui était fortement sur-exprimé dans les MFP par rapport aux CEF-MF (tableau 4). Dans ce 

travail de thèse, nous allons nous servir de ce nouveau marqueur pour pouvoir étudier les 

MFP in vivo. 
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Tableau 4 : Marqueurs des MFP identifiés par le transcriptome. 25 

 
Gènes surexprimés dans les MFP par rapport aux CEF-MF. Comparaison du Col15a1 aux autres 

marqueurs des MFP précédemment rapportés par la littérature. 
B : Facteur multiplicatif d’expression du gène dans les MFP par rapport aux CEF-MF. 
C : Significativité, exprimée en valeur q estimée par la procédure d’analyse de significativité du microarray 
(SAM).
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II. L’angiogenèse associée à la fibrogenèse hépatique 

 

1) L’angiogenèse physiologique 

a) Définitions  

 

L’angiogenèse est le processus faisant apparaître de nouveaux vaisseaux à partir de 

vaisseaux pré-existants. Ce processus est différent de celui de vasculogenèse qui se produit 

lors du développement embryonnaire et qui correspond à la formation de vaisseaux de novo. 

Durant la vasculogenèse, les cellules endothéliales proviennent de la différenciation des 

cellules endothéliales progénitrices ou endothelial progenitor cell (EPC) et s’assemblent pour 

faire naître le premier réseau vasculaire 53. L’artériogenèse désigne le développement du 

réseau d’artérioles collatérales à partir d’artères pré-existantes, comme observé pour les 

artères coronaires ou cérébrales 54. L’angiogenèse est tout d’abord un phénomène 

physiologique, qui se produit principalement pendant le développement de l’organisme mais 

aussi après, par exemple, lors du cycle menstruel où de nouveaux vaisseaux se mettent en 

place dans la muqueuse utérine croissante. 

 

 

b) Mécanismes moléculaires et cellulaires de l’angiogenèse physiologique 

 

Les mécanismes de l’angiogenèse ainsi que les molécules les régulant ont été décrits 

de façon détaillée dans plusieurs revues (figure 5, tableau 5) 55 , 56.  

Chez l’adulte sain, les cellules endothéliales quiescentes ont une longue demi-vie et 

sont protégées des agressions par l’action autocrine de signaux de maintien tels que le  

Vascular endothelial growth factor (VEGF), NOTCH, l’angiopoiétine-1 et les Fibroblasts 

growth factors (FGF). Comme les vaisseaux apportent l’oxygène, les cellules endothéliales 

sont équipées de senseurs d’oxygène et de facteurs inductibles par l’hypoxie, tels que la 

Prolyl hydroxylase domain-2 (PHD-2) et Hypoxia inductible factor-2α (HIF-2α) 

respectivement, qui permettent aux vaisseaux de réajuster leur forme pour optimiser le flux 

sanguin. Les cellules endothéliales quiescentes forment une monocouche de cellules aplaties 

avec une surface lisse et sont reliées entre elles par des jonctions inter-cellulaires constituées 
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des molécules telles que la VE-cadhérine ou les claudines. Ces cellules endothéliales sont 

entourées par des péricytes, qui empêchent la prolifération endothéliale et secrètent des 

signaux de survie cellulaire comme le VEGF et l’angiopoiétine-1. Les cellules endothéliales 

et les péricytes au repos produisent une membrane basale commune. Lorsqu’un vaisseau 

capte un signal pro-angiogénique tel que VEGF, angiopoiétine-2, FGF ou une autre 

chémokine secrétée par une cellule en hypoxie ou une cellule inflammatoire, tout d’abord, les 

péricytes se détachent du vaisseau (en réponse à l’angiopoiétine-2) et se libèrent de la 

membrane basale par dégradation protéolytique de celle-ci, par l’action des MMP. Les 

cellules endothéliales perdent ensuite leurs jonctions inter-cellulaires et le vaisseau se dilate. 

VEGF augmente la perméabilité endothéliale, entraînant l’extravasation des protéines du 

plasma qui vont alors échafauder une matrice extra-cellulaire provisoire. Via l’action des 

intégrines, les cellules endothéliales migrent à la surface de cette matrice extra-cellulaire 

nouvellement créée. Les protéases libèrent des molécules pro-angiogéniques contenues dans 

la matrice extra-cellulaire comme le VEGF et les FGF et remodèlent cette matrice extra-

cellulaire en un milieu angio-compétent. Pour construire un nouveau vaisseau organisé et 

empêcher que les cellules endothéliales se déplacent toutes vers le signal pro-angiogénique, 

une cellule endothéliale, nommée  cellule «tip» (littéralement cellule de l’extrémité) est 

sélectionnée pour diriger l’extrémité du vaisseau en formation, grâce à l’action de facteurs 

comme les récepteurs du VEGF, les neuropilines, et les ligands de NOTCH : DLL-4 et 

JAGGED-1. Les cellules endothéliales voisines de la cellule « tip » adoptent le rôle 

secondaire de cellule « stalk » (littéralement cellule de la tige), qui vont, elles, se diviser pour 

allonger la tige (sous l’effet de NOTCH, NOTCH- regulated ankyrin repeat protein (NRARP), 

WNT, placental growth factor (PlGF) et  FGF) et former une lumière (via l’action de VE-

cadherine, CD34, les sialomucines, VEGF et hedgehog). La cellule « tip » est équipée de 

filopodes pour détecter les signaux de direction tels que les éphrines et les sémaphorines, 

alors que les cellules « stalk » transmettent l’information spatiale de positionnement aux 

cellules voisines afin que la « tige » puisse s’allonger correctement. Des cellules « pont » de 

la lignée myéloide aident à la fusion du vaisseau en formation avec une autre ramification 

vasculaire naissante, permettant ainsi l’initiation du flux sanguin. Pour qu’un vaisseau néo-

formé devienne fonctionnel, les étapes de maturation et de stabilisation sont ensuite 

nécessaires. Les cellules endothéliales reviennent à leur état quiescent avec une forme aplatie, 

et les signaux tels que le PDGF, l’angiopoiétine-1, le TGF-β, l’éphrine-2 et NOTCH 

entraînent la couverture des cellules endothéliales par des péricytes. Des inhibiteurs de 

protéases comme les Tissue Inhibitors of Metalloproteinases (TIMP) et Plasminogen 
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activator inhibitor-1 (PAI-1) entraînent la déposition d’une nouvelle membrane basale. Enfin, 

les jonctions inter-cellulaires sont ré-établies entre les cellules endothéliales pour assurer une 

distribution optimale du flux sanguin. Si les vaisseaux ne peuvent pas être perfusés, ils 

régressent. 

 

 

Figure 5 : Les étapes de l’angiogenèse. 55 
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Tableau 5 : Molécules régulant l’angiogenèse. 56 
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c) La famille du VEGF 

 

Le Vascular endothelial growth factor (VEGF) est le principal facteur de croissance 

régulant le processus complexe de l’angiogenèse. Il s’agit en fait d’une famille regroupant 

plusieurs facteurs de croissance.  

VEGF-A ou VEGF en est le composant principal. Il stimule l’angiogenèse 

physiologique et pathologique en agissant sur le récepteur VEGFR-2, également appelé FLK-

1 ou encore Kinase insert Domain Receptor (KDR) qui est un récepteur à tyrosine kinase 57. 

Les neuropilines (NRP-1 et NRP-2) sont des co-récepteurs du VEGF qui augmentent 

l’activité de VEGFR-2 mais qui sont aussi capables d’induire un signal de façon indépendante 

de VEGF 58. L’absence de VEGF tout comme celle de VEGFR-2 empêche le développement 

vasculaire et donc la viabilité de l’organisme 59. En réponse à un gradient de VEGF, établi par 

ses isoformes solubles et liées à la matrice extra-cellulaire, la cellule « tip » sur-exprime DLL-

4 ce qui active le récepteur NOTCH dans les cellules « stalk ».  L’activation de NOTCH 

entraîne une diminution de l’expression de VEGFR-2 rendant les cellules « stalk » moins 

sensibles à VEGF, permettant ainsi à la cellule « tip » de garder son rôle de meneur 60. Les 

isoformes solubles de VEGF favorisent l’agrandissement du vaisseau, alors que les isoformes 

liées à la matrice extracellulaire stimulent la formation de ramifications. Le VEGF secrété par 

les cellules tumorales, les cellules myéloides ou les cellules stromales et qui agit donc de 

façon paracrine sur les cellules endothéliales stimule la formation de ramifications vasculaires 

et rend les vaisseaux tumoraux anormaux 61. Le VEGF sécrété par les cellules endothéliales 

elles-même et qui va donc agir de façon autocrine quant à lui maintient l’homéostasie 

vasculaire pour garder les vaisseaux « normaux » 62. De nouvelles données montrent que 

l’effet biologique de la signalisation de VEGFR-2 dépend de sa localisation sub-cellulaire. 

Par exemple, pour que le VEGF induise la morphogenèse artérielle, VEGFR-2 doit transduire 

le signal du compartiment intra-cellulaire63.  

VEGF-B a une activité angiogénique limitée puisque sa délétion chez la souris 

n’entraîne pas d’anomalie de l’angiogenèse lors du développement et que le VEGF-B ne peut 

pas compenser l’inhibition du VEGF après la naissance 64.  L’activité de VEGF-B serait 

restreinte à certains tissus tels que le cœur. Cependant, VEGF-B aurait également un effet 

positif sur la survie des neurones et pourrait exercer des effets métaboliques 64, 65.  
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VEGF-C est le ligand des récepteurs VEGFR-2 et VEGFR-3 et active les cellules 

« tip » des vaisseaux sanguins 66. VEGFR-3 est nécessaire pour la formation vasculaire durant 

l’embryogenèse précoce mais devient ensuite un régulateur clef de la lymphangiogenèse, la 

formation des nouveaux vaisseaux lymphatiques à partir des lymphatiques pré-existants67.  

 

Le rôle précis du récepteur VEGFR-1 (également appelé FLT-1) dans l’angiogenèse 

reste à définir 64 , 68. VEGFR-1 existe sous 2 formes : une forme ancrée dans la membrane 

plasmique et capable d’induire une signalisation intra-cellulaire et une forme soluble (aussi 

appelée s-FLT-1). En trappant ses ligands, sFLT-1 favorise la bonne direction d’une nouvelle 

ramification vasculaire ou inhibe le bourgeonnement. Du fait de sa faible activité tyrosine 

kinase, VEGFR-1 peut également servir de leurre pour le ligand VEGF, diminuant ainsi la 

quantité de VEGF disponible pour activer VEGFR-2 et expliquant ainsi pourquoi l’absence de 

VEGFR-1 résulte en une croissance vasculaire excessive 64.  

 

Placenta Growth Factor (PlGF) est également un membre de la famille VEGF. C’est 

un ligand spécifique de VEGFR-1. Il existe 4 isoformes de PlGF: PlGF-1, PlGF-2, PlGF-3 et 

PlGF-4. Contrairement à VEGF, PlGF n’est pas indispensable pour le développement et est 

important seulement en contexte pathologique 69. 

 

 

d) La famille de l’angiopoiétine 

 

Les vaisseaux sains doivent être équipés de mécanismes capables de maintenir leur 

quiescence ainsi que d’autre capables de répondre à des stimuli d’activation angiogénique. La 

famille de l’angiopoiétine assure cette dualité de fonction. Chez l’homme, cette famille se 

compose de 3 ligands : angiopoiétine-1, angiopoiétine-2 et angiopoiétine-4 et de 2 récepteurs 

à activité tyrosine kinase : Tie-1 et Tie-2, aussi appelé Tek. L’angiopoiétine-1 est un agoniste 

de Tie-2 et l’angiopoiétine-2 fonctionne comme un ligand compétitif de l’angiopoiétine-1. 

L’angiopoiétine-4 n’a que très peu été étudiée mais agirait comme l’angiopoiétine-1, en tant 

qu’agoniste de Tie-2. L’angiopoiétine-3, exprimée seulement chez la souris, serait aussi un 

agoniste de Tie-2 70. Aucun ligand n’a été identifié pour Tie-1 et celui-ci  pourrait agir sur la 

régulation de Tie-2 71. 
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L’angiopoiétine-1 est exprimée par les cellules murales alors que l’angiopoiétine-2 est 

secrétée par les cellules endothéliales « tip ». Dans un endothélium au repos, l’angiopoiétine-

1 maintient l’état de quiescence en rapprochant les récepteurs Tie-2 des cellule endothéliales 

adjacentes, favorisant ainsi la cohésion des cellules. L’angiopoiétine-1 stimule aussi le 

recouvrement de l’endothélium par les cellules murales et le dépôt de la membrane basale, 

assurant ainsi le renforcement du vaisseau. En présence de facteurs pro-angiogéniques, les 

cellules endothéliales secrètent l’angiopoiétine-2 qui va antagoniser l’action de 

l’angiopoiétine-1 sur Tie-2, entraînant ainsi le détachement des cellules murales. En présence 

de VEGF, l’angiopoiétine-2 est pro-angiogénique, stimulant la migration la prolifération et le 

bourgeonnement des cellules endothéliales. En l’absence de VEGF, l’angiopoiétine-2 entraîne 

la mort des cellules endothéliales et la régression du vaisseau. D’autre part, l’angiopoiétine-2 

intervient dans la lymphangiogenèse.  

Les protéines angiopoiétine-like (1 à 7) possèdent des similarités de structure avec les 

angiopoiétines mais ne se lient pas aux récepteurs Tie. 

 

 

 

2) Les méthodes d’étude de l’angiogenèse 

 

Pour évaluer le pouvoir angiogénique d’une molécule ou d’une cellule, on pourra 

étudier son effet dans différents tests d’angiogenèse. Ces tests d’angiogenèse peuvent être 

réalisés in vitro, ex vivo ou in vivo 72. De manière non exhaustive, sont présentés ci-dessous 

les tests les plus couramment utilisés, en prenant soin de détailler ceux qui seront utilisés pour 

nos travaux de thèse. 

 

a) Tests in vitro 

 

Ces tests évaluent séparément les différentes fonctions des cellules endothéliales qui 

sont mises à contribution lors des étapes de l’angiogenèse. 
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- Tests de prolifération des cellules endothéliales 

 

Dans ces tests, un nombre défini de cellules endothéliales est ensemencé et après une 

certaine durée qui laisse le temps à la prolifération d’avoir lieu (en général 24 heures puisque 

la durée du cycle cellulaire des cellules endothéliales est de 18 à 24 heures), on mesure 

l’augmentation du nombre de cellules. Pour ce faire, plusieurs techniques sont à dispositions : 

la méthode MTT (3-(4,5-dimethylthiazol-2yl)-2,5-diphenyltetrazolium bromide), la mesure de 

l’incorporation dans l’ADN de la thymidine tritiée ou de la bromodeoxyuridine (BrdU) ou 

encore la mesure de l’expression de la protéine Proliferating cell nuclear antigen (PCNA). 

 

 

- Tests  de migration des cellules endothéliales 

 

La migration peut être évaluée selon la technique modifiée de la chambre de Boyden. 

On utilise des inserts équipés de filtres qui vont séparer les puits des plaques de culture en 2 

compartiments : inférieurs et supérieurs. Les cellules endothéliales sont déposées dans le 

compartiment supérieur du puits,  sur le filtre muni des pores de 8 µm, permettant uniquement 

le passage actif des cellules vers un agent attractant placé dans le compartiment inférieur du 

puits. La surface du filtre peut éventuellement être recouverte par des protéines de la matrice 

extra-cellulaire (collagène, fibronectine) ou par un gel de matrice extra-cellulaire artificielle 

appelé Matrigel (voir plus loin). Après 6 heures d’incubation, on va recueillir le filtre et 

compter le nombre de cellules qui sont présentes sur sa face inférieure correspondant aux 

cellules qui ont migré. Ce test va donc apprécier la chémo-attraction (ou migration 

directionelle) des cellules endothéliales en réponse à un gradient d’un agent soluble. Avec ce 

test, on peut également mesurer la chémo-cinétique (ou migration non dirigée), si l’on ajoute 

l’agent attractant dans les deux compartiments, supérieurs et inférieurs, de manière à générer 

un gradient nul.  

La migration peut également être évaluée en appréciant le mouvement des cellules 

endothéliales pour recouvrir une zone vide de cellules, dans ce que l’on appelle le test de 

cicatrisation ou wound healing assay. Dans ce test, on va créer une plaie artificielle en raclant 

le tapis de cellules endothéliales en culture avec un objet contendant (scratch test ). Des 

techniques plus modernes utilisent des inserts amovibles qui, une fois retirés de la surface de 

culture, laissent une zone vide de cellule endothéliale sans avoir à racler le tapis de cellules. 

Dans les 2 cas (scratch test ou avec l’insert amovible), la migration va être mesurée par la 
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vitesse de recouvrement de cette zone vide de cellule par les cellules endothéliales, appréciée 

par microscopie. Néanmoins, lors de ce test, d’autres fonctions que la migration des cellules 

sont mises en jeu, comme la capacité d’étalement et la prolifération, et peuvent en gêner 

l’interprétation. 

Enfin, la migration peut également être mesurée en suivant l’empreinte laissée par les 

cellules endothéliales sur un support recouvert d’un substrat particulier comme des 

microbilles de polystyrène (phagokinetic track ). 

 

 

- Test de tubulogenèse sur Matrigel 

 

La tubulogenèse est la capacité des cellules à pouvoir former des tubes c’est à dire des 

structures mimant des capillaires in vitro. Cette capacité de tubulogenèse apprécie la 

différenciation des cellules endothéliales. Aujourd’hui, les tests de tubulogenèse sont les tests 

les plus utilisés pour mesurer les propriétés pro-ou anti-angiogéniques d’une molécule. Ces 

tests requièrent d’ensemencer les cellules endothéliales sur du gel de matrice extra-cellulaire 

(Matrigel) qui stimule l’attachement, la migration et la différenciation des cellules 

endothéliales en structures tubulaires, mimant ce qui se produit in vivo. Le Matrigel est un 

mélange de protéines de la matrice extra-cellulaire et de la membrane basale et est dérivé du 

sarcome Engelbreth-Holm-Swarm de la souris ; il a été identifié comme un puissant stimulant 

de la tubulogenèse 73. Le Matrigel contient de la laminine, du collagène IV, des protéglycanes 

héparane sulfate et de l’entactine/nidogène. Il contient également plusieurs facteurs de 

croissance comme TGF-β, Endothelial growth factor (EGF), Insulin-like growth factor (IGF), 

FGF, et Tissue Plasminogen Activator (TPA). Le développement récent d’un Matrigel réduit 

en facteurs de croissance (Growth factor reduced Matrigel) a permis d’éviter les problèmes 

de sur-stimulation des cellules endothéliales induite par le Matrigel classique. Les cellules 

endothéliales peuvent être ensemencées à la surface de Matrigel recouvrant des puits de 

culture, réalisant alors des tubes en 2 dimensions. Le développement des tubes se fait alors en 

4 à 24 heures et peut être observé au microscope. La tubulogenèse sera quantifiée en mesurant 

différents paramètres ; les paramètres les plus couramment utilisés sont : la longueur des 

tubes, le nombres de tubes, la surface des tubes ou encore le nombre de points de 

branchements. Les tests de tubulogenèse peuvent également se faire en 3 dimensions, en 

utilisant des microbilles recouvertes par les cellules endothéliales qui seront ensuite plongées 

dans le Matrigel. Après 7 jours, la formation des tubules sera appréciée par des images 
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acquises sur toute la hauteur du Matrigel et sur lesquelles on mesurera la longueur et la 

largeur des vaisseaux.  

 

L’ensemble de ces tests in vitro peut être réalisé en co-culture avec des cellules 

murales.  En effet, lors de l’angiogenèse physiologique, après que les cellules endothéliales se 

soient assemblées pour former un tube, les cellules murales sont recrutées pour maintenir la 

quiescence et la stabilité du vaisseau. L’analyse des intéractions entre cellules endothéliales et 

cellules murales est donc une partie intégrante de l’étude de l’angiogenèse19. Lors des 

expériences de co-culture, avant d’être ensemencés ensemble, les 2 types cellulaires devront 

être préalablement marqués afin d’être ensuite facilement distinguables. Ces expériences de 

co-culture permettent d’évaluer l’influence des cellules murales sur les cellules endothéliales 

et vice versa, et d’étudier les jonctions qui s’établissent entre les 2 types cellulaires, 

notamment les jonctions gap qui participent à la maturation vasculaire74. De façon alternative, 

la co-culture peut se faire sans contact en utilisant les inserts qui séparent les puits des plaques 

de culture en 2 compartiments. Un type cellulaire est ensemencé dans le compartiment 

inférieur, sur la surface du puits, l’autre type cellulaire est ensemencé dans le compartiment 

supérieur, sur la surface de l’insert. Les inserts utilisés alors sont munis de filtres avec des 

pores de plus petite taille qui ne permettront pas le passage des cellules mais seulement des 

molécules qu’elles sécrètent.  

 

 

 

b) Tests ex vivo 

 

Ces tests utilisent la culture d’organes explantés, permettant ainsi la communication 

des cellules endothéliales avec leur environnement naturel. Ils consistent à cultiver in vitro 

des coupes d’organes dans des matrices en 3 dimensions et à observer le développement de 

micro-vaisseaux sur une période de 10 à 14 jours. La quantification se fait en mesurant le 

nombre et la longueur des micro-vaissseaux ou bien la surface recouverte par les micro-

vaisseaux. Les explants les plus couramment utilisés sont les anneaux aortiques de rat, de 

souris, ou de poulet ou encore les artères carotides de porc. Un modèle récent propose la co-

culture d’explants d’aorte et de veine cave pour regrouper les caractéristiques des vaisseaux 

artériels et veineux.  
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c) Tests in vivo 

 

- La membrane chorioallantoide de poulet  

 

Il s’agit de la membrane qui entoure l’embryon de poulet dans son oeuf. Elle présente 

les avantages d’être facilement accessible, et de montrer une relative immunotolérance 

permettant de travailler avec des molécules ou des cellules provenant d’espèces différentes. 

 

 

- Zebrafish 

 

Le Zebrafish est un petit poisson tropical d’eau douce qui donne des centaines 

d’embryons par accouplement. Les embryons se développent en dehors de la mère, mesurent 

1 mm et sont transparents, offrant donc une observation et une quantification aisées de la 

formation des vaisseaux sanguins par microscopie. Le plus souvent, un agent fluorescent est 

injecté dans les vaisseaux et ainsi l’ensemble de la vascularisation de l’embryon peut être 

observée au microscope confocal. Des modèles de zebrafish transgéniques exprimant une 

protéine fluorescente sous le contrôle de promoteur de gènes spécifiques des cellules 

endothéliales (VEGFR-2 ou Tie 2) permettent d’avoir des embryons dont les vaisseaux sont 

spontanément fluorescents.  

 

 

- Implants chez la souris 

 

Le matériel implanté peut être constitué d’une chambre aux parois poreuses, d’une 

éponge ou bien d’une matrice synthétique notamment du Matrigel. Le Matrigel est sous forme 

liquide à 4°C et se transforme en gel solide à 37°C. La substance à tester pour son pouvoir 

angiogénique peut donc être mélangée au gel liquide puis ensuite injectée en sous-cutané où 

se formera un implant solide dans lequel la substance pourra progressivement diffuser 75. Le 

Matrigel peut éventuellement être encapsulé dans une chambre en plexiglas ou dans un tube 

en plastique flexible avant son implantation. Plusieurs jours après son injection dans la souris, 

l’implant est récupéré pour être analysé. La réponse angiogénique sera évaluée soit en 

comptabilisant le nombre de vaisseaux présents sur des coupes de l’implant, soit en mesurant 

le contenu en hémoglobine dans l’implant entier.  
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- La cornée 

 

La cornée est un tissu transparent avasculaire donc la formation de nouveaux 

vaisseaux y sera facilement visible et quantifiable. Dans de petites poches crées sur la cornée, 

il est possible de placer différents types de substances comme un fragment de tumeur, des 

cellules ou bien des cytokines contenues dans une pastille de laquelle elles vont 

progressivement être libérées. En même temps, on peut aussi administrer un traitement à 

l’animal par voie oculaire ou par voie systémique. On perfuse ensuite la cornée avec un 

marqueur fluorescent avant de la prélever pour en étudier la vascularisation.  

 

 

- Les chambres d’angiogenèse 

 

Dans cette technique, on réalise une chambre transparente permettant de visualiser la 

vascularisation in vivo grâce aux techniques de trans-illumination ou de microscopie intra-

vitale. Une des méthodes la plus couramment utilisée est la chambre de pli cutané dorsal chez 

la souris. Deux cadres métalliques sont placés sur un pli de peau dorsale de l’animal, de 

manière à prendre en sandwich les deux couches de peau. Une des deux couches est excisée, 

exposant alors la face interne de l’autre qui sera recouverte par une lame incorporée dans l’un 

des cadres (figure 6). Il est possible d’ouvrir la lame pour déposer des cellules ou des 

traitements dans la chambre.  

 

Figure 6 : Technique de la chambre de pli cutané dorsal chez la souris. 72 
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3) L’angiogenèse pathologique  

a) Angiogenèse extra-hépatique 

 

L’angiogenèse est donc un phénomène physiologique mais elle est également 

impliquée dans plusieurs contextes pathologiques. On distingue les pathologies où 

l’angiogenèse est insuffisante, comme dans les affections ischémiques, de celles où 

l’angiogenèse est excessive comme les affections de la rétine ou le cancer. Le cancer 

représente le contexte pathologique dans  lequel l’angiogenèse a été le mieux étudiée et 

constitue aujourd’hui la principale indication clinique des traitements anti-angiogéniques55. 

Ces traitements ont initialement ciblé le VEGF au moyen d’anticorps monoclonaux (comme 

le bevacizumab, indiqué dans le traitement du cancer colorectal) ou bien d’inhibiteurs des 

récepteurs tyrosine kinase, qui vont bloquer l’action des VEGFR (comme le sorafenib, 

indiqué dans le traitement du carcinome hépato-cellulaire). 

 

 

b) Angiogénèse intra-hépatique  

 

L’angiogenèse intra-hépatique a d’abord été étudiée dans le contexte de la 

régénération hépatique. Le foie est l’unique organe possédant la capacité de régénération 

complète après résection chirurgicale majeure (jusqu’à 70% de son volume). Les différentes 

phases de l’angiogenèse physiologique et du remodelage sinusoïdal ayant lieu pendant le 

processus de régénération hépatique ont été analysées de façon précise76. Après hépatectomie 

partielle (résection des 2 tiers du volume du foie chez le rongeur), la croissance du foie restant 

permet la restauration du volume hépatique initial en 8 à 10 jours. Le pic de prolifération des 

cellules endothéliales sinusoïdales survient après celui des hépatocytes77. La prolifération 

initiale des hépatocytes aboutit à la formation de lobules hépatiques avasculaires où les 

cellules vont développer une hypoxie78. Par l’intermédiare de plusieurs molécules sécrétées 

par les hépatocytes (dont le VEGF), l’hypoxie va stimuler la prolifération et la migration des 

cellules endothéliales dans les lobules avasculaires, conduisant ainsi au rétablissement des 

vaissseaux sinusoïdes dans les lobules. A la fin du processus de régénération hépatique, 

l’architecture sinusoïdale normale est ainsi restaurée. Dans ce contexte, il s’agit donc d’une 

angiogenèse temporaire et physiologique. En cas de pathologie chronique du foie, la 

fibrogenèse va s’accompagner d’une angiogenèse dite pathologique car persistante et 
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aboutissant à des vaisseaux « anormaux » c’est à dire avec un phénotype différent de celui 

retrouvé dans le foie sain. C’est cette forme d’angiogenèse associée à la fibrogenèse qui sera 

l’objet de ce chapitre.  

 

- Les preuves de l’angiogenèse intra-hépatique 

 

Le premier travail rapportant la manifestation d’une angiogenèse lors de la cirrhose a 

été publié il y a 30 ans 79. Dans cet article, les auteurs mettent en évidence la présence de 

modifications vasculaires comme partie intégrante du remaniement de l’architecture 

hépatique qui a lieu au cours de la cirrhose. Depuis ce papier princeps, de nombreux auteurs 

ont montré que la fibrose hépatique était constamment accompagnée par la prolifération de 

nouveaux vaisseaux 76.  L’angiogenèse intra-hépatique a tout d’abord été démontrée dans les 

différents modèles animaux  de fibrose hépatique. Dans le principal modèle de fibrose 

biliaire : la ligature de la voie biliaire principale ou bile duct ligation (BDL)  chez le rat 80, 

dans les modèle de fibrose secondaire à une nécrose hépatocytaire induite par des toxiques: 

administration de diethylnitrosamide chez le rat 30 ou de tétrachlorure de carbone (CCl4) chez 

le rat 81 ou chez la souris 82, ainsi que dans un modèle de NAFLD  induite par régime déficient 

en choline chez le rat 83, la densité vasculaire hépatique, mesurée par la quantification de 

l’immuno-marquage de coupes de foie par des marqueurs de cellule endothéliale (tels que le 

facteur Von Willebrandt (vWF) ou le CD31), augmente progressivement au cours de la 

fibrogenèse. Dans certaines études, l’angiogenèse était documentée par des preuves moins 

directes : par exemple, l’expression du gène CD31 (mesurée par PCR) était significativement 

augmentée dans le foie de la souris chez laquelle la cirrhose avait été induite par 

administration de CCl4 84. D’autres auteurs ont même parfois conclu à la manifestation d’une 

angiogenèse seulement par l’observation d’une augmentation de l’expression de facteurs pro-

angiogéniques comme le VEGF, alors que cette observation, bien qu’en faveur d’une 

angiogenèse, ne la démontre pas réellement. Dans une étude récente, l’angiogenèse intra-

hépatique qui survient chez la souris après BDL ou CCl4 a pu être appréciée en visualisant la 

vascularisation du foie de manière non invasive par micro-scanner, technique d’imagerie 

moderne qui permet d’obtenir des images des vaisseaux en 3 dimensions chez l’animal 

vivant85. 

Chez l’homme également, plusieurs études ont mis en évidence les résultats d’une 

angiogenèse hépatique dans le cadre des maladies chroniques du foie. Historiquement, 

l’hépatite virale C fut la première pathologie hépatique humaine dans laquelle on décrivit la 
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survenue d’une angiogenèse. En effet, l’étude par immuno-histochimie de coupes de foies de 

patients atteints d’hépatite chronique C a montré la formation de nouveaux micro-vaisseaux 

dans les espaces portes présentant des signes histologiques d’inflammation 86, 87. Ensuite, des 

preuves de l’angiogenèse intra-hépatique ont successivement été rapportées dans le foie de 

patients atteints d’hépatite auto-immune 56 ou de cirrhose biliaire primitive88. A nouveau de 

façon indirecte, comme chez l’animal, d’autres auteurs ont rapporté des arguments pour une 

angiogenèse dans les pathologies comme : l’hépatite chronique C, l’hépatite auto-immune, la 

cirrhose biliaire primitive et la cholangite sclérosante primitive. En effet, en analysant 

l’expression des gènes dans les foies humains cirrhotiques provenant de patients atteints de 

telles pathologies, ces auteurs ont pu mettre en évidence l’augmentation de l’expression de 

gènes clefs pour le processus d’angiogenèse tels que : des facteurs de croissance (VEGF, 

Hepatic growth factor (HGF), FGF-8, FGF receptor-1, PDGF) des molécules intervenant 

dans les jonctions cellule-cellule ou cellule-matrice (intégrines, beta-caténine), des molécules 

intervenant dans le remodelage de la matrice (des inducteurs des MMP) et des molécules 

impliquées dans la différenciation vasculaire et la polarité (éphrines)89, 90.  

 

- Les causes de l’angiogenèse intra-hépatique : les mécanismes moléculaires et 

cellulaires mis en jeu  

 

Premièrement, tout comme la fibrose, l’angiogenèse fait partie de la réponse à 

l’inflammation. Les cellules inflammatoires (cellules de Kupffer ou lymphocytes), stimulées 

en réponse aux lésions hépatocytaires (notamment lors des hépatites virales ou auto-immunes) 

ou cholangiocytaires (comme dans la cholangite sclérosante) vont secréter des facteurs pro-

angiogéniques favorisant la formation de nouveaux vaisseaux afin d’apporter par le flux 

sanguin de nouveaux facteurs de croissance nécessaires à la réparation tissulaire. 

 

Deuxièmement, l’angiogenèse intra-hépatique se produit en réponse à l’hypoxie. Notre 

équipe a montré que l’hypoxie était un phénomène précoce lors de la fibrose hépatique 30. 

L’étude du foie du rat chez lequel la fibrose avait été induite par l’administration de 

diethylnitrosamide, a montré que les hépatocytes étaient en hypoxie. La proportion 

d’hépatocytes souffrant d’hypoxie augmentait au cours de la fibrose jusqu’à concerner la 

quasi-totalité du parenchyme au stade de cirrhose. Cette hypoxie intra-hépatique résulterait de 

la progression de la fibrose qui constitue une barrière physique faisant obstacle au flux 

sanguin et à l’apport d’oxygène dans le parenchyme hépatique et surtout d’anomalies 
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précoces de microcirculation associées à la fibrose. Ainsi, la fibrose hépatique induit 

l’hypoxie qui à son tour stimule l’angiogenèse. En effet, cette même étude a montré que les 

hépatocytes en hypoxie dans le foie fibreux exprimaient VEGF et que l’augmentation de 

l’expression hépatique de VEGF était corrélée à l’augmentation de la densité vasculaire intra-

hépatique au cours de la fibrose30. Lors de tests menés in vitro, les auteurs ont pu confirmer 

que l’hypoxie induisait l’expression de VEGF dans les hépatocytes mais également dans les 

CEF.  

 

En effet, comme évoqué plus haut, les CEF participent à l’angiogenèse intra-

hépatique.  Premièrement, en tant que péricyte, les CEF établissent des interactions directes 

avec les cellules endothéliales. Notamment, il a été montré que les CEF développaient des 

adhésions focales (impliquant les protéines VASP) qui favorisent l’angiogenèse 91. Les CEF 

établissent également des interactions paracrines avec les cellules endothéliales. Après que 

leur différenciation myofibroblastique ait été activée au cours de la fibrogenèse, les CEF-MF 

secrètent des cytokines pro-angiogéniques: le VEGF 30, 80, 92-95  et l’angiopoiétine-182, 96. Les 

CEF produisent également le PDGF, un facteur pro-fibrogénique qui induit chez elles un 

phénotype pro-angiogénique 24. Dans une étude récente, des expériences menées in vitro ont 

montré que les CEF exercent plusieurs effets pro-angiogéniques sur les cellules 

endothéliales96. Premièrement, elles stimulent la formation de jonctions inter-cellulaires entre 

les cellules endothéliales ; de plus, elles augmentent les fonctions clefs des cellules 

endothéliales pour l’angiogenèse: la migration et la tubulogenèse. Tous ces effets sont 

dépendants de l’action de l’angiopoiétine-1 qui est sécrétée par les CEF, sous l’effet paracrine 

et autocrine du PDGF. Le Sorafenib qui inhibe l’activité tyrosine kinase de récepteur de 

PDGF inhibe l’expression d’angiopoietine-1 dans les CEF et inhibe ainsi leur action pro-

angiogénique96. La leptine, une hormone produite par le tissu adipeux, a également été 

montrée capable d’induire la production de d’angiopoiétine-1 ainsi que de VEGF par les CEF 

in vitro 93. Enfin, la communication entre CEF et cellule endothéliale peut également se faire 

via l’action de microparticules (voir plus loin dans le paragraphe III, 4).  

 

Le remodelage vasculaire qui accompagne la fibrose hépatique ne se limite pas à 

l’angiogenèse, définie par une augmentation du nombre de vaisseaux du foie, mais comprend 

également des modifications qualitatives de l’arbre vasculaire hépatique, en particulier des 

vaisseaux sinusoïdes. En effet, le remodelage sinusoïdal qui a lieu lors de la fibrose comprend 

les modifications suivantes: la vasoconstriction, l’augmentation du recouvrement des 
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vaisseaux par les péricytes et la capillarisation. La capillarisation des vaisseaux sinusoïdes 

correspond à la perte du phénotype caractéristique des cellules endiothéliales sinusoïdales 

avec l’apparition d’une membrane basale et la disparition des fenêtres. On parle alors de « dé-

différenciation » des cellules endothéliales sinusoïdales. Il a été montré que les CEF jouaient 

un rôle important dans ce remodelage sinusoïdal. Tout d’abord, par leur capacité de 

contraction et leur localisation de péricyte, les CEF-MF entraînent la vasoconstriction des 

sinusoïdes97. De plus, les CEF, via l’action de l’angiopoiétine-1 sont capables de s’enrouler 

autour des cellules endothéliales sinusoïdales, augmentant ainsi le recouvrement des 

vaisseaux sinusoïdes96. Enfin, les CEF, une fois activées en myofibroblastes vont synthétiser 

de la matrice extra-cellulaire qui va participer à la formation d’une membrane basale autour 

des cellules endothéliales sinusoïdales, contribuant ainsi au processus de capillarisation 98. 

La participation des MFP à l’angiogenèse et plus largement au remodelage vasculaire 

associé à la fibrogenèse hépatique n’a jamais été étudiée. 

 

Enfin, dans la cirrhose, l’angiogenèse ne se limite pas au foie. En effet, chez l’animal 

comme chez l’homme, il a été montré que la cirrhose était associée à une angiogenèse 

splanchnique qui aboutissait à la formation de vaisseaux collatéraux aggravant l’hypertension 

portale99 , 100. Le poumon des malades cirrhotiques peut  également être le siège de 

l’angiogenèse contribuant alors au développement du syndrome hépato-pulmonaire, 

complication respiratoire grave de la cirrhose 101 , 102. Cependant, l’angiogenèse extra-

hépatique associée à la cirrhose ne sera pas étudiée lors notre travail de thèse. 

 

 

- Les conséquences de l’angiogenèse intra-hépatique 

 

L’angiogenèse survient donc en conséquence de la fibrose hépatique mais en retour a, 

elle-même, des conséquences sur la fibrose. En effet, la plupart des études menées sur des 

modèles animaux ont montré que l’inhibition de l’angiogenèse pouvait diminuer la fibrose 

hépatique (tableau 6), suggérant ainsi que l’angiogenèse permettrait d’entretenir ou bien 

d’aggraver la fibrose hépatique.  
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Tableau 6 : Synthèse des principaux travaux ayant inhibé l’angiogenèse dans le contexte 

de fibrose hépatique. 
Référence Modèle de fibrose Anti-angiogénique Résultat sur la fibrose 

(critère de jugement) 
84 Souris CCl4 Anticorps anti VEGF-1  

et anti-VEGFR-2 

Diminution  
(α-sma, hydroxyproline) 

81 Rat CCl4 Sunitinib  Diminution  
(α-sma, collagène) 

82 Souris CCl4 Récepteur soluble 

D’ Angiopoiétine-1 

Diminution  
(rouge Sirius, α-sma,  

hydroxyproline) 
99 Rat BDL  Sorafenib  Diminution  

(rouge Sirius, α-sma) 
103 Rat  

BDL et TAA 

Cilenglinide  

(inhibiteur intégrines) 

Aggravation  
(collagène) 

96 Rat BDL  Sorafenib  Diminution  
(rouge Sirius, élastoIRM) 

104 Souris CCl4 Anticorps anti-PlGF Diminution  
(rouge Sirius) 

105 Rat BDL Sorafenib  Diminution  
(α-sma, collagène) 

106 Souris transgénique 

(inhibition du VEGF) 

 Aggravation  
(activation des CEF) 

107 Souris CCl4 CxCl9 Diminution  
(rouge Sirius, hydroxyproline) 

108 Rat CCL4 Anticorps anti-VEGF Diminution  
(rouge Sirius, hydroxyproline) 

109 Rat TAA Celecoxib  

(inhibiteur COX-2) 

Diminution  
(trichrome de Masson) 

110 Rat NASH  Brivanib ou Sorafenib  Diminution  
(hydroxyproline) 

111 Souris BDL  

 

Souris BDL après levée 

d’obstacle 

Anticorps anti VEGF 

 

Anticorps anti VEGF 

Diminution  
(rouge Sirius, hydroxyproline) 

Aggravation  
(rouge Sirius, hydroxyproline) 

 

Sunitinib, sorafenib et brivanib sont des inhibiteurs des récepteurs tyrosine kinases. 
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Cependant, parmi toutes les molécules utilisées pour inhiber l’angiogenèse, aucune 

n’agit de façon spécifique et exclusive sur la cellule endothéliale et l’angiogenèse. En effet, 

les inhibiteurs de tyrosine kinase, dont le chef de file est le sorafénib agissent sur le récepteur 

du VEGF mais aussi sur d’autres récepteurs tels que celui du PDGF, qui est aussi un facteur 

pro-fibrosant. De plus, le VEGF (ciblé par la majorité des stratégies anti-angiogéniques) a lui-

même également une action pro-fibrosante. En effet, in vitro, le VEGF est capable 

d’augmenter les fonctions myofibroblastiques des CEF telles que la sécrétion de collagène I 
30ou la migration112. On peut donc supposer que l’inhibition du VEGF conduira à un effet 

anti-fibrosant, indépendant de l’angiogenèse.  

 

De plus, l’inhibition de l’angiogenèse est, la plupart du temps, associée à une 

réduction de la fibrose mais pas dans tous les cas. En particulier, une étude a montré que 

l’administration d’un traitement anti-angiogénique ne ciblant pas le VEGF entraînait une 

aggravation de la fibrose103. Dans cette étude, le traitement par inhibiteur spécifique de 

l’intégrine alphavbeta3 chez le rat, chez lequel la fibrose hépatique avait été induite par BDL 

ou par administration de thioacétamide, entraînait bien une diminution de l’angiogenèse intra-

hépatique, mesurée par le nombre de vaisseaux présents sur les coupes de foie, mais 

également une aggravation de la fibrose hépatique103. Dans ce modèle, les auteurs montraient 

que l’inhibition de l’angiogenèse était associée à une aggravation de l’hypoxie, qui pourraît 

être à l’origine de la majoration de la fibrose hépatique. En effet, l’hypoxie est capable 

d’activer l’expression du collagène dans les CEF et donc de stimuler la fibrose30. 

 

Dans une seconde étude plus récente, d’autres auteurs ont démontré la dualité de 

l’effet du traitement anti-angiogénique en fonction du temps auquel il est administré111. Après 

BDL, le rongeur développe une fibrose hépatique secondaire à l’obstacle empêchant 

l’écoulement de la bile. Cette fibrose est réversible si l’obstacle biliaire est levé par dérivation 

de la bile dans les voies digestives. L’inhibition du VEGF par anticorps neutralisant 

permettait d’améliorer la fibrose hépatique induite par la BDL alors même qu’elle empêchait 

la régression de la fibrose hépatique après la levée d’obstacle biliaire 111. Ces résultats 

soulignent la complexité des liens entre angiogenèse et fibrogenèse hépatiques. Les 

conséquences de l’angiogenèse sur la fibrose pourraient varier selon le type de pathologie 

hépatique et aussi selon l’évolution de la pathologie (phase d’aggravation, phase de 

résolution).  
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La deuxième conséquence de l’angiogenèse porte sur l’hypertension portale. 

L’hypertension portale est définie par une augmentation de la pression dans la veine porte. 

C’est une complication fréquente la cirrhose. Elle entraîne l’apparition des voies de 

dérivations porto-systémiques exposant au risque d’hémorragie et contribue à l’apparition de 

l’ascite (épanchement liquidien dans la cavité péritonéale), exposant au risque d’infection. 

Ces risques constituent les causes principales de mortalité des patients cirrhotiques, 

expliquant ainsi l’importance de l’hypertension portale dans l’évolution de la maladie du foie. 

Il a été montré que l’angiogenèse contribuait à l’apparition de l’hypertension portale. En effet, 

chez le rat, le traitement anti-angiogénique par sorafénib a permis de diminuer la pression 

portale 99. Chez l’homme également, le sorafénib a montré une diminution du flux portal de 

35% dans un petit groupe de 7 patients cirrhotiques traités pour leur carcinome hépato-

cellulaire100. Néanmoins, il est fortement probable que ce soit surtout l’angiogenèse extra-

hépatique, en particulier splanchnique, qui contribue majoritairement à l’hypertension portale. 

 

 

 

 



 44 

 

III. Les microparticules 

 

1) Généralités: définitions, mode de formation et mécanismes d’action des 

microparticules 

 

Les microparticules (MP), aussi appelées microvésicules ou ectosomes, font partie du 

groupe des vésicules extra-cellulaires qui comprend également les exosomes et les corps 

apoptotiques. Même si le terme de MP est parfois employé de façon large, il est important de 

distinguer ces 3 entités car elles sont formées par des mécanismes différents et ne possèdent 

pas les mêmes propriétés 113. Le mode de formation et les principales caractéristiques des 

vésicules extra-cellulaires sont résumés dans la figure 7 et le tableau 7. Cependant,  la 

définition précise de chaque type de vésicule extra-cellulaire reste un sujet de débat qui divise 

les experts 114, 115. De plus, du fait de l’absence de standardisation dans les procédures 

d’isolement et les méthodes de détection, la séparation des différents types de vésicules ne 

s’est pas toujours faite de façon stricte dans les études du passé 116.  
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Figure 7 : Formation et caractéristiques des vésicules extra-cellulaires. 117 
A gauche : les exosomes. Les cellules peuvent libérer des exosomes par 2 voies différentes. Dans la 

voie classique, des vésicules intra-cellulaires se forment par bourgeonnement interne de la membrane plasmique 
et forment des corps multi-vésiculaires (MVB) avant de fusionner avec la membrane plasmique pour être 
libérées dans le milieu extra-cellulaire. La voie directe fait secréter des vésicules directement par la membrane 
plasmique sans implication des MVB. Les exosomes exposent peu ou pas la phosphatidylsérine (PS) à leur 
surface  mais présentent d’autres marqueurs spécifiques. 

Au centre : les microparticules (MP) aussi appelées microvésicules dans la littérature anglo-saxonne. En 
condition normale, la PS est localisée préférentiellement sur le feuillet interne de la membrane plasmique. Après 
exposition à un stimulus, la PS est externalisée sur le feuillet externe de la membrane plasmique. Une 
réorganisation du cytosquelette a lieu alors pour aboutir au bourgeonnement de la membrane et à la libération 
des MP dans l’espace extra-cellulaire. Cependant, la formation des MP peut se faire sans externalisation de la PS 
puisque certaines MP sont négatives pour ce marqueur.  

A droite : les corps apoptotiques. Les étapes précoces de l’apoptose sont caractérisées par des 
modifications du potentiel de la membrane mitochondriale et de l’asymétrie de la membrane plasmique, 
conduisant à l’exposition de la PS à la surface de la cellule. Au stade tardif de l’apoptose, se produit une 
fragmentation de l’ADN et une augmentation de la perméabilité de la membrane plasmique. Les cellules 
apoptotiques rétrécissent et se décomposent en donnant plusieurs corps apoptotiques. Comme les MP, les corps 
apoptotiques exposent donc la PS à leur surface et contiennent du matériel varié provenant de leur cellule mère 
(marqueurs membranaires, protéines, ARN, et microARN). Contrairement aux MP, ils contiennent également 
des fragments du noyau cellulaire.  

Abréviations : MP : microparticules, MVB : corps multi-vésiculaires, PS : phosphatidylsérine. 
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Tableau 7: Marqueurs des vésicules extra-cellulaires. 117 

 

 
 

Initialement, les chercheurs ont mis en évidence la production de MP par les cellules 

circulantes, notamment les plaquettes, mais il a été montré ensuite que toutes les cellules de 

l’organisme sont théoriquement capables de secréter des MP. Cette production peut se faire en 

situation physiologique mais aussi en contexte pathologique. En effet, les MP sont détectables 

dans le plasma de sujets sains et leur concentration est augmentée dans plusieurs situations 

pathologiques comme les maladies cardiovasculaires ou le cancer. Suite à une activation 

cellulaire ou à un stimulus pro-apoptotique, plusieurs enzymes (flipase, floppase, et 

scramblase) modifient leur activié induisant une externalisation des phospholipides 

anioniques dont la phosphatidylsérine (PS), normalement présents de façon préférentielle sur 

le feuillet interne de la membrane plasmique. Il s’y associe une réorganisation du 

cytosquelette. Ces 2 évènements aboutissent à la libération de MP par la cellule. Cependant, 
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la formation des MP peut se faire sans externalisation de la PS puisque certaines MP sont 

négatives pour ce marqueur.  

Ainsi, les MP sont définies comme des vésicules mesurant 0,1 à 1µm de  diamètre, 

produites par bourgeonnement de la membrane plasmique et exposant à leur surface la PS, 

bien que cette dernière caractéristique soit controversée. Les MP sont donc constituées d’une 

membrane qui correspond à la bicouche lipidique de la membrane plasmique de leur cellule 

mère et contiennent du cytoplasme de cette même cellule. Les MP peuvent contenir des 

protéines, des lipides, des ARN messagers ainsi que des microARNs. La composition des MP 

varie selon la cellule dont elles sont issues et selon le stimulus initiant leur formation 118. Leur 

différence de contenu va se traduire par une différence dans leur effet. Par exemple, les MP 

isolées à partir de la plaque d’athérome de patients stimulent la prolifération des cellules 

endothéliales alors que les MP circulantes dans le sang des mêmes patients ne produisent pas 

cet effet 119.  

Alors qu’elles étaient auparavant considérées comme des débris cellulaires sans 

activité propre, les MP sont aujourd’hui reconnues comme des vecteurs d’information inter-

cellulaire 120. En effet, par les molécules qu’elles contiennent, les MP peuvent réguler la 

fonction de leur cellule cible. Les MP peuvent interagir avec leur cellule cible selon plusieurs 

modes (figure 8). Les MP peuvent libérer les molécules solubles qu’elles contiennent ; il peut 

se faire une interaction de type ligand-récepteur entre un ligand exposé à la surface des MP et 

un récepteur à la surface de la cellule cible; la membrane de la MP peut fusionner avec la 

membrane de la cellule cible, lui  transférant ainsi son contenu (notamment les microARNs) 

et apportant de nouvelles molécules trans-membranaires notamment de nouveaux récepteurs ; 

enfin les MP peuvent subir l’endocytose ou la phagocytose par les macrophages ou les 

cellules endothéliales.  
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Figure 8: Mécanismes d’action des microparticules. 121 

 

 

2) Méthodes d’étude des microparticules 

 

Historiquement, les MP ont pu être décrites pour la première fois en 1967 grâce à la 

microscopie électronique qui montrait alors un halo de débris autour des plaquettes activées 

nommé « poussière de cellule » 122. 

Depuis, les méthodes d’étude et les concepts sur les MP ont bien évolué (tableau 8). 

La méthode de détection des MP la plus utilisée aujourd’hui est la cytométrie en flux. Cette 

technique utilise un faisceau laser à travers lequel on va faire circuler une solution liquide (du 

plasma par exemple). Le laser va détecter tous les évènements contenus dans ce liquide. Les 

MP vont alors être définies par les événements de taille comprise entre 0,1 et 1 µm et positifs 

pour le marquage par l’Annexine V ou la lacthadhérine, qui peuvent se lier à la PS présente à 

la surface des MP. La cytométrie permet de mesurer précisément la concentration de MP 

présentes dans une solution mais également de déterminer l’origine cellulaire des MP 

détectées en utilisant des anticorps dirigés contre des marqueurs spécifiques de surface 

(comme CD31 pour les cellules endothéliales).  

Pour étudier la composition en protéines des MP, les techniques habituelles d’Enzyme-

Linked Immunosorbent Assay (ELISA)  ou de Western Blot sont couramment utilisées.  
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Les MP possèdent un pouvoir pro-coagulant intrinsèque du fait de la présence à leur 

surface de la PS. La PS est un phospholipide chargé négativement capable d’interagir avec les 

différentes protéines de la coagulation chargées positivement. Ainsi, les MP offrent par leur 

surface une plateforme physique favorisant l’assemblage des protéines de la cascade de 

coagulation 123. Certains tests fonctionnels utilisent cette propriété pro-coagulante des MP 

pour les détecter et les quantifier. Les MP peuvent également exposer à leur surface le Facteur 

Tissulaire ou Tissue Factor (TF), ce qui augmente encore leur pouvoir pro-coagulant. 

Enfin, des techniques d’imagerie moderne permettent de visualiser les MP comme la 

capture de nanoparticules par vidéo-microscopie ou la microscopie à force atomique. La 

microscopie à force atomique est une technique exploitant l’interaction entre les atomes pour 

balayer la surface d’un échantillon grâce à une sonde très fine. Les MP sont déposées sur un 

minéral recouvert d’un anticorps, permettant de les retenir de façon spécifique. La surface de 

ce minéral est balayée par la sonde du microscope qui réalise ainsi une image 

tridimensionnelle des MP présentes sur cette surface. 

 

 

 

Tableau 8: Méthodes d’étude des microparticules. 121 
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3) Rôle des microparticules dans l’angiogenèse 

 

L’implication des MP dans l’angiogenèse a fait l’objet de plusieurs revues 124, 125. 

Diverses études ont montré que les MP étaient capables de stimuler l’angiogenèse. Cet effet a 

été rapporté pour des MP produites in vitro à partir de cellules endothéliales 126 ou d’EPC127 

mais aussi pour des MP provenant d’autres cellules telles que les plaquettes 128 ou les 

lymphocytes 129. Les propriétés pro-angiogéniques ont également été rapportées pour des MP 

produites in vivo isolées à partir de muscles de membre en ischémie chez la souris 130 ou à 

partir de la plaque d’athérome de patients 119 ou encore pour des MP circulantes isolées à 

partir du plasma de souris 131.  

Il existe différents mécanismes par lesquels les MP peuvent agir sur les cellules 

endothéliales pour favoriser l’angiogenèse. Tout d’abord, les MP peuvent apporter les 

facteurs de croissance pro-angiogéniques, notamment le VEGF. Par exemple, les MP 

produites in vitro par les myofibroblastes de peau humaine contenaient du VEGF et étaient 

capables de stimuler la croissance des cellules endothéliales 132. 

Les corps vitrés des yeux de patients atteints de rétinopathie diabétique proliférative 

contenaient des MP provenant des plaquettes, des cellules endothéliales et des cellules 

nerveuses de la rétine. Ces MP étaient capables de stimuler la prolifération des cellules 

endothéliales et la formation de nouveaux vaisseaux, bien qu’elles ne contenaient pas de 

VEGF 133. La stimulation de la voie VEGF par les MP peut se faire de manière indirecte. Les 

MP contenant les ligand Sonic Hedgehog (Shh) produites par une lignée cellulaire de 

lymphocytes T, augmentaient la tubulogenèse des cellules endothéliales 134. Ces MP 

induisaient l’expression de facteurs pro-angiogéniques dont le VEGF par les cellules 

endothéliales et ce de façon dépendante de l’action de Shh. En effet, la stimulation de la 

tubulogenèse et l’expression du VEGF induite par les MP était réversée par le blocage de Shh 

par SiRNA ou par inhibiteur pharmacologique 134. De la même façon, les MP produites par 

des lignées humaines de cellules tumorales et contenant une forme mutée hyperactive du 

récepteur d’EGF (EGFR) pouvaient être captées par les cellules endothéliales, leur transférant 

ainsi ce récepteur. Ce transfert d’EGFR s’accompagnait de l’augmentation de l’expression de 

VEGF et de l’activation autocrine de VEGFR-2 dans les cellules endothéliales 135. 

Une autre étude a montré que les MP peuvent stimuler la fonction angiogénique des 

cellules endothéliales par l’action du TF 136. En effet, le milieu conditionné, c’est à dire le 

surnageant de culture contenant tout ce qui est sécrété par les cellules, provenant des cellules 

mésangiales du rein (péricyte des cellules endothéliales dans le glomérule rénal) renfermait 
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des MP contenant du TF. Ce milieu conditionné était capable d’augmenter la formation de 

capillaires par les cellules endothéliales in vitro. La déplétion de ce milieu en MP diminuait 

son pouvoir pro-angiogénique, prouvant ainsi l’implication des MP. De plus, la pré-

incubation de ce milieu conditionné avec un anticorps neutralisant anti-TF, mais pas avec un 

anti-VEGF, diminuait son effet de stimulation de l’angiogenèse. L’ensemble de ces résultats 

n’était retrouvé que quand les cellules mésangiales étaient soumises à des fortes 

concentrations de glucose ; ainsi ce mécanisme interviendrait dans la physiopathologie de la 

néphropathie vasculaire diabétique 136.  

L’action des MP sur les cellules endothéliales peut également se faire par transfert 

d’ARN messagers, comme cela a été montré pour les MP provenant des EPC 127. En effet, ces 

MP étaient capables de s’incorporer aux cellules endothéliales et de stimuler l’angiogenèse à 

la fois dans des tests in vitro et in vivo. Leur action pro-angiogénique était inhibée lorsque ces 

MP étaient incubées avec de la RNAse127.  

D’autre part, les MP peuvent également stimuler l’angiogenèse en agissant sur  

d’autres cellules que les cellules endothéliales. Premièrement, les MP peuvent agir sur les 

EPC. En effet, les MP circulantes dans le plasma des souris étaient capables d’induire la 

différenciation des EPCs en cellules endothéliales matures, de façon dépendante de la voie 

PPAR-α 131. Les MP peuvent également activer les fibroblastes, comme cela a été montré 

pour les MP libérées par les cellules de cancer de prostate qui peuvent activer les fibroblastes 

péri-tumoraux pour induire la dégradation de la matrice extra-cellulaire, favorisant ainsi 

l’angiogenèse tumorale 137. 

 

 

4) Rôle des microparticules dans les maladies du foie 

 

Le rôle des MP dans les maladies du foie a fait l’objet de 2 revues publiées lors de ce 

travail de thèse 117, 121. 

Plusieurs études ont rapporté l’augmentation des concentrations de certaines MP dans 

le plasma de patients atteints de maladie du foie (tableau 9). 
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Tableau 9 : Etude des MP circulantes chez les patients atteints de maladie du foie. 117 

 
 

 Cette augmentation de la concentration des MP résulterait d’une production accrue et 

d’une clairance diminuée des MP chez ces patients. En effet, plusieurs causes d’hépatopathies 

entraînent la production de MP, comme la consommation d’alcool, l’infection virale, les 

critères du syndrome métabolique, incluant l’obésité, la dyslipidémie et même la 

sédentarité117. Le foie pathologique, lui-même, est très probablement à l’origine de la 

libération des MP puisqu’il est le siège de phénomènes induisant la formation des MP tels que 

l’endotoxémie, le stress oxydatif, l’apoptose ou l’activation cellulaire. La détection dans le 

plasma des patients de MP d’origine hépatocytaire atteste de cette production de MP par le 

foie 138.  D’autre part, la clairance des MP est susceptible d’être altérée en cas de maladie du 

foie. En effet, en condition physiologique, cette clairance est assurée par les macrophages du 

foie et de la rate. Or la fonction des macrophages est vraisemblablement diminuée en cas 

d’hépatopathie.  
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Les MP interviennent à plusieurs étapes de la physiopathologie des maladies du foie et 

de leurs complications.  

Premièrement, les MP sont impliquées dans la fibrogenèse. Les MP provenant des 

lymphocytes T et présentes dans le sang des patients atteints d’hépatite chronique virale C 

sont capables d’agir sur les CEF avec un effet anti-fibrosant 139. En effet, les MP, produites in 

vitro par les lymphocytes T isolés du sang de ces patients, étaient capables de fusionner avec 

la membrane de CEF, aboutissant à la régulation positive de l’expression des gènes anti-

fibrosants comme les MMP et à la régulation négative des gènes pro-fibrosants comme le 

collagène I et le TGF-β.  Ces résultats sont en accord avec des données précédentes de la 

littérature qui montraient que les MP pouvaient induire l’expression de MMP dans les 

fibroblastes ou bien encore contenir directement des MMP.  Les MP pourraient également 

exercer un effet anti-fibrosant dans le foie par les microARNs qu’elles contiennent comme 

cela a été montré pour la fibrose rénale 140. D’autres résultats montrent que certaines MP 

pourraient au contraire favoriser la fibrose hépatique. En effet, par leur pouvoir pro-

angiogénique, les MP pourraient aggraver la fibrose. Une étude a montré que les hépatocytes 

exposés à des acides gras saturés produisaient des MP capables de stimuler l’angiogenèse in 

vitro et in vivo, de façon dépendante de la Vanine-1141.  Ces mêmes MP étaient retrouvées en 

concentration importante chez la souris avec une NAFLD induite par le régime, modèle dans 

lequel le foie présente une fibrose associée à une angiogenèse marquée.  

Les MP interviennent également dans la genèse de l’hypertension portale.  Cette 

complication sévère de la cirrhose résulte à la fois d’une augmentation des résistances 

vasculaires intra-hépatiques et d’une vasodilatation  artérielle splanchnique.  Les MP sont 

susceptibles de participer à ces 2 mécanismes.  Premièrement, il a été montré que les CEF 

produisaient des MP contenant le ligand Shh qui étaient capables de moduler l’expression de 

certains gènes dans les cellules endothéliales sinusoïdales, contribuant probablement au 

remodelage sinusoidal causant l’augmentation des résistances vasculaires intra-hépatiques142. 

Deuxièmement, la vasodilatation splanchnique est causée par une augmentation des 

vasodilatateurs ainsi que par une réponse diminuée aux vasoconstricteurs, à laquelle 

pourraient participer les MP. En effet, les patients atteints d’une cirrhose décompensée, 

présentaient des concentrations élevées de MP d’origine leuco-endothéliale, leucocytaire, 

érythrocytaire et hépatocytaire dans leur plasma 138. Ces MP altéraient la réponse des anneaux 

aortiques aux agents vasoconstricteurs  et diminuaient la pression artérielle des souris, via le 

transfert de phospholipides aux cellules endothéliales 138.  
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Les MP, de par leur propriété pro-coagulante pourraient participer aux troubles de la 

coagulation associées aux maladies du foie. En effet, la cirrhose comme l’insuffisance hépato-

cellulaire aigüe sont associées à un déséquilibre de la coagulation en faveur du statut pro-

coagulant. L’activité pro-coagulante des MP contenant le TF ou seulement la PS a été 

retrouvée respectivement 38 fois et 4 fois  plus élevée chez les patients atteints d’insuffisance 

hépatique aigüe par rapport aux sujets contrôles 143, 144. Dans ce contexte, les concentrations 

plasmatiques des MP étaient significativement corrélées au pronostic des malades, faisant des 

MP un potentiel biomarqueur de la gravité de la pathologie hépatique.  

Enfin, les MP interviennent très probablement dans la physiopathologie du carcinome 

hépato-cellulaire, complication majeure de la cirrhose. Bien que le rôle des MP ait été 

largement étudié dans le cancer 145, peu d’études se sont intéressées aux MP dans le cadre 

spécifique du carcinome hépato-cellulaire.  Une étude pilote a rapporté l’association 

statistique entre la taille du carcinome hépato-cellulaire et le taux plasmatique de MP 

provenant des cellules endothéliales et des hépatocytes 146.  De plus, dans cette étude, la 

concentration des MP était significativement diminuée après résection de la tumeur hépatique 
146. Le carcinome hépato-cellulaire est une tumeur richement vascularisée ; il est donc très 

probable que les MP interviennent dans sa physiopathologie du fait de leur pouvoir pro-

angiogénique (voir paragraphe précédent). Par ailleurs, il a été montré que les MP favorisaient 

l’acquisition d’un phénotype métastatique par les cellules du carcinome hépato-cellulaire147. 

En effet, les MP secrétées in vitro par des cellules de l’immunité innée étaient captées par les 

cellules de carcinome hépato-cellulaire chez lesquelles elles stimulaient la migration, 

l’invasion et l’adhésion à l’endothélium in vitro ainsi que la formation de métastases quand 

elles étaient injectées chez la souris. Cette action était effectuée par l’intégrine αM-intégrine-

β2, qui était transférée des cellules immunitaires vers les cellules tumorales via les MP. 

Certaines MP peuvent au contraire avoir un effet anti-tumoral, comme cela a été démontré 

pour les MP produites par des cellules souches du foie adulte qui étaient capables d’inhiber la 

prolifération et d’induire l’apoptose des cellules de carcinome hépato-cellulaire 148.  
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Résultats des travaux  
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La plupart de nos résultats ont été publiés dans notre article intitulé « Portal 

myofibroblasts promote vascular remodeling underlying cirrhosis formation through the 

release of microparticles »25. Néanmoins, ce manuscrit expose également des résultats non 

publiés qui apparaîtront en gris dans le texte.  

 

I. Caractérisation de notre modèle de MFP 

1) Isolement des canaux biliaires 

 

Pour étudier les myofibroblastes portaux (MFP) et leur implication dans l’angiogenèse 

intra-hépatique, nous avons utilisé un modèle de cellules primaires de rat. Dans ce modèle, les 

MFP sont obtenus à partir de la culture d’explants de canaux biliaires de foie de rat sain 35. La 

technique d’isolement est détaillée dans l’annexe 1. Elle peut être résumée en plusieurs 

étapes : 

1- Digestion enzymatique in situ du foie du rat par perfusion de la veine porte par 

une solution d’EDTA puis par une solution de libérase. 

2- Isolement de l’arbre biliaire du reste du parenchyme hépatique et dissociation 

mécanique. 

3- Digestion enzymatique de l’arbre biliaire par plusieurs bains successifs dans 

des solutions contenant diverses enzymes : libérase, pronase, hyaluronidase, 

DNAse. 

4- Filtration de la solution cellulaire obtenue sur des filtres de 100µm et sur des 

filtres de 40µm pour ne garder que les segments de canaux biliaires 

mesurant entre 40 et 100µm. 

 

La pureté de l’isolement des canaux biliaires a tout d’abord été évaluée par l’aspect 

morphologique au microscope optique. On pouvait observer des structures typiques des 

canaux biliaires correspondant à des amas de petites cellules denses, sans cellule individuelle. 

De plus, l’absence de CEF, l’autre précurseur principal de myofibroblaste hépatique, était 

assurée par le fait que l’isolement ne provenait que de l’arbre biliaire, or les CEF ne sont pas 

situés à proximité des canaux biliaires, et était vérifiée par l’absence d’auto-fluorescence sous 

excitation par les UV à 328nm de longueur d’onde (figure 9). 
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Figure 9 : Apparence des canaux biliaires à l’isolement et comparaison à l’isolement des 

CEF. 
Photographies des cellules obtenues immédiatement après leur isolement à partir de foie de rat sain, 

observées au microscope à contraste de phase (a, b) ou au microscope à fluorescence après excitation par UV de 
328 nm de longueur d’onde (a’, b’). 

 

 
 

2) Culture des MFP  

 

Les explants de canaux biliaires ont été ensemencés sur des supports plastiques avec 

du milieu adapté à la culture des myofibroblastes primaires et composé DMEM avec 10% de 

sérum de veau foetal (SVF), 1% d’Hépès 1M et 100UI-100mg/mL de pénicilline-

streptomycine. Ils ont été cultivés dans un incubateur à 37°C, avec 5% de C02.  

Immédiatement après leur isolement, la composition des canaux biliaires était 

semblable à celle retrouvée in vivo : ils étaient composés majoritairement de cellules 

épithéliales, les cholangiocytes, et de rares cellules mésenchymateuses, permettant la structure 

physique du canal biliaire. La mise en culture des explants de canaux biliaires allait en 

modifier la population cellulaire. En effet, lorsque l’on observait les cellules au microscope, 

on pouvait remarquer que le phénotype des cellules changeait au fur et à mesure de la 

culture : les structures typiques des canaux biliaires (amas de petites cellules denses) 

présentes initialement disparaissaient alors qu’apparaissaient et proliféraient des cellules de 

faible densité qui émettaient des prolongements cytoplasmiques, adoptant le phénotype de 
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myofibroblaste (figure 10). Les cellules parvenues à confluence avant et après passage 

cellulaire, respectivement appelées P0 et P1, étaient ainsi constituées d’une population 

homogène de cellules d’aspect myofibroblastique (figure 10). Puisqu’ils provenaient de 

l’activation des cellules mésenchymateuses présentes autour des canaux biliaires, ces 

myofibroblastes correspondaient donc aux myofibroblastes portaux (MFP).  

 

 

 

 

Figure 10 :  La culture des canaux biliaires aboutit à l’apparition des  myofibroblastes 

portaux. 
Photographies des cellules primaires isolées à partir de foie de rat sain, acquises au microscope à 

contraste de phase, à différents temps de culture après leur isolement. Les canaux biliaires (a) disparaissent 
progressivement en même temps qu’apparaissent et  prolifèrent les myofibroblastes portaux (b-d). 

 
 

 

 

Pour confirmer ces données de morphologie et caractériser de façon précise les 

cellules présentes au fur et à mesure de la culture, nous avons étudié l’expression de 

marqueurs spécifiques des différents types cellulaires à la fois au niveau de l’ARNm par RT-

PCR quantitative et au niveau de la protéine par immuno-fluorescence et par Western Blot. 

Comme marqueur de myofibroblaste, nous avons utilisé α-sma et collagène I (col1a1). 

Comme marqueur de cholangiocyte, nous avons utilisé le CK19 (cytokératine 19) et le panCK 

(pancytokératine).  

Pour réaliser la RT-PCR, l’ARN total a été soumis à la transcription inverse avec des 

amorces aléatoires d’hexamères et 200 Unités de Moloney murine leukemia virus reverse 

transcriptase (Invitrogen,) pendant 1 heure à 42°C. La PCR quantitative en temps réel a été 

réalisée en utilisant le Sybr Green Master Mix dans l’appareil  Mx3000P (Agilent 

Technologies) ou  Lightcycler 480 (Roche).  Les niveaux d’expression du gène d’intérêt 

étaient exprimés de façon relative par rapport à ceux d’un gène de référence (18S) selon la 
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méthode de 2-ΔΔCt. Les séquences des amorces utilisées apparaissent dans le tableau 10. Pour 

les analyses statistiques, nous avons utilisé le test de Student pour comparer les différents 

groupes. Les résultats étaient considérés significatifs pour une valeur de p<0,05.  

Tableau 10 : Séquences des amorces utilisées pour la PCR. 

 

Gène   N° GenBank  

 

Amorce Sens  Amorce Anti-sens  

Rat 

α-SMA NM_031004.2 GGGACGACATGGAAAAGATCTG GGTTGGCCTTAGGGTTCAGC 

Col1a1 NM_053304.1 TGAGCCAGCAGATTGAGAACA GGGTCGATCCAGTACTCTCCG 

Col15a1 NM_001100535

.1 
GCCCCCTACTTCATCCTCTC CAGTACGGACCTCCAGGGTA 

Fibulin-2 NC_005103    GAACCGCCAGTAGCAGGTAG GCCTGACTTAGGCAGAGGTG 

Vegfa NM_031836.2 TGTTTGACTGCTGTGGACTT GACTTCGGCCTCTCTAAGAA 

Ang-1 NM_053546.1 ACACCGTGAGGATGGAAGCCT ACCAGAGGGATTCCCAAAACCCAT

T 

PlGF NM_053595.2 AGGAACCCCACCTGTGATGCTGT TGAGCTGGGTGTGGGTCTCTCC 

NRP-1 NM_145098.2 AGCTGGACCCACGACACCCA TGGTGCCTCCTGTGAGCTGGA 

vWf NM_053889.1 CCTTGTGAAGTGGCTCGTCT GCAAGTTGCAGTTGACCAGG 

18S 

 

 

NR_046237.1 GAGCGAAAGCATTTGCCAAG GGCATCGTTTATGGTCGGAA 

CK19 AY464140.1 ACGCGGTGGAAGTTTTAGTG CGAATCTTCACCTCCAGCTC 

Human 

COL15A1 NM_001855.4 GCAGGAGGCAGACGGAGTAG GAGTTGGAGGTGTGTTTATGGGTT 

vWF NM_000552.3 CTCCCACGCCTACATCGG GCGGTCGATCTTGCTGAAG 

18S M10098.1 GAGCGAAAGCATTTGCCAAG GGCATCGTTTATGGTCGGAA 
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Pour l’immuno-fluorescence, les cellules ont été fixé par du paraformaldéhyde 4% 

pendant 15 minutes puis bloquées et perméabilisées par une solution d’albumine 2% (Roche) 

préparée avec Triton 100X 0,1% (Sigma-Aldrich) pendant une heure. Les cellules ont été 

incubées aves les anticorps primaires anti -α-SMA (1A4, 1/100), de Dako ou anti-panCK (sc-

8018, 1/10) de Santa Cruz Biotechnology à 4°C pendant la nuit, puis avec l’anticorps 

secondaire couplé au fluorochrome AlexaFluor 488 ou 568 (Invitrogen) dilué au 1/200ème 

dans de l’albumine 2%, à température ambiante pendant 1 heure. Le marquage des noyaux 

s’est fait en utilisant le Draq5 (Biostatus; Ozyme), dilué au 1/1000ème pendant 5 minutes. Les 

cellules ont finalement été examinées avec un microscope confocal SP2 (Leica). 

 

 

Les résultats de l’analyse de la PCR (figure 11) et des images d’immuno-fluorescence 

(figure 12) montraient que l’expression des marqueurs de cholangiocytes diminuait alors que 

parallèlement l’expression des marqueurs de myofibroblastes augmentait au cours de la 

culture. A P1, toutes les cellules exprimaient α-sma, montrant qu’il s’agissait bien de 

myofibroblastes (figure 12). Le niveau d’expression d’α-sma  dans les MFP à P1 était 

comparable à celui retrouvé dans les CEF-MF, à P1 (figure 13).  

 

 

Figure 11 : Caractérisation par PCR du modèle de MFP au cours de la culture. 
L’expression de CK19, α-sma et Col1a1 a été analysée par RT-PCR dans les canaux biliaires 

fraichement isolés de foie de rat et dans les MFP obtenus à partir de la culture de ces canaux, à P0 et à P1. Les 
résultats sont exprimés en niveau d’expression d’ARNm rapporté à celui retrouvé dans les canaux biliaires et 
représentent les moyennes +/- SEM de 4 à 13 préparations cellulaires. * p<0,05 par rapport aux canaux biliaires, 
** p<0,05 par rapport aux canaux biliaires et aux MFP à P0. 

 

 



 61 

 
 

Figure 12 : Caractérisation par immuno-fluorescence du modèle de MFP au cours de la 

culture. 
L’expression de panCK et d’α-sma a été analysée par immuno-fluorescence dans les canaux biliaires à 

différents temps de culture après leur isolement. Les images montrent une disparition progressive des cellules 
épithéliales (positives pour PanCK) pour ne laisser place qu’à des cellules positives pour α-sma à P1. Les images 
sont des coupes z-stack représentatives d’au moins 6 isolements indépendants. 
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Figure 13 : Expression d’α-sma par les CEF-MF et les MFP. 
Western Blot des lysats cellulaires de 3 isolements indépendants de cellules étoilées du foie et de 

myofibroblastes portaux à P1 montrant leur expression d’α-sma. La tubuline-α est utilisée comme contrôle. 
 

 

 

Au total, la caractérisation de notre modèle cellulaire nous a permis de conclure que la culture 

des canaux biliaires aboutissait bien à l’obtention de myofibroblastes, ne dérivant pas des 

CEF mais des cellules mésenchymateuses présentes autour des canaux biliaires, 

correspondant donc aux MFP.  
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II. Le collagène XV est un bon marqueur des MFP 
 

1) Identification du collagène XV par analyse du transciptome 

 

L’analyse comparative du transcriptome des MFP et CEF-MF primaires de rat a 

permis de mettre en évidence 3571 gènes sur-exprimés dans les MFP par rapport aux CEF-

MF (Thèse de Nelly Bosselut, 2010).  La classification fonctionnelle de ces gènes a été faite 

par le système d’analyse Gene Ontology (GO). Cette analyse a montré que les gènes sur-

exprimés dans les MFP étaient impliqués dans le cycle cellulaire et la réplication (figure 14, 

pannel de gauche).  Parmi ces gènes, le collagène XV (Col15a1) était exprimé 16 fois plus 

dans les MFP que dans les CEF-MF. L’analyse par GO a rapporté que les gènes co-exprimés 

avec Col15a1 avaient un rôle dans la régulation de la pression artérielle et de la prolifération 

des cellules musculaires lisses (figure 14, pannel de droite), laissant supposer l’existence 

d’une fonction vasculaire pour les MFP. 

 

 
 

Figure 14 : Analyse du transcriptome des MFP. 
Résultats de l’analyse par Gene Ontology(GO) de la fonction des gènes sur-exprimés dans les MFP par 

rapport aux CEF-MF (pannel de gauche) et des gènes co-exprimés avec le Col15a1 dans les MFP (pannel de 
droite). 

 
 



 64 

 

2) Expression du collagène XV par notre modèle cellulaire  

 

Pour valider col15a1 comme nouveau marqueur des MFP, nous avons analysé son 

expression dans notre modèle de MFP au cours de la culture, par les techniques de RT-PCR et 

d’immuno-fluorescence, exposées précédemment. Pour cela, nous avons utilisé l’anticorps 

primaire anti-COL15A1(HPA017913, 1/50) de chez Sigma-Aldrich. 

Les analyses de PCR ont montré qu’au début de la culture, l’expression de Col15a1 

était faible puis augmentait en même temps que celle des autres marqueurs de 

myofibroblastes, Col1a1 et α-sma. Contrairement à α-sma, l’expression de Col15a1 

n’augmentait pas entre P0 et P1, suggérant que le niveau d’expression de Col15a1 n’était pas 

lié à la différenciation myofibroblastique (figure 15).  

Le double marquage par Col15a1 et PanCK a montré que juste après l’isolement, les 

préparations de canaux biliaires contenaient majoritairement des cholangiocytes mais 

également quelques cellules distinctes des cholangiocytes, car n’exprimant pas PanCK et 

positives pour Col15a1 (figure 15). A un stade de culture plus tardif,  toutes les cellules 

exprimaient Col15a1. A P1, la majorité des MFP exprimaient le Col15a1, bien que l’intensité 

du marquage semble varier d’une cellule à l’autre (figure 15).  Ces résultats montraient donc 

que Col15a1 était exprimé à la fois par les MFP activés en myofibroblastes et par leurs 

précurseurs, présents en faible nombre dans les explants de canaux biliaires, juste après 

l’isolement.  

De façon importante, cette expérience a montré qu’à aucun moment, une même cellule 

n’a exprimé à la fois PanCK et Col15a1, plaidant donc contre la survenue d’une transition 

épithélio-mésenchymateuse des cholangiocytes en myofibroblastes dans notre modèle.  
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Figure 15 : Expression de Col15a1dans notre modèle de MFP. 
L’expression de Col15a1 a été analysée  A)  par RT-PCR dans les canaux biliaires fraichement isolés de 

foie de rat et dans les MFP obtenus à partir de la culture de ces canaux, à P0 et à P1. Les résultats sont exprimés 
en niveau d’expression d’ARNm rapporté à celui retrouvé dans les canaux biliaires et représentent les moyennes 
+/- SEM de 4 à 13 préparations cellulaires. * p<0,05 par rapport aux canaux biliaires ; B) par double immuno-
fluorescence avec panCK dans les canaux biliaires à différents temps de culture après leur isolement, montrant 
l’expansion des cellules positives pour COL15A1, concomitante de la disparition des cellules épithéliales, sans 
aucun chevauchement entre les 2 populations cellulaires. Les images sont des photographies des coupes z-stack 
représentatives d’au moins 6 isolements différents. 
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3) Expression du Collagène XV par les autres cellules du foie 

 

Pour s’assurer que Col15a1 était bien spécifique des MFP, nous avons cherché à 

évaluer son expression dans les autres types cellulaires du foie. Pour ce faire, nous avons isolé 

à partir du foie de rat : les hépatocyte, les CEF, les cellules endothéliales sinusoïdales (LSEC) 

et les cellules de Kupffer. Les CEF ont été analysées juste après l’isolement alors appelées 

CEF quiescentes (CEFq) et après le premier passage alors qu’elles étaient activées en 

myofibroblastes (CEF-MF). Dans chacun de ces types cellulaires, nous avons mesuré 

l’expression du Col15a1 par RT-PCR.  

Les résultats ont montré que l’expression de Col15a1 dans tous les types cellulaires 

était faible et négligeable par rapport à celle des MFP (figure 16 A). Le but initial de 

l’identification d’un marqueur des MFP était de pouvoir distinguer les 2 différents types de 

myofibroblastes donc le résultat le plus important était la comparaison de l’expression de 

Col15a1 entre les MFP et les CEF-MF. Pour confirmer les résultats de la PCR qui mesuraient 

l’expression du gène du Col15a1, nous avons donc également évalué l’expression de la 

protéine COL15A1, par immuno-fluorescence. Les images des cellules ont confirmé que, 

contrairement aux MFP,  les CEF-MF n’exprimaient pas la protéine COL15a1 (figure 16 B).  
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Figure 16 : Expression du Col15a1 par les MFP et par les autres cellules du foie. 
L’expression de Col15a1 a été analysée  A) par RT-PCR dans les différents types cellulaires de foie de 

rat, incluant les canaux biliaires fraichement isolés, les MFP à P1, les CEF quiescentes (CEFq), les CEF-MF à 
P1, les cellules de Kupffer, les hépatocytes et les LSEC. Les résultats sont exprimés en niveau d’expression 
d’ARNm rapporté à celui retrouvé dans les CEF-MF et représentent les moyennes +/- SEM de 4 à 13 
préparations cellulaires. * p<0,05 par rapport aux autres types cellulaires; B) par double immuno-fluorescence 
avec α-sma dans les MFP et les CEF-MF à P1, montrant l’expression de COL15A1 dans tous les MFP positifs 
pour α-sma alors que cette expression  était indétectable dans les CEF-MF positives pour α-sma. Barre 
d’échelle : 50µm. 
 

 

4) Comparaison du collagène XV avec la Fibuline-2 
 
Puisque la Fibuline-2 a été rapportée comme marqueur des MFP par des travaux 

précédents, nous avons souhaité comparer notre nouveau marqueur le Col15a1 à la Fibuline-

2. A nouveau, nous avons utilisé les techniques de RT-PCR et d’immuno-fluorescence, avec 

l’anticorps primaire anti-Fibuline-2 (HPA001934, 1/25) de chez Sigma-Aldrich. 
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L’analyse de la PCR a montré que le Col15a1 était plus discriminant que la Fibuline-2 

pour distinguer les MFP des CEF-MF (figure 17 A). D’autre part, contrairement à ce que l’on 

observait pour le Col15a1, l’expression de la fibuline-2 dans les MFP était augmentée entre 

P0 et P1, suggérant que l’expression de la Fibuline-2 était, comme pour α-sma, dépendante  

de l’activation myofibroblastique (figure 17 B). Enfin, l’étude par immuno-fluorescence a 

montré que la protéine de la Fibuline-2 était détectée non seulement dans les MFP, comme 

attendu mais également dans les CEF-MF (figure 17 C). Ainsi, contrairement à Col15a1, la 

Fibuline-2 ne semble pas être un marqueur assez spécifique pour pouvoir différencier les 2 

types de myofibroblastes.  
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Figure 17 : Comparaison de Col15a1 à la fibuline-2 comme marqueur des MFP. 
L’expression de COL15A1 et de la Fibuline-2 a été mesurée A) par RT-PCR dans les différents types 

cellulaires du foie de rat, incluant les canaux biliaires fraichement isolés, les MFP à P1, les CEF quiescentes 
(CEF-q), les CEF-MF à P1, les cellules de Kupffer, les hépatocytes et les LSEC. Les résultats sont exprimés en 
niveau d’expression d’ARNm rapporté à celui retrouvé dans les CEF-MF et représentent les moyennes +/- SEM 
de 3 à 13 préparations cellulaires. * p<0,05 par rapport aux autres types cellulaires ; B) par RT-PCR dans les 
canaux biliaires fraichement isolés, dans les MFP à P0 et à P1. Les résultats sont exprimés en niveau 
d’expression d’ARNm rapporté à celui retrouvé dans les canaux biliaires et représentent les moyennes +/- SEM 
de 4 à 13 préparations cellulaires. * p<0,05 par rapport aux canaux biliaires ; C) par immuno-fluorescence  dans 
les MFP et les CEF-MF à P1. 

  

 

L’ensemble de ces résultats valide donc Col15a1 comme marqueur spécifique des 

MFP. Il serait indépendant de l’activation myofibroblastique et marquerait vraisemblablement 

les précurseurs des MFP, présents dans les canaux biliaires juste après leur isolement. 
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III. Rôle des MFP dans l’angiogenèse hépatique in vivo  

 

1) Matériel et Méthodes 

 

Pour étudier l’implication des MFP dans l’angiogenèse qui accompagne la fibrose 

hépatique, nous avons suivi l’évolution de ces cellules dans le foie pathologique chez l’animal 

et chez l’homme. Nous avons utilisé 2 modèles animaux de fibrose chez le rat : un modèle de 

fibrose biliaire, la ligature de la voie biliaire principale ou bile duct ligation (BDL) et un 

modèle de fibrose non biliaire, l’intoxication par tétrachlorure de carbone (CCl4). Ces 2 

procédures conduisent à l’apparition progressive d’une fibrose extensive qui aboutit au 

développement d’une cirrhose en 6 semaines pour le modèle BDL et en 8 semaines pour le 

modèle CCl4 (figure 18). Nous avons donc sacrifié les animaux à différents temps après le 

début de la procédure pour pouvoir étudier leur foie à différents degrés de fibrose.  

 

Figure 18: Modèles de fibrose hépatique chez le rat.  
La fibrose hépatique a été évaluée par Rouge Sirius sur des coupes de foie de rat à 2 jours, 1 semaine ou 

6 semaines après BDL et à 2, 3 ou 6 semaines après début d’administration de CCl4. Photographies 
représentatives de 4-15 animaux à chaque temps, barre d’échelle : 500µm. 

 

 

De façon complémentaire, nous avons étudié 2 pathologies hépatiques humaines : une 

pathologie biliaire, la cirrhose biliaire primitive (CBP) et une pathologie non biliaire, la 
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stéatopathie non alcoolique ou  non alcoholic fatty liver disease (NAFLD). Ces 2 pathologies 

chroniques ont 2 étiologies bien différentes. La CBP est une affection auto-immune qui atteint 

surtout les femmes après 50 ans et dans laquelle une inflammation chronique des canaux 

biliaires intra-hépatiques entraîne une fibrose  progressive jusqu’à la cirrhose. Cette 

pathologie est relativement rare puisque sa prévalence maximale est de 40 pour 100 000 

habitants 149. La NAFLD est quant à elle une affection beaucoup plus fréquente et dont 

l’incidence ne cesse d’augmenter dans les pays développés, faisant ainsi employer 

l’expression d’ « épidémie » pour évoquer cette hépatopathie chronique. La NAFLD affecte 

les patients atteints d’un syndrome métabolique, défini par l’association d’au moins 3 critères 

parmi les 5 suivants: 1) obésité abdominale (tour de taille >102 cm pour les hommes, >88cm 

pour les femmes), 2) augmentation des triglycérides (>1,5g/l), 3) diminution du HDL 

cholestérol (<0,4g/l pour les hommes, <0,5g/l chez les femmes), 4) hypertension artérielle 

(pression artérielle systolique >130mmHg ou pression artérielle diastolique >85mmHg), 5) 

hyperglycémie (glycémie à jeun >1g/l)150. La NAFLD comprend plusieurs types d’atteintes : 

la stéatose simple,  définie par une accumulation de triglycérides dans les hépatocytes et la 

NASH définie par une stéatose associée à des signes d’inflammation avec ou sans fibrose. 

Comme toutes les maladies chroniques du foie, la NAFLD peut évoluer vers la fibrose 

extensive et la cirrhose. Grâce à une collaboration avec les hépatologues cliniciens des 2 

centres d’hépatologie des  CHU de la Pitié-Salpêtrière et de Saint-Antoine, nous avons pu 

recueillir les biopsies de foie de 20 patients atteints de CBP et de 31 patients atteints NAFLD 

avec différents degrés de fibrose. Pour la CBP, le niveau de fibrose hépatique a été établi 

selon la classification METAVIR qui classe la fibrose de F0 (pas de fibrose) à F4 (cirrhose) 

(Tableau 1, page 18). Pour la NAFLD, les biopsies de foie ont été classées dans les catégories 

suivantes : stéatose simple sans fibrose, NASH sans fibrose avancée (F0 ou F1) ou NASH 

avec fibrose avancée (F2 ou plus), selon les recommandations récentes 151. Pour avoir des 

foies humains servant de contrôles auxquels comparer les foies pathologiques, nous avons 

également recueilli les biopsies hépatiques réalisées chez des sujets qui présentaient des 

anomalies des tests hépatiques et pour lesquels l’analyse histologique du foie s’est révélée 

normale (n= 9). 

 

Pour suivre l’évolution des MFP, nous avons utilisé le nouveau marqueur que nous 

avons précédemment validé : le Col15a1. Dans les foies des animaux et des patients, nous 

avons mesuré par PCR quantitative l’expression du Col15a1 afin d’apprécier la quantité de 

MFP présents dans le foie. De la même façon, par PCR, nous avons mesuré l’expression du 
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facteur Von Willebrandt (vWF), marqueur de cellule endothéliale afin d’évaluer la quantité de 

cellules endothéliales et donc de vaisseaux sanguins présents dans le foie. Cette mesure était 

donc une appréciation de l’angiogenèse intra-hépatique. Les séquences des amorces utilisées 

pour la PCR apparaissent dans le tableau 9. Pour les analyses statistiques, nous avons utilisé 

le test de Student pour comparer les différents groupes et le test de Spearman pour calculer les 

coefficients de corrélation. Les résultats étaient considérés significatifs pour une valeur de 

p<0,05.  

De plus, nous avons étudié la distribution des MFP dans les foies cirrhotiques  

humains ainsi que leurs rapports par rapports aux cellules endothéliales, aux cholangiocytes. 

Pour cela, nous avons utilisé la méthode d’immuno-histochimie en marquant les foies fixés 

par les anticorps anti-COL15A1(Sigma, HPA017913, 1/50), anti α-sma(Dako, 1A4, 1/100), 

anti-fibuline-2(Sigma, HPA001934, 1/25) anti-CD31 (Dako, JC70A, 1/30) et anti CK19 

(Dako, RCK108, 1/30) puis avec un anticorps secondaire conjugué à HRP pour Horseradish 

Peroxidase. Nous avons réalisé ces marquages sur des coupes sériées c’est à dire des coupes 

juxtaposées de la même région du foie et séparées les unes des autres seulement par 

l’épaisseur de la coupe (4 µm). Pour compléter les premiers résultats obtenus, nous avons 

également effectué un marquage par immuno-fluorescence de ces mêmes prélèvements. 

Ainsi, en utilisant plusieurs anticorps secondaires couplés à des fluorochromes de couleur 

distinctes (Alexa fuor 488 or 568 (Invitrogen) 1/200), nous avons pu réaliser des doubles 

marquages (montrant donc l’expression de 2 marqueurs différents) sur une seule même coupe. 

Pour ces expériences, nous avons exploité 6 prélèvements d’hépatectomies provenant de foie 

cirrhotique et de 3 prélèvements foies normaux provenant des marges de résection de tumeurs 

hépatiques.  

La spécificité de l’anticorps anti-COL15A1 a été testée en réalisant des expériences 

contrôles sur des cellules in vitro : contrôle positif montrant le marquage des cellules 

exprimant COL15A1 (MFP primaires de rat) et contrôle négatif montrant l’absence de 

marquage des cellules n’exprimant pas COL15A1 (Normal Rat Cholangiocyte, NRC, lignée 

cellulaire de cholangiocytes).  
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2) Expansion des MFP associée à l’angiogenèse aux stades de fibrose avancée 

 

Dans le foie des rats, l’expression de l’ARNm Col15a1 augmentait progressivement 

après BDL ou CCl4 et cette augmentation devenait significative aux stades de cirrhose, 

correspondant respectivement aux temps de 8 et 6 semaines (figure 19). Le même résultat 

était retrouvé chez les patients atteints de CBP ou de NAFLD : en cas de fibrose absente ou 

modérée, l’expression de Col15a1 était similaire à celle retrouvée dans les foies des sujets 

contrôles, alors qu’en cas de fibrose avancée, l’expression de Col15a1 était significativement 

augmentée (figure 19). Cette augmentation de Col15a1 traduisait bien une augmentation du 

nombre des cellules et non pas leur activation, puisque nous avions montré, in vitro, que 

l’expression de Col15a1 était stable au cours de l’activation myofibroblastique des cellules 

entre P0 et P1 (figure 15). Ces résultats mettaient donc en évidence une expansion des MFP 

lors de la fibrogenèse à la fois dans les modèles animaux et chez l’homme mais également  à 

la fois dans la fibrose d’origine biliaire et dans la fibrose d’origine non-biliaire. En effet, la 

littérature avait jusqu’à maintenant restreint l’implication des MFP à la fibrose de type 

biliaire.  

Chez le rat comme chez l’homme, l’analyse des foies par PCR a montré une 

augmentation de l’expression du vWF parallèle à la progression de la fibrose, témoin d’une 

augmentation de la vascularisation hépatique et donc du résultat de l’angiogenèse (figure 19). 

Cette expression de vWF était corrélée significativement à celle de Col15a1. La corrélation 

était encore plus significativement marquée pour les pathologies non biliaires (CCl4 et 

NAFLD) que pour les pathologies biliaires (BDL et CBP). 

Cette expansion parallèle des MFP et des cellules endothéliales au cours de la 

fibrogenèse suggérait une interaction entre ces 2 types cellulaires. C’est pourquoi nous avons 

poursuivi nos travaux en étudiant la distribution des MFP par rapport aux cellules 

endothéliales dans les foies cirrhotiques.  
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Figure 19: Les myofibroblastes portaux s’accumulent dans le foie aux stades de fibrose 

avancée, parallèlement à l’augmentation de l’angiogenèse. 
A) Expression du collagène 15 et du facteur Von Willebrand par PCR quantitative dans les foies de rats 

après BDL ou intoxication par tétrachlorure de carbone.  Résultats relatifs aux animaux contrôles exprimés en 
moyenne -/+  SEM, *p<0,05, n= 4-15/groupe. B) Expression du collagène 15 et du facteur Von Willebrand par 
PCR quantitative dans les biopsies de foies de patients atteints de CBP ou NAFLD. Résultats relatifs à des sujets 
contrôles, exprimés en moyenne+/- SEM, *p<0,05, n= 8-12/groupe; BDL= bile duct ligation ;CCl4= 
tétrachlorure de carbone ; d= jour ; NASH= Non Alcoholic SteatoHepatitis ; PBC= Primary Biliary Cirrhosis ;  
SEM = standard error of the mean ; vWf= facteur vonWillebrand ; wk=semaine 
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3) Distribution péri-vasculaire des MFP dans le foie cirrhotique 

 

L’anticorps anti-COL15A1 dont nous disposions ne permettait pas de marquer le tissu 

du rongeur, c’est pourquoi nos résultats des expériences d’immuno-marquage du foie seront 

limités au tissu humain.  

L’analyse d’immuno-histochimie a révélé que le foie humain normal ne contenait que 

très peu de cellules positives pour COL15A1 (figure 20). Ces cellules étaient situées dans les 

espaces portes, autour des canaux biliaires (marqués par CK19) ou en zone péri-portale à 

proximité des canaux de Hering (marquées également par CK19). Sur certains prélèvements, 

ces cellules étaient disposées à proximité du plexus vasculaire péri-biliaire, vaisseau 

nourricier du canal biliaire, marqué par CD31. De plus, ces cellules étaient négatives pour α-

sma montrant ainsi qu’elles n’étaient pas des myofibroblastes et qu’elles étaient distinctes des 

cellules musculaires lisses, présentes autour des vaisseaux. L’analyse en immuno-

fluorescence du foie normal à fort grossissement permettait de montrer avec certitude que 

l’anticorps anti-COL15A1 marquait bien des cellules, identifiées par la présence d’un noyau 

marqué par le Draq5 et non pas de la matrice extra-cellulaire ou la membrane basale des 

cholangiocytes (figure 21). 
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Figure 20 : Distribution du marquage COL15A1 dans le foie humain sain et cirrhotique.  
Légende ci-après 
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A,B) Coupes sériées de foie humain normal et cirrhotique marquées pour COL15A1, CK19, CD31 et α-
SMA. A) Dans le foie normal, les rares cellules positives pour COL15A1  (panel supérieur), montrées par les 
flêches et les têtes de flêches, étaient situées dans les espaces portes, à côté des canaux biliaires et des canaux de 
Hering (désignés par les flêches et les têtes de flêches, respectivement), positifs pour CK19, et autour du plexus 
vasculaire biliaire, positif pour CD31. Ces cellules étaient distinctes des cellules musculaires lisses, positives 
pour α-SMA. B) Dans le foie cirrhotique, les cellules positives pour COL15A1 étaient nettement plus 
nombreuses (panel supérieur) ; elles étaient également positives pour α-SMA, principalement autour des 
vaisseaux marqués par l’anticorps anti-CD31 dans les larges septa fibreux. Elles étaient localisées à proximité 
des cellules biliaires positives pour CK19. C) L’immuno-fluorescence réalisée sur le foie humain cirrhotique a 
montré que les cellules positives pour COL15A1 exprimaient aussi aussi α-SMA (panel supérieur) même si la 
surface du marquage α-SMA dépassait largement celle du marquage COL15A1. Les cellules positives pour 
COL15A1 étaient situées à proximité des canaux en prolifération, positifs pour CK19 (panel central) et enroulées 
autour des cellules endothéliales positives pour CD31 (panel inférieur). Les photographies présentées 
correspondent aux images en projection et l’encadré montre un zoom sur une coupe z-stack. 
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Figure 21 : Localisation de cellules positives pour COL15A1 à proximité des 

cholangiocytes dans le foie normal. 
Des coupes de foie humain normal ont été marquées en immuno-fluorescence avec des anticorps anti- 

COL15A1 et anti-CK19, montrant des cellules positives pour COL15A1 autour d’un canal biliaire et adjacentes 
au canal de Hering (zoom encadré).  

 
 

Dans le foie cirrhotique, les cellules positives pour COL15A1 étaient beaucoup plus 

nombreuses (figure 20). Cette observation corroborait donc avec les résultats de la PCR qui 

montrait une augmentation majeure de l’expression de COL15A1 au stade de cirrhose. 

L’examen des coupes de foie montrait que les cellules positives pour COL15A1 étaient 

localisées dans les septa fibreux et étaient également positives pour α-sma (figure 20), 

correspondant donc à des myofibroblastes et plus précisément aux MFP. Néanmoins, la 
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surface de marquage α-sma excédait largement celle du marquage COL15A1, montrant donc 

que la majorité des  myofibroblastes hépatiques n’était pas constituée par les MFP et 

provenaient très probablement de l’activation des CEF. Ainsi, ce résultat était en accord avec 

les études récentes ayant montré la contribution majeure des CEF à la fibrose hépatique5, 36. 

Lors du processus de fibrogenèse, les canaux biliaires prolifèrent réalisant ainsi ce que 

l’on appelle la réaction ductulaire. Le marquage des coupes de foie par CK19 permettait 

aisément de mettre en évidence ces canaux biliaires en prolifération et de montrer que les 

MFP étaient situés à proximité de ces derniers (figure 20). 

De plus,  le marquage par l’anticorps anti-COL15A1 montrait que les MFP étaient co-

localisés avec les cellules endothéliales, marquées par le CD31, des vaisseaux présents dans 

les septa fibreux (figure 20).  L’examen de ces zones à plus fort grossissement montrait que 

les MFP et les cellules endothéliales étaient étroitement enroulés autour des lumières 

vasculaires. Pour vérifier que nous ne marquions pas les cellules endothéliales avec l’anti-

corps anti-COL15A1, nous avons isolé les cellules endothéliales du foie humain selon un 

protocole déjà validé qui permet d’obtenir une fraction de cellules non parenchymateuses du 

foie, enrichie en cellules endothéliales et en cellules de Kupffer24. Nous avons analysé cette 

fraction de cellules par cytométrie en flux après les avoir marquées avec les anticorps anti-

CD31 et anti-COL15A1 (figure 22). Parmi toutes les cellules analysées en cytométrie en flux, 

27% étaient positives pour CD31, correspondant donc à des cellules endothéliales. Parmi ces 

cellules endothéliales, 0% exprimaient le COL15A1. Cette expérience montrait donc qu’il 

existait bien 2 types cellulaires distincts localisés autour des lumières vasculaires dans les 

septa fibreux : les cellules endothéliales positives pour CD31 et les MFP positifs pour le 

COL15A1. 
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Figure 22 : Analyse par cytométrie en flux d’une fraction de cellules non-

parenchymateuses du foie humain, enrichie en cellules endothéliales et en cellules de 

Kupffer. 
Une fraction de cellules non parenchymateuses, enrichie en cellules endothéliales et en cellules de 

Kupffer a été obtenue par centrifugation des cellules de foie humain normal sur double gradient de Percoll, 
comme précédement publié24. Les cellules ont été fixées par paraformaldéhyde puis incubées avec un anticorps 
monoclonal anti-CD31 humain couplé au fluorochrome FITC  (MHCD3101, Invitrogen; 1/50) pendant une 
heure puis avec l’anticorps anti-COL15A1 humain de lapin (Sigma, 1/20) dans du PBS 1X avec saponine 2% et  
albumine 1% pendant la nuit. Les cellules ont ensuite été incubées avec l’anticorps secondaire anti-lapin couplé 
au fluorochrome AlexaFluor 647 (Invitrogen; 1/100) pendant une heure (B). Les anticorps isotypiques contrôles 
couplés FITC et AlexaFluor 647 ont été utilisés comme contrôles pour mesurer la fluorescence basale, non 
spécifique (A). Les cellules ont été analysées par un cytomètre BD LSR II  (BD Biosciences), en utilisant le 
logiciel Kaluza (Beckman Coulter).  Les résultats montrent l’absence de cellule positive pour COL15A1 dans 
cette fraction, en particulier parmi les cellules positives pour CD31.  
 

 

Nous avons également marqué les coupes de foie humain par l’anticorps anti-Fibuline-

2 afin de comparer la distribution in vivo de ce marqueur à celle de notre nouveau marqueur 

des MFP, le COL15A1. Sur les coupes de foie cirrhotique, le marquage par la Fibuline-2 était 

co-localisé avec celui du COL15A1, adoptant une disposition péri-vasculaire (figure 23), en 

accord avec les résultats d’études antérieures sur la Fibuline-2152. Cependant, la surface de 

marquage par la Fibuline-2 excédait largement celle du marquage par COL15A1 (figure 23).

Cette différence pouvait s’expliquer par la spécificité moindre de la Fibuline-2. En effet, 

précédemment, nous avions montré que la Fibuline-2 était également exprimée dans les CEF-

MF (figure 17). De plus, cette protéine pourrait être excrétée de façon plus abondante que le 

COL15A1 dans la matrice extra-cellulaire. Une autre hypothèse serait que le COL15A1 ne 

serait pas exprimé de la même façon dans tous les MFP (figures 16 et 17) ou bien serait 

restreint à une certaine sous-population de MFP, sous-population impliquée dans 

l’angiogenèse.  
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Figure 23 : Marquage du foie cirrhotique humain par COL15A1 et Fibuline-2. 
L’expression de COL15A1 et de Fibuline-2 a été étudiée par immuno-histochimie sur des coupes 

sériées de foie cirrhotique humain, montrant la même localisation autour des vaisseaux capillaires dans les larges 
septa fibreux (flêche), même si la surface marquée par la Fibuline-2 était nettement supérieure à celle marquée 
par COL15A1. 

 

 

 

La disposition péri-vasculaire des MFP dans le foie humain cirrhotique était donc en 

faveur d’un rôle pro-angiogénique pour ces cellules. La suite de notre travail a consisté à 

démontrer les fonctions pro-angiogéniques des MFP en utilisant notre modèle cellulaire 

caractérisé précédemment et à étudier les mécanismes impliqués dans ces fonctions.  
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IV. Propriétés angiogéniques des MFP in vitro 

1) Matériel et méthodes 

 

a) Matériel 

Pour étudier les fonctions pro-angiogéniques des MFP, nous avons donc utilisé le 

modèle de cellule primaire de MFP de rat, que nous avons caractérisé précédemment 

(paragraphe I). Nous avons utilisé ces cellules après premier passage, à P1, quand elles étaient 

pleinement activées en myofibroblastes.  Pour les tests d’angiogenèse, nous avons utilisé soit 

les cellules elles-mêmes soit leur milieu conditionné, correspondant au surnageant de culture, 

recueilli 24 heures après que les cellules aient été placées avec du milieu dépourvu de SVF. 

Les milieux conditionnés étaient conservés à -80°C.  

 

Pour les tests d’angiogenèse, nous avons utilisé plusieurs types de cellules endothéliales : 

- TSEC (Transformed Sinusoidal Endothelial Cells) : lignée murine de cellules 

endothéliales sinusoïdales du foie 153  

- LSEC (Liver Sinusoidal Endothelial Cells): cellules endothéliales sinusoïdales 

primaires  isolées à partir du foie de rat selon une méthode déjà validée utilisant un double 

gradient de Percoll permettant d’isoler une fraction enrichie en cellules endothéliales et en 

cellules de Kupffer et l’adhésion sélective permettant de séparer les cellules endothéliales 

des cellules de Kupffer24. La pureté de la culture des LSEC était mesurée par immuno-

marquage CD31 and VEGFR-2 qui montrait 90% de cellules positives pour ces 2 

marqueurs de cellules endothéliales (figure 24). 
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Figure 24 : Caractérisation des LSEC primaires de rat. 
Photographies des cellules observées au microscope à contraste de phase (panel supérieur) et au 

microscope à fluorescence (panel inférieur) le lendemain de leur isolement à partir du foie de rat sain. 
L’expression de CD31 et de VEGFR-2 a été analysée par immuno-fluorescence (panel inférieur). Barre 
d’échelle= 50µm. 

 

 

Les TSEC et les HUVEC ont été cultivées dans du DMEM contenant 100UI-100mg/mL 

de pénicilline-streptomycine, 5% de SVF et 1% d’Endothelial Cell Growth Supplement 

(ECGS, ScienCell). 

 

- HUVEC (Human Umbilical Vein Endothelial Cells) : lignée humaine de cellules 

endothéliales de la veine du cordon ombilical, donc non hépatique. Les HUVEC ont 

été cultivées dans du milieu Endothelial Cell Basal Medium (Promocell GmbH) 

contenant 100UI-100mg/mL de pénicilline-streptomycine, 2% de SVF et 1% de 

Endothelial Cell Growth Medium Supplement Mix (Promocell GmbH). 

 

Pour étudier l’effet des cholangiocytes, nous avons utilisé le modèle de Normal Rat 

Cholangiocyte (NRC), une lignée de cholangiocyte de rat, cultivée sur des flasques 

recouvertes par du collagène I (Becton Dickinson) dans du milieu DMEM-F12 contenant 5% 

de SVF ainsi que tous les additifs supplémentaires nécessaires à leur culture, selon la méthode 

précédemment publiée154.  

Pour étudier l’effet des hépatocytes, nous avons isolé des hépatocytes primaires de rat 

selon une méthode préalablement validée 155et nous les avons cultivés sur des flasques 
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recouvertes de collagène I dans du milieu William’s Glutamax (Gibco, Life Technologies) 

préparé avec 100UI-100mg/mL de pénicilline-streptomycine, 10 % de SVF , 20% d’albumine 

et 0,1IU/ml d’insuline.  

 

 

b) Méthodes 

 

Pour évaluer les capacités angiogéniques des MFP, nous avons réalisé plusieurs tests 

d’angiogenèse : 

 

-Test de migration : test de chémo-attraction en chambre de Boyden modifiée. Nous 

avons utilisé des inserts équipés d’une membrane avec des pores de 8µm (Corning 

Incorporated) placés dans des plaques de 12 puits.  Le milieu conditionné des MFP ou le 

milieu DMEM basal, utilisé comme contrôle, était ajouté dans le compartiment inférieur du 

puits. Les cellules endothéliales étaient ensemencées dans le compartiment supérieur du puits, 

à la densité 150 000 cellules/cm2 et incubées pendant 6 heures dans un milieu sans SVF. A la 

fin de l’incubation, les cellules ayant migré à travers le filtre étaient fixées par 

paraformaldehyde 4% et colorées avec le DAPI (Sigma-Aldrich), pour être ensuite quantifiées 

dans 6 champs aléatoires capturés à l’aide d’un microscope à épifluoresecence (Leica), à un 

grandissement x10 . 

 

-Test de tubulogenèse :  Les cellules endothéliales, après avoir été placées dans un 

milieu sans SVF depuis la veille au soir, étaient ensemencées à la densité de 30 000 

cellules/cm2 dans des puits LAB-TEK (Thermofischer Scientific) préalablement recouverts 

par 70 µL de Matrigel growth factor-reduced (BD Biosciences), et incubées pendant 6 heures 

en présence du milieu conditionné des MFP ou du milieu basal contrôle. Pour les expériences 

de co-culture, les TSEC et les MFP ont été d’abord marqués par incubation avec les traceurs 

fluorescents Invitrogen fluorescent cell tracker CMPTX (rouge) and CMFDA (vert), 

respectivement.  En co-culture, les TSEC ont été ensemencées seules ou avec les PMF à la 

densité totale de 25 000 cellules/cm2 en présence d’un milieu dépourvu de SVF. Après 

incubation pendant 6 heures, la formation de tubes était appréciée par un microscope à 

contraste de phase ou un microscope spinning disk (Leica).  La tubulogenèse était quantifiée 

par la longueur totale des tubes et la largeur des tubes (figure 25), mesurée dans 10 champs 
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aléatoires au grossissement x4 ou x10, à l’aide du logiciel Fiji (General Public License).  Pour 

la vidéo-microscopie, un test de tubulogenèse de 24 heures a été filmé par une caméra 

associée à un microscope dans un incubateur (Biostation, Nikon), au grossissement x20. 

 

 

 

Figure 25: Méthode de quantification du test de tubulogenèse.  
6 heures après leur ensemencement sur Matrigel, les cellules endothéliales étaient observées au 

microscope et 10 photographies étaient acquises dans des champs aléatoires des puits. La tubulogenèse était 
quantifiée en mesurant sur chaque photographie la longueur des tubes (------) et la largeur des tubes ( ><) 

 
 
- Microscopie électronique. Les cellules ont été fixées par glutaraldéhyde 2% dilué 

dans un tampon de sodium cacodylate 0.1 mol/L  (pH 7.4) pendant 1h à 4°C et post-fixées 

dans du tetroxide d’osmium 1% préparé dans le même tampon. Les échantillons ont ensuite 

été deshydratés et inclus dans des résines Epoxy. Des coupes semi-fines (0.5 µm) et ultra-

fines (90 nm) ont été réalisées avec un ultramicrotome UC7. Les coupes semi-fines, colorées 

avec du bleu de toluidine 1% ont été utilisées pour sélectionner la région d’intérêt. Les coupes 

ultra-fines ont été colorées avec de l’acétate d’uranyl dilué dans de l’éthanol 50% et du Lead 

Citrate (Reynold’s formula) pendant 5 minutes puis examinées avec un microscope 

électronique Philips CM120, fonctionnant à 120 kV. Les images (4008x2672 pixels; pixel 

size: 9 µm x 9 µm) ont été acquises avec un appareil  piloté par le logiciel  iTEM software 

(Olympus). La préparation des échantillons et l’acquisition des images en microscopie 

électronique s’est faite avec Dominique Langui, sur la plate forme d'imagerie cellulaire de la 

Pitié-Salpêtrière (INSERM UMRS 975/CNRS UMR 7225/UPMC). L’interprétation des 

images de microscopie électronique s’est faite avec Gérard Feldmann (Université Paris 7- 

Denis Diderot & INSERM, UMRS 773) 

 

- Test de l’implant de Matrigel . Les implants de Matrigel ont été préparés en 

mélangeant 400 µl de Matrigel growth factor-reduced avec 10 µl d’héparine (5 IU) et 100 µl 

de milieu: soit du milieu conditionné des MFP, soit du milieu basal DMEM contrôle. Ils ont 

été ensuite injectés en sous-cutané chez des souris sauvages de la lignée C57BL/6J ou chez 
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des souris immuno-déficientes par absence de thymus de la lignée Rj:NMRI-Foxn1nu/Foxn1nu  

appelées “souris nude”(Janvier Labs). Tous les animaux ont reçu une injection des 2 

préparations, une dans chaque flanc. Sept jours après l’injection, l’animal était sacrifié et les 

implants étaient retirés pour analyse macroscopique et mesure de la concentration en 

hémoglobine par le test de Drabkin  (Sigma-Aldrich).  

 

 

Analyse des microparticules 

L’analyse des microparticules (MP) s’est faite en collaboration avec Pierre-Emmanuel 

Rautou (hépatologue clinicien et chercheur) et Jean-Marie Renard (ingénieur) dans l’équipe 

INSERM de Chantal Boulanger au Centre de Recherche Cardio-vasculaire de Paris (PARCC) 

de l’hôpital Européen Georges Pompidou.  Les MP libérées dans le milieu conditionné des 

MFP ont été analysées par cytométrie en flux, en utilisant le cytomètre Guava easyCyte 8HT 

(Millipore) 156. Les régions correspondant aux MP étaient identifiées sur un graphique 

logarythmique représentant l’intensité de la dispersion du faisceau lumineux et l’angle de 

déviation de ce faisceau par sa rencontre avec les MP. La fenêtre des MP était définie en 

utilisant des microbilles de calibrage (de diamètre de 0,1, 1, 4 et 10µm; Invitrogen), comme 

des évènements de 0,1 à 1 µm de diamètre  et marquées par  l’annexine V, conjuguée à 

l’allophycocyanine (Becton Dickinson) diluée dans un tampon composé de NaCl 140 

mmol/L, HEPES 10 mmol/L (pH 7.4) en présence ou absence, pour la condition contrôle, de 

CaCl2 (5 mmol/L). Une concentration connue de microbilles de calibrage Flowcount (20 µL; 

Beckman Coulter) était ajoutée à chaque échantillon juste avant l’analyse par cytométrie en 

flux. Les concentrations de MP étaient ainsi déterminées par comparaison avec celle des 

microbilles de calibration. Pour l’extraction des MP, le milieu conditionné était d’abord 

centrifugé à 500g pendant 15 minutes à température ambiante afin de faire sédimenter les 

débris cellulaires et les corps apoptotiques. Le surnageant de cette première centrifugation 

était ensuite soumis à une deuxième centrifugation de 20 500g pendant 2h30 à 4°C afin de 

faire sédimenter les MP. Enfin, le surnageant de cette 2eme centrifugation était filtré  sur des 

filtres avec des pores de 0,1 µm pour s’assurer de l’exclusion totale de MP. Les MP obtenues 

par différentes préparations de MFP ont été mélangées pour être re-suspendues dans du 

DMEM et leur effet a été directement testé sur les cellules endothéliales lors du test de 

tubulogenèse. Les TSEC, placées depuis la veille au soir, dans un milieu dépourvu de SVF, 

ont été incubées avec les MP préalablement marquées par un traceur fluorescent (Invitrogen), 

ou avec les surnageants de centrifugations des MP comme contrôles. Après 24 heures 
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d’incubation, les cellules ont été lavées avec du PBS, fixées avec du paraformaldehyde 4%, et 

marquées avec un anticorps anti-CD31 (Abcam, ab28364-100, 1/50) et du Draq5, 1/1000, 

puis examinées avec un microscope confocal SP2 (Leica).  

 

PCR  

Pour la PCR, nous avons appliqué la même méthode que celle précédemment décrite 

(paragraphe I. 2)).   

 

Analyses concernant la signalisation du VEGF.  

Les concentrations de VEGF-A dans le milieu conditionné des MFP ont été déterminées en 

utilisant le kit ELISA Duoset pour VEGF-A de rat (R&D Systems). VEGFR-2 et phospho-

VEGFR-2 (Tyr1175) ont été analysés par Western Blot. Pour inhiber VEGF-A, les MFP ont 

été transfectés en utilisant la Lipofectamine RNAimax soit avec un SiRNA dirigé contre 

VEGF-A soit avec un SiRNA aspécifique  (Life Technologies).  

 

Statistiques. 

Pour les comparaisons, nous avons utilisé le Test de Student. De façon conventionnelle, les 

résultats étaient jugés significatifs pour une valeur de p<0.05. 

 

 

 

2) Démonstration du pouvoir pro-angiogénique des MFP 

 

a) Effet de la co-culture des MFP sur la tubulogenèse endothéliale 

 

La co-culture des MFP avec les TSEC entraînait une tubulogenèse supérieure à celle 

obtenue par la monoculture des cellules endothéliales (figure 26). En effet, la longueur et la 

largeur des tubes étaient augmentées en co-culture par rapport à la mono-culture. La 

réalisation de cette expérience avec différents ratios de MFP et de TSEC a permis de montrer 

qu’il existait un effet dose-dépendant. En effet, plus la proportion de MFP était importante 

dans la co-culture et plus la tubulogenèse était augmentée.  

Le marquage des TSEC et des MFP par des traceurs fluorescents rouge et vert, 

respectivement, a révélé que les 2 types de cellules interagissaient en s’enroulant les unes 
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autour des autres pour collaborer à la formation d’un réseau tubulaire complexe. Ces 

interactions étaient encore plus nettement visibles sur la video-microscopie du test de 

tubulogenèse. L’examen de la co-culture en microscopie électronique a permis de montrer 

que les MFP étaient capables d’établir des jonctions inter-cellulaires avec les cellules 

endothéliales. Ces jonctions étaient de 2 types différents : les jonctions Gap et les 

desmosomes. Les jonctions Gap sont visualisées comme le rapprochement ponctuel des 

membranes plasmiques de 2 cellules adjacentes, apparaissant comme un espace inter-

cellulaire rétréci. Ce type de jonction a été montré impliqué dans la maturation vasculaire 74. 

Les desmosomes apparaissent sous la forme typique de 2 hémi-plaques denses à la face 

cytoplasmique de la membrane de chaque cellule.  Ces jonctions fournissent la stabilité 

mécanique par leur ancrage aux filaments intermédiaires du cytosquelette. 

Donc, de par leur présence physique, les MFP favorisent la tubulogenèse des cellules 

endothéliales. De plus, la capacité des MFP à établir des jonctions inter-cellulaires avec les 

cellules endothéliales va permettre de favoriser l’une des étapes clefs de l’angiogenèse : la 

stabilisation des vaisseaux néo-formés.  
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Figure 26 : Effet de la co-culture des MFP sur la tubulogenèse endothéliale. 
L’angiogenèse a été analysée par le test de tubulogenèse réalisé avec la co-culture de TSEC et de MFP. 

La monoculture des TSEC a servi de contrôle, et dans chaque condition la quantité totale de cellules utilisée était 
identique. A) Les tubes ont été examinés avec un microscope à contraste de phase pour déterminer leurs mesures 
ou avec un spinning disk pour la visualisation des TSEC et des MFP (PMF), marqués par un traceur fluoresecent 
rouge ou vert, respectivement (n=5). B) Effet dose-dépendant sur la tubulogenèse de la proportion de MFP dans 
la co-culture avec les TSEC (n=3). C) Les tubes obtenus avec ¼ de MFP et ¾ de TSEC ont été examinés en 
microscopie électronique montrant la formation de jonctions gap (à gauche) et de desmosomes (à droite) entre 
les MFP et les TSEC, barre d’échelle sans légende=1 µm. La quantification de la tubulogenèse a été faite sur des 
photographies au grossissement x10. Les résultats sont exprimés en ratios par rapport à la valeur de la condition 
contrôle, fixée arbitrairement à 1 et représentent les moyennes +/- SEM . * p<0,05. 

 

b) Effet du milieu conditionné des MFP sur l’angiogenèse in vitro  

 

Nous avons testé les capacités pro-angiogéniques des MFP en utilisant leur milieu 

conditionné dans les tests de migration et de tubulogenèse des cellules endothéliales. 

La capacité de migration des TSEC était significativement augmentée en présence du 

milieu conditionné des MFP. En effet, le nombre de cellules endothéliales ayant migré au 

travers du filtre sous l’effet du milieu conditionné des MFP était multiplié par 5 par rapport à 

la condition contrôle (figure 27). De la même façon, la migration des HUVEC était 

significativement augmentée en présence du milieu conditionné des MFP (figure 27). Ainsi, 
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les MFP étaient capables de recruter les cellules endothéliales, de type sinusoïdal et non 

sinusoïdal,  à distance pour former de nouveaux vaisseaux. 

De façon réciproque, nous avons testé les capacités de migration des MFP en présence 

de milieu basal contrôle ou du milieu conditionné des TSEC. Ces expériences ont montré que 

la migration des MFP était augmentée sous l’effet du milieu conditionné des cellules 

endothéliales. Ainsi donc, les MFP pouvaient à la fois attirer les cellules endothéliales et 

également migrer vers elles. 

 

 
 

Figure 27 : Effet des MFP sur la migration des cellules endothéliales. 
A, B) Effet du milieu conditionné (CM) des MFP (PMF) sur la migration des cellules endothéliales, lors 

du test de chémo-attraction au travers d’un filtre. Les cellules qui ont migré à travers le filtre en présence du 
milieu contrôle ou du milieu conditionné des MFP (PMF-CM) ont été colorées par le DAPI pour pouvoir être 
comptabilisées avec un microcope à épifluorescence. A) Migration des TSEC, n=15. B) Migration des HUVEC, 
n=5. C) Migration des MFP en présence du milieu contrôle ou du milieu conditionné des TSEC, n=3. 

 

  Nous avons ensuite réalisé le test de tubulogenèse sur Matrigel. La tubulogenèse des 

TSEC était augmentée sous l’effet du milieu conditionné des MFP (figure 28). En effet, en 

présence de ce milieu, les tubes formés par les TSEC avaient une longueur et une largeur 

supérieures aux tubes formés par ces mêmes cellules incubées avec le milieu contrôle. Le 

même résultat de stimulation de la tubulogenèse par le milieu conditionné des MFP était 
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retrouvé avec les autres types de cellules endothéliales, à savoir les HUVEC et les LSEC 

(figure 28).  

Ces deux expériences montraient donc que les MFP sécrétaient des facteurs capables 

de stimuler la migration et la tubulogenèse des cellules endothéliales in vitro.  

 

 
 

Figure 28 : Effet du milieu conditionné des MFP sur la tubulogenèse des cellules 

endothéliales.  
Test de tubulogenèse sur Matrigel. 6 heures après l’incubation des cellules endothéliales sur Matrigel en 

présence du milieu contrôle ou du milieu conditionné des MFP, la longueur et la largeur des tubes a été mesurée 
avec un microscope à contraste de phase. A) Tubulogenèse des TSEC, n=7. B) Tubulogenèse des LSEC, n=7. C) 
Tubulogenèse des HUVEC, n=3. Les valeurs rapportées sont exprimées en ratio par rapport aux valeurs de la 
condition contrôle, arbitrairement fixée à 1 et représentent les moyennes +/- SEM. *p<0,05.  
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c) Effet du milieu conditonné des MFP sur l’angiogenèse in vivo 

 

La capacité des MFP à influencer l’angiogenèse in vivo a été testée en utilisant la 

technique de l’implant sous-cutané de Matrigel chez la souris (figure 29). A leur retrait, 

l’examen macroscopique des implants montrait que ceux préparés avec le milieu basal 

contrôle contenaient peu ou pas de vaisseaux alors que ceux préparés avec le milieu 

conditionné des MFP contenaient plusieurs vaisseaux visibles. La concentration en 

hémoglobine, témoin de la vascularisation, dans les implants préparés avec le milieu 

conditionné des MFP était nettement supérieure à celle des implants préparés avec le milieu 

basal contrôle.  Ces résultats montraient donc que les MFP secrétaient des facteurs capables, 

in vivo, de recruter des cellules endothéliales distantes et de leur faire former de nouveaux 

vaisseaux.  

L’expérience de l’implant de Matrigel a également été réalisée chez la souris immuno-

déficiente nude. Les résultats étaient similaires à ceux retrouvés chez la souris sauvage, 

montrant donc que la vascularisation induite in vivo par les MFP chez la souris n’est pas due à 

une inflammation secondaire à la réaction immunitaire en lien avec la différence d’espèce 

animale.  

 

Figure 29 : Effet du milieu conditionné des MFP sur la vascularisation des implants de 

Matrigel chez la souris. 
Les souris sauvages C57BL/6J ont subi l’injection sous-cutanée de 2 implants de Matrigel, un dans 

chaque flanc : un contenant le milieu contrôle et un contenant le milieu conditionné des MFP. Après 7 jours, les 
implants ont été retirés et la concentration en hémoglobine a été mesurée (n=15). Les photographies 
macroscopiques présentées sont représentatives de l’ensemble des implants retirés.  
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3) Les microparticules comme médiateur de l’action pro-angiogénique des MFP 

 

L’analyse du milieu conditionné des MFP par cytométrie en flux a montré la présence 

de microparticules (MP), prouvant ainsi que les MFP étaient capables de secréter des MP. Par 

une méthode de centrifugation suivie d’une filtration, nous avons pu extraire presque 

totalement les MP du milieu conditionné (figure 30 A).  

Nous avons ensuite comparé l’effet du milieu conditionné des MFP avant et après 

extraction des MP en réalisant les mêmes tests d’angiogenèse in vitro et in vivo que 

précédemment. L’extraction des MP du milieu conditionné des MFP diminuait 

significativement son effet positif sur la tubulogenèse des cellules endothéliales (figure 30 B, 

panel de gauche) et sur la vascularisation des implants de Matrigel (figure 30 B, panel de 

droite). Ceci montrait donc que l’effet pro-angiogénique des MFP impliquait l’action des MP. 

Néanmoins, l’effet sur la tubulogenèse induit par le milieu conditionné sans MP, bien qu’étant 

diminué, restait supérieur à l’effet induit par le milieu contrôle, montrant ainsi que l’effet pro-

angiogénique des MFP n’était exercé que partiellement par leurs MP. 

Nous avons ensuite testé l’effet direct des MP des MFP sur les cellules endothéliales. 

Les MP isolées du milieu conditionné des MFP et ajoutées aux TSEC entraînaient une 

augmentation significative de la tubulogenèse, prouvant ainsi leur pouvoir pro-angiogénique 

direct (figure 30 C).  

Nous avons évalué le rôle du VEGF dans l’effet des MP. L’extraction des MP 

diminuait significativement la concentration en VEGF-A du milieu conditionné (figure 30 D). 

Ce résultat indiquait donc que les MP sécrétées par les MFP contenaient du VEGF-A, qui 

pouvait ainsi être délivré aux cellules cibles de ces MP. Pour tester cette hypothèse, les MP 

ont été isolées du milieu conditionné des MFP, marquées avec un traceur fluorescent, puis 

ajoutées aux cellules endothéliales en culture. Après 24 heures d’incubation, les cellules ont 

été lavées et examinées au microscope confocal. Les images ainsi obtenues ont montré que les 

MP produites par les MFP avaient été captées par les cellules endothéliales (figure 30 E, panel 

de gauche). Nous avons également examiné le statut d’activation du récepteur VEGFR-2, qui 

exerce l’effet pro-angiogénique du VEGF-A dans les cellules endothéliales.  Les cellules 

endothéliales exposées soit au milieu conditionné des MFP soit seulement aux MP qu’il 

contenait, montraient une activation du récepteur VEGFR-2, attestée par l’augmentation de 

l’expression de sa forme phosporylée (figure 30 E, panel de droite). 
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Les MFP ont été transfectés avec un SiRNA approprié pour inhiber l’expression de 

VEGF-A. Nous avons vérifié l’efficacité de cette transfection : l’expression de l’ARNm ainsi 

que celle de la protéine VEGF-A était efficacement diminuées par la transfection, sans que 

cela ne modifie la sécrétion de MP par les cellules (figure 31). 

Les TSEC, exposées aux MP dérivées des MFP transfectés avec SiRNA anti-VEGF-A 

formaient significativement moins de tubes que les TSEC exposées aux MP dérivées des MFP 

transfectées avec le SiRNA contrôle (figure 30 F). Cette expérience montrait donc que l’effet 

des MP sur la tubulogenèse était dépendante de VEGF-A.  Néanmoins, nous ne pouvions 

exclure  la possibilité que le SiRNA anti-VEGF-A puisse être transféré des MFP vers les 

cellules endothéliales via les MP et inhiber la sécrétion autocrine de VEGF-A dans les 

cellules endothéliales, conduisant ainsi à la diminution de leur capacité de tubulogenèse 157. 
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 Figure 30: Rôle des microparticules dans l’effet pro-angiogénique des MFP. 
Légende ci-après 
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Les microparticules (MP) ont été extraites du milieu conditionné des MFP (PMF-CM) par 
centrifugation et filtration. A) La présence de MP dans le PMF-CM et l’efficacité de la procédure d’extraction a 
été évaluée par cytométrie ne flux (n=12). B) Les effets pro-angiogéniques du PMF-CM avant et après extraction 
des MP a été comparé lors des tests de tubulogenèse des TSEC sur Matrigel (panel de gauche, n=7) et d’implant 
sous-cutané de Matrigel chez la souris C57Bl/6 (panel de droite, n=7). D-F) Pour tester l’implication du VEGF 
dans l’effet des MP, D) les concentrations de VEGF-A ont été mesurées par ELISA dans le PMF-CM avant et 
après extraction des MP (n=7). E) Les TSEC ont été incubées avec des MP préalablement marquées par un 
traceur fluorecent vert. Après 24 heures, elles ont été marquées avec un anti-CD31 (rouge) et avec le Draq5 
(bleu) et examinées avec un microscope confocal pour apprécier la capture des MP, barre d’échelle = 15 µm 
(panel de gauche); les cellules incubées 20 minutes avec du PMF-CM ou avec les MP des MFP ont été lysées 
pour réaliser un Western Blot mesurant l’expression de (phospho)VEGFR-2, en utilisant la β-caténine comme 
contrôle (panel de droite).F) Les MFP ont été transfectés avec un SiRNA contrôle (scramble) ou avec un SiRNA 
anti-VEGF-A et après 3 jours, leurs MP ont été isolées de leur milieu conditionné par centrifugation et testées 
sur la tubulogenèse des TSEC (n=5). Toutes les données quantitatives sont exprimées en moyennes +/- SEM 
*p<0,05.  
 

 

 

 

 

Figure 31: Effet de la transfection des MFP.  
Les MFP ont été transfectés soit avec un SiRNA contrôle (scramble) soit avec un SiRNA anti-VEGF-A 

et après 3 jours nous avons mesuré A) leur expression de Vegfa par RT-PCR (n=9), B) leur sécrétion de VEGF-
A par ELISA sur le milieu conditionné (n=8) et C) leur production de MP par analyse du milieu conditionné en 
cytométrie en flux (n=11). Les valeurs sont rapportées en moyennes +/- SEM. *p<0,05 par rapport aux MFP 
transfectés avec le SiRNA contrôle.  
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4) Facteurs favorisant le pouvoir angiogénique des MFP 

 

a) L’hypoxie 

 

L’hypoxie est le premier facteur stimulant l’angiogenèse et nous avons vu dans la 

première partie que ce phénomène était présent lors de la fibrogenèse hépatique. Des travaux 

précédents ont montré que l’hypoxie pouvait moduler les fonctions angiogénique et 

fibrogénique des CEF 30, 112, 158. Nous avons donc cherché à évaluer l’influence de l’hypoxie 

sur les fonctions angiogéniques des MFP.  

Pour cela, nous avons placé les MFP à P1 avec du milieu dépourvu de SVF, dans des 

jarres d’hypoxie dans lesquelles la concentration en oxygène est inférieure à 1% (sachet 

AnaeroGen, Oxoid). Après différents temps d’incubation, nous avons recueilli les ARNm des 

cellules. Après 24 heures d’incubation, nous avons recueilli le milieu conditionné des cellules. 

Pour chaque boîte de cellule placée dans une jarre, nous avions une boite de cellule cultivée 

en normoxie pour servir de contrôle. 

Le milieu conditionné des MFP en hypoxie a été comparé à celui des MFP en 

normoxie lors du test de tubulogenèse des TSEC sur Matrigel. La tubulogenèse induite par le 

milieu des MFP en hypoxie était supérieure à celle induite par le milieu des MFP en normoxie 

(figure 32).  

 

 

Figure 32 : Effet de l’hypoxie sur le pouvoir angiogénique des MFP. 
Le test de tubulogenèse sur Matrigel a été réalisé en incubant les TSEC dans le milieu conditionné des 

MFP cultivés en normoxie ou en hypoxie. Les résultats sont exprimés en ratios par rapport à la condition 
contrôle, fixée arbitrairement à 1, et représentent les moyennes +/- SEM de 3 expériences indépendantes.  
* p<0,05 par rapport à la condition contrôle.  
 

 

Pour identifier les facteurs moléculaires mis en jeu dans la stimulation du pouvoir pro-

angiogénique des MFP par l’hypoxie, nous avons comparé l’expression des gènes de 
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l’angiogenèse entre les  MFP en hypoxie  et les MFP en normoxie par RT-PCR. Les résultats 

de l’analyse de la PCR ont montré qu’après 24 heures d’hypoxie, les MFP présentaient une 

augmentation de l’expression de VEGF-A et une diminution de l’expression de 

l’angiopoiétine-1 (figure 33). L’expression de la neuropilline-1(NRP-1) montrait une 

tendance à la diminution sous l’effet de l’hypoxie (figure 33). Pour vérifier que la régulation 

négative d’angiopoiétine-1 et de NRP-1 n’étaient pas un événement tardif mis en place 

secondairement après 24 heures d’hypoxie, nous avons évalué la cinétique d’expression de 

ces facteurs ainsi que celle de VEGF-A à différents temps après la mise en hypoxie : H6, 

H12, H18 et H24. La PCR réalisée à ces différents temps a confirmé que l’augmentation de 

l’expression de VEGF-A avait lieu dès H6 et allait croissant jusqu’à H24 alors que la 

diminution de l’expression d’angiopoiétine-1 et de NRP-1 était présente dès H6 et se majorait 

avec le temps jusqu’à H24 (figure 33). 
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Figure 33 : Effet de l’hypoxie sur l’expression des gènes de l’angiogenèse dans les MFP. 
A) L’expression de VEGF-A, angiopoiétine-1 et NRP-1 a été mesurée par RT-PCR dans les MFP en 

normoxie et en hypoxie, après 24h, n=3. B) La cinétique d’expression de ces gènes a été mesurée sur une seule 
préparation de MFP (n=1). Résultats exprimés en niveau d’expression d’ARNm rapportés à celui des MFP en 
normoxie, fixé à 1, et représentant la moyenne +/-SEM. * p<0,05, +p<0,10. 
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Bien que l’hypoxie soit capable d’augmenter le pouvoir pro-angiogénique des MFP, 

ce stimulus ne nous semblait pas très physiologique car les MFP, tout comme leurs 

précurseurs, sont localisés, du moins initialement , dans les espaces portes qui sont peu 

exposés à l’hypoxie du fait de l’arrivée directe dans les espaces portes du sang oxygéné de 

l’artère hépatique et de la veine portale. Néanmoins, il est probable qu’au cours de la 

fibrogenèse, les MFP migrent à l’intérieur du lobule hépatique où ils seront secondairement 

exposés à l’hypoxie, ce qui amplifiera encore leur pouvoir d’angiogenèse.  

 

 

b) Les MFP issus de foie pathologique 

 

 Concernant les CEF, il a été montré que l’acquisition des capacités pro-angiogéniques 

allait de paire avec l’acquisition de leur capacités pro-fibrogéniques92. Ainsi, les CEF isolées 

à partir de foie pathologique avaient des propriétés angiogéniques supérieures à celles des 

CEF isolées à partir de foie sain24. Nous avons donc cherché à savoir s’il en était de même 

pour les MFP, c’est à dire si leur propriétés angiogéniques étaient dépendantes de leur 

activation myofibroblastique. 

Nous avons réalisé des isolements de MFP à partir de foie de rats ayant subi une 

ligature BDL ou seulement une laparotomie pour servir de contrôle (sham). L’isolement a été 

fait 14 jours après le geste chirurgical. Les MFP ont été cultivés de façon habituelle et leur 

milieu conditionné a été recueilli à P1 pour être utilisé dans les tests de tubulogenèse et de 

migration. 

Le milieu conditionné des MFP issus de rats BDL induisait chez les cellules 

endothéliales une migration et une tubulogenèse supérieures à celles induites par le milieu 

conditionné des MFP issus de rat sham (figure 34). Pourtant, les analyses de PCR ont montré 

que l’expression des principaux gènes de l’angiogénèse n’était pas différente entre les MFP 

issus de rat BDL et les MFP issus de rat Sham. En effet, ni l’expression de VEGF-A ni celle 

de l’angiopoiétine-1 n’étaient significativement différente entre les 2 types de MFP (figure 

35).  
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Figure 34 : Comparaison du pouvoir angiogénique des MFP issus de rat sham et des 

MFP issus de rat BDL. 
Les TSEC ont été soumises au test de migration par chémo-attraction à travers un filtre, n=6 (A), ou au 

test de tubulogenèse sur Matrigel, n=3 (B) en présence de milieu contrôle ou de milieu conditionné provenant 
des MFP issus de rat sham ou de milieu conditionné provenant des MFP issus de rat BDL. Résultats exprimés en 
ratios par rapport à la condition contrôle, arbitrairement fixée à 1, et représentant les moyennes +/- SEM. 
*p<0,05, +p<0,10. 
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Figure 35 : Comparaison de l’expression des gènes de l’angiogenèse entre les MFP issus 

de rat sham et les MFP issus de rat BDL. 
 L’expression de VEGF-A et d’angiopoiétine-1 a été mesurée par RT-PCR dans les MFP issus de rat 

sham et issus de rat BDL, n=4/groupe. Résultats exprimés en niveau d’expression d’ARNm rapportés à celui des 
MFP issus des rats sham, fixé à 1, et représentant les moyennes +/-SEM. 
 

 

 

En fait, la différence d’effet obtenu avec les milieux conditionnés des MFP  issus de 

rat sham ou de rat BDL sur la migration et la tubulogenèse pouvait être expliquée par la 

prolifération plus importante des MFP issus de rat BDL. En effet, même si nous ne l’avons 

pas mesurée par un test dédié, nous avons remarqué lors de la culture que les MFP issus de rat 

BDL proliféraient plus rapidement et parvenaient plus tôt à confluence que les MFP issus de 

rats sham. Lorsque nous avons recueilli les milieux conditionnés des MFP, nous avons 

également recueilli les ARNm et chaque fois, la concentration en ARNm était plus importante 

pour la boite de cellules provenant de rat BDL que pour la boite de cellules provenant de rat 

sham, témoignant d’un nombre plus important de cellules.  

 

Pour s’affranchir de ce biais, nous avons refait un test de tubulogenèse des TSEC en 

présence du milieu conditionné des MFP de rat sham ou de rat BDL mais cette fois, le milieu 

conditionné des MFP des rats BDL a été dilué du même facteur que le rapport de la 

concentration en ARNm BDL/sham. Ce test n’a pas montré de différence de la tubulogenèse 

entre les 2 conditions (figure 36). 
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Figure 36 : Comparaison du pouvoir angiogénique des MFP issus de rat Sham et des 

MFP issus de rat BDL. 
Les TSEC ont été soumises au test de tubulogenèse sur Matrigel, en présence de milieu contrôle ou de 

milieu conditionné provenant des MFP issus de rat sham ou de milieu conditionné provenant des MFP issus de 
rat BDL. Le milieu conditionné des MFP issus de rat BDL a été dilué d’un facteur égal au rapport de la  
concentration d’ARNm des MFP BDL sur celle des MFP sham, afin de s’affranchir du biais de la densité 
cellulaire plus importante pour les MFP BDL.  
 

En fait, le modèle de MFP issu de rat BDL est un mauvais modèle pathologique 

puisque le modèle de MFP de rat sain ou de rat sham est déjà un modèle pathologique. En 

effet, la culture sur surface plastique permet l’activation myofibroblastique spontanée des 

MFP. Autrement dit, le geste de BDL peut probablement modifier les MFP in vivo mais peu 

ou pas les MFP in vitro puisque ceux-ci sont déjà activés dans notre modèle. 

L’absence de différence d’expression du collagène I entre les MFP issus de rat sham et 

ceux issus de rat BDL était  en accord avec cette hypothèse (figure 37). 
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Figure 37 : Comparaison de l’expression de collagène I entre les MFP issus de rat Sham  

et les MFP issus de rat BDL. 
L’expression de collagène I a été mesurée par RT-PCR dans les MFP issus de rat sham et dans les MFP 

issus de rat BDL, n=4 /groupe. Résultat exprimé en niveau d’expression d’ARNm rapportés à celui des MFP 
issus des rats sham, fixé à 1, et représentant la moyennes +/-SEM. 
 

 

 

Nous avons donc changé de stratégie et au lieu de chercher à augmenter l’activation 

pro-fibrogénique des MFP qui nous semblait déjà maximale dans notre modèle, nous avons 

tenté de la diminuer en cultivant les MFP sur de surfaces de dureté inférieure à celle du 

plastique.  

 

 

c) Les MFP cultivés sur support mou 

 

Une autre équipe a montré que l’activation des MFP était dépendante de la tension 

mécanique et que, dans ces cellules cultivées sur des supports de polyacrylamide de dureté 

variable, l’expression des marqueurs d’activation myofibroblastique, notamment α-sma, 

augmentait en même temps que la dureté du support de culture 44. Néanmoins, le modèle de 

MFP utilisé lors de cette étude, bien qu’isolé à partir du foie de rat, était différent de notre 

modèle : en effet, ces auteurs désignaient par MFP les myofibroblastes obtenus à partir de la 

culture sur support plastique des cellules individuelles issues de la digestion de l’arbre biliaire 

et non pas des cellules contenues dans les explants de canaux biliaires.  
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Nous avons à plusieurs reprises tenté d’ensemencer sur gels de polyacrylamide de 

dureté différente les canaux biliaires isolés à partir de foie de rats sains, selon le protocole 

détaillé en Annexe 1.  Malheureusement, nous n’avons jamais réussi car les explants de 

canaux biliaires n’adhéraient pas à ces surfaces.  

Nous avons donc changé de méthode. Au lieu d’essayer d’empêcher l’activation 

myofibroblastique des MFP, nous avons cherché à la réverser.  En effet, une étude avait 

montré qu’il était possible de réverser l’activation des myofibroblastes de foie humain en les 

cultivant sur du Matrigel 159. Après avoir cultivé les canaux sur support plastique de façon 

habituelle, nous avons donc passé les MFP de P0 à P1 en les ensemençant sur du Matrigel. Le 

changement de support entraînait une modification rapide de la morphologie des cellules, 

observée au microscope optique à contraste de phase. Les cellules devenaient rondes et 

formaient des amas cellulaires, la prolifération cellulaire devenait nulle (figure 38).  

Nous avons analysé par PCR l’expression des gènes de l’angiogenèse et de la 

fibrogenèse dans ces MFP cultivés sur Matrigel et l’avons comparé à celle des mêmes cellules 

cultivées sur plastique. L’expression de VEGF et de NRP-1 était augmentée dans les MFP 

cultivés sur Matrigel par rapport aux MFP cultivés sur plastique (figure 38). L’expression 

d’angiopoiétine-1 et de PlGF n’était pas modifiée significativement (figure 38). Nous n’avons 

pas mis en évidence de différence significative pour l’expression des gènes de la fibrogenèse : 

α-sma et collagène I (figure 38). En effet, la variabilité était trop importante et nous n’avons 

réalisé que 3 expériences de ce type : 2 sur 3 montraient une diminution de l’expression d’α-

sma et du collagene I par la culture sur Matrigel alors que la 3eme expérience montrait une 

augmentation de ces marqueurs induite par la culture sur Matrigel. La faible densité cellulaire, 

due à l’absence de prolifération des MFP sur Matrigel, rendait très difficile le recueil des 

ARNm nécessaire à la réalisation des PCR.  

Néanmoins, ces expériences permettaient de conclure que la culture des MFP sur un 

support mou entrainait l’augmentation de l’expression de certains gènes pro-angiogéniques 

sans moduler significativement les gènes de la fibrogenèse.  

Nous n’avons pas pu préparé du milieu conditionné des MFP cultivés sur Matrigel car 

le fait de les placer à 0% de SVF entrainait la mort des cellules sur Matrigel. Ainsi, 

l’influence de la dureté du support de culture sur les fonctions angiogéniques des MFP n’a pu 

être testée.  
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Figure 38 : Effets de la culture sur support mou.  
A) Photographies des MFP cultivés sur support plastique ou sur Matrigel observés au microscope à 

contraste de phase. B) L’expression de VEGF, angiopoiétine-1, NRP-1, PlGF, α-sma et collagène I a été mesurée 
par RT-PCR dans les MFP cultivés sur support plastique et sur Matrigel, n=3/groupe. Résultats exprimés en 
niveaux d’expression d’ARNm rapportés à ceux des MFP cultivés sur plastique, fixés à 1, et représentant les 
moyennes +/-SEM. * p<0,05 ; + p<0,10. 
 

 

 

Au total, cette expérience nous a montré que chez les MFP, la régulation des gènes de 

l’angiogenèse n’allait pas dans le même sens que celle des gènes de la fibrogenèse, suggérant 

que dans les MFP, les propriétés pro-angiogéniques pourraient être indépendantes des 

propriétés pro-fibrogéniques. 
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d) Rôle des cholangiocytes 

 

Dans le foie cirrhotique, les MFP étaient retrouvés localisés à proximité des 

cholangiocytes des canaux biliaires en prolifération (figure 20). Cette proximité suggérait une 

possible interaction entre les 2 types cellulaires. De plus, dans des travaux antérieurs, notre 

équipe a montré que les cholangiocytes pouvaient moduler la fonction pro-fibrogénique des 

MFP. En effet, via la sécrétion de PDGF-BB, les cholangiocytes étaient capables de stimuler 

la différenciation myofibroblastique, la prolifération et la migration des MFP 35. Ainsi, nous 

avons cherché à savoir si les cholangiocytes étaient également capables de moduler la 

fonction pro-angiogénique des MFP. Pour cela, nous avons utilisé le modèle des NRC. Cette 

lignée cellulaire possède des caractéristiques proches de celles  des cholangiocytes présents 

dans les foies pathologiques notamment la capacité de prolifération 154. Nous avons tout 

d’abord préparé du milieu conditionné provenant des NRC. Nous avons ensuite stimulé les 

MFP par le milieu conditionné des NRC pendant 30 minutes puis les MFP ont été lavées 

plusieurs fois et remis en culture avec du milieu neuf dépourvu de SVF afin de re-préparer du 

milieu conditionné propre aux MFP. La stimulation des MFP par les NRC augmentait leur 

effet pro-angiogénique, mesuré par la réponse des cellules endothéliales à leur milieu 

conditionné lors des tests de tubulogenèse in vitro et d’implant de Matrigel in vivo (figure 39). 

Le milieu conditionné des MFP stimulés par un autre type cellulaire (les hépatocytes) 

n’entraînait aucun effet additionnel sur la tubulogenèse par rapport à celui des MFP non 

stimulés, prouvant donc ici la spécificité de l’effet des cholangiocytes (figure 40). 

 Nous avons voulu comprendre par quels mécanismes les cholangiocytes pouvaient 

augmenter le pouvoir pro-angiogénique des MFP. La stimulation par les cholangiocytes 

entraînait une augmentation significative de l’expression de l’ARNm du VEGF-A dans les 

MFP (figure 41). De même, la stimulation par les cholangiocytes était associée à une 

augmentation de la concentration de la protéine VEGF-A dans le milieu conditionné des MFP 

(figure 41). Enfin, sous l’effet de la stimulation par les cholangiocytes, la production de MP 

par les MFP était significativement augmentée (figure 41). Nous avons donc déduit de ces 

résultats que les cholangiocytes étaient capables d’augmenter les effets pro-angiogéniques des 

MFP via une augmentation à la fois de la synthèse de VEGF-A et de la production de MP. 
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Figure 39 : Stimulation des propriétés angiogéniques des MFP par les cholangiocytes. 
Les MFP ont été pré-incubés avec le milieu conditionné des NRC ou avec du milieu contrôle et les 

effets du milieu conditionné résultants (PMF-CM(NRC+) et PMF-CM(NRC-) ont été comparés  A) dans le test 
de tubulogenèse des TSEC sur Matrigel (n=6) et  B)dans l’angiogenèse mesurée par le test d’implant de Matrigel 
chez la souris (n=20). Les MFP exposés ou non au milieu conditionné des NRC ont été comparé pour C) 
l’expression de Vegfa, mesurée par RT-PCR (résultats rapportés aux valeurs des cellules NRC-), D) la sécrétion 
de VEGF-A, quantifiée par ELISA sur le milieu conditionné ( n=7), et pour E) la production de microparticules, 
quantifiée par cytométrie en flux dans le milieu conditionné (n=10). Toutes les valeurs sont exprimées en 
moyennes +/- SEM.  
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Figure 40 : Effet de la stimulation des MFP par les hépatocytes. 
Les MFP ont été pré-incubés avec le milieu conditionné provenant des hépatocytes primaires de rat ou 

des NRC ou avec du milieu contrôle et les effets des milieux conditionnés en résultant (PMF-CM (hepatocyte+), 
PMF-CM (NRC+) and PMF-CM (hepatocyte/NRC-)) ont été comparés par test de tubulogenèse des TSEC sur 
Matrigel (n=3). Les valeurs sont reportées en moyennes +/- SEM; *p < 0.05. 

 

 

Nous avons également étudié l’influence des cholangiocytes sur les propriétés 

fibrogéniques des MFP. Nous avons comparé l’expression des gènes d’α-sma et du collagène 

I, mesurée par PCR entre les MFP stimulés par les NRC et les MFP non stimulés. Alors que 

l’expression du collagène I n’était pas modifiée, celle d’ α-sma était significativement 

diminuée par la stimulation par les NRC (figure 41). Ainsi les cholangiocytes étaient capables 

de diminuer l’activation myofibroblastique des MFP. Ce résultat était en accord avec la 

modification du phénotype cellulaire des MFP observée après leur stimulation par le milieu 

des NRC (figure 41). En effet, la morphologie des MFP stimulés par les NRC était différente 

de celle des MFP non stimulés : les prolongements cytoplasmiques ainsi que l’étalement des 

MFP étaient diminués sous l’effet des cholangiocytes. Ainsi,  la stimulation des fonctions pro-

angiogéniques des MFP par les cholangiocytes était accompagnée d’une diminution de leur 

activation myofibroblastique. Les propriétés pro-fibrogéniques et pro-angiogéniques 

pouvaient donc évoluer de façon dissociée dans les MFP sous l’effet des cholangiocytes.   
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Figure 41 : Modulation des propriétés pro-fibrogéniques des MFP par les 

cholangiocytes. 
A) Les MFP exposés ou non au milieu conditionné des NRC (PMF( NRC+) et PMF(NRC-)) ont été 

comparés pour leur expression des gènes collagène I et α-sma, mesurée par RT-PCR, n=15. Toutes les valeurs 
sont exprimées en moyennes +/- SEM. B) Photographies des cellules acquises au microscope à contraste de 
phase après 24 heures de stimulation des MFP par milieu basal contrôle ou par le milieu des NRC. 
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Au total, l’ensemble de ces résultats nous a permis de conclure que les MFP étaient 

capables de stimuler l’angiogenèse in vitro et in vivo, en agissant sur les cellules endothéliales 

par au moins 2 mécanismes : 1) la formation de jonctions inter-cellulaires de types jonctions 

gap ou desmosomes qui permettent la maturation vasculaire et 2) l’activation de la voie 

VEGFR-2 par la sécrétion de MP contenant VEGF-A. La fonction pro-angiogénique des MFP 

était amplifiée par les cholangiocytes qui étaient capables d’agir sur le 2e mécanisme (figure 

42). De façon intéressante, les cholangiocytes ont montré une diminution de l’activation 

myofibroblastique des MFP in vitro. Les capacités pro-angiogéniques des MFP étaient 

également augmentées sous l’effet de l’hypoxie. Les conséquences sur la fibrogenèse de cette 

angiogenèse médiée par les MFP restent à être déterminées. 
 

 

Figure 42 : Pouvoir pro-angiogénique des MFP.  
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I. Conclusions  

 

Jusque récemment, les CEF étaient considérées comme l’unique source de 

myofibroblastes hépatiques et certains auteurs considèrent toujours aujourd’hui que  CEF et 

myofibroblastes du foie sont des termes synonymes. Les MFP n’ont été identifiés que 

récemment et leurs propriétés ont été beaucoup moins étudiées que celles des CEF. Le 

principal obstacle à l’étude des MFP  était l’absence de marqueur permettant de les distinguer 

avec certitude des CEF-MF. Alors que plusieurs travaux ont rapporté des preuves de 

l’implication des MFP dans la fibrogenèse hépatique, aucun ne s’est intéressé à évaluer 

l’implication de ces mêmes cellules dans l’angiogenèse, processus étroitement lié à la 

fibrogenèse et qui participe à la formation de la cirrhose. En réalisant l’analyse comparative 

du transcriptome des MFP et des CEF-MF, notre équipe avait précédemment mis en évidence 

plusieurs gènes exprimés préférentiellement dans les MFP, parmi lesquels se trouvait col15a1 

(thèse de Nelly Bosselut).  

Lors de mon travail de thèse, nous nous sommes d’abord attachés à caractériser de 

façon précise le modèle cellulaire de MFP utilisé par notre équipe. Ce modèle était constitué 

de MFP primaires obtenus à partir de la culture d’explants de canaux biliaires de foie de rat 

sain. Les MFP ainsi obtenus provenaient de l’activation myofibroblastique des cellules 

mésenchymateuses portales présentes dans et/ou autour des canaux biliaires.  Nous avons 

ensuite validé Col15a1 comme marqueur spécifique des MFP, car non exprimé  par les autres 

types cellulaires du foie, y compris les CEF et les CEF-MF, contrairement à  la Fibuline-2, 

qui avait été précédemment rapportée comme marqueur des MFP dans la littérature. 

Contrairement à α-sma, l’expression de Col15a1 n’était pas dépendante de l’activation 

myofibroblastique. Nous nous sommes ensuite servis du Col15a1 pour suivre l’évolution des 

MFP dans le foie au cours de la fibrogenèse. Nous avons montré que, chez l’homme comme 

chez l’animal, dans des pathologies hépatiques d’origine biliaire et non biliaire, l’expression  

hépatique de Col15a1 était augmentée aux stades avancés de fibrose, traduisant ainsi la 

prolifération des MFP,  et était corrélée avec l’augmentation du nombre de cellules 

endothéliales. L’immuno-histochimie réalisée sur le foie humain a permis de montrer que le 

foie sain contenait de rares cellules positives pour Col15a1 qui étaient situées dans les espaces 

portes à proximité des canaux biliaires et des canaux de Hering. Ces cellules n’étaient pas 
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myofibroblastiques et correspondaient donc vraisemblablement aux précurseurs des MFP. Le 

foie cirrhotique humain contenait de nombreuses cellules positives pour Col15a1. Ces cellules 

étaient myofibroblastiques, puisqu’elles exprimaient α-sma, et étaient disposés autour des 

vaisseaux dans les septa fibreux, à proximité des canaux biliaires en prolifération. Ces 

résultats suggéraient donc un rôle des MFP dans l’angiogenèse.  

Nous avons ensuite évalué les propriétés angiogéniques des MFP en utilisant notre 

modèle cellulaire. Les MFP étaient capables de stimuler la tubulogenèse des cellules 

endothéliales en co-culture. Elles pouvaient établir avec les cellules endothéliales des 

jonctions inter-cellulaires de type jonctions gap et desmosomes. Ainsi les MFP se 

comportaient comme des péricytes et intervenaient dans la stabilisation des vaisseaux néo-

formés. De plus, le milieu conditionné des MFP était capable de stimuler la migration et la 

tubulogenèse des cellules endothéliales ainsi que la vascularisation des implants sous-cutanés 

de Matrigel chez la souris, montrant donc que les MFP secrétaient des facteurs capables de 

promouvoir l’angiogenèse in vitro et in vivo. L’effet pro-angiogénique des MFP était en partie 

exercé par leurs MP contenant du VEGF-A et capables d’activer la voie VEGFR-2 dans les 

cellules endothéliales. Nous avons cherché à identifier les stimuli capables de déclencher les 

fonctions angiogéniques des MFP. L’hypoxie augmentait la tubulogenèse induite par le milieu 

conditionné des MFP. Les MFP issus des rats BDL montraient des capacités angiogéniques 

supérieures à celles des MFP issus de rat sham mais ce résultat pouvait être dû à un biais de 

différence de prolifération. Enfin, les cholangiocytes étaient capables de stimuler les fonctions 

angiogéniques des MFP en augmentant leur sécrétion de VEGF-A et leur production de MP. 

Cette régulation positive de la fonction angiogénique des MFP par les cholangiocytes 

s’accompagnait d’une régulation négative de leur activation myofibroblastique.  

Au total, les MFP apparaissaient comme des cellules clefs dans le remodelage 

vasculaire associé à la cirrhose. L’ensemble de nos résultats est résumé par la figure 43. 
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Figure 43 : Contribution des MFP au remodelage vasculaire survenant lors de la 

progression de la fibrose hépatique. 
Le foie normal contient un petit nombre de cellules positives pour COL15A1, qui sont adjacentes aux 

canaux biliaires et aux canaux de Hering, dans les espaces portes. En cas de fibrose du foie, les cellules positives 
pour COL15A1 donnent naissance aux MFP. Les MFP communiquent avec les cellules endothéliales via des 
microparticules contenant VEGF-A et en agissant comme des cellules murales pour les vaisseaux néo-formés. 
Ainsi, les MFP favorisent le remodelage vasculaire et font progresser la fibrose des espaces portes vers 
l’intérieur du lobule, aboutissant à la constitution de la cirrhose. 
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II. Perspectives 
 

Suite à ce travail, nous envisageons de poursuivre l’étude de l’angiogenèse associée à 

la fibrose hépatique.  

Dans une première phase, observationnelle, nous projetons d’analyser l’angiogenèse 

dans les différentes maladies du foie (cirrhoses de différentes étiologies chez l’homme et 

différents modèles de fibrose hépatique, chez l’animal). Nous nous attendons à montrer des 

différences quantitatives et qualitatives de l’angiogenèse en fonction de l’étiologie de la 

maladie du foie et donc dans les différents modèles animaux. Nous chercherons si ces 

différences sont corrélées à la présence des MFP. 

Dans une seconde phase, interventionnelle, nous étudierons les conséquences de la 

stimulation de l’angiogenèse sur la fibrose dans un modèle particulier: la souris MDR2 KO. 

Cette souris constitue un modèle de cholangite sclérosante primitive. La protéine MDR2 est 

l’équivalent murin de la protéine humaine MDR3 qui est le transporteur des phospholipides. 

La mutation de MDR2 à l’état homozygote chez la souris entraîne l’absence de cette protéine 

et par conséquence l’absence de phospholipides dans la bile. Les souris MDR2 KO 

développent spontanément des lésions de cholangite avec une fibrose biliaire rapidement 

progressive aboutissant à la constitution d’une cirrhose à l’âge de 12 semaines. L’angiogenèse 

n’a jamais été évaluée dans le foie de ces souris, ni même dans le foie des patients atteints de 

cholangite sclérosante primitive. Nos résultats préliminaires montrent que dans le foie des 

souris MDR2 KO, alors que la vascularisation est augmentée, traduisant la manifestation 

d’une angiogenèse, l’expression du VEGF est diminuée. Nous projetons donc de stimuler 

l’angiogenèse  au moyen de mini-pompes osmotiques délivrant du VEGF de façon continue 

dans le péritoine de ces souris. Nous étudierons les conséquences de ce traitement sur 

l’angiogenèse et la fibrose hépatiques. 

 

Dans ce travail, nous avons identifié Col15a1 comme nouveau marqueur des MFP 

mais nous n’avons pas étudié sa fonction. Col15a1 appartient au groupe des collagènes non 

fibrillaires et est principalement exprimé dans le cœur et le muscle squelettique où il assure la 

la résistance aux pressions mécaniques 160. L’absence de Col15a1 chez la souris entraîne une 

myopathie liée à une anomalie des vaisseaux capillaires musculaires 160. D’autre part, il a été 

montré que Col15a1 pouvait constituer une matrice pro-angiogénique pour les cellules 
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endothéliales 161. Nous pouvons donc raisonnablement supposer que Col15a1 serait impliqué 

dans l’angiogenèse hépatique et plus particulièrement dans les fonctions angiogéniques des 

MFP. Le fait que les gènes co-exprimés avec Col115a1 dans les MFP soient liés à la 

régulation de la pression artérielle et la prolifération des cellules musculaires lisses est un 

argument en faveur de cette hypothèse (figure 14). Nous projettons donc d’étudier la fonction 

du col15a1 dans les MFP. Pour cela, nous testerons les capacités angiogéniques et 

fibrogéniques des MFP dans lesquels nous aurons inhibé l’expression de Col15a1 par SiRNA.  

Nous évaluerons également la fonction de Col15a1 in vivo en étudiant le foie de souris KO 

pour col15a1 chez lesquelles nous aurons induit la fibrose hépatique par BDL ou CCl4. 
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Annexes 

Annexe 1 : Protocole d’isolement des canaux biliaires intra-hépatiques de rat  

 

 
Matériel: 

 

-1 rat Sprague Dawley mâle d’environ 200g 

- Libérase TM Research Grade (Roche®) Réf 05 401 127 001 lot 130130 

- Pronase (Roche®) Réf 11 459 643 001 lot 70306722 

- DNAse I (Roche®) Réf 11 284 932 001 lot 12751900 

- Hyaluronidase (type IV-S Sigma®) Réf H4272 lot 120M8707V 

- BSA (Sigma®)  

- Hépès molaire (GIBCO® Invitrogen®) Réf 15630 lot 876659 

- EDTA 0,5 M pH 8 stérile (Invitrogen AMBION) 

- DMEM (Sigma®) Réf D6046 

- SVF (GIBCO® Invitrogen®) Réf 10270-098 lot 41G3510K 

- Pénicilline-streptozocine (GIBCO® Invitrogen®) Réf 15140-122 lot 892250 

- HBSS 1X sans MgCl sans CaCl2 (GIBCO® Invitrogen®) Réf 14170-088 

- HBSS 1X avec MgCl avec CaCl2 (GIBCO® Invitrogen®) Réf 24020-091 

- MEM avec Earl’s sans glutamine (GIBCO® Invitrogen®) Réf 21090-022  

- L15 Medium Leibovitz (Sigma®) Réf L5520  

- Pentobarbital sodique (CEVA Santé Animale® 5,47g/100mL) 
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- Héparine sodique Choay 5000 UI/mL diluée au 1/10ème dans du serum physiologique 

- 1 Bain Marie à agitation orbitale à 37°C 

- 1 Bain Marie pour chauffer les solutions à 37°C 

- 1 pompe péristaltique 

- 1 lampe chauffante (pour placer au dessus du rat) 

 

 

La veille:   

 
1) Stériliser: 
- Schotts 250mL 

- instruments de chirurgie 

- 1 fourchette 

- tubes pour la pompe (Masterflex® Ref 96410-16) 

 

 

 

2) Préparation du milieu de culture des cellules:  
DMEM complété avec : 

Hépès molaire 1% 

Pénicilline-streptozocine 1% 

SVF 10% 

 

 

 

3) Préparation de la solution d’EDTA 
Préparer une solution à 19mg/l:  

A partir d’une solution de EDTA 0,5M pH8 (Invitrogen AMBION) 

Pour 50ml de solution, mélanger: 

- 6,5 ml DETA 0,5M stérile 
- 43,5 ml eau stérile 

Filtrer avec une seringue et un filtre stérile sous la hotte pour mettre la solution dans un tube 

de 50mL stérile. Conserver à 4°C. 
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4) Préparation de la libérase 
Reconstituer la libérase avec de l’eau stérile: 10ml pour 50mg pour obtenir une concentration 

de 5mg/ml à aliquoter par eppendorf de 2ml (=10mg la dose nécessaire pour un isolement). 

Conserver les aliquots au congelateur à -20°C. 

 

Le jour même: 
Allumer les 2 bains Marie à 37°C: le standard et l’orbital. 

Décongeler la libérase dans de la glace. 

 

1)Préparation des solutions de perfusion: 
L15 +1% Hépès: 500ml L15 + 5ml Hépès molaire 

 
Solution 1: 

-EDTA(solution à 19mg/l) = 2 mL 

-HBSS 1X sans MgCl2 sans CaCl2 = 200 mL 

 

Solution 2: 

-Libérase= 4mg  à adapter au poids du rat  

-HBSS 1 X avec MgCl2 et CaCl2 = 200 mL 

 

 

2) Préparation des solutions d’incubation: 
Solution A: 

-Libérase =4,5mg à adapter au poids du rat 

-Pronase = 140 mg 

-BSA = 200 mg 

-DNAse = 12 mg 

-SVF = 6mL 

-Hépès molaire = 2 mL 

-Peni-strepto = 2 mL 

-MEM = 190 mL 



 130 

Solution B: 

-Libérase = 1,5mg à adapter au poids du rat 

-Hyaluronidase = 27 mg 

-BSA = 75 mg 

-DNAse = 4,5mg 

-Péni-strepto = 0,75 mL 

-SVF = 2,25 mL 

-Hépès molaire = 0,75 mL 

-MEM = 71,25 mL 

 

 

Corriger le pH de chaque solution pour qu’il soit entre 7,3 et 7,4 (ajout NaOH ou HCl). 

 

Stériliser les solutions sous la hotte par passage au travers d’un filtre (0,22µm) dans des 

schotts stériles qui sont ensuite placés dans le bain Marie à 37°C.  

 

 

3) Perfusion in situ du foie:  
 

- Pesée du rat. 

- Anesthésie générale du rat par injection intra-péritonéale de pentobarbital 50mg/kg 

(injection de 1ml/100g de poids total d’une solution de pentobarbital dilué au 1/10eme) 

- Rasage abdomen et patte arrière gauche. Désinfection à la bétadine cutanée. 

- Incision abdominale. 

- Exposition de la veine porte, ligature de la veine gastro-duodénale avec un fil noir. Pose de 2 

fils sur la veine porte: 2 fils blancs qui ne sont pas serrés, à la hauteur de la veine 

gatroduodénale  

- Exposition de la veine cave inférieure, au dessus de la veine rénale, pose d’1 fil blanc. 

- Injection intraveineuse d’héparine par la veine fémorale gauche: 1mL soit 500 UI. 

- Canuler la veine porte avec un cathlon 16G stérile, retirer l’aiguille et serrer les 2 fils blancs 

autour de la canule pour la maintenir en place. Brancher la tubulure de perfusion sur la canule. 

Perfusion de S1: 200ml  à un debit de 10ml/min. 

- Couper la veine cave inférieure en dessous du fil.  
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-Après ouverture de la cage thoracique, exposition de la veine cave inferieure juste au dessus 

de l’oreillette droite et pose d’un fil blanc autour d’elle. Canuler la veine cave avec un cathlon 

16G stérile. Maintenir la canule en serrant le fil blanc autour d’elle. Brancher une tubulure sur 

la canule par laquelle va pouvoir s’évacuer la solution de perfusion. Serrer le noeud autour de 

la veine cave inferieure en dessous du foie au niveau de la veine renale droite.  

- Perfusion du foie par Solution 2: 200mL à un debit de 10mL/min 

 

 

 

4) Collecte du foie:   
 

-Après la perfusion successive des 2 solutions, serrer un nouveau fil autour de la veine cave 

inférieure en dessous du cœur, pour refermer le circuit de perfusion. 

- Prélever le foie total en conservant la canule dans la veine porte.  

- Placer le foie dans une boite de Pétri stérile de 100 mm. 

- Injecter par la canule portale de 50mL de L15 avec 1% d’Hépès molaire à 4°C 

- Sous la hotte, gratter le foie avec une fourchette stérile pour libérer les hepatocytes.  

- Prélever l’arbre biliaire 

- Répéter l’opération dans une autre bôite de Pétri toujours avec du L15 

- Mettre un peu de solution A dans une autre boîte de Pétri et y deposer l’arbre biliaire. 

Couper en petits morceaux avec des ciseaux.  

- Transvaser le tout dans un schott de 250 mL 

- Rincer la boite de Pétri avec de la solution A 

- Ajuster le contenu du schott à 100 mL avec la solution A. 

- Placer le schott à 37°C dans l’agitateur orbital pendant 30 minutes (NEW BRUNSWICK 

SCIENTIFIC®, Heat HIGH, Speed 4,8) 

- Filtrer le contenu du schott avec un filtre de 100µm en laissant les plus gros morceaux au 

fond du flacon. Récupérer ce qu’il y a sur le filtre (en le lavant avec un peu de la solution A ) 

et le remettre dans le flacon d’origine (où il reste les morceaux). Sur la poubelle, filtrer le 

filtrat avec un filtre de 40µm. Rincer le fond du schott à filtrer avec du L15. Récupérer ce 

qu’il y a sur le filtre avec la solution d’incubation A à completer jusqu’à 100mL.  

- Remettre à incuber le schott contenant les cellules dans la solution A pendant 30 minutes 

dans l’incubateur orbital. 
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- Filtrer à nouveau le contenu du schott avec un filtre de 100µm en laissant les plus gros 

morceaux au fond du flacon. Récupérer ce qu’il y a sur le filtre ( en le lavant avec de la 

solution B) et le remettre dans le flacon d’origine (où il reste les morceaux). Sur la poubelle, 

filtrer le filtrat avec un filtre de  40µm. Rincer le fond du schott à filtrer avec du 

L15.Récupérer ce qu’il y a sur le filtre avec la solution d’incubation B à completer avec la 

totalité de la solution B. 

- Remettre à incuber le schott contenant les cellules dans la solution B pendant 30 minutes 

dans l’incubateur orbital. 

- Filtrer le contenu du schott avec un filtre de 100µm. Jeter le filtre et son contenu. Récupérer 

le filtrat et le refiltrer une 2eme fois avec un filtre de 100µm. Jeter le filtre et son contenu. 

Récupérer le filtrat. 

- Sur la poubelle, refiltrer le filtrat avec un filtre de 40µm. Récupérer ce qu’il y a sur le filtre 

en versant du L15 5x10mL. Refiltrer trois fois supplémentaires toujours avec un filtre de 

40µm toujours en récupérant les cellules sur le filtre toujours avec 5x10mL de L15. Lors de la 

quatrième et dernière fois, laver le filtre avec 40ml (4x10ml) de milieu de culture complet 

directement sur un tube de 50ml stérile. 

- Centrifuger les cellules: à 1900 RPM pendant 8 minutes à 15°C acc9/dec9. 

- Resuspendre le culot dans 6ml de milieu 

- Verser 1mL dans le puits d’une plaque de 12 puits.  

- Observer les cellules au microscope pour juger de leur densité.  

- Répartir les cellules dans les puits de boîtes de culture en adaptant la dilution à leur densité. 

(Boites de culture CORNING Incorporated®, Costar®) 

- Placer les boites dans l’incubateur à 37°C avec 5% de CO2 (SANYO).
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Myofibroblasts combine the matrix-producing functions of fibroblasts and the contractile properties of
smooth muscle cells. They are the main effectors of fibrosis in all tissues and make a major contribution to
other aspects of the wound healing response, including regeneration and angiogenesis. They display the de
novo expression of α-smooth muscle actin. Myofibroblasts, which are absent from the normal liver, are de-
rived from two major sources: hepatic stellate cells (HSCs) and portal mesenchymal cells in the injured
liver. Reliable markers for distinguishing between the two subpopulations at the myofibroblast stage are cur-
rently lacking, but there is evidence to suggest that both myofibroblast cell types, each exposed to a particular
microenvironment (e.g. hypoxia for HSC-MFs, ductular reaction for portal mesenchymal cell-derived
myofibroblasts (PMFs)), expand and exert specialist functions, in scarring and inflammation for PMFs, and
in vasoregulation and hepatocellular healing for HSC-MFs. Angiogenesis is a major mechanism by which
myofibroblasts contribute to the progression of fibrosis in liver disease. It has been clearly demonstrated
that liver fibrosis can regress, and this process involves a deactivation of myofibroblasts, although probably
not to a fully quiescent phenotype. This article is part of a Special Issue entitled: Fibrosis: Translation of
basic research to human disease.

© 2013 Elsevier B.V. All rights reserved.

1. Introduction

Myofibroblasts are the main effectors of fibrosis in all tissues. They
also make a major contribution to other aspects of the wound healing
response, including regeneration, inflammation, angiogenesis, normal
tissue repair after acute injury and to the stromal reaction in
tumors. They combine phenotypic features of fibroblasts, such as
the production of extracellular matrix, with the contractile functions
of the smooth muscle cells involved in tissue architecture distortion.
Myofibroblasts may be defined as cells that develop contractile force
and stress fibers, de novo, and in vivo [1]. The most widely used and
accessible marker of these cells is the de novo expression of
α-smooth muscle actin (α-SMA), although this is not an absolute
requirement for the identification of a cell as a myofibroblast. Other
markers of myofibroblasts (endosialin, P311, integrin α11β1,
osteopontin, periostin) have been proposed, but all were identified

in specific conditions, and it remains unclear whether they could
serve as general markers [1]. The precursors of myofibroblasts have
also yet to be identified. In most tissues, myofibroblasts are thought to
originate from resident fibroblasts, but they may also be derived from
other cell types, mostly ofmesenchymal origin, such as vascular smooth
muscle cells, pericytes and adipocytes. There is also evidence to suggest
that myofibroblasts may be derived from circulating fibrocytes or
resident epithelial cells, through epithelial-to-mesenchymal transition,
although recent studies argue against a significant contribution of
these mechanisms to fibrosis. In addition, resident fibroblasts are
themselves heterogeneous and may even include antifibrotic subpopu-
lations, such as lung Thy-1-expressing fibroblasts [2].

2. Origins of myofibroblasts in liver fibrosis

Myofibroblasts are absent from the normal liver, but they accumulate
at sites of injury, in patients with chronic liver diseases. They are the
major source of extracellular matrix constituents in the injured
liver, as clearly demonstrated by clinical and experimental studies.
However, although myofibroblasts appear to be necessary for the
development of fibrosis, they may not be sufficient. For example, in
scleroderma [1] and focal nodular hyperplasia (unpublished
personal observation), the liver may contain large numbers of
myofibroblastic cells without significant fibrosis. In the liver, as in
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other tissues, the origin of myofibroblasts is a matter of debate.
During liver development, the septum transversum-derived meso-
thelium, which signals to induce hepatogenesis from the foregut
endoderm, gives rise to sinusoidal pericytes, called hepatic stellate
cells (HSCs), and perivascular mesenchymal cells, including portal
fibroblasts, smooth muscle cells and fibroblasts around the central
veins [3]. All these cells therefore have a common mesodermal
origin, different from that of sinusoidal endothelial cells, Kupffer
cells and hepatoblasts. It is now more than 35 years since the initial
demonstration by Hans Popper and coworkers that transitional cells
with the morphologic characteristics of vitamin A-containing cells
(i.e. HSCs) and fibroblasts, overproduce fibrillar collagen in rats
with carbon tetrachloride-induced liver injury [4]. The paradigm of
hepatic stellate cell (HSC) activation giving rise to myofibroblasts
has since dominated the focus of research on liver fibrosis [5]. HSC
was the first major cell type in the liver to be identified as a
prominent source of collagen production in the injured liver
[6], and to be shown to acquire a myofibroblastic phenotype in
culture, with the ability to overproduce extracellular matrix, to
contract and to undergo chemoattraction [7–10]. The factors and
mechanisms triggering the myofibroblastic differentiation of hepatic
stellate cells have been reviewed extensively elsewhere [5]. They
include biological (e.g. lipopolysaccharide) [11], physicochemical
(e.g. hypoxia) [12] and mechanical (e.g. substrate stiffness) [13]
stimuli. There is now both in vitro and in vivo evidence for the
existence of more than one origin of liver myofibroblasts. In prepara-
tions of cells isolated from the liver, HSCs are recognized by the
fluorescence of their retinoid droplets under UV excitation at a
wavelength of 328 nm. Culture studies have clearly demonstrated
that other liver cell types, without fluorescent retinoid droplets,
can give rise to myofibroblasts [14,15]. In situ ultrastructural studies
have shown that fibroblasts reside in the portal mesenchyme and
accumulate, with fibrosis, around bile ducts in bile duct-ligated rats
[16], precisely in the zones in which α-SMA can be detected
[15]. Moreover, immunohistochemical studies have shown that, in
fibrotic human or rat liver, portal and septal myofibroblasts have
expression profiles different from those of interface myofibroblasts
or sinusoidally located HSCs, suggesting that at least two subpopula-
tions of myofibroblasts — HSC-derived myofibroblasts (HSC-MFs)
and portal mesenchymal cell-derived myofibroblasts (PMFs) —
populate the injured liver [17]. The possible contribution of
epithelial-to-mesenchymal transition to renal fibrosis in vivo has
been challenged by studies based on genetic cell lineage tracing in
mice [18]. Likewise, studies based on genetic cell fate tracking have
strongly challenged the concept that either hepatocytes or
cholangiocytes acquire a mesenchymal phenotype in vivo through
epithelial-to-mesenchymal transition to produce the extracellular
matrix in liver fibrosis [19–21]. A number of studies have also
suggested that circulating cells from the bone marrow can function
as stem cells, contributing to the liver myofibroblast population
[22]. However, a recent study based on a system for the exclusive
detection of bone marrow-derived collagen-producing cells, showed
that bone marrow-derived cells played a limited role in collagen
production during liver fibrosis [23].

3. Portal myofibroblasts

In almost all types of chronic liver disease, including biliary
(i.e. primary biliary cirrhosis, biliary atresia), viral, alcoholic and
non-alcoholic fatty liver diseases, fibrosis develops predominantly in
the portal area and appears to progress from this area, even if the
primary targets of injury are intralobular hepatocytes [24–28]. This
observation suggests that the contribution of PMFs to liver fibrosis
may be more important than generally assumed. Furthermore, in
chronic liver diseases of various origins, including viral hepatitis and
non-alcoholic fatty liver disease, fibrogenesis is associated with the

occurrence of a ductular reaction, in which duct-like cells with
progenitor features proliferate, expanding outwards from the
portal area. The correlation between the extents of the ductular
reaction and of replicative senescence in hepatocytes suggests that
ductular/progenitor cells may be recruited in situations in which
the regeneration of mature hepatocytes is impaired. One possible
explanation for this is that ductular/oval cells are less sensitive
to TGF-β-induced growth inhibition than hepatocytes [29]. Several
potential mechanisms by which cholangiocytes or hepatic progenitor
cells may promote fibrogenesis (Fig. 1) have been reviewed
elsewhere [30] and new mechanisms have recently been put forward.
Ductular/progenitor cells may act on matrix accumulation directly,
through the release of tissue inhibitor metalloprotease 1 (TIMP1),
for example [31]. They may act on myofibroblasts by releasing
promitogenic, profibrogenic, chemotactic or anti-apoptotic factors.
Hepatic progenitor cells have been shown to increase hepatic
fibrogenesis, in an experimental model in which rat liver fibrosis is
induced by chronic treatment with a combination of carbon tetrachlo-
ride and acetylaminofluorene, promoting activation of the hepatic
progenitor cell compartment [32]. Chronic treatment with carbon
tetrachloride alone caused liver fibrosis, which began around the
central veins, eventually extending to form incomplete centro-central
septa with sparse fibrogenic cells expressing α-smooth muscle actin.
In acetylaminofluorene/carbon tetrachloride-treated animals, the
fibrogenic response was strongly amplified and an expansion of the
subpopulation of hepatic progenitor cells expressing transforming
growth factor-β (TGF-β) was observed. In this model, hepatic
progenitor cells, through their production of TGF-β, contributed to the
accumulation of α-SMA-positive myofibroblasts in the ductular
reaction, enhancing fibrosis but also leading to disease progression and
a pattern of fibrosis similar to that observed in humans. Furthermore,
ductular cells produce much more αvβ6 integrin than normal
cholangiocytes. This molecule is closely linked to periductal fibrogenesis,
through the activation of TGF-β [33]. Ductular cells secrete growth
arrest-specific protein 6 (Gas6), which protects myofibroblasts against
apoptosis [34]. A role for the hedgehog pathway in the interaction
between ductular cells and portal myofibroblasts was also recently
highlighted. Both cell types producehedgehog ligands, thereby enhancing
each other's viability and proliferation, and the activation of this pathway
inmice amplifies both the ductular and fibrogenic responses triggered by
bile duct ligation [35]. Notch signaling is essential to the development of
tubular epithelial cells in the kidney, and activation of this pathway in
tubular cells has been implicated in renal fibrosis [36]. Notch signaling is
also essential in biliary differentiation and has recently been shown to
be activated in rat experimental liver fibrosis. In this context, high levels
of Notch3, Jagged1 (a Notch ligand) and Hes1 (a downstream target
gene) were observed and the blocking of Notch signaling activation by a
γ-secretase inhibitor significantly attenuated portal fibrosis [37]. In
Alagille syndrome, a disease caused by genetic defects of Notch signaling
and characterized by severe ductopenia, reactive ductular cells and
hepatic progenitor cells are very rare and liver fibrosis ismuch less severe
than in biliary atresia, a disease in which an intense ductular reaction is
associatedwith rapid progression to biliary cirrhosis [38]. The importance
of the Notch pathway in liver fibrosis has also been demonstrated in
double-heterozygousmicehaploinsufficient for both Jagged1andanother
gene (Lunatic) altering ligand–receptor affinity. In this model, intense
ductular proliferation contrasted with low levels of fibrosis [39]. Finally,
hepatic progenitor cells have been shown to produce adipokines. In
pediatric non-alcoholic fatty liver disease, the degree of fibrosis is related
to the production of resistin [28], an adipokine with proinflammatory
effects on HSCs [40] and hepatic progenitor cells.

No reliable markers have yet been identified for distinguishing
between HSCs and portal mesenchymal cells at the myofibroblast
stage. We have established a culture model for PMFs obtained by
outgrowth from rat bile duct preparations [15]. These cells have
several features in common with rat liver myofibroblasts [14,41]
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and with portal fibroblasts in culture [41] obtained by other isolation
procedures, and can be distinguished from HSC-MFs on the basis of
morphological criteria and growth behavior. Their myofibroblastic
differentiation requires TGF-β and mechanical tension [41], and can
be triggered by PDGF-BB [41] or bile acids [42]. Following isolation
from normal rat liver and culture in the same conditions, HSC-MFs
are round, with an enlarged cytoplasm and poor survival after three
or four passages, whereas PMFs tend to be more elongated, with
more stress fibers, and proliferate more strongly during multiple
passages [43]. Desmin production is differentially regulated, being
upregulated during activation in HSCs and shut down in portal
fibroblasts. Staining for desmin might therefore be useful for
distinguishing between the two cell populations at the myofibroblast
stage [15,16,41,44]. In two models of cholestatic liver injury induced
by bile duct ligation and hepatic arterial deprivation, fibrosis involves
myofibroblasts that are predominantly desmin-negative and, thus,
presumably, of portal origin [45]. In these models, HSCs undergo
massive early phenotypic changes, marked by increases in proliferation
and desmin overproduction [44,45], but only a minority of these cells
are converted into matrix-producing myofibroblasts, which, after
prolonged injury, appear to circumscribe wounded hepatocytes to
form micronodules [45].

We investigated the relative contributions of PMFs and HSC-MFs
to various aspects of the liver wound-healing response, by comparing
these two cell populations at similar stages of myofibroblastic
differentiation (i.e. with similar levels of α-SMA) in culture, by
comparative 2-DE MS/MS proteomic analysis [43]. We identified
proteins displaying differentially expression, all with myofibroblast-
related functions, in PMFs. Phospho-cofilin, a small actin-binding
protein that accumulates during myofibroblast differentiation and
promotes stress fiber formation and collagen contraction, was the
protein for which the difference in levels was the greatest. Most of
the proteins overproduced in HSC-MFs were involved in stress
responses, relating to hypoxic stress in particular, in keeping
with the interplay known to occur between interlobular hypoxia,
angiogenesis and fibrogenesis in the liver [46]. The protein displaying
the highest level of overproduction in these cells was cytoglobin,
which is also known as stellate cell activation-associated protein
(STAP), a hypoxia-inducible hexacoordinated globin with reactive
oxygen species (ROS)-scavenging properties. In HSCs, cytoglobin is

upregulated during myofibroblastic differentiation [43,47] and
protects against oxidative stress and fibrosis [48]. In this analysis,
we identified new potential markers in addition to those previously
identified as distinguishing between the two myofibroblastic cell
populations (e.g. fibulin 2 and Thy-1 cell surface antigen in PMFs;
reelin, cytoglobin, α2-macroglobin, mannan-binding lectin serine
peptidase 1 (MASP-1), glial fibrillary acidic protein (GFAP) and
retinol-binding protein (RBP) in HSC-MFs (Table 1)). Overall these
and other ongoing studies suggest that both myofibroblastic cell
types, each exposed to a particular microenvironment (hypoxia for
HSC-MFs, ductular reaction for PMFs), expand and carry out
specialist functions, in scarring and inflammation for PMFs, and in
vasoregulation and hepatocellular healing for HSC-MFs.

4. Myofibroblasts in liver angiogenesis

Liver injury causes vascular disorganization and local tissue
hypoxia, which begins early in the course of disease [46]. Soon after
the induction of injury and long before the onset of cirrhosis
hypoxia-induced VEGF expression occurs, triggering angiogenesis, in
various experimental models [12,49,50]. An oxygen gradient is
established by unidirectional blood flow from the portal vein and
hepatic artery to the central vein. Consequently, the periportal area
is less likely to undergo extreme oxygen deprivation than intralobular
areas. Interestingly, in a proteomic comparison of the two cell types,
we found that genes encoding proteins involved in the response to
hypoxia, such as cytoglobin, were more strongly expressed in
HSC-MFs than in PMFs. It has been suggested that HSC-MFs contrib-
ute to angiogenesis at the leading edge of fibrotic septa [51].

Angiogenesis leads to the formation of new blood vessels from
pre-existing vessels. In chronic liver diseases, angiogenesis has
several major consequences: it contributes to portal hypertension
[52,53], aggravates fibrosis [52,54–56] and promotes tumorigenesis
(review in [46]). The role of liver myofibroblasts in angiogenesis has
been documented in the contexts of both cancer and fibrosis.
Research on the angiogenic functions of myofibroblasts has, to date,
focused on HSCs, but our personal unpublished data indicate that
portal mesenchymal cells also develop these functions. HSCs act as
liver pericytes for sinusoidal endothelial cells [5,57]. The two cell
types are found in close proximity and interactions between them

Fig. 1. Interaction of ductular/hepatic progenitor cells with liver myofibroblasts in wound healing. Ductular/hepatic progenitor cells bidirectionally interact with myofibroblasts,
through multiple pathways, to proliferate and trigger profibrogenic, proangiogenic and/or proregenerative actions, depending on their origin and microenvironment.
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may be crucial for their development and function. The use of a
transgenic zebrafish model, in which HSCs were identified by the
presence of a basic helix–loop–helix transcription factor, revealed
that sinusoidal cells were required for the correct localization of
HSCs during development [58]. As mature liver pericytes, HSCs have
direct, physical interactions with endothelial cells and regulate
vascular development, stabilization, maturation and remodeling. HSCs
have been shown to develop focal adhesions (involving Ena/VASP
proteins), which promote angiogenesis [59]. HSCs also establish
paracrine interactions with endothelial cells. Once their differentiation
intomyofibroblasts has been activated during fibrogenesis, they secrete
proangiogenic cytokines: VEGF [12,49,51,60–62] and angiopoietin-1
[56,63] (Fig. 2). They also produce PDGF, a profibrogenic factor that
also induces a proangiogenic phenotype in HSCs [64]. PDGF induces
angiopoietin production in HSCs [63]. Leptin, a circulating peptide
hormone produced by the adipose tissue, has also been shown to
induce the production of VEGF and angiopoietin-1 in HSCs in vitro
[60]. Intercellular communication may also occur through the release
of microparticles, which are transported in the bloodstream to act on
distant cells. HSCs can secrete microparticles containing Hedgehog
ligands able to modulate gene expression in endothelial cells [65].
Another important way in whichmyofibroblasts promote angiogenesis
is the generation of hypoxia, through the production and deposition of
extracellular matrix. Hypoxia induces the HIF-dependent expression
of VEGF in hepatocytes and of VEGF, angiopoietin-1 and their respective
receptors in HSCs [51].

Newly formed blood vessels can supply tissues with proinflammatory
cytokines from the local and systemic circulation. These cytokines
maintain chronic inflammation in the liver, leading to fibrosis. This
fibrosis leads to angiogenesis, which in turn causesmore fibrosis, thereby
establishing a vicious circle. Angiogenesis can also lead to an increase in
interstitial fluid flow, because newly formed vessels may be leaky before
their stabilization. This interstitial fluid flow induces myofibroblast
differentiation [66]. Finally, endothelial cells from newly formed vessels
may have paracrine effects on myofibroblasts (see Fig. 2). Changes of
endothelial cells during angiogenesis may disrupt the subtle balance
between endothelial cells and pericytes. For instance, differentiated
sinusoidal endothelial cells promote the reversion of HSCs to a
quiescent state, whereas capillarized sinusoidal endothelial cells do not
[67]. Proangiogenic cytokines also have profibrogenic effects on
myofibroblasts. The HSC migration induced by hypoxia is mediated by
VEGF [68]. VEGF increases proliferation, extracellular matrix deposition
andmigration in HSCs [12,51,55,62,69]. The exposure of HSCs to placenta
growth factor activates the ERK pathway, and increases migration,

proliferation and cytoskeleton remodeling [70]. Neuropilin-1 (VEGF
co-receptor) increases HSC migration [71].

5. Myofibroblasts in liver regeneration

Liver regeneration induced by partial hepatectomy, a model of
normal liver tissue repair, is associated with myofibroblastic changes of
HSCs, including the loss of vitamin A content and the upregulation of
markers such as α-SMA, IL-6 and hepatocyte growth factor [72]. This
suggests that HSCs undergoing myofibroblastic differentiation are
involved in a regenerative response. Myofibroblastic HSCs can support
hepatocellular regeneration through the release of mitogens, such as
hepatocyte growth factor, pleiotrophin or epimorphin, and induction of
the delta-like 1 homolog [73]. It has also been shown that Foxf1
(a mesenchyme-specific transcription factor) haploinsufficiency in mice,
caused a defect in the myofibroblastic differentiation of HSCs, resulting
in abnormal liver regeneration [74]. However, HSCs have also been
reported to be negative regulators of hepatocyte regeneration. In one
study, this negative regulatory function was attributed to stimulation of
the 5-hydroxytryptamine 2B receptor on HSCs by serotonin, which
activates the expression of TGF-β1, a powerful suppressor of hepatocyte
proliferation [75]. In another study, HSC depletion was achieved in
ganciclovir-treated transgenic mice expressing the herpes simplex
virus-thymidine kinase gene driven by the mouse GFAP promoter.
HSC depletion was associated with a marked attenuation of fibrosis
and liver injury, in the carbon tetrachloride and bile duct ligation
models, suggesting that activated HSCs amplified liver damage [76].
Hepatocellular stellate cell crosstalk can also drive progression in
hepatocellular carcinoma, by generating a permissive inflammatory and
proangiogenicmicroenvironment, in particular [77]. Livermyofibroblasts,
probably of portal origin, interact with the ductular/progenitor cells to
promote their survival and proliferation via the hedgehog pathway
[35] and loss of the ectonucleotidase NTPDase2, an antiproliferative factor
expressed in normal fibroblasts [78]. Production of the Notch ligand
Jagged 1 by myofibroblasts promotes the biliary specification of hepatic
progenitor cells, directing their differentiation into cholangiocytes [79].
Myofibroblast-derived PDGF-BB also promotes survival signaling in
cholangiocarcinoma cells [80].

6. Deactivation of liver myofibroblasts

The deactivation of myofibroblasts is critical for the termination
of the reparative response and the restoration of normal tissue
structure. It is generally assumed that terminally differentiated
myofibroblasts undergo apoptosis when fibrosis regresses. Indeed,
some myofibroblasts have been observed to undergo apoptosis [81] or
senescence [82] during the regression of liver fibrosis. Inmyofibroblasts
derived from human lung fibroblast cells continuously stimulated with
serum, α-SMA levels have been shown to decrease with increasing cell
proliferation [83]. These changes, interpreted as dedifferentiation, are
associated with the downregulation of MyoD, a basic helix–loop–helix
transcription factor with a critical function in myogenic differentiation
and in TGF-β1-induced myofibroblast differentiation [83]. It has been
shown, with a hydrogel system, that the substrate modulus of valvular
myofibroblasts can be decreased, leading to their deactivation and
decreases in the levels of α-SMA stress fibers and proliferation,
these cells then being redirected to become dormant fibroblasts [84].
Likewise, changes in substrate stiffness have been shown to induce
a reversion of the myofibroblastic phenotype in human liver
myofibroblasts [85]. Culture studies have suggested that myofibroblastic
HSCs may revert to a more quiescent phenotype, characterized by the
loss of fibrogenic genes and the expression of adipogenic genes
[86]. The cre-loxP-based genetic labeling of myofibroblasts has been
used to show that, during recovery from carbon tetrachloride or
alcohol-induced liver fibrosis, myofibroblastic stellate cells may revert to
an inactive, although not entirely quiescent phenotype, with the capacity

Table 1
Previously published proposed markers of hepatic stellate cell-derived myofibroblasts
(HSC-MFs) and portal myofibroblasts (PMFs).

Name (references)

HSC-MFs Reelin [91]
Cytoglobin [43]
α-2-macroglobulin [14]
Desmin [14]
Vascular cell adhesion molecule 1 [14]
Mannan-binding lectin serine peptidase [14]
Glial fibrillary acidic protein [14,17]
Pirin (iron-binding nuclear protein) [43]
Protein disulfide isomerase family A, member 4 [43]
Neural cell adhesion molecule 1 [14,17]
Retinol binding protein 1, cellular [92]

PMFs Fibulin 2 [14]
Thy-1 cell surface antigen[93]
Fibronectin 1 [14]
N CAM[17]
Gremlin [93,94]
Heat shock protein 1 [43]
Latexin [43]
Cofilin 1, non-muscle [43]
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to undergo rapid reactivation to regenerate myofibroblasts [87]. In
another study, the authors used single-cell PCR and genetic cell fate
tracking to show that about half the HSCs were deactivated, with
decreases in α-SMA and collagen I levels, after the cessation of carbon
tetrachloride treatment in mice. The deactivated HSCs obtained in this
model were also more responsive to profibrogenic stimulation than
fully quiescent HSCs [88]. In patients with chronic hepatitis C and a
sustained virological response (SVR), the analysis of paired pre- and
post-treatment liver biopsies showed that treatment led to the regression
of cirrhosis and a decrease in collagen content in most cases. Ductular
proliferation also decreased, but sinusoidal capillarization persisted, as
assessed by analyses of CD34andα-SMA, suggesting that thedeactivation
of HSCswas only partial [89]. However, in this study,α-SMA levels either
remained unchanged or increased, despite the regression of fibrosis,
suggesting that myofibroblastic differentiation may be irreversible once
it has progressed beyond a certain stage. Alternatively, it may depend
on themicroenvironment, a scenario supported by the fact that activated
HSCs revert to quiescencewhen coculturedwith differentiated sinusoidal
endothelial cells, but notwith capillarized cells [67]. In addition, the fate of
portal myofibroblasts needs to be addressed, to clarify the mechanisms
underlying fibrosis progression. The triggering ofmyofibroblast apoptosis
by pharmacological [90] or genetic [87] approaches could potentially
improve treatment, by causing fibrosis regression. Partial reversion of
the myofibroblastic phenotype may also lead to a favorable outcome,
but a potential threat remains in cases of subsequent injury. Complete
reversion to a quiescent phenotype is clearly the ultimate goal of
treatment, but it may be possible to achieve such reversion only in the
early stages of disease.

7. Conclusions

At least two populations of liver myofibroblasts, derived from
portal mesenchymal cells and hepatic stellate cells, accumulate in
the injured liver. We propose a model of liver tissue repair, in
which both myofibroblastic populations, each exposed to a different
microenvironment, expand and carry out specialist functions, in
scarring for PMFs and hepatocellular healing for HSC-MFs. These
specific features should be taken into account in the development of
antifibrotic drugs, to ensure the targeting of collagen cross-linking
or of fully differentiated myofibroblasts, rather than stages of
myofibroblastic differentiation, which may be beneficial for the
regeneration of liver epithelial cells. Strategies for restoring the
normal, quiescent phenotype of myofibroblast precursors should
also be considered.
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Fig. 2.Myofibroblastic changes of hepatic stellate cells related to sinusoidal remodeling and angiogenesis in the fibrotic liver. In the fibrotic liver, an increasing number of HSCs wrap
around sinusoids, thereby contributing to the formation of a high-resistance, constricted sinusoidal vessel. At the cellular level, a number of soluble factors are involved in this pro-
cess, through autocrine and paracrine signaling between HSC-MFs and sinusoidal endothelial cells.
Reproduced with permission from Thabut & Shah, J Hepatol 2010 [95].
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The emerging roles of microvesicles 
in liver diseases
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Chantal M. Boulanger and Pierre-Emmanuel Rautou

Abstract | Microvesicles (MVs) are extracellular vesicles released by virtually all cells, under both 
physiological and pathological conditions. They contain lipids, proteins, RNAs and microRNAs and act 
as vectors of information that regulate the function of target cells. This Review provides an overview of 
the studies assessing circulating MV levels in patients with liver diseases, together with an insight into the 
mechanisms that could account for these changes. We also present a detailed analysis of the implication 
of MVs in key processes of liver diseases. MVs have a dual role in fibrosis as certain types of MVs promote 
fibrolysis by increasing expression of matrix metalloproteinases, whereas others promote fibrosis by 
stimulating processes such as angiogenesis. MVs probably enhance portal hypertension by contributing 
to intrahepatic vasoconstriction, splanchnic vasodilation and angiogenesis. As MVs can modulate 
vascular permeability, vascular tone and angiogenesis, they might contribute to several complications 
of cirrhosis including hepatic encephalopathy, hepatopulmonary syndrome and hepatorenal syndrome. 
Several results also suggest that MVs have a role in hepatocellular carcinoma. Although MVs represent 
promising biomarkers in patients with liver disease, methods of isolation and subsequent analysis must 
be standardized.

Lemoinne, S. et al. Nat. Rev. Gastroenterol. Hepatol. advance online publication 4 February 2014; doi:10.1038/nrgastro.2014.7

Introduction
Microvesicles (MVs) are part of a group of extra cellular 
vesicles that also includes exosomes and apoptotic 
bodies. Schematically, these three different types of 
vesicles have been defined by their size, mechanisms 
of production, and protein and lipid content. The main 
features of these extracellular vesicles are shown in 
Figure 1 and Box 1, although caution is required, as the 
precise definition of each type of extracellular vesicle 
is still a matter of debate.1,2 Moreover, owing to a lack 
of standardization of the isolation procedures and of 
the detection methods, a strict separation of these vesi-
cles (in particular MVs and exosomes) has not been 
achieved in several studies. As limited specific data on 
apoptotic bodies and exosomes in liver diseases exist, 
this Review is focused on MVs, taking into account the 
above  mentioned limitations.

Although MVs were previously considered to be 
cellular debris, they are now recognized as vectors for 
intercellular information exchange. MVs—also referred 
to as microparticles or ectosomes—usually refer to 
vesicles 0.1–1 μm in diameter produced by budding 
from the plasma membrane. Another classic, but still 
debated, feature of MVs is the exposure of phosphati-
dylserine at their surface, which can be detected by 
labelling of annexin V or lactadherin using flow cytom-
etry analysis.3 Moreover, as MVs harbour most of the 

membrane-associate d proteins of the cells they stem 
from, their cellular origin can be determined using flow 
cytometry using antibodies against specific cell-surface 
markers (Box 1). MVs also contain lipids, cytosolic pro-
teins, RNAs and/or microRNAs, and regulate the func-
tion of the target cell. MVs can interact with their target 
cells in a variety of ways: release of the soluble media-
tors they contain; ligand–receptor interactions; fusion of 
MV membranes with those of the target cell and transfer 
of MV contents (especially RNAs and microRNAs); or 
phagocytosis/endocytosis by macrophages or endothe-
lial cells.4,5 The lipid, protein and nucleic acid fractions 
contained in MVs vary greatly depending upon the cell 
of origin and the stimulus initiating MV release.6 Their 
diverse content translates into different downstream 
effects; for example, MVs isolated from human athero-
sclerotic plaques stimulate endothelial cell proliferation, 
whereas circulating MVs from the same patients do not.7 
As a result, although the information obtained using 
MVs generated in vitro provides important information 
regarding the mechanisms of these vectors, application 
of these results in vivo must still be elucidated. Thus, 
this Review pays particular attention to studies evaluat-
ing the effects of MVs isolated from patients or from 
animal models.

MVs are now implicated in several major fields of 
hepatology. This Review describes studies assessing 
circulating MV levels in patients with liver diseases, 
together with insights into the mechanisms that could 
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Key points

 ■ Microvesicles (MVs) are 0.1–1.0 μm vesicles containing lipids, proteins, RNAs 
and microRNAs; they are formed by budding from the cellular plasma membrane

 ■ Circulating levels of several subpopulations of MVs are increased in patients 
with liver diseases, probably due to enhanced MV production and decreased 
MV clearance, related to the individual liver disorder

 ■ MVs are now implicated at many stages of liver disease progression, including 
liver fibrogenesis, portal hypertension and activation of coagulation

 ■ Several results suggest that MVs have a role in hepatocellular carcinoma 
by conveying information between tumour cells and between tumour and 
neighbouring cells

 ■ High levels of circulating procoagulant MVs have been found in patients with 
acute liver failure and might contribute to normal or hypercoagulable global 
haemostasis in this setting

 ■ MVs have promise as diagnostic and prognostic biomarkers in patients with 
liver diseases

account for these changes. The potential roles of MVs 
in key processes of liver diseases, such as fibrosis, portal 
hypertension, complications of cirrhosis, thrombosis and 
hepatocellular carcinoma, are also presented. If specific 
studies in the context of liver diseases are lacking, we 
postulate on the potential effects of MVs on the basis 
of available data from other organs. Finally, we interpret 
available results and propose clinical situations in which 
MVs could be useful as biomarkers.

Increased MV levels in liver diseases
MVs have been detected in numerous human body 
fluids, including saliva,8 urine,9 bile,10 synovial fluid,11 
vitreous fluid12 and semen,13 as well as in muscles,14 
atherosclerotic plaques7 and liver tissue15 (Figure 2a). 
Nevertheless, most studies have focused on plasma MVs, 
because they are easily accessible. Circulating levels of 
MVs are increased in patients with cardiovascular disor-
ders, thrombosis and cancer.16–18 Over the past ~10 years, 
several groups have measured the levels of circulating 
MVs in patients with liver diseases (Table 1).19–30 The 
increased levels of several subpopulations of circu-
lating MVs reported in these studies are a result of 
increased formation and/or decreased clearance of MVs 
(Figure 2b; Box 2).

Enhanced MV formation
Several causes of liver disease trigger MV production, 
in particular alcohol consumption,31 viral infection32 
and features of the metabolic syndrome including dia-
betes,33 obesity,34 dyslipidaemia35 and physical inactiv-
ity.36 Liver disease itself might also induce MV release, 
as the main processes of MV formation (namely, apop-
tosis and cell activation) are common in this context.37,38 
Furthermore, many stimuli that promote MV release, 
including oxidative stress,39 shear stress,40,41 systemic 
inflammation and bacterial translocation, are present in 
liver diseases (Table 2).10,39,42–49
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Figure 1 | Definitions of microvesicles. Left: Exosomes. Cells release exosomes 
via two mechanisms. In the classic pathway (1), intracellular vesicles appear from 
inward membrane budding and form MVBs before fusing with the PM and being 
released into the extracellular space. The direct pathway (2) involves the release 
of vesicles, indistinguishable from exosomes, directly from the PM without 
involvement of MVBs. Exosomes expose little or no PS at their surface, but harbour 
relatively specific markers. Middle: Microvesicles. Under normal conditions, PS 
is primarily located on the PM inner leaflet. After exposure to a stimulus, PS is 
exposed at the cell surface and cytoskeleton reorganization occurs leading to 
outward blebbing of the PM and release of MVs into extracellular space. However, 
formation of MVs might happen without externalization of PS as some MVs might 
be PS negative. Right: Apoptotic bodies. The early stages of apoptosis are 
characterized by changes in mitochondrial membrane potential and PM asymmetry 
leading to exposure of PS at the cell surface, but without increased cell 
permeability. Later stages of apoptosis are characterized by DNA fragmentation 
and increased PM permeability. Apoptotic cells shrink and can break up into 
smaller apoptotic bodies. Like MVs, apoptotic bodies harbour PS and contain 
various materials from mother cells (PM markers, proteins, RNA and microRNA). 
Unlike MVs, they contain nuclear fragments. Abbreviations: MV, microvesicle; MVB, 
multivesicular body; PM, plasma membrane; PS, phosphatidylserine.

Box 1 | Proposed markers of extracellular vesicles*

Exosomes
Alix, CD9, CD63, CD81, heat shock proteins, TSG101

Microvesicles
Phosphatidylserine (detected using annexin V or 
lactadherin)
Cell type marker
 ■ Leukocyte: CD45, CD11a, CD11b
 ■ Granulocyte: CD66b
 ■ Monocyte: CD14
 ■ Lymphocyte: CD4+ and CD8+ T cells, CD20 (B cell)
 ■ Platelet: CD41a, CD42a, CD42b, CD31+/CD42+, CD61, 

CD62b, CD62p
 ■ Erythrocyte: CD235a
 ■ Endothelial cell: CD31+/CD41–, CD62e, CD51, CD105, 

CD144, CD146

Apoptotic bodies
Phosphatidylserine and/or DNA (detected using 
annexin V or propidium iodide), histones, DNA
*These markers are largely used and the best identified so far, 
although none of them can be considered as 100% specific. 
Abbreviation: TSG, tumour susceptibility gene.
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Decrease in MV clearance
The mechanisms of MV clearance have been reviewed 
elsewhere.5 Under healthy conditions, spleen and liver 
macrophages are the primary contributors to MV clear-
ance from the circulation.5,50,51 Interestingly, several 
lines of evidence show that cirrhosis is associated with 
a defect in macrophage function. Indeed, the function 
of the macrophage Fc gamma receptor is impaired in 
patients with alcoholic cirrhosis and is correlated with 
the degree of liver insufficiency.52 Similarly, macrophage 
dysfunction has been observed in animal models of cir-
rhosis53 and the clearance of certain molecules (radio-
labelled colloid or microaggregated human serum 
albumin) has been shown to be decreased in patients 
with cirrhosis.54,55 As such, we speculate that clear-
ance of MVs might also be decreased in these patients. 
During pathological conditions that are associated with 
elevated levels of circulating MVs, such as endotoxaemia, 
another pathway for MV clearance is ‘turned on’ in the 
liver and lung endothelium.56 As cirrhosis is associated 
with detectable endotoxaemia,42 it would be interesting 
to determine whether this pathway is activated or defec-
tive in cirrhosis. In healthy individuals, platelets are the 
major source of MVs; the reason why platelet-derived 
MVs are not systematically increased in patients with 
cirrhosis is unclear.21,24

MVs and liver fibrosis
MVs and fibrolysis
MVs have been suggested to promote the regression of 
fibrosis in the liver.22 Indeed, circulating levels of T-cell 
MVs are elevated in patients with active hepatitisMVs are elevated in patients with active hepatitisMVs are elevated in patients with active hepa C com-
pared with patients with mild hepatitis C and healthy 
controls. MVs released in vitro from T cells fused with 
hepatic stellate cell (HSC) membranes, leading to an 
upregulation of matrix metalloproteinases MMP1, 
MMP3, MMP9 and MMP13 gene expression; down-
regulation of the gene encoding procollagen-α1(I); 
and blunting of profibrogenic activities of transform-
ing growth factor β1 (Figure 3). Although zymography 
was not performed to confirm these results, the induced 
fibrolytic activity seemed evident with MVs from acti-
vated CD4+ T cells and even higher with MVs from 
activated and apoptotic CD8+ T cells. Basigin (also 
known as CD147 and EMMPRIN) exposed on T-cell 
MVs contributed to the induction of HSC fibrolytic 
activity.22 These results are in-line with previous reports 
showing that MVs generated in vitro from T cells and 
monocytes strongly induce synthesis of matrix metallo-
proteinases in fibroblasts.57 MVs also carry proteases 
themselves, as reported for MVs generated in vitro
from endothelial cells and neutrophils under static con-
ditions.58,59 It should be highlighted that all these results 
have been obtained using MVs generated in vitro and 
tested on cultured cells (Box 3).

Although not yet investigated in the context of 
liver diseases, indirect evidence indicates that MVs 
could also promote fibrolysis via the microRNAs they 
contain.60 MicroRNAs are short noncoding RNAs that 
bind to messenger RNAs to regulate gene expression.61

Circulating microRNAs are transported by MVs, as well 
as by exosomes, lipoproteins and ribonucleoprotein 
complexes (such as Argonaute 2), which protect them 
from rapid degradation by plasma RNAses. A quantita-
tive analysis published in 2012 of circulating microRNAs 
in patients with coronary artery disease showed that 
the majority of plasma microRNAs are associated with 
MVs.62 The profiles of microRNAs in MVs were found 
to be markedly different from those in their maternal 
cells, indicating an active mechanism of selective MV 
‘packaging’.62 Interestingly, MVs released from cultured 
endothelial progenitor cells in vitro prevented tubulo–
interstitial fibrosis and preserved renal function 180 days 
after injection into a rat model of ischaemia–reperfusion 
injury.63 Several convincing experiments have revealed 
that the protective effect of these MVs is based on the 
microRNAs (specifically miR-126 and miR-296) they 
contain.63 Other microRNAs also contribute to the 
regression of fibrosis in the liver, as reviewed elsewhere.60

It has not yet been determined if these microRNAs are 
also harboured by MVs.

MVs and fibrogenesis
Although data show that MVs mitigate liver fibrosis, the 
process seems to be complex (Figure 3). Angiogenesis is 
proposed to promote fibrogenesis in the liver and hepatic 
fibrosis usually decreases when angiogenesis is pharma-
cologically inhibited.64 Angiogenesis is increased by 
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Figure 2 | Microvesicles in liver diseases. a | Transmission 
electron microscopy image of a liver biopsy performed in 
a patient with chronic HCV infection. Within sinusoids, 
erythrocytes can be seen. Insert: presence of vesicles 
(white arrows) of MV size. b | In a healthy individual, the 
formation and clearance of MVs are balanced whereas in a 
patient with a liver disease, MV formation is likely enhanced 
and MV clearance decreased. This imbalance leads to an 
increase in the levels of several MV subpopulations in 
patients with liver diseases. Abbreviation: MV, microvesicle.
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MVs generated in vitro from platelets,65 lymphocytes,66 
or endothelial progenitor cells,67 and by those obtained 
from mouse ischaemic hind-limb muscles.14 The pro-
angiogenic effect of MVs suggests that they promote 
fibrogenesis, a hypothesis supported by data from 
Feldstein and colleagues who observed that hepatocytes 
exposed to saturated, but not monounsaturated, free fatty 
acids released MVs in vitro that induced marked angio-
genesis both in vitro and in vivo, in a manner depend-
ent on the ectoenzyme pantetheinase (also known as 
vanin-1).49 Vanin-1 is found primarily in the liver, kidney 
epithelia and intestine, and has been linked with pro-
motion of cell adherence and migration.49 In a common 
mouse model of dietary-induced steatohepatitis, this 
group detected high levels of h epatocyte-derived MVs 
associated with marked angiogenesis and early liver 
fibrosis. Genetic inhibition of caspase-3 limited the 
increase in circulating hepatocyte-derived MVs and pro-
tected mice from angiogenesis and fibrosis, independ-
ent of lipid accumulation and inflammation.49 Although 
these results are not direct, they suggest that hepatocyte-
derived MVs contribute to angiogenesis and liver fibrosis 
in steatohepatitis.

HSCs are the main precursor of liver myofibro-
blasts and have a key role in fibrosis.68 A pioneer study 
by Diehl and colleagues showed that cultured HSCs 

release MVs that expose Hedgehog ligands on their 
surface. These ligands induce the expression of induc-
ible nitric oxide synthase (iNOS) by primary sinus-
oidal endothelial cells in vitro;10 MVs isolated from the 
plasma or bile of bile-duct-ligated rats also have a similar 
effect.10 iNOS expression in the liver increases in cir-
rhosis,69 and iNOS-deficient mice have less fibrosis after 
chronic carbon tetrachloride administration than wild-
type mice,70 supporting a profibrogenic role for iNOS. 
Therefore, HSC MVs might enhance fibrogenesis by 
inducing iNOS expression.10 Finally, as discussed in a 
later section, MVs have procoagulant properties.71,72 
Results from various studies suggest that coagulation acti-
vation promotes liver fibrosis73 and, as such, MVs might 
also promote fibrogenesis.

In conclusion, the overall effect of MVs on liver fibro-
sis is still unclear and dedicated studies in animal models 
are required to fully elucidate their role. However, such 
studies are hampered by the short half-life of MVs in 
the circulation precluding assessment of their long-term 
effects,5 and by the lack of genetically modified mice that 
are deficient in MV formation without other marked 
defects. An acceptable option would be to use daily injec-
tions of diannexin, an annexin V homodimer that cloaks 
phosphatidylserine residues on the surfaces of MVs and 
acts as an inhibitor of MVs.74

Table 1 | Circulating MVs in patients with liver diseases

Liver disease
(number of patients)

Method Analysed subpopulations of MVs Potential interest of 
MVs as a biomarker

Reference

Hepatitis B (n = 11)
Hepatitis C (n = 25)

FCM Platelets Marker of liver fibrosis 
in chronic hepatitis C

Fusegawa 
et al. (2002)19

Hepatitis C (n = 16)
HCC (n = 8)

FCM Annexin V-positive, endothelial, 
hepatocyte

Marker of HCC and 
post-transplantation 
outcome

Brodsky et al. 
(2008)20

Hepatitis B and C related 
cirrhosis (n = 60)

FCM Platelets ND Sayed et al. 
(2010)21

Hepatitis C (n = 21) FCM Annexin V-positive, lymphocyte, 
macrophages, neutrophils, platelets

Marker of liver 
inflammation and fibrosis

Kornek et al. 
(2011)22

Alcoholic liver disease (n = 20)
Hepatitis C related cirrhosis (n = 9)

FCM Platelets ND Ogasawara 
et al. (2005)23

Hepatitis C (n = 20)
Alcoholic cirrhosis (n = 71)

FCM Annexin V-positive, 
leukoendothelial, lymphocyte, 
platelets, hepatocyte, erythrocyte

Marker of cirrhosis 
severity

Rautou et al. 
(2012)24

NAFLD (n = 67)
Hepatitis C (n = 42)

FCM Annexin V-positive, lymphocytes, 
natural killer T cells or macrophage, 
neutrophils, platelets

Marker of liver 
inflammation

Kornek et al. 
(2012)25

Liver transplantation (n = 19) FCM Platelets Marker of ischaemia–
reperfusion injury

Esch et al. 
(2010)26

Acute liver failure (n = 20) MV PS 
activity assay

PS-positive ND Agarwal et al. 
(2012)27

Acute liver failure with (n = 20) 
and without (n = 20) kidney injury

MV PS 
activity assay

PS-positive ND Agarwal et al. 
(2013)28

Acute liver failure (n = 50) FCM; ISADE™; 
MV tissue 
factor activity

Annexin V-positive, endothelial, 
hepatocyte, monocytes, platelet, 
tissue-factor-positive

Prognostic marker Stravitz et al. 
(2013)29

Acute liver failure (n = 5)
Acute-on-chronic liver failure (n = 5)

FCM Hematopoietic stem cells Marker of acute 
liver insults

Schmelze 
et al. (2013)30

Abbreviations: FCM, flow cytometry; HCC, hepatocellular carcinoma; ISADE™, Invitrox sizing, antigen detection and enumeration (Invitrox, NC, USA); MV, 
microvesicle; ND, not determined; PS, phosphatidylserine.
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MVs and portal hypertension
MVs and intrahepatic vascular resistance
Portal hypertension is a frequent and severe complication 
of cirrhosis, a leading cause of death and an indication for 
liver transplantation. The pathogenesis of portal hyperten-
sion is mainly related to a combination of structural and 
dynamic components that cause an increase in hepatic vas-
cular resistance to portal blood flow.75 The structural com-
ponents include fibrosis, regenerative nodule formation 
and vascular remodelling. The potential role of MVs in 
liver fibrosis has already been discussed. MVs might also 
contribute to vascular remodelling in cirrhosis through the 
release of MVs expressing Hedgehog ligands from HSCs. 
These MVs induce changes in sinusoidal endo thelial cell 
gene expression in vitro, presumably contributing to their 

activation and to sinusoidal remodelling.10 Portal myo-
fibroblasts also release MVs that stimulate angiogenesis 
both in vitro and in mice, in a VEGF-dependent manner, 
thus enhancing vascular remodelling.76

The dynamic components of portal hypertension 
include increased hepatic vascular tone, related to ele-
vated activity of several endogenous vasoconstrictors, 
and reduced bioavailability of intrahepatic vasodilators. 
Of note, cirrhotic livers exhibit reduced nitric oxide 
(NO) availability, owing to decreased endothelial nitric 
oxide synthase (eNOS) activity and increased NO scav-
enging during elevated oxidative stress.75 By contrast, 
liver iNOS expression is greater in the liver of cirrhotic 
rats than in sham controls.69 This contrast is reminiscent 
of the local inhibition of eNOS by iNOS, possibly via NO 
autoinhibition, described in the kidneys.77 As bile-duct-
ligated rats produce MVs that increase iNOS expression 
in sinusoidal endothelial cells (Figure 4),10 MVs might 
promote intrahepatic vasoconstriction via an increase 
in hepatic iNOS expression leading to eNOS inhibition.

MVs and splanchnic arterial vasodilatation
Progressive splanchnic arterial vasodilatation also 
enhances portal blood flow, aggravating and perpetu-
ating portal hypertension. Vasodilation is associated 
with an increased release of vasodilators and a vascular 
hyporesponsiveness to vasoconstrictors. MVs seem to 
contribute to this so-called vascular hypocontractility in 
patients with advanced cirrhosis; indeed, we have shown 
that patients with Child–Pugh B or C cirrhosis have 
increased circulating levels of MVs of leukoendothelial, 
pan-leucocyte, lymphocyte, erythrocyte and hepatocyte 
origin.24 These MVs impair the response of aortic rings 
to vasoconstrictive agents ex vivo, and decrease arterial 
blood pressure in mice via the transfer of phospholipids 
from MVs to endothelial cells. Phospholipid metabo-
lism leads to the formation of prostacyclin, which dif-
fuses abluminally and causes vascular smooth muscle 
relax ation (Figure 4). Although the origin of the MVs 
causing this effect was not identified, it is interesting to 
note that this hyporeactive effect is specific to circulat-
ing MVs in patients with advanced cirrhosis and was not 

Box 2 | Challenges in assessing microvesicles in the portal vein

Analysis of the levels and cell origin of microvesicles (MVs) present in the portal 
and hepatic veins would provide some insight into the role of the liver in MV 
clearance and production. However, obtaining such blood samples suitable for 
MV analysis is complex in patients, as well as in animal models.

In patients, portal blood can be obtained during transhepatic intravenous 
portosystemic shunt (TIPS) placement or revision, or during abdominal surgery. 
TIPS placement is associated with liver injury that immediately activates blood 
coagulation and thus induces a strong release of MVs. Extrapolating results 
obtained from portal vein blood at the time of TIPS revision to what happens in 
patients without TIPS would also be hazardous because of the systemic changes 
associated with TIPS. Besides ethical considerations, data obtained using 
blood drawn from the portal vein at the time of a surgery should be interpreted 
cautiously, as the reason for such a surgery is usually a digestive tract disease, 
which can also induce MV release.

Concerns have also been raised about the use of mouse models. In particular, 
we observed that circulating levels of annexin V-containing MVs are much lower 
in rats with carbon-tetrachloride-induced cirrhosis than in controls injected with 
the vehicle only (Rautou, P.-E. and Boulanger, C. M., unpublished data), which is 
not what has been reported in patients with cirrhosis (Table 1). These low MV 
levels probably result from the high phospholipase A2 activity induced by carbon 
tetrachloride. Indeed, phospholipase A2 is able to hydrolyze phospholipids, such 
as phosphatidylserine or phosphatidylcholine, exposed at the surface of MVs. 
Bile duct ligation seems to be a good chronic liver disease model to study 
MVs (Rautou, P.-E. and Mackman, N., unpublished data). Yet, drawing blood from 
the portal vein of bile-duct-ligated animals without activating coagulation, that is, 
by using a sufficiently large needle, is tricky.

Table 2 | Stimuli of MV release relevant for liver diseases

Stimulus Source of MVs Content of MVs Effect of MVs Study

Oxidative stress Rat primary hepatocye ND ND Miyoshi et al. (1996)39

High shear stress Platelets ND Procoagulant Nomura et al. (2000)43

PDGF BB Rat HSC cell line
Mouse cholangiocyte cell line

Hedgehog 
ligands

Activation of sinusoidal 
endothelial cells

Witek et al. (2009)10

Lipopolysaccharide HCC cell line H22 miRNA let7b Decrease in inflammation Li et al. (2012)48

IL-1-α Endothelial cells Caspase-3 ND Abid Hussein et al. (2005)44

TNF Endothelial cells Tissue factor Procoagulant Szotowski et al. (2007)46

Fas ligand Smooth muscle cells ND Endothelial dysfunction Essayagh et al. (2005)45

Cholesterol Monocytes Tissue factor Procoagulant Liu et al. (2007)47

Fatty acid Primary rat hepatocyte
Human HCC cell line

Vanin-1 Proangiogenic Povero et al. (2013)49

Abbreviations: HCC, hepatocellular carcinoma; HSC, hepatic stellate cell; MV, microvesicle; ND, not determined; PDGF BB, platelet-derived growth factor BB.
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observed with MVs from patients with Child–Pugh A 
cirrhosis or in patients with end-stage renal disease.24 By 
contrast, circulating MVs in patients with septic shock 
increase thromboxane A2 production, which enhanced 
the sensitivity of mouse aorta to vasoconstrictors. 

According to the authors of this study, these findings 
support a role for MVs in protecting against vascular 
hyporeactivity and hypotension in patients with septic 
shock.78 Specific studies to determine the vascular con-
sequences of MVs in patients with cirrhosis and septic 
shock are needed. As the outcome in these patients is 
poorer than in those with septic shock without cirrho-
sis, it is tempting to speculate that the effect of MVs 
related to cirrhosis predominate, enhancing vascular 
hypo reactivity and contributing to the severity of septic 
shock in cirrhosis.

Outside the liver, angiogenesis has been shown to con-
tribute to the formation of portosystemic collaterals and 
increase in splanchnic blood flow.75 Further studies are 
needed to address the role of MVs in this setting.

MVs and the complications of cirrhosis
To date, no direct evidence has shown that MVs have a 
role in the complications of cirrhosis, with the exception 
of portal hypertension, as stated earlier. However, several 
properties of MVs demonstrated in various non-digestive 
diseases suggest that MVs contribute to the develop-
ment of ascites, hepatic encephalo pathy, hepatopulmo-
nary syndrome, portopulmonary h ypertension and 
he patorenal syndrome.

Ascites
Enhanced endothelial permeability in the mesenteric 
vascular bed contributes to the formation of ascites in 
cirrhosis,79 and endothelial MVs might directly increase 
endothelial permeability.80 This effect was initially 
reported in the pulmonary capillaries of C57BL/6 mice 
injected with endothelial MVs.80 By contrast, another 
study found no increase in permeability with MVs gen-
erated following exposure of endothelial cells to exog-
enous activated protein C.81 However, this stimulus is not 
relevant to cirrhosis as protein C is synthesized by the 
liver, and the plasma levels of this protein are decreased 
in cirrhosis.82 MVs have been detected in the ascites of 
patients with ovarian83,84 and colorectal cancer,85 but have 
not been measured in the ascites of patients with cir-
rhosis. In the past, the presence of ascites was consid-
ered to have little or no influence on the homeostasis of 
the peritoneal vasculature. However, this view has been 
challenged by several studies demonstrating that this 
liquid might possess vasodilatory, proinflammatory and 
proangiogenic properties.86–88 Further studies are needed 
to show if MVs contribute to these properties.

Hepatic encephalopathy
Hepatic encephalopathy is a result of astrocyte swell-
ing and is aggravated by systemic inflammation related 
to increased levels of proinflammatory cytokines and 
lipopolysaccharide (LPS).89 These systemic factors 
could interact with the brain parenchyma via the 
endothelial cells of the blood–brain barrier (BBB), in 
barrier-deficient areas, or by stimulation of peripheral 
nerves.90 Some data suggest that MVs contribute to 
hepatic encephalopathy. First, patients with cirrhosis 
and encephalopathy have 3.5-fold more leukoendothelial 
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Figure 3 | Microvesicles in liver fibrosis. Some MVs (pink) promote fibrogenesis 
such as those produced by hepatocytes containing vanin-1 (which induce 
angiogenesis) or those that expose phosphatidylserine and/or tissue factor on their 
surface (activating coagulation). Cholangiocytes and HSCs release MVs containing 
Hh, which might also promote fibrogenesis by increasing iNOS expression. Other 
subpopulations of MVs decrease fibrosis (green). CD147-containing MVs released 
by T cells can be taken up into HSCs and upregulate MMP secretion. MVs containing 
MMP as well as miR-containing MVs released by endothelial progenitor cells might 
also promote fibrolysis. Abbreviations: Hh, Hedgehog ligand; HSC, hepatic 
stellate cell; iNOS, inducible nitric oxide synthase; miR, microRNA; MMP, matrix 
metalloproteinase; MV, microvesicle.

Box 3 | Liver sinusoidal endothelial cells and MV traffic

A key feature of sinusoidal endothelial cells should 
be kept in mind when interpreting the effects of 
microvesicles (MVs) present in the sinusoids on hepatic 
stellate cells or on hepatocytes: fenestrae (open pores 
that act as a dynamic filter). As the diameter of fenestrae 
ranges from 0.05–0.3 μm in humans, only some MVs 
can cross them in the healthy physiological state. Given 
the reported differential effect of MVs according to their 
size, this feature might confound the interpretation 
of consequences of MVs in the liver. The changes in 
fenestrae size in liver diseases further complicate this 
matter. For instance, fenestrae diameter increases 
after exposure to endotoxin. Finally, although MV size 
is defined as ranging from 0.1–1.0 μm whatever the 
species, fenestrae size varies between mice and humans, 
so observations made in one might not apply to the other.
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MVs than those without encephalopathy.24 Second, 
endothelial MVs might increase BBB endothelial cell 
permeability as they were shown to increase pulmonary 
capillary permeability in mice.80 Third, brain endothelial 
cells might release MVs that induce astrocyte swelling. 
Indeed, the conditioned medium of endothelial cells 
pretreated with ammonia, LPS or proinflammatory 
cytokines causes astrocyte swelling.91 As LPS and pro-
inflammatory cytokines are known triggers for MV 
release by endothelial cells (Table 2), astrocyte swelling 
might be mediated by MVs; this hypothesis needs to be 
confirmed in additional studies.

Pulmonary complications
Hepatopulmonary syndrome is defined by the clinical 
triad of chronic liver disease, arterial hypoxaemia and 
intrapulmonary vascular dilatations.92 It is character-
ized by dilatation of precapillary and capillary pulmo-
nary vessels and an absolute increase in the number of 
dilated vessels, suggesting angiogenesis. Although the 
role of MVs in hepatopulmonary syndrome has not 
yet been assessed, it should be considered, because, 

theoretically, MVs modulate the main mechanisms—
pulmonary vasodilation and angiogenesis—involved 
in the development of this syndrome. MVs affecting 
lung vessels could be released by the injured liver and 
reach the pulmonary vasculature via the hepatic veins. 
Alternatively, MVs from the gut could reach the lungs 
through portosystemic collaterals. This latter hypothesis 
suggests that liver detoxification is essential to prevent 
pulmonary vascular dilatation, which is supported by the 
development of hepatopulmonary syndrome in patients 
with type 1 Abernethy malformation (defined as a direct 
connection between the portal vein and the inferior 
vena cava and the absence of a portal vein in the liver).92

Increasing evidence also suggests that MVs have a role 
in the pathophysiology of pulmonary hypertension, 
which might be relevant to the pathophysiology of 
portopulmonary hypertension, as reviewed elsewhere.93

Hepatorenal syndrome
Hepatorenal syndrome is characterized by functional 
renal failure in patients with cirrhosis and ascites. MVs 
from patients with advanced cirrhosis could also have 
a role in hepatorenal syndrome by contributing to sys-
temic and splanchnic vasodilation (a major factor in the 
pathogenesis of this syndrome), as already discussed.24

Moreover, MVs have been shown to induce renal vaso-
constriction in sickle cell disease, a mechanism that 
could also be involved in hepatorenal syndrome.94

MVs and coagulation disorders
MVs are intrinsically procoagulant because they expose 
phosphatidylserine at their surface. Phosphatidylserine, 
an anionic phospholipid, interacts with positively 
charged domains in the clotting proteins such as factors 
VII, IX and X, and prothrombin,71,72 thereby promoting 
the assembly of the clotting cascade. Capture assays use 
this property to quantify levels of MVs. MVs can also 
expose tissue factor (a transmembrane glycoprotein 
that is the primary initiator of the coagulation cascade) 
at their surface. Tissue-factor-bearing MVs are highly 
procoagulant and mostly originate from monocytes.72

Cirrhosis is associated with a procoagulant imbalance 
as shown by the results of thrombin-generation tests 
performed in the presence and absence of thrombo-
modulin.95 In addition, clinical evidence now indicates 
that patients with cirrhosis are not protected from, and 
might even be at increased risk of, extrasplanchnic deep 
vein thrombosis.96 This procoagulant state is thought to 
be a result of two alterations that are typically found in 
patients with cirrhosis: markedly increased factor VIII 
plasma levels (one of the most potent drivers of throm-
bin generation) and a concomitant decrease in protein C 
levels (one of the most potent anticoagulant drivers 
that quenches thrombin generation).97 Even though the 
thrombin generation assay has been very useful to evalu-
ate the coagulation alterations associated with cirrhosis, 
it has several limitations. In particular, it does not take 
into account the procoagulant activity of MVs as it is 
performed after adding exogenous phospholipids and 
tissue factor to plasma to trigger coagulation. Although 
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intrahepatic vasoconstriction associated with cirrhosis. Vascular resistance is 
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Cox-1, cyclo-oxygenase-1; Hh, Hedgehog ligand; HSC, hepatic stellate cell; iNOS, 
inducible nitric oxide synthase; MV, microvesicle; PS, phosphatidylserine.
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at low concentrations, these agents could overwhelm the 
endogenous procoagulant activity of MVs.

The role of phosphatidylserine in the pro   coagu-
lant  imbalance associated with cirrhosis might not  
be significant, as no difference was seen in the levels 
of p hosphatidylserine-positive MVs between patients 
with cirrhosis and healthy controls in one study. 
How ever, another group found increased levels of 
p hosphatidylserine-positive MVs in patients with cirrhosis 
in a smaller patient population.20,24 Tissue-factor-positive 
MVs might have a more important role in the increased 
coagulability associated with cirrhosis than those exposing 
only phosphatidylserine at their surface. Indeed, levels of 
these highly procoagulant MVs are elevated in patients 
with cirrhosis potentially as a result of endotoxaemia, a 
common feature of cirrhosis98 known to induce tissue 
factor expression in monocytic and e ndothelial cells and 
the release of tissue-factor-positive MVs.72,99

Although haemostatic abnormalities are an invari-
able feature of acute liver failure, patients rarely develop 
bleeding complications despite substantially elevated 
international normalized ratio of prothrombin times.100 
Indeed, patients with acute liver failure seem to be 
more prone to thrombosis than to bleeding complica-
tions, and intrahepatic thrombosis might exacerbate 
initial liver injury.101 Studies in patients and in animal 
models suggest that MVs contribute to this surpris-
ingly normal or hypercoagulable global haemostasis 
in acute liver failure.27,29,102 The procoagulant activity 
of MVs due to tissue factor and phosphatidylserine in 
patients with acute liver injury is 38-fold and fourfold 
higher respectively than that in healthy controls.27,29 
Increased levels of procoagulant platelet-derived MVs 
have also been observed in a mouse model of sepsis, 
which is associated with multiorgan failure, includ-
ing the liver.102 When these MVs are reinjected into 
nonseptic mice, they promote thrombi formation in 
the liver. Interestingly, transgenic mice expressing low 
levels of calpain (a protein involved in MV formation) 
not only have decreased levels of procoagulant MVs 
when they are exposed to sepsis as compared with mice 
with normal calpain levels, but also less disseminated 
intravascular coagulation and improved organ function 
and survival.102

MVs and hepatocellular carcinoma
Studies published over the past 5 years assessing levels 
of circulating MVs in large groups of patients with 
cancer did not include patients with hepatocellular car-
cinoma (HCC).17,103 One pilot study investigating MV 
levels in a small group of patients with HCC reported 
associations between tumour size and plasma levels of 
hepatic and endothelial MVs.20 Moreover, MV levels 
progressively decreased once HCC was removed by 
liver transplantation.20

Several groups have investigated the role of MVs in the 
development of cancer104 and some of these findings can 
be tentatively extended to HCC (Figure 4). First, angio-
genesis (a key feature of HCC) was demonstrated to be 
promoted by the transfer of oncogenic proteins by MVs.105  

In vitro experiments revealed that several human cancer 
cells lines produce MVs containing the oncogenic epider-
mal growth factor receptor (EGFR) that could be taken 
up by endothelial cells and enhance angio genesis.105 
Moreover, in mice with human tumour xenografts, 
diannexin reduced the growth rate and microvascular 
density of tumours.105 Second, MVs containing active 
oncogenes (oncosomes) might also serve as vehicles 
for rapid intercellular transfer of transforming activity 
between cells populating tumours. For instance, glioma 
cells expressing a truncated and ongenic form of EGFR, 
called EGFRvIII, release MVs containing this receptor. 
Such MVs can merge with plasma membranes of cancer 
cells lacking EGFRvIII, and so transfer the oncogenic 
activity.106 Third, MVs might also favour multidrug 
resistance, a major cause of unsuccessful cancer treat-
ment. Multidrug resistance is caused by overexpression of 
efflux transporters (such as P-glycoprotein), and MVs can 
transfer P-glycoprotein intercellularly from multidrug-
resistant donor cells to drug-sensitive recipient cells.107 
Moreover, the expression of genes associated with vesicle 
shedding correlates with chemosensitivity profiles.108

In patients with HCC, stromal and vascular invasions 
contribute to tumour progression. MVs containing 
CD147 can be released by T cells as well as by tumour 
cells, thus stimulating expression of matrix metallo-
proteinases in fibroblasts and facilitating tumour inva-
sion and metastasis.22,109 Findings from a study published 
in 2013 indicate that MVs are involved in the acquisition 
of a metastatic phenotype by HCC. MVs released in vitro 
by mouse innate immune cells were taken up by a cul-
tured mouse HCC cell line leading to tumour cell migra-
tion, invasion and attachment to the endothelium in vitro 
and to metastasis when injected into mice.110 This effect 
was mediated by integrin α-M–integrin β-2 (also known 
as CD11b–CD18), an integrin involved in migration 
and cell adhesion, which was transferred from immune 
cells to tumour cells via MVs (Figure 5).110 These results 
indicate that MVs derived from activated innate immune 
cells can act as a ferry to transfer innate molecules to 
tumour cells, leading to tumour metastasis.

MVs could also have anti-tumoral properties as MVs 
generated in vitro from human adult liver stem cells were 
shown to inhibit proliferation and induce apoptosis of 
HCC cells (HepG2 cell line and primary hepatocellu-
lar cells) both in vitro and in mice by delivering micro-
RNAs.111 This biological effect was specific as it was not 
observed with MVs derived from human fibroblasts 
even after they were modified to facilitate their incor-
poration into HCC cells. However, one limitation of this 
study was that the procedure used to isolate the MVs also 
isolated exosomes.

Altogether, these data suggest that MVs stimulate, 
more than inhibit, the development of HCC. This view 
is supported by the inhibition of tumour progression 
induced by diannexin.105

MVs as biomarkers for liver diseases
Portal vein thrombosis is uncommon in patients with 
compensated cirrhosis, but the incidence seems to rise 
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with the severity of liver disease.73 The use of anticoagu-
lants, however, decreases the risk of portal vein thrombo-
sis.112 Biomarkers of the risk of thrombosis could help to 
select patients who can benefit most from anticoagulant 
therapy and avoid exposing patients who have a low risk 
of thrombosis to the complications of this treatment. 
Data from patients without liver disease and the lack of 
increase in annexin V-positive MVs in patients with cir-
rhosis, suggest that phosphatidylserine-positive MVs or 
platelet MVs will probably not be useful as biomarkers.24 
On the other hand, MVs containing tissue factor might 
be more helpful.17,99

Levels of MVs originating from CD4+ and CD8+ 
T cells are increased in patients with chronic hepatitis C, 
whereas levels of MVs from CD14+ and invariant natural 
killer T cells are augmented in patients with NAFLD.25 
This observation might be helpful in identifying the 
cause of liver blood test abnormalities in patients with 
HCV infection and the metabolic syndrome after liver 
transplantation. In this context, MVs could also help to 
exclude acute rejection as after liver transplantation, the 
dynamic course of circulating MVs seems to be modi-
fied by acute rejection.20 Indeed, levels of MVs in the 
plasma in one patient who developed rejection remained 
elevated whereas levels progressively decreased after 
surgery in patients without rejection.20 Other investiga-
tors have shown that miR-146a was upregulated sixfold 

in circulating MVs isolated from rats with acute rejection 
of a liver transplant.113

Circulating MVs are potential noninvasive markers 
of disease severity and activity in chronic hepatitis C, 
NAFLD and cirrhosis,22 but these promising results 
must be validated in independent cohorts. The potential 
added value of measuring plasma MV levels should be 
compared with that of other available noninvasive tools, 
such as transient elastography, NAFLD-fibrosis score and 
MELD score, respectively.

MVs might also be valuable biomarkers for acute liver 
diseases. Plasma MV levels were considerably increased 
in 50 patients with acute liver injury or acute liver 
failure when compared with healthy individuals.29 MV 
levels were associated with the presence of the systemic 
inflammatory response syndrome. Multivariate logistic 
regression analysis showed that MV concentrations were 
independently associated with death and liver transplant-
ation in patients with acute liver failure.29 Most of the 
circulating MVs found in these patients were positive for 
the platelet marker CD41. Thus, MVs with a prognos-
tic value for acute liver failure are not produced by liver 
cells but by platelets, supporting the hypothesis that the 
severity of acute liver failure is related to systemic inflam-
matory response syndrome and coagulopathy. Other 
authors have reported that haematopoietic stem cell MVs 
are increased in patients with acute liver failure.30

Future directions
Marked progress in the field of MVs will be made once 
investigators pay close attention to both the pre analytical 
and analytical conditions for studying these parti-
cles. The efforts made by the International Society on 
Thrombosis and Haemostasis (ISTH) and International 
Society of Extracellular Vesicles (ISEV) over the past 
3 years will hopefully lead to standardization of the iso-
lation procedures and identification and analysis of MVs 
and other extracellular vesicles.1,114 Two ongoing pro-
jects are working on this standardization: the European 
Metrology Research Programme (EMRP) project 
MetVes,115 and the European Cooperation in Science 
and Technology (COST) programme ‘Microvesicles and 
Exosomes in Health and Disease (ME-HAD).1,161

MVs have promise as biomarkers for diagnostic and 
prognostic purposes in patients with acute or chronic 
liver diseases as they are implicated as having roles in 
many stages of livers disease development and progres-
sion. In the future, investigators will have to validate 
these promising results in large independent cohorts of 
patients. Importantly, the added value of MV measure-
ment will have to be compared with other already avail-
able and pertinent biomarkers. Investigators will also 
have to develop new strategies to provide routinely 
available MV assays, so they are no longer restricted to 
expert laboratories. Original approaches will probably 
be developed, including analysis of the cargo of MVs, 
such as microRNAs. From a pathophysiological point of 
view, in vivo studies are urgently needed owing to the 
sometimes contrasting observations made using in vitro 
MVs, as seen in fibrosis.
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Figure 5 | Microvesicles in hepatocellular carcinoma. HCC cells might release MVs 
that interact with neighbouring cells to promote carcinogenesis. Tumoral stroma 
contains fibroblasts, which can favour tumoral progression. Tumour MVs containing 
CD147 induce upregulation of MMPs in fibroblasts, leading to extracellular matrix 
degradation and tumoral invasion. Tumour MVs can also transfer oncogenic forms 
of growth factor receptor or multidrug-resistant proteins to other tumour cells, thus 
propagating an increased proliferative, survival, and/or mitogenic capacity. In 
addition, EGFR, which is upregulated in HCC, could be transferred via tumour MVs 
to endothelial cells to promote angiogenesis to vascularize the growing tumour. 
Non-tumour cells can promote HCC metastasis via release of MVs: innate immune 
cells produce MVs harbouring CD11b–CD18, which can be taken up by HCC cells 
and promote their capacity of migration, invasion, attachment to the 
endothelium and metastasis. Non-tumour cells can also produce MVs with 
antitumoral properties. For instance, stem cells release MVs containing miR that 
inhibit proliferation of hepatic tumour cells. Abbreviations: HCC, hepatocellular 
carcinoma; MDR, multidrug resistant; MMP, matrix metalloproteinase; miR, 
microRNA; MV, microvesicle.
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In the future, MVs might be used as therapeutic 
targets, such as MVs promoting liver tumorogenesis. 
However, specific inhibition of certain types of MVs 
without affecting the mother cell remains tricky. MVs are 
more likely to be used as therapeutic vectors, for instance 
to enhance liver regeneration. Indeed, MVs released by 
human liver stem cells in vitro were able to accelerate 
recovery of liver after hepatectomy in rats.117 This capac-
ity was directly related to the transfer of specific mRNA 
from liver stem cells to hepatocytes by MVs. Labelling of 
MVs with magnetic nanoparticles could be used in the 
future for targeting and concentrating MVs in the liver.50

Conclusions
MVs seem to be active mediators of intercellular com-
munication in liver diseases. On the one hand, the 
injured liver releases MVs that act locally in a para crine 
manner to modulate key processes such as fibrosis, 
angiogenesis, intrahepatic vasoconstriction and tumour 

development. MVs might also target remote organs such 
as the brain and induce hepatic encephalopathy. On the 
other hand, other organs and cells release MVs that 
might influence liver disease development and progres-
sion; for example, MVs produced by circulating cells 
might modulate fibrosis. Several preliminary studies 
have shown that MVs are promising biomarkers for 
liver diseases.
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ABSTRACT   

Liver fibrosis expanding from portal tracts and vascular remodeling are determinant 

factors in the progression of liver diseases to cirrhosis. In the present study, we examined the 

potential contribution of portal myofibroblasts (PMF) to the vascular changes leading to 

cirrhosis. The analyses of liver cells based on the transcriptome of rat PMF compared to 

hepatic stellate cell-derived myofibroblasts in culture, identified COL15A1 as a marker of 

PMF. Normal liver contained rare COL15A1-immunoreactive cells adjacent to the bile ducts 

and canals of Hering in the portal area. A marked increase in COL15A1 expression occurred 

together with that of the endothelial cell marker vWF, in human and rat liver tissue, at 

advanced stages of fibrosis caused by either biliary or hepatocellular injury. In cirrhotic liver, 

COL15A1-expressing PMF adopted a perivascular distribution outlining vascular capillaries 

proximal to reactive ductules, within large fibrotic septa. The effect of PMF on endothelial 

cells was evaluated by in vitro and in vivo angiogenesis assays. PMF-conditioned medium 

increased the migration and tubulogenesis of liver endothelial cells and human umbilical vein 

endothelial cells, and triggered angiogenesis within Matrigel plugs in mice. In co-culture, 

PMF developed intercellular junctions with endothelial cells and enhanced the formation of 

vascular structures. PMF released VEGFA-containing microparticles, which activated 

VEGFR-2 in endothelial cells and largely mediated their proangiogenic effect. 

Cholangiocytes potentiated the angiogenic properties of PMF by increasing VEGFA 

expression and microparticle shedding in these cells. In conclusion, PMF are key cells in 

hepatic vascular remodeling. They signal to endothelial cells via VEGFA-laden 

microparticles and act as mural cells for newly formed vessels, driving scar progression from 

portal tracts into the parenchyma. 
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Fibrosis and tissue remodeling in the liver lead to cirrhosis. Rappaport et al. were the 

first, 30 years ago, to assert that the development of a collateral circulation was determinant in 

the formation of cirrhotic nodules (1). Subsequent studies showed that liver fibrogenesis was 

invariably accompanied by intense vascular proliferation, and that both processes caused the 

remodeling of the liver architecture that leads to cirrhosis (2-4).  

 

Myofibroblasts are the effector cells of fibrosis in all fibrotic diseases. They are 

matrix-producing cells characterized by contractile properties and de novo expression of 

proteins shared with smooth muscle cells, notably alpha-smooth muscle actin (α-SMA) (5, 6). 

Strong evidence indicates that they primarily arise from resident mesenchyme-derived cells 

(7). Hepatic stellate cells (HSC) were the first liver cell type to be identified as a source of 

myofibroblasts in the injured liver (8). HSC are usually recognized in their quiescent state on 

the basis of their vitamin A-containing lipid droplets (8). HSC play an important role not only 

in fibrogenesis, but likely also in the increased wall coverage, vasoconstriction and 

remodeling of the sinusoids involved in portal hypertension (2, 4, 9-11). Culture studies and 

in situ studies of fibrotic livers have indicated that portal mesenchymal cells distinct from 

HSC could give rise to a population of myofibroblasts, that we refer to as portal 

myofibroblasts (PMF) (6, 12-17). However the role of PMF remains poorly defined due to a 

lack of markers clearly distinguishing this cell population from HSC at the stage of 

myofibroblasts.   

 

In virtually all chronic liver diseases, including those in which the primary insult is 

intralobular or perivenular, such as alcoholic or non-alcoholic fatty liver diseases, fibrotic 

scars expand from the portal tracts. This evolution pattern contrasts with the intralobular 

location of HSC and suggests an important role of PMF. In further support of PMF 
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implication, the progression of liver fibrosis to advanced stages is commonly associated with 

the proliferation of ductular cells expanding from the portal area together with the vascular 

proliferation. In the present study, we investigated the potential participation of PMF to liver 

angiogenesis. We specifically addressed the contribution of microparticles, i.e. extracellular 

submicron membrane vesicles that were recently shown to regulate angiogenesis (18). On the 

basis of pangenomic transcriptome analyses, we identified collagen, type XV, alpha 1 

(COL15A1) as a marker of PMF. This new marker allowed us to demonstrate that PMF 

accumulated according to a perivascular distribution in cirrhotic liver. We report that PMF 

promote angiogenesis by interacting with endothelial cells via vascular endothelial growth 

factor A (VEGFA)-containing microparticles, and that this effect is amplified by 

cholangiocytes. These results clearly implicate PMF in the vascular changes associated with 

cirrhosis. 
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METHODS (also see supplemental methods) 

Cell models. Pre-established methods were used to isolate primary rat liver cells, 

including liver sinusoidal endothelial cells (LSEC) (10). PMF and HSC-derived 

myofibroblasts (HSC-MF) were obtained in culture, as described (14, 16). PMF were used 

after one passage (P1), unless otherwise stated. Other models consisted of transformed 

sinusoidal endothelial cells (TSEC) (19), human umbilical vein endothelial cells (HUVEC) 

and normal rat cholangiocytes (NRC) (20). Conditioned medium was harvested from cells 

incubated with serum-free plain culture medium for 24 hours. 

 

Microarray and RT-PCR analyses. PMF and HSC-MF preparations were subjected 

to comparative transcriptomic analyses at P1, with Codelink microarrays (Rat Whole Genome 

Bioarray, GE Healthcare, Amersham BioSciences). The microarray data were analyzed with 

R packages (http://www.bioconductor.org/). Significant differential expression was identified 

by imposing a 5% false discovery rate (FDR) threshold in the significance analysis of 

microarrays (SAM) selection procedure (21). RT-PCR was performed as described in 

supplemental methods (also see supplemental table 1).  

 

Animal models. Male Sprague Dawley rats (200-250 g) underwent bile duct ligation (15), or 

received 1mL/kg CCl4, in a 50% (vol/vol) olive oil solution via the gastric route, twice 

weekly, and were investigated 48 hours after the last administration (Supplemental figure 1). 

All animal procedures were approved by the institutional animal care and use department 

(DSV, Paris, Agreement N° 75-397). 

 

Human tissue samples. Liver biopsy specimens were obtained from patients with 

primary biliary cirrhosis (n=20), at fibrosis stages F1-F2 or F3-F4 (22) or nonalcoholic fatty 
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liver disease (n=31), classified as simple steatosis, nonalcoholic steatohepatitis (NASH) 

without advanced fibrosis or NASH with advanced fibrosis (23). Surgical liver specimens 

were obtained from 5 additional patients with cirrhosis. Histologically normal liver (n=9) was 

obtained from subjects undergoing liver biopsy for unexplained liver test abnormalities or 

liver surgery for tumor resection. 

 

Immunostaining. Serial paraffin-embedded human liver tissue sections were immunostained 

for α-SMA, COL15A1, CD31, cytokeratin 19 (CK19) or fibulin-2. Cell immunofluorescence 

for α-SMA, COL15A1, CD31, pan-cytokeratin or fibulin-2 was also performed. 

 

Angiogenesis assays. Endothelial cell migration was assessed by a chemotaxis filter 

assay. Tube assays were performed with endothelial cells in monoculture or co-cultured with 

PMF. In co-culture experiments, the cells were first labeled with fluorescent cell tracker 

probes. Cell-cell interactions were analyzed by video-microscopy and electron microscopy. 

Angiogenesis was investigated in vivo by Matrigel plug assays in wild-type and 

immunodeficient mice. 

 

Microparticle analyses. Microparticles, identified as vesicles of 0.1 to 1 µm in 

diameter, with phosphatidylserine accessible for annexin V binding on their surface, were 

assayed by flow cytometry, as previously described (24). Microparticles were extracted from 

conditioned medium by centrifugation followed by filtration through filters with 0.1 µm pores 

(25). The effect of microparticles extracted from PMF-conditioned medium was tested 

directly on endothelial cells. In these experiments, microparticles were first labeled with a 

fluorescent cell tracker.  
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VEGF pathway analyses. VEGFA concentrations in PMF-conditioned medium were 

determined by Duoset ELISA for rat VEGFA (R&D Systems). Vascular endothelial growth 

factor receptor-2 (VEGFR-2) and phospho-VEGFR-2 (Tyr1175) were assayed by 

immunoblotting. For Vegfa gene silencing, PMF were transfected using Lipofectamine 

RNAimax, with either Vegfa SiRNA or a non targeting SiRNA (Life Technologies).  

 

Statistics. Student t test was used for comparisons and Spearman’s rank test to 

calculate correlation coefficients. A P value of less than 0.05 was considered significant. 
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RESULTS 

Identification of COL15A1 as a marker of PMF 

We used a PMF rat culture model that we previously established (14, 16). In this 

model, PMF are obtained by outgrowth from bile duct isolates, entirely free of HSC 

contamination, as ascertained by the absence of vitamin A auto-fluorescence (Figure 1A, a 

and a’). In culture conditions favorable to mesenchymal cells, myofibroblastic cells arise and 

proliferate intensely (Figure 1A, b-d). The resulting myofibroblasts, defined as PMF, are 

morphologically discernable (e.g. more elongated) from HSC-MF placed in the same culture 

conditions (Figure 1A, e-h). To identify a marker that would discriminate PMF from HSC-

MF and other cell types in the liver, we compared the transcriptomic profile of PMF with that 

of HSC-MF. Cells were subjected to comparative transcriptomic analysis after one passage 

(P1), when both cell populations were fully differentiated into myofibroblasts and expressed 

α−SMA to the same level (Figure 1A, d and h; figure 1B), using pangenomic microarrays. 

The SAM procedure (21) identified 3,571 genes significantly more strongly expressed in 

PMF than HSC-MF (Supplemental table 2). Most previously reported markers of PMF or 

non-HSC-derived liver myofibroblasts as opposed to HSC-MF were recovered from this 

analysis, including fibulin-2, fibronectin 1 (26), gremlin 1 (27, 28), Thy-1 cell surface antigen 

(28), embigin, erythrocyte protein band 4.1-like 3 (27) and cofilin 1 (16) (Table 1). A new, 

more discriminant marker was also revealed, i.e. Col15a1, which is strongly overexpressed in 

PMF relative to HSC-MF (Table 1 and supplemental table 2).  

 

Next, we tested the specificity of COL15A1 for PMF. We previously showed that 

upon isolation, bile duct preparations, were mainly composed of CK19-positive epithelial 

cells (29). RT-PCR analyses of isolated bile ducts (Figure 1Aa), PMF in primary culture (P0) 
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(Figure 1Ac) and PMF at P1 (Figure 1Ad), showed that the mRNA levels of CK19 declined 

to undetectable levels, whereas those of Col15a1, α-SMA and Col1a1 increased as PMF 

expanded in culture (Figure 1C). Unlike α-SMA, Col15a1 showed no further increase 

between P0 and P1 (Figure 1C), suggesting lesser up-regulation of COL15A1 compared to α-

SMA during myofibroblastic differentiation. No significant amounts of Col15a1 mRNA were 

detected in any of the other liver cell types including hepatocytes, LSEC, Kupffer cells, and 

quiescent or myofibroblastic HSC (Figure 1D). Double staining for COL15A1 and 

cytokeratin showed that soon after isolation, bile duct preparations contained small clusters of 

cells that were distinct from epithelial cells and expressed COL15A1 (Figure 1E). At later 

stages, COL15A1-expressing cells displayed a myofibroblastic appearance, while cytokeratin-

positive cells became undetectable. All PMF at P1 were stained for both COL15A1 and α-

SMA (Figure 1F), although the intensity of COL15A1 staining varied between individual 

cells (also see supplemental figure 2C, left upper panel). These analyses confirmed that 

COL15A1 was undetectable in HSC-MF (Figure 1F and supplemental figure 2C, right upper 

panel). We also performed experiments to determine how COL15A1 compared with fibulin-2, 

previously used marker of PMF (6, 26, 30, 31) . We confirmed by RT-PCR analyses that 

Col15a1 was more discriminant than fibulin-2 to distinguish PMF from HSC-MF 

(Supplemental figure 2A). As opposed to Col15a1, fibulin-2 underwent up-regulation in PMF 

between P0 and P1 (Supplemental figure 2B), suggesting that it is also a marker of PMF 

myofibroblastic activation. Importantly, fibulin-2 protein was detected by immunostaining not 

only in PMF but also, with a different pattern, in HSC-MF (Supplemental figure 2C, right 

lower panel). These results validated the specificity of COL15A1 as a marker for PMF likely 

also expressed by their precursor cells in the liver. 
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PMF expand according to a perivascular pattern in advanced fibrosis 

We examined COL15A1 expression to determine how PMF evolve in injured livers 

and contribute to the progression of hepatic lesions. We found that Col15a1 transcript levels 

increased in the liver of rats following bile duct ligation (BDL) or CCL4 administration, used 

as models of biliary and hepatocellular-related fibrosis, respectively. The progression of 

fibrosis in these models was assessed by Sirius red staining (Supplemental figure 1). In both 

models, the expression of Col15a1 markedly increased at the stage of cirrhosis, i.e. after 6 and 

8 weeks, respectively (Figure 2A, left panels). We analyzed liver tissue samples from patients 

with primary biliary cirrhosis (a disease of biliary origin) and those with nonalcoholic fatty 

liver disease (hepatocellular origin) to assess the involvement of PMF in human fibrotic liver 

disease. COL15A1 expression was similar to that in controls, in samples from cases of 

primary biliary cirrhosis or nonalcoholic fatty liver disease with little or no fibrosis. However, 

in cases of extensive fibrosis or cirrhosis, COL15A1 expression was substantially higher than 

in controls (Figure 2B, left panels). Both in experimental and human liver fibrosis, the 

expression of the endothelial cell marker, von Willebrand Factor (vWF) (32), was also 

increased in correlation with COL15A1 expression (Figure 2, A and B, middle and right 

panels). This suggested a link between PMF accumulation and angiogenesis in the cirrhotic 

process. 

 

Then, we determined the pattern of COL15A1 expression in human liver. Only rare 

COL15A1-immunoreactive cells were detected in the normal liver, consistent with the very 

low levels of COL15A1 transcripts (Figure 3A). These immunoreactive cells were confined to 

the portal area, mainly around bile ducts and the peribiliary vascular plexus; they were also 

found adjacent to the canals of Hering, stained for CK19 (Figure 3A and supplemental figure 
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3) (33). In normal liver, perivascular smooth muscle cells, identified by α-SMA expression, 

and COL15A1-positive cells were clearly distinct (Figure 3A). Cirrhotic livers contained 

abundant COL15A1-immunoreactive cells that also expressed α-SMA (Figure 3, B and C). 

These cells, thus identified as PMF, were outnumbered by myofibroblasts of other type(s), 

and delineated CD31-labeled vascular lumens in capillaries located within fibrotic septa, often 

proximal to CK19-positive proliferative ductules, at the periphery of cirrhotic nodules (Figure 

3, B and C). PMF and endothelial cells were intimately wrapped together around vascular 

lumens (Figure 3, B and C). Similar perivascular distributions of fibulin-2 and COL15A1 

were found on serial sections of cirrhotic liver tissue, although the area of fibulin-2 staining 

was largely extracellular and exceeded that of COL15A1 (Supplemental figure 2D). We also 

performed flow cytometry analyses to verify that all CD31-positive endothelial cells were 

COL15A1-negative (not shown). Overall, these findings supported an important role of PMF 

in angiogenesis associated with cirrhosis formation.  

 

PMF promote the formation of new vessels 

We evaluated the effect of PMF on angiogenic functions of endothelial cells, using P1 

PMF cultures, TSEC, primary rat LSEC and HUVEC. Using a chemotaxis filter assay, we 

found that the migration of TSEC was significantly increased by exposure to conditioned 

medium from PMF (Figure 4A), indicating that PMF may recruit endothelial cells for the 

formation of new vessels. Endothelial cells exposed to PMF-conditioned medium formed 

tubes that were longer and wider than those of cells exposed to control medium; this was true 

for TSEC (Figure 4B), primary LSEC and HUVEC (Supplemental figure 4, A and B). The 

capacity of PMF-conditioned medium to induce angiogenesis was also tested in vivo, using a 

Matrigel plug assay. Seven days after subcutaneous implantation in wild-type C57BL/6J 

mice, plugs prepared with control basal medium contained little or no vessel, whereas plugs 
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prepared with PMF-conditioned medium showed visible vessels (Figure 4C, upper panel). 

The concentration of hemoglobin, a surrogate of vascularization, was significantly higher in 

plugs prepared with conditioned medium than controls (Figure 4C, lower panel). Similar 

results were obtained in Rj:NMRI-Foxn1nu/Foxn1nu immunodeficient mice (data not shown). 

We tested the ability of PMF to form intercellular junctions with endothelial cells in co-

culture. Tubulogenesis, as assessed by tube length and tube width, was greater in the co-

cultures of TSEC with PMF than in cultures of TSEC alone (Figure 4D), and this effect 

increased with higher proportions of PMF (Figure 4E). The labeling of TSEC and PMF with 

different fluorescent cell trackers revealed that both cell types developed wrapping 

interactions and formed tubular networks in these co-cultures (Figure 4D and video-

microscopy in supplemental material). They formed intercellular junctions with each other, as 

shown by electron microscopy. The junction structures consisted of closely apposed cell 

membranes with a narrowed intercellular space characteristic of gap junctions (Figure 4F, left 

panels). Other structures were observed including those composed of a thick inner dense 

plaque on the cytoplasmic face of each bordering cell, typical of desmosomes (Figure 4F, 

right panels). Gap junction communication between endothelial cells and mural cells has been 

shown to be critical for vascular maturation (34), whereas desmosomes provide mechanical 

stability by anchoring cytoskeletal intermediary filaments. 

 

PMF signal to endothelial cells via VEGFA-containing microparticles 

Microparticles are a sub-type of microvesicles, which also include exosomes and 

apoptotic bodies. They are extracellular vesicles, released by outward blebbing of the plasma 

membrane after externalization of phosphatidylserine; they can transfer bioactive molecules 

from one cell to another and thereby serve as vectors for intercellular exchange. 

Microparticles regulate the function of various target cell types, including endothelial cells 
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(18). Flow cytometry analyses demonstrated that PMF secreted microparticles, identified as 

vesicles of 0.1 to 1 µm in diameter, exposing phosphatidylserine (Figure 5A). Microparticles 

were extracted from PMF-conditioned medium and we confirmed by flow cytometry that the 

conditioned medium was thereby depleted of microparticles (Figure 5A). The depletion of 

microparticles from the PMF-conditioned medium significantly reduced its pro-angiogenic 

effects in TSEC tube assays and Matrigel plug assays (Figure 5B). Conversely, microparticles 

extracted from PMF-conditioned medium and added to TSEC in culture induced a significant 

increase in tubulogenesis, providing direct evidence of their pro-angiogenic effect (Figure 

5C). Next, we addressed the contribution of the main angiogenic factor, VEGFA, to this 

effect. We found that microparticle depletion from PMF-conditioned medium caused a 

significant reduction of the VEGFA concentration (Figure 5D). This implies that the 

microparticles released by PMF carried VEGFA, such that VEGFA can be delivered to its 

receptor on target cells. To explore this possibility, microparticles were extracted from PMF-

conditioned medium, labeled with a green fluorescent cell tracker and added to endothelial 

cells in culture. After 24 hours of incubation, cultured cells were washed and examined by 

confocal microscopy. The microparticles produced by PMF had adhered to endothelial cells 

(Figure 5E, left panel).  

We also examined the activation status of VEGFR-2 (i.e. KDR), which mediates the 

pro-angiogenic effect of VEGFA in endothelial cells (35). Endothelial cells exposed either to 

PMF conditioned medium or to microparticles produced by PMF displayed VEGFR-2 

activation, as attested by increased abundance of the proportion phosphorylated (Figure 5E, 

right panel). PMF were transfected with appropriate SiRNA to silence VEGFA: VEGFA 

production was effectively reduced, without affecting the release of microparticles by these 

cells (Supplemental figure 5, A-C). TSEC exposed to microparticles derived from VEGFA-

silenced PMF formed significantly less tubes than those exposed to microparticles derived 
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from PMF transfected with scrambled-SiRNA (Figure 5F); this indicates that the effect of 

microparticles on tubulogenesis was, at least partly, mediated by VEGFA. 

 

Cholangiocytes stimulate the angiogenic activity of PMF. 

Newly formed vessels run together with proliferative ductules in the liver fibrotic 

septa (Figure 3, B and C), and this led to the idea that cholangiocytes may influence PMF-

induced angiogenesis. To test this possibility, PMF were exposed to conditioned medium 

prepared from cultures of NRC. After 30 min, the medium was removed and cells were 

cultured for an additional 24 hours to generate PMF-conditioned medium. The stimulation of 

PMF by NRC increased their pro-angiogenic effect, measured as the response of endothelial 

cells to their conditioned medium in tube assays in vitro and Matrigel plug assays in vivo 

(Figure 6, A and B). By contrast, the conditioned medium from hepatocyte-stimulated PMF 

had no additional effect compared to that of unstimulated PMF on tubulogenesis 

(Supplemental figure 6). NRC-stimulated PMF displayed higher levels of Vegfa gene 

transcripts, secreted more VEGFA protein and produced more microparticles than 

unstimulated PMF (Figure 6, C-E). We infer from these results that cholangiocytes boost the 

pro-angiogenic effects of PMF through an increase in both VEGFA synthesis and 

microparticle formation.
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DISCUSSION 

In cirrhosis, the sinusoidal space ensuring blood supply to the parenchyma is 

decreased, whereas numerous and tortuous new vessels progress together with the fibrous 

repair process around the cirrhotic nodules and bypass the obstructed normal route (1, 2). This 

vascular proliferation contributes to the remodeling of the liver architecture, to collateral flow 

and to portal hypertension (1-4). In the present study, we show that the subpopulation of liver 

myofibroblasts referred to as PMF that arise from portal and periportal mesenchymal cells (6, 

12-17), promote the formation of new vessels driving scar progression from portal tracts into 

the parenchyma. 

 

On the basis of our culture model, we identified COL15A1 as a marker that 

distinguishes PMF from all other cell types in the liver, including HSC (either quiescent or 

myofibroblastic). Unlike α-SMA, COL15A1 seemed to be expressed in quiescent PMF 

precursor cells. Normal liver tissue contained very few COL15A1-positive cells, which were 

adjacent to the bile ducts and canals of Hering in the portal area. These COL15A1-positive 

cells proved able to become highly proliferative PMF, which accumulated at advanced stages 

of tissue damage, both in biliary (BDL and primary biliary cirrhosis) and hepatocellular types 

of liver disorders (CCL4 and NASH). This indicates that the contribution of PMF to 

fibrogenesis is not restricted to biliary fibrosis.  

 

Previous studies demonstrated that COL15A1 provides stability and resilience to 

mechanical forces in the skeletal muscle and microvessels (36). This type of collagen also 

forms a proangiogenic matrix for endothelial cells (37). It has been found in continuous 

capillaries (38), and loss of its expression results in collapsed capillaries in mice (36). In 



 174 

cirrhotic liver, COL15A1 was expressed together with α-SMA in cells thus identified as PMF 

that were outlining capillaries within large fibrotic septa. Likewise, fibulin-2, previously used 

as a marker of PMF (6, 26, 27, 30, 31) has been shown to co-localize with vWF along vessels 

running in the large septa of fibrotic livers (30). We also found a perivascular distribution of 

fibulin-2 in cirrhotic livers, although the area of fibulin-2 staining in these tissues was largely 

extracellular and more extensive than that of COL15A1. Possible explanations are that 

fibulin-2 is less specific for PMF and secreted more abundantly than COL15A1 and/or that 

COL15A1 is expressed at various levels in PMF, or may be restricted to sub-populations of 

PMF. The area of α-SMA staining also largely exceeded that of COL15A1 (Figure 3C, upper 

panels), which is consistent with a major contribution of HSC-MF to the entire population of 

hepatic myofibroblasts, as suggested by HSC fate tracing experiments in mice (39). The 

perivascular distribution of PMF suggested an active role of these cells in the formation of 

new vessels associated with cirrhosis. Proangiogenic properties of HSC-MF have also been 

previously reported (10, 11, 40, 41), although so far, no specific marker in addition to α-

SMA, has been available to distinguish them from PMF in vivo, and thus determine their role, 

relative to that of PMF, in angiogenesis.  

Looking into the mechanisms by which PMF triggered angiogenesis, we could show 

that PMF formed intercellular junctions with endothelial cells and acted as mural cells, 

currently viewed as central in the regulation of vascular formation and stabilization (34, 42). 

We also demonstrated that PMF signaled to endothelial cells through microparticles. In the 

absence of available method to specifically inhibit microparticle action, we performed 

experiments of microparticle depletion from PMF conditionned medium. These experiments 

indicated that the proangiogenic effect of PMF was largely although not exclusively mediated 

by microparticles. Several studies recently highlighted the role of microparticles in liver 

diseases (18, 25, 40). It was shown that liver cell-derived microvesicles composed of 
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exosomes and microparticles could incorporate Hedgehog ligands and induce Hedgehog-

dependent changes in sinusoidal endothelial cells (40). Furthermore, in line with the present 

findings, it has been reported that skin myofibroblasts produced VEGF-containing 

microparticles able to stimulate endothelial cell growth (43). Here, we demonstrated that PMF 

microparticles contained VEGFA and activated VEGF signaling in endothelial cells. VEGF is 

the most important growth and survival factor for the endothelium. VEGF stimulates hepatic 

angiogenesis and fibrogenesis, and there is evidence to indicate that inhibiting the VEGF 

signaling pathway in the injured liver, reduces fibrosis progression, vascular remodeling and 

portal hypertension (3, 11, 44). While only part of the VEGFA secreted by PMF was 

incorporated in microparticles, we suggest that bioactive VEGFA was thereby concentrated 

and transferred from PMF to remote endothelial cells. In support of this possibility, 

microparticles induced intense activation of the VEGF receptor in endothelial cells. In 

addition, VEGFA silencing by SiRNA caused a significant decrease in the proangiogenic 

effect of PMF microparticles, although we cannot formally exclude that SiRNA itself was 

transferred by microparticles from transfected PMF to endothelial cells (45), and thereby 

inhibited VEGFA autocrine secretion.  

 

We found that, via mechanisms yet to elucidate, cholangiocytes enhanced VEGFA 

expression and microparticle secretion by PMF. We used NRC, a model of cholangiocytes, 

which like cells of the ductular reaction have a proliferative phenotype as opposed to those in 

the normal liver (20). This capacity of NRC to boost pro-angiogenic PMF effects could 

account for the combined progression of proliferative ductules and vessels from portal tracts 

into the parenchyma. By releasing platelet-derived growth factor-BB, ductular cells may also 

stimulate the myofibroblastic differentiation, proliferation and migration of PMF (14), and 

also the maturation of newly formed vessels (46). Local tissue hypoxia, a well-established 
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triggering factor of angiogenesis, occurs as a result of microvascular disorders in liver 

diseases (3). Periportal areas are less likely to be exposed to extreme oxygen deprivation than 

perivenous areas, but it is likely that during disease progression, PMF migrate towards 

intralobular hypoxic areas. Of particular interest in this respect, we also found that hypoxia 

increased the expression of VEGF in PMF and enhanced PMF-induced endothelial 

tubulogenesis (not shown). 

 

In summary (Figure 7), COL15A1-positive portal/periportal cells are triggered by the 

pathological microenvironment to proliferate and activate into PMF. Upon activation, 

including by ductular cells, PMF release VEGFA-laden microparticles that promote 

endothelial tubulogenesis. They also act as mural cells, developing close contacts and 

junctions such as gap junctions with endothelial cells, resulting in vessel maturation and 

stabilization. By these mechanisms, PMF can trigger the formation of scar vessels and thereby 

provide the backbone for the deposition of connective tissue and the formation of large 

fibrotic septa in the cirrhotic liver. We may therefore suggest that PMF are key cells in 

hepatic vascular remodeling and in the progression of the scar tissue that delineates cirrhotic 

nodules.  
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FIGURE LEGENDS 

Figure 1.  Validation of COL15A1 as a marker of PMF 

(A, B) Culture models of PMF and HSC-MF. Bile duct preparations and HSC were 

isolated from normal rat liver and placed in the same culture conditions on plastic. A) 

Photographs of the cells viewed by phase-contrast microscopy (a-h) or fluorescence 

microscopy under 328-nm UV excitation (a’ and e’) at the indicated time points. Bile ducts 

were isolated as clusters with no contamination by auto-fluorescent HSC (a and a’). In 

primary culture, PMF arose by outgrowth (b) and proliferated rapidly, before (c) and after one 

passage (d), forming highly elongated myofibroblastic cells (c and d). Immediately after 

isolation, HSC contained dense lipid droplets (e) characterized by auto-fluorescence (e’). In 

primary culture, HSC enlarged, their lipid droplet content decreased (f-g), and after one 

passage, they displayed a myofibroblastic appearence (h). B) HSC-MF and PMF, both at P1, 

equally express α-SMA, as assessed by immunoblotting; α-Tubulin was used as a loading 

control. The results of six independent cell isolates are shown. (C-F) Col15a1 expression was 

analyzed: C) by RT-PCR, together with the expression of CK19, α-SMA and Col1a1, in bile 

ducts freshly isolated from rat liver and in PMF outgrown from these preparations, in primary 

culture (P0) or at P1. The data are reported relative to values for mRNA levels in bile ducts 

and represent the means ± SEM of 4-13 preparations; *P < 0.05 vs. bile ducts; **P < 0.05 vs. 

bile ducts and PMF (P0); D) by RT-PCR, in various cell types derived from rat liver, 

including freshly isolated bile ducts, PMF at P1, quiescent HSC (qHSC), HSC-MF at P1, 

Kupffer cells, hepatocytes and LSEC. The data are reported relative to values for mRNA 

levels in HSC-MF (P1) and represent the means ± SEM of 3-14 preparations; *P < 0.05 vs. 

other cell preparations; E) by double immunofluorescence with pan-cytokeratin (panCK) in 

bile duct preparations at different post-isolation times in culture, showing concomitant 

expansion of COL15A1-reactive cells and disappearance of the epithelial cells, with no 
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overlap between the two cell populations (z images representative of at least 6 independent 

cell preparations are shown) ;F) by double immunofluorescence with α-SMA in PMF and 

HSC-MF at P1, showing COL15A1 immunoreactivity in all α-SMA-positive PMF (P1), 

whereas such immunoreactivity was undetectable in α-SMA-positive HSC-MF (P1); bar 

scale: 50 µm. 

 

Figure 2. Combined PMF and endothelial cell accumulation in advanced liver 

fibrosis. 

Hepatic expression of COL15A1 and vWF, used as markers of PMF and endothelial 

cells, respectively, was measured by RT-PCR: (A) in liver tissue samples from bile duct-

ligated and CCL4-treated rats at the indicated time points. The values reported are normalized 

to the values for mRNA in controls (i.e. sham-operated and vehicle-treated rats, respectively) 

and are means ± SEM for 4-15 animals; and (B) in liver biopsy specimens from patients with 

primary biliary cirrhosis or nonalcoholic fatty liver disease, at different stages of disease. The 

values reported are normalized to the values for mRNA in controls with histologically normal 

liver and are means ± SEM for 6-11 subjects; *P < 0.05 vs. controls. Correlations between 

COL15A1 and vWF mRNA levels are shown in right panels.  

 

Figure 3. Perivascular pattern of PMF accumulation in cirrhosis. (A, B) Serial 

tissue sections of normal and cirrhotic human liver were subjected to COL15A1, CK19, 

CD31 and α-SMA immunostaining. (A) In normal liver, rare COL15A1-immunoreactive 

cells (upper panel), shown by arrows and arrowheads on serial sections (left lower panels) 

were located in the portal area, adjacent to the bile ducts and canals of Hering (arrow and 

arrowheads, respectively), stained for CK19, and around the peribiliary vascular plexus, 

stained for CD31. They were distinct from vascular smooth muscle cells, stained for α-SMA. 
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(B) In cirrhotic liver, COL15A1-immunoreactive cells were detected in large numbers (upper 

panel); they were co-localized with α-SMA, mainly around thin-walled vessels stained for 

CD31 within large fibrotic septa. Their localization was proximal to CK19-stained ductular 

cells. (C) Double immunofluorescence was also performed in human cirrhotic liver, showing 

that COL15A1-reactive cells co-expressed α-SMA (upper panels) while the area of α-SMA 

staining exceeded that of COL15A1; COL15A1-reactive cells were proximal to CK19-

positive ductules (middle panel), and wrapped around CD31-positive endothelial cells (lower 

panels); projections and a magnified z image (inset) are shown. 

 

Figure 4. Pro-angiogenic interactions of PMF with endothelial cells. The 

angiogenic properties of PMF were investigated (A-C) by testing the effect of their 

conditioned medium (PMF-CM) A) on chemoattraction of TSEC in a chemotaxis filter assay. 

Endothelial cells that transmigrated through the filter in the presence of control medium or 

PMF-CM were stained with DAPI and counted under an epifluorescence microscope (n=15); 

B) on tube formation by TSEC. After incubation of TSEC in the presence of control medium 

or PMF-CM in a tube assay, tube length (----) and tube width (inset, ><) were measured under 

a phase-contrast microscope (n=7); C) on angiogenesis in vivo. C57BL/6J mice were given a 

Matrigel implant containing either control medium or PMF-CM, in each flank. After 7 days, 

the Matrigel plugs were explanted and the hemoglobin concentration was measured (n=15). 

Macroscopic views are representative of all explanted Matrigel plugs. (D-F) Angiogenesis 

was also analyzed by tube assays in co-culture, using different ratios of TSEC and PMF; 

TSEC monoculture served as a control and the same total number of cells was used in all 

conditions. D) Tubes were examined with a phase-contrast microscope for the determination 

of measures, or with a spinning disk microscope, for the visualization of TSEC and PMF 

labeled with red and green fluorescent cell trackers, respectively (n=5); E) Dose-dependent 
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effect of PMF proportion on tube formation in co-culture with TSEC (n=3); F) Tubes 

obtained with 1/4 PMF, were examined by electron microscopy demonstrating gap junctions 

(left) and desmosomes (right) between PMF and TSEC; scale bar without legend: 1 µm. 

Quantification of tubulogenesis was performed using photographs at x10 magnification. All 

quantitative data are shown relative to the relevant control values, arbitrarily set at 1 in each 

experiment, and represent means ± SEM; *P < 0.05. 

 

Figure 5. Effects of microparticles released by PMF in angiogenesis.  

Microparticles were extracted from PMF-conditioned medium (PMF-CM) by 

centrifugation and filtration. (A) The presence of microparticles in PMF-CM and efficacy of 

the extraction procedure were ascertained by flow cytometry (n=12). (B) The pro-angiogenic 

effects of PMF-CM before and after the removal of microparticles were compared, by TSEC 

tube assay (left panel; n=7) and by Matrigel plug assay in C57BL/6J mice (right panel; n=7). 

(C) Microparticles extracted from PMF were resuspended in DMEM, and their effects were 

tested in comparison with control plain medium on tube formation by TSEC (n=3). (D-F) To 

test for the involvement of the VEGF pathway in the effect of microparticles: D) the 

concentrations of VEGFA were measured by ELISA in PMF-CM before and after the 

removal of microparticles (n=7); E) TSEC were incubated with microparticles previously 

labeled with a fluorescent green cell tracker. After 24 hours, the cells were labeled with anti-

CD31 (red) and Draq5 nuclear marker (blue), and examined for micoparticle entrapment with 

a confocal microscope, bar scale: 15 µm (left); cells incubated for 20 min with PMF-CM or 

PMF microparticles were subjected to (phospho)VEGFR-2 immunoblotting, using β-catenin 

as a loading control (right); F) PMF were transfected either with scramble or Vegfa SiRNA, 

and after 3 days, their microparticles were isolated by centrifugation and tested on TSEC in 

tube assays (n=5). All quantitative data reported are means ± SEM; *P < 0.05. 
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Figure 6. Stimulation of PMF pro-angiogenic effects by cholangiocytes.  

PMF were pre-incubated with the conditioned medium from NRC or control medium 

and the effects of the resulting conditioned media (PMF-CM (NRC+) and PMF-CM (NRC-)) 

were compared (A) on tube formation by TSEC in tube assays (n=6) and (B) on angiogenesis 

assessed by Matrigel plug assays in mice (n=20). PMF exposed or not exposed to NRC-

conditioned medium were compared for (C) Vegfa expression, assessed by RT-PCR (shown 

relative to the mean value in (NRC-) cells; n=6); (D) VEGFA secretion, quantified by ELISA 

of the supernatant (n=7); (E) microparticle release, quantified by flow cytometry analysis of 

the cell supernatant (n=10). All quantitative data reported are means ± SEM; *P < 0.05. 

 

Figure 7. Model of PMF expansion and contribution to vascular remodeling in 

the fibrotic/cirrhotic liver.  

The normal liver contains a small number of COL15A1-positive cells adjacent to the 

bile ducts and canals of Hering, in the portal area. In fibrotic liver, COL15A1-positive cells 

give rise to proliferative PMF. PMF signal to endothelial cells via VEGFA-laden 

microparticles and act as mural cells of the newly formed vessels. Thereby, PMF promote 

vascular remodeling and drive scar progression from portal tracts into the parenchyma, 

leading to the formation of cirrhotic nodules. The role of HSC-MF (not shown for clarity) in 

the process remains to be determined. 
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RÉSUMÉ 
Dans les maladies chroniques du foie, l’angiogenèse et la fibrose sont étroitement liées. Nos 
précédents travaux ont permis de montrer que les myofibroblastes portaux (MFP) 
contribuaient de façon importante à la fibrogenèse hépatique. L’objectif de ma thèse était de 
déterminer si les MFP pouvaient aussi contribuer à l’angiogenèse hépatique. Nous avons 
identifié un nouveau marqueur spécifique des MFP, le collagène XV, grâce auquel nous 
avons pu mettre en évidence une prolifération des MFP dans des stades avancés de fibrose, à 
la fois dans des modèles animaux et chez les patients atteints d’hépatopathie chronique. Cette 
prolifération des MFP était corrélée à celle des cellules endothéliales. Dans le foie cirrhotique 
humain, les MFP présentaient une distribution périvasculaire, entourant les capillaires à 
proximité de la réaction ductulaire. L’effet des MFP sur les cellules endothéliales a ensuite été 
évalué par des tests d’angiogensèse in vitro et in vivo. Le milieu conditionné des MFP 
augmentait la migration et la tubulogenèse des cellules endothéliales et stimulait 
l’angiogenèse dans les implants de Matrigel chez la souris. En co-culture, les MFP 
developpaient des jonctions intercellulaires avec les cellules endothéliales et augmentaient la 
tubulogenèse. Nous avons montré que les MFP secrétaient des microparticules contenant du 
VEGF-A, capables d’activer VEGFR-2 dans les cellules endothéliales et de médier leur effet 
pro-angiogénique. Enfin, les cholangiocytes étaient capables d’accroître l’effet pro-
angiogénique des MFP. En conclusion, les MFP jouent un rôle clef dans le remodelage 
vasculaire associé à la fibrose hépatique.  
 
Mots-clés : myofibroblastes portaux, angiogénèse, fibrose hépatique, collagène XV, cellule 
endothéliale sinusoïdale, VEGFA 
 
 

Portal myofibroblasts : angiogenic function and involvement in progression of 
liver fibrosis 
 
ABSTRACT :  
Liver angiogenesis and fibrogenesis are closely linked and most of studies have shown that 
angiogenesis could worsen fibrosis in chronic liver diseases. Our previous works have 
demonstrated that portal myofibroblasts (PMF) greatly contributed to liver fibrogenesis. The 
aim of this present work was to determine if PMF could also contribute to liver angiogenesis. 
We identified collagene XV (col15a1) as a new specific marker for PMF. In vivo, we 
observed PMF proliferation (measured by expression of col15a1) at advanced stages of 
fibrosis both in liver from animals models ( CCl4 and BDL) and in livers from patients with 
chronic liver disease (primary biliary cirrhosis and non alcoolic fatty liver disease). PMF 
proliferation was correlated with endothelial proliferation. In human cirrhotic liver, PMF were 
located around vessels in fibrotic septa, in proximity to ductular reaction. PMF effects on 
endothelial cells were assessed in angiogenic tests in vitro and in vivo. PMF conditioned 
medium enhanced migration and tubulogenesis of endothelial cells and stimulated 
vascularization of matrigel plugs in mice. In coculture, PMF developed junctions with 
endothelial cells (demosomes and gap junctions) and enhanced endothelial tubulogenesis. We 
showed that PMF secreted VEGFA containing microparticles, able to activate VEGFR-2 in 
endothelial cells and to mediate their angiogenic function. Cholangiocytes could increase 
PMF angiogenic properties by stimulating VEGFA expression and microparticles secretion. 
In conclusion, PMF, studied with a new marker, col15a1, are key cells in hepatic vascular 
remodeling. 

 
Key words : portal myofibroblasts, angiogenesis, liver fibrosis, collagene XV, liver 
endothelial cell, VEGFA 


