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PREAMBULE 

La moelle osseuse hématopoïétique représente le site majeur de la mégacaryopoïèse 

et de la thrombopoïèse chez l’adulte. Plus précisément, la moelle osseuse peut être définie 

sur un plan structurel, anatomique et fonctionnel. D’un point de vue structurel, la moelle 

osseuse est définie comme une structure tridimensionnelle s’étendant du compartiment 

ostéoblastique à la niche vasculaire. Les vaisseaux sinusoïdes constituent le prolongement 

de cette niche vasculaire. D’un point de vue anatomique et histologique, la moelle osseuse 

est composée de nombreux types de cellules: des cellules présentes dans le compartiment 

ostéoblastique (ostéoblastes, ostéocytes …) et des cellules présentes dans la niche vasculaire 

(cellules endothéliales …). D’un point de vue fonctionnel, la moelle osseuse est 

perpétuellement active via les cellules constituant le microenvironnement afin de réguler les 

différentes fonctions des cellules souches hématopoïétiques (maintien en quiescence, auto-

renouvellement, entrée en différenciation). En effet, les contacts cellule/cellule ainsi que les 

contacts cellule/substrat mis en jeu au sein de la moelle osseuse permettent de maintenir 

constants les facteurs extrinsèques et intrinsèques nécessaires à ces différentes fonctions. 

Plusieurs équipes tentent de comprendre par des études in vivo le comportement des 

cellules du microenvironnement de la moelle osseuse et notamment, leur implication dans 

la niche hématopoïétique, concept encore largement controversé [1-3].  

 

Ainsi, toutes ces caractéristiques du microenvironnement de la moelle osseuse sont très 

largement impliquées dans la différenciation des cellules souches hématopoïétiques en 

mégacaryocytes ainsi que dans la migration de ces derniers vers les vaisseaux sinusoïdes 

pour permettre le processus de thrombopoïèse, processus permettant la libération de 

plaquettes sanguines dans la circulation. Plusieurs équipes tentent de mimer in vitro les 

compartiments de la moelle osseuse (compartiment ostéoblastique et niche vasculaire) ainsi 

que les forces de cisaillement du flux sanguin, nécessaires à la libération des plaquettes dans 

la circulation. Plus particulièrement, ces équipes utilisent des biomatériaux en combinaison 

avec des cellules/molécules retrouvées dans le microenvironnement de la moelle. Ceux-ci 
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sont possiblement associés à des systèmes microfluidiques dans le but d’étudier les 

processus de migration des mégacaryocytes, d’élongation des proplaquettes et de libération 

des plaquettes. La plupart de ces travaux ont d’ailleurs démontré l’importance de ces 

systèmes dans l’amélioration de la production plaquettaire in vitro [4-7]. Néanmoins, ces 

études ne caractérisent pas le processus de différenciation et de maturation 

mégacaryocytaire menant à l’augmentation de la production plaquettaire in vitro. De même, 

aucune caractéristique fonctionnelle in vivo de ces plaquettes n’a été réalisée.   

 

Dans ce but, notre travail s’est concentré sur la caractérisation de ces différents points. Pour 

se faire, nous avons choisi d’utiliser d’une part des biomatériaux tridimensionnels constitués 

de polysaccharides mimant la structure de la moelle osseuse afin d’étudier la différenciation 

mégacaryocytaire in vitro à partir de cellules souches hématopoïétiques (Article I). D’autre 

part, l’utilisation d’un système de microfluidique mimant les forces de cisaillement élevées 

retrouvées dans la microcirculation [8] nous a permis d’étudier la production plaquettaire in 

vitro en conditions de flux, à partir de mégacaryocytes humains et murins. Par la suite, nous 

avons analysé la fonctionnalité in vitro et in vivo de ces plaquettes produites in vitro (Articles 

I et II).  

 

Ce manuscrit est constitué d’une introduction comprenant 1) les cellules souches 

hématopoïétiques et la mégacaryopoïèse, 2) la thrombopoïèse, la physiologie des plaquettes 

sanguines et les pathologies plaquettaires et 3) les approches expérimentales pour 

l’amélioration de la production plaquettaire in vitro. Cette introduction est suivie d’une 

partie « résultats » comprenant les deux articles puis d’une discussion et de perspectives.  
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CHAPITRE 1: CELLULES SOUCHES HEMATOPOÏETIQUES ET 

MEGACARYOPOÏESE 

 

La mégacaryopoïèse constitue l’ensemble des mécanismes permettant d‘assurer un 

remplacement continu et régulé des mégacaryocytes (MK). Ce processus bien défini 

conduisant à la différenciation des cellules souches hématopoïétiques (CSH) en MK matures 

se déroule au sein de la moelle osseuse hématopoïétique. Ce premier chapitre a pour but de 

présenter succinctement la structure de la moelle osseuse hématopoïétique, de définir le 

terme de CSH et de décrire la différenciation mégacaryocytaire ainsi que les protocoles 

d’études in vitro existants sur ce sujet.  

 

I. Structure de la moelle osseuse hématopoïétique  

 

La moelle osseuse est constituée de deux types de moelle : une moelle rouge et une 

moelle jaune qui demeurent respectivement, active et inactive d’un point de vue 

hématopoïétique [9]. La moelle osseuse hématopoïétique forme une structure 

tridimensionnelle (3D) s’étendant entre deux compartiments : le compartiment 

ostéoblastique et la niche vasculaire (Figure 1). Ces compartiments jouent un rôle majeur 

dans la régulation des CSH et forment la niche hématopoïétique [10, 11].  

 

Compartiment ostéoblastique 

Ce compartiment délimitant la partie osseuse de la moelle est constitué d’os spongieux et 

forme un réseau de lamelles osseuses appelées trabécules. Ces régions trabéculaires 

s’organisent en petits espaces appelés logettes où sont regroupées les CSH les plus 

immatures [12]. Au sein de ce compartiment ostéoblastique sont retrouvés différents types 

cellulaires tels que les ostéoblastes d’origine mésenchymateuse et localisés près des 

trabécules, les ostéoclastes d’origine hématopoïétique (monocytaire) ou encore les 

ostéocytes retrouvés dans la matrice extracellulaire [13, 14]. La matrice extracellulaire forme 

un réseau de fibrilles formées notamment de collagènes permettant de stabiliser le contenu 

des logettes et ainsi l’accrochage des CSH. Cette matrice extracellulaire forme avec les 
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cellules stromales d’origine mésenchymateuse, le stroma médullaire. Ce compartiment 

ostéoblastique par le biais des différents types cellulaires le constituant est primordial dans 

le maintien en quiescence des CSH [11, 15, 16].   

 

Niche vasculaire 

La niche vasculaire constitue le prolongement du compartiment ostéoblastique et est 

délimité par l’endothélium vasculaire sinusoïde [17]. Dans cette niche sont retrouvés les 

progéniteurs et précurseurs hématopoïétiques engagés dans une voie de différenciation à 

l’origine des plaquettes, des globules rouges ou encore des globules blancs. Diverses cellules 

telles que les cellules endothéliales, les mégacaryocytes ou encore les cellules souches 

mésenchymateuses (CSM) permettent de réguler la prolifération et différenciation des 

progéniteurs au sein de cette niche [10, 18].     

 

 
Figure 1: Représentation schématique de la structure de la moelle osseuse et des vaisseaux sinusoïdes 
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Ces deux compartiments de la moelle osseuse forment la niche hématopoïétique [10, 11]. 

Cette notion de « niche hématopoïétique » a été définie par Schofield en 1978 comme étant 

un lieu d’hébergement des CSH [19]. Bien qu’il soit admis aujourd’hui que les différentes 

fonctions des CSH soient contrôlées par le microenvironnement de la moelle osseuse, des 

controverses demeurent sur le rôle de chaque constituant cellulaire et/ou moléculaire. Ainsi, 

il existe actuellement différents modèles de niche hématopoïétique impliquant divers types 

cellulaires tels que les ostéoblastes, les ostéoclastes, les CSM, les monocytes ou encore les 

MK [10] (Figure 2). Au niveau ostéoblastique, des travaux soulignent une implication des 

ostéoblastes [20, 21] et des cellules stromales [22] dans la régulation de la taille et du 

nombre de CSH. De plus, les ostéoblastes sécrètent des facteurs telles que l’angiopoïétine ou 

la thrombopoïétine favorisant le maintien des CSH [23, 24]. CXCL12 (CXC-chemokine ligand 

12) également sécrété par les ostéoblastes, régule la migration et la localisation des CSH 

[25]. De même, le remodelage de l’os par ces cellules (ostéoblastes et ostéoclastes) induit 

une augmentation de la concentration en calcium également connu pour influencer la 

localisation des CSH au sein du compartiment ostéoblastique [26]. D’autres types cellulaires 

tels que les cellules réticulaires ou les CSM sont également impliqués dans cette niche  [27, 

28]. 

Il a également été suggéré une implication des cellules présentes au sein de la niche 

vasculaire dans l’auto-renouvellement, le maintien et la localisation des CSH [11, 29]. De 

même que dans le compartiment ostéoblastique, des cellules réticulaires sont présentes 

dans la niche vasculaire. Celles-ci sécrètent de grandes quantités de CXCL12 régulant le 

maintien des CSH [27]. Ce facteur également exprimé par les cellules endothéliales favorise 

la migration des CSH dans la niche vasculaire [30, 31]. Les cellules endothéliales jouent aussi 

un rôle essentiel dans l’auto-renouvellement des CSH notamment par le biais de la E-

sélectine [32, 33]. Plusieurs études ont également souligné l’implication des MK, localisés 

prés des sinusoïdes de la moelle osseuse [34], dans le maintien des CSH et le processus 

d’hématopoïèse [35-37].  
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Figure 2: Modèles de régulation des CSH au sein de la moelle osseuse (D’aprés [10]) 

Différentes hypothèses de régulation des fonctions des CSH (quiescence, auto-renouvellement, 
entrée en différenciation) sont proposées. (A) Les niches ostéoblastique et vasculaire contribuent 
distinctement à la régulation du maintien en quiescence des CSH. (B) Les niches ostéoblastique et 
vasculaire régulent différemment les CSH : la première est impliquée dans le maintien en quiescence 
et la seconde dans l’auto-renouvellement et l’entrée en différenciation. (C) Une seule niche 
hématopoïétique régule le maintien des CSH prés du compartiment ostéoblastique en faisant 
intervenir des cellules du compartiment ostéoblastique et de la niche vasculaire. 

 

Ainsi, le concept de niche hématopoïétique demeure complexe avec une association de deux 

niches (ostéoblastique et vasculaire) renfermant différents types cellulaires. Toutes ces 

cellules participent aux mécanismes (contact cellule/cellule, expression de facteurs 

solubles…) nécessaires au maintien des CSH et au processus d’hématopoïèse. 
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II. Cellules souches hématopoïétiques  

 

Toutes les cellules sanguines (plaquettes, globules rouges, globules blancs) ont pour 

origine les CSH de la moelle osseuse [38]. Les CSH présentent de nombreuses 

caractéristiques permettant d’assurer le renouvellement continu et régulé de ces cellules 

sanguines tout en maintenant l’homéostasie des tissus (moelle osseuse et sang).  

 

1. Historique 

 

Les CSH ont été mises en évidence en 1961 par Till et McCulloch et ne représentent 

qu’un faible pourcentage des cellules de la moelle osseuse (environ 0,001%). Ces cellules 

souches proviennent d’hémangioblastes qui de par leur caractère bipotent sont capables de 

donner d’une part, les cellules endothéliales et d’autre part, les CSH retrouvées dans la 

moelle osseuse [39]. Ces dernières sont les premières cellules véritablement impliquées 

dans les lignages hématopoïétiques adultes. 

 

2. Marqueurs des cellules souches hématopoïétiques  

 

Les CSH n’expriment pas les marqueurs de surface spécifiques des lignages 

hématopoïétiques tels que le CD42b (MK et plaquettes), le CD11b (granulocytes et 

monocytes), le B220 (lymphocytes) ou encore le Ter119 (lignée érythrocytaire). Il est tout de 

même possible de les identifier et de les classifier par rapport aux cellules engagées 

(progéniteurs hématopoïétiques) grâce à la mise en évidence de marqueurs phénotypiques. 

Il existe des différences notables entre les marqueurs de surface des CSH de l’homme et de 

la souris [40, 41].  

 

Marqueurs humains 

Chez l’homme, le marqueur de surface le plus utilisé et le premier à avoir été mis en 

évidence est l’antigène CD34 [42]. Bien que cet antigène puisse être impliqué dans la 

régulation et la localisation des CSH au sein de la moelle osseuse [43], son rôle précis est 

encore mal connu. De plus, il est important de noter que les cellules CD34+ représentent non 
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seulement la population de CSH (1-10%) mais également celle des progéniteurs 

hématopoïétiques (90-99%). En effet, de nombreuses cellules CD34+ co-expriment l’antigène 

CD38 et sont donc classifiées de progéniteurs. Seules les cellules CD34+/CD38- nommées LT-

CSH (Long Term-CSH) sont capables de reconstitution hématopoïétique à long terme [44]. A 

l’inverse, les ST-CSH (Short Term-CSH encore appelées MPP pour multipotent progenitors) 

n’expriment que faiblement le CD38 (CD34+/CD38low) et ne sont capables de reconstituer 

que sur une courte période de quatre à douze semaines [45]. L’absence de l’antigène 

CD45RA à la surface des LT-CSH permet également de les discriminer des ST-CSH [46]. 

D’autre part, ces deux populations de CSH (LT-CSH et ST-CSH) présentent l’antigène CD90 

(Thy1) à leur surface [47]. Enfin, bien que permettant d’enrichir les CSH, l’antigène CD133 

présentant un profil d’expression similaire à l’antigène CD34 ne permet pas de discriminer 

ces deux populations [48]. Finalement, les LT-CSH humaines représentent les cellules Lin-

/CD34+/CD38-/ CD45RA-/CD90+ (Tableau 1).  

 

LT-CSH ST-CSH (MPP) 

Lin- Lin- 

CD34+ CD34+ 

CD38- CD38low 

CD45RA- CD45RA+ 

CD90+ CD90+ 

Tableau 1: Marqueurs phénotypes des populations de CSH humaines 

 

Marqueurs murins 

De même que les CSH humaines, les CSH murines sont retrouvées dans la fraction Lin-. 

Comme expliqué précédemment, ces cellules n’expriment pas les marqueurs de surface 

retrouvés dans les cellules en différenciation. Ainsi, lors de l’isolement des CSH murines ou 

d’études en cytométrie en flux, il est nécessaire d’exclure ces cellules en différenciation 

grâce aux anticorps anti-CD5 (lymphocytes T), anti-CD4 (lymphocytes T), anti-CD11b 

(granulocytes et monocytes), anti-B220 (lymphocytes B), anti-Mac (leucocytes), anti-Gr1 

(granulocytes) et anti-Ter119 (lignée érythrocytaire). Après déplétion de ces progéniteurs, la 

population de cellules LSK (Lin-/Sca+/c-kit+) peut être mise en évidence. Cette population 

cellulaire ne représente que 0,1% de la moelle osseuse [49, 50]. Bien qu’une implication de 
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Sca dans l’auto-renouvellement des CSH ait été montrée [51], le rôle précis de ces 

marqueurs est encore peu connu. Ces cellules LSK expriment également l’antigène CD150. 

Contrairement aux CSH humaines, seule la population de ST-CSH exprime l’antigène CD34; la 

population LT-CSH est négative pour cet antigène. De même, les LT-CSH n’expriment pas 

l’antigène FLk2 contrairement aux ST-CSH (Tableau 2). En conclusion, les LT-CSH murines 

présentent le phénotype suivant : Lin-/Sca+/c-kit+/CD34-/CD150+/FLk2- et sont capables de 

reconstitution hématopoïétique à long terme [17, 52]. Ces LT-CSH engagées en 

différenciation donnent naissance aux ST-CSH ayant pour phénotype Lin-/Sca+/c-

kit+/CD34+/CD150+/FLk2+ et possédent un potentiel d’auto-renouvellement plus restreint 

[15].  

 

LT-CSH ST-CSH 

Lin- Lin- 

Sca+ Sca+ 

c-kit+ c-kit+ 

CD34- CD34+ 

CD150+ CD150+ 

FLk2- FLk2+ 

Tableau 2: Marqueurs phénotypiques des populations de CSH murines 

 

3. Fonctions des cellules souches hématopoïétiques et leurs régulateurs  

 

3.1. Fonctions 

 

Les cellules souches totipotentes représentent les cellules dont le potentiel permet 

de générer toutes les types cellulaires de l’organisme. Les cellules souches pluripotentes, 

elles, sont capables de se différencier dans tous les types cellulaires d’un même tissu.  

En opposition, les CSH n’étant capables de générer que les cellules sanguines sont qualifiées 

de multipotentes. Elles sont tout de même capables à elles seules de reconstituer la totalité 

du système sanguin (plaquettes, globules rouges, lymphocytes, monocytes, macrophages…).  
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Afin de maintenir l’homéostasie des tissus, il est nécessaire de maintenir un stock constant 

des CSH par auto-renouvellement mais également de permettre leur engagement en 

différenciation afin de conserver le taux de cellules dans la circulation sanguine. Ces 

processus d’auto-renouvellement et d’entrée en différenciation débutent toujours par une 

entrée en cycle des CSH. En s’engageant dans le processus d’auto-renouvellement, les CSH 

stoppent leur cycle cellulaire et restent à l’état de quiescence et d’indifférenciation. Dans le 

cas d’un engagement en différenciation, les CSH continuent leur cycle cellulaire et perdent 

ainsi leur capacité à se maintenir quiescentes et indifférenciées [21, 53]. Lors de leur entrée 

en différenciation, les CSH donnent naissance aux progéniteurs multipotents (MPP) à 

l’origine de deux autres progéniteurs: les progéniteurs communs lymphoïdes (CLP) et les 

progéniteurs communs myéloïdes (CMP). A ce stade, les cellules ont perdu leur capacité 

d’auto-renouvellement. Les CMP forment à leur tour, les progéniteurs granulo-monocytaires 

(GMP) et les progéniteurs érythro-mégacaryocytaires (MEP). Ces progéniteurs s’engagent 

ensuite dans un lignage hématopoïétique précis et perdent leur capacité de prolifération au 

fur et à mesure de la différenciation [54] (Figure 3). 

 

 
Figure 3: Schéma de l’engagement en différenciation des CSH 

 

Deux modèles de division cellulaire co-existent au sein de la moelle osseuse: un premier 

modèle de division symétrique et un second modèle de division asymétrique [55] (Figure 4). 

Une division symétrique des CSH aboutit à deux cellules filles ayant les mêmes 

caractéristiques et le même devenir. Ainsi, les cellules formées demeurent toutes deux 

souches avec une capacité d’auto-renouvellement ou deviennent des progéniteurs capables 

de proliférer et de se différencier. A l’inverse, en cas de division asymétrique, les cellules 

filles résultantes n’ont pas les mêmes caractéristiques: l’une d’entre elle entre en 

différenciation tandis que la seconde reste dans la niche hématopoïétique afin de 

renouveler le pool de CSH. Des travaux suggèrent une implication du microenvironnement 
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dans le choix du mécanisme de division des CSH. En effet, une division asymétrique est 

retrouvée en cas d’homéostasie des tissus tandis qu’une division symétrique est nécessaire 

en cas par exemple, de régénération tissulaire [55].  

 

 
Figure 4: Modèles de division symétrique (A1 et A2) et asymétrique (B) (Modifiée de [55])  

 

3.2. Régulateurs  

 

Les différentes fonctions des CSH (quiescence, auto-renouvellement et entrée en 

différenciation) sont finement régulées par des facteurs extrinsèques et intrinsèques.  

 

Les principaux régulateurs extrinsèques de ces fonctions sont les cytokines, hormones et 

facteurs de croissance tels que le stem cell factor (SCF), la thrombopoïétine (TPO), le fms-

related tyrosine kinase 3 ligand (Flt3-l), les interleukines 3, 6, 11 (IL-3, IL-6 et IL-11), le 

granulocyte macrophage-colony stimulating factor (GM-CSF) ou encore l’érythropoïétine 

(EPO). Bien que nécessaire au maintien en quiescence des CSH au sein de la moelle osseuse, 

ces facteurs ne permettent qu’un maintien à court terme des CSH in vitro [56]. Ces facteurs 

sont également nécessaires à l’engagement des CSH dans une voie de différenciation [57]. 

Physiologiquement, l’interaction de ces facteurs avec leurs récepteurs engendre une 

différenciation vers un lignage spécifique. Par exemple, l’EPO est essentielle à la 

différenciation érythrocytaire [58, 59]  tandis que la TPO est nécessaire à la différenciation 

mégacaryocytaire [60, 61]. Ces cytokines sont également essentielles in vitro pour la 

prolifération et la différenciation des CSH.  
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Ces cytokines, hormones et facteurs de croissance retrouvés dans la circulation sanguine, 

sont également synthétisés par les cellules du microenvironnement de la moelle osseuse. 

L’interaction de ces facteurs avec leur récepteur à la surface des CSH induit l’activation de 

voies de signalisation impliquées dans la régulation des différentes fonctions des CSH: 

maintien en quiescence, auto-renouvellement, prolifération et différenciation [34, 62].  

 

TPO - Mpl 

Bien qu’étant un régulateur puissant de la mégacaryopoïèse, de nombreuses études faites 

sur des souris mutées pour la TPO ou son récepteur Mpl ont démontré le rôle de la TPO dans 

le maintien en quiescence et l’auto-renouvellement des CSH au sein de la niche 

hématopoïétique [24, 63, 64]. En effet, l’interaction de la TPO avec son récepteur Mpl à la 

surface des CSH induit l’activation de voies de signalisation telles que Jak/STAT ou PI3K/Akt. 

Ces voies de signalisation régulent de nombreux gènes tels que p21 ou p57 impliqués dans le 

maintien en quiescence des CSH [65]. Une inhibition de l’interaction de la TPO avec son 

récepteur par des anticorps bloquants engendre une diminution du nombre de CSH en 

quiescence. A l’inverse, une augmentation du taux de TPO dans la moelle osseuse favorise 

cette quiescence en augmentant l’expression de p57 [24, 66]. Des études menées in vitro 

ont également mis en évidence un rôle clé de la TPO dans l’auto-renouvellement et la 

prolifération des CSH chez l’homme et chez la souris [67, 68].  

 

SCF - c-Kit 

Ce couple joue un rôle clé dans l’activité des CSH au sein de la moelle osseuse. Le récepteur 

c-Kit à la surface des CSH peut fixer le SCF membranaire ou soluble. Cette interaction induit 

l’activation de voies de signalisation telles que la voie PI3K/Akt ou la voie ERK à l’origine 

respectivement, du maintien en quiescence des CSH ou de leur entrée en différenciation. Le 

SCF membranaire permet d’activer plus facilement le récepteur c-Kit que le SCF soluble. A 

l’inverse du SCF soluble impliqué dans la migration et l’entrée en différenciation des CSH 

après clivage de la métalloprotéase 9 [69], le SCF membranaire apparaît comme un 

composant essentiel du microenvironnement de la moelle osseuse pour le maintien en 

quiescence des CSH et leur auto-renouvellement [70, 71].  
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Voie Notch-1 

Cette voie de signalisation est activée par le ligand Jagged-1 qui se lie à son récepteur Notch-

1 à la surface des CSH. Cette interaction induit le clivage de Notch-1 et par la suite, le 

transport de son domaine NICD vers le noyau (Notch-1 intracellular domain) où il régule 

l’expression de gènes cibles (Figure 5).  

 

 
Figure 5: Voie de signalisation Notch (D’après [72]) 

La fixation de l’un de ses ligands à sa surface induit le clivage de Notch puis le transport du domaine 
NICD vers le noyau pour permettre la transduction du signal. Abréviations: TACE, enzyme de 
conversion du facteur de nécrose tumorale (TNF); CSL, facteur liant le promoteur c/suppresseur de 
« hairless »/facteur de transcription lag-1; E(spl), activateur de scission. 

 

Au sein de la moelle osseuse, cette voie est active sur les CSH et réprimée sur les cellules en 

différenciation. L’inhibition de cette voie entraîne une perte des CSH in vivo [73]. De même, 

l’utilisation d’un agent pharmacologique, le DAPT (inhibiteur de la γ-sécrétase) engendre une 

accélération de la différenciation des CSH in vitro. D’autre part, le répresseur 

transcriptionnel Hes-1 (Hairy Enhancer of Split-1), un effecteur majeur de la voie Notch-1 est 

exprimé dans le noyau des CSH mais réprimé dans les cellules différenciées [74]. Dans la 

lignée érythro-mégacaryocytaire, Hes-1 inhibe l’activité de GATA-1 afin d’empêcher l’entrée 

en différenciation des CSH [75]. En induisant un gain de fonction de Notch-1, de nombreux 

travaux rapportent une augmentation de l’auto-renouvellement des CSH au profit de leur 
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engagement en différenciation [20, 76, 77]. Néanmoins, le rôle de cette voie est 

actuellement controversé. En effet, par l’utilisation de modèles murins, des équipes ont mis 

en évidence qu’une délétion de Notch-1 n’induisait pas de perte des CSH. Ainsi, la voie 

Notch est impliquée dans l’auto-renouvellement des CSH mais pourrait également être 

nécessaire à leur entrée en différenciation [78, 79].  

 

Voie Wnt 

Bien que controversée, la voie Wnt/β-caténine joue un rôle essentiel dans de nombreuses 

fonctions des CSH et notamment dans leur maintien en quiescence et leur prolifération. La 

fixation du ligand Wnt sur son récepteur Frizzled à la surface des CSH induit la translocation 

de la β-caténine vers le noyau. Son interaction avec des facteurs de transcription permet la 

transcription de gènes spécifiques (Figure 6) à l’origine du maintien en quiescence des CSH 

et du blocage de leur entrée en différenciation [80]. Une inhibition de la voie Wnt par 

l’inhibiteur Dickkopf (blocage du récepteur Frizzled) conduit à une prolifération des CSH [81]. 

Cette voie induit également l’augmentation de l’expression de Notch-1 lui-même impliqué 

dans l’auto-renouvellement des CSH. Cela souligne l’implication de la voie Wnt dans l’auto-

renouvellement des CSH [82].  

 

 
Figure 6: Voie de signalisation Wnt (D’après [83]) 

La fixation de Wnt sur ses récepteurs Frizzled et LRP induit la translocation de la β-caténine vers le 
noyau et l’activation des gènes cibles. Abréviations: LRP, protéine apparentée au récepteur des 
lipoprotéines de faible densité (LDL); Dsh, « disheveled »; APC, polypose adénomateuse familiale; 
CKI, caséine kinase I; GSK3β, glycogène synthase kinase 3; TCF, facteur des cellules T; CBP, protéine 
liant l’élément de réponse AMPc. 
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Parallèlement à ces facteurs extrinsèques, il existe également de nombreux facteurs 

intrinsèques aux CSH permettant de réguler leurs différentes fonctions et notamment, leur 

entrée en différenciation. Cette différenciation est médiée par un processus 

d’activation/répression des gènes impliquant de nombreux facteurs de transcription. Seuls 

les facteurs de transcription impliqués dans le processus de mégacaryopoïèse (EKLF, c-myb, 

FOG-1, GATA-1, FLI-1, RUNX-1, NF-E2) seront abordés par la suite.  

 

III. Différenciation mégacaryocytaire 

 

La différenciation mégacaryocytaire constitue l’ensemble des mécanismes 

aboutissant au MK mature, à l’origine des plaquettes sanguines. Comme chaque processus 

hématopoïétique, la mégacaryopoïèse a lieu au sein de la moelle osseuse et met en jeu 

différents groupes cellulaires en fonction de leur état de différenciation : les CSH, les 

progéniteurs mégacaryocytaires, les précurseurs mégacaryocytaires et les MK matures. Au 

cours de ce processus, les cellules perdent progressivement leur capacité de prolifération 

afin d’entrer en différenciation (Figure 7).  

 

 
Figure 7: Schéma de la mégacaryopoïèse  

 

1. Des progéniteurs au mégacaryocyte mature 

    

Les progéniteurs bipotents MEP sont à l’origine soit des progéniteurs érythrocytaires 

précoces (BFU-E) et tardifs (CFU-E), soit des progéniteurs mégacaryocytaires précoces (BFU-

MK) et tardifs (CFU-MK) [54] (Figure 8). A ce stade de la différenciation, les cellules perdent 
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leur capacité d’auto-renouvellement et de prolifération et sont strictement engagées dans la 

lignée mégacaryocytaire: on les qualifie alors de précurseurs mégacaryocytaires. Ces 

précurseurs subissent des étapes d’endomitose et de maturation cytoplasmique à l’origine 

du MK mature [84-86] (Figure 7).  

 

 
Figure 8: Schéma de différenciation des MEP dans le lignage érythro-mégacaryocytaire 

 

Au cours de la différenciation mégacaryocytaire, différents marqueurs permettent 

d’identifier les cellules. En effet, comme les CSH, les progéniteurs mégacaryocytaires sont 

caractérisés par la présence du marqueur CD34 à leur surface qui disparaît progressivement 

au cours de la différenciation [87, 88]. De plus, il est possible de distinguer les BFU-MK des 

CFU-MK par l’expression du récepteur de surface du complexe majeur d’histocompatibilité 

de classe II (HLA-DRlow et HLA-DRhigh, respectivement) [89]. D’autre part, la glycoprotéine 

(GP) IIb (appelée aussi CD41 ou αIIb) ainsi que la GPIIIa (appelée aussi CD61 et β3) formant 

l’intégrine αIIbβ3 apparaissent au stade CFU-MK, en amont de tous les autres marqueurs 

mégacaryocytaires ou plaquettaires tels que GPIb (CD42b), GPV, GPVI ou encore le facteur 

Willebrand (VWF) [87, 88] (Figure 9).  

 

 
Figure 9: Expression des marqueurs au cours de la différenciation mégacaryocytaire  
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Les précurseurs mégacaryocytaires subissent un processus d’endomitose, processus de 

réplication de l’ADN sans division cellulaire, indispensable à la maturation des MK [90, 91]. 

Ce mécanisme de réplication permet de former des cellules polyploïdes de grande taille à 

partir de cellules diploïdes. Des études basées sur des techniques d’analyses pangénomiques 

ont démontré que ce processus d’endomitose conduit à une expression coordonnée de 

gènes codant pour des protéines impliquées dans l’étape finale de mégacaryopoïèse et de 

libération plaquettaire [92, 93]. Ce processus d’endomitose nécessite donc une régulation 

fine impliquant différentes voies de signalisation. Les premières études réalisées sur des 

lignées cellulaires avaient souligné l’importance de la cycline B sous la dépendance de la 

kinase Cdc2, dans le processus de polyploïdisation [94, 95]. Des études plus récentes 

proposent que cette endomitose soit en lien avec un défaut tardif de la cytokinèse. Ce 

défaut se traduit par une formation incomplète de l’anneau contractile constitué de myosine 

II et d’actine fibrillaire (F-actine), requis pour générer les forces mécaniques nécessaires à la 

séparation des cellules [96, 97]. Notamment, la régulation de la chaîne lourde de la myosine 

non musculaire (myosine IIB appelée aussi MYH10) au sein de l’anneau contractile est 

nécessaire pour le passage de la mitose à l’endomitose. Plus particulièrement, une 

inactivation de l’expression de MYH10, induite par RUNX-1 engendre le processus 

d’endomitose [98]. Pour empêcher ce défaut tardif de cytokinèse, la GTPase RhoA est 

nécessaire afin de réguler le cytosquelette d’actine et ainsi, de produire les forces 

nécessaires à la séparation des cellules [99]. Les protéines Shp1 et Shp2 (tyrosines 

phosphatases), régulatrices de la petite GTPase RhoA, sont impliquées dans la formation de 

l’anneau contractile et ainsi, dans le processus de polyploïdisation. En effet, une inactivation 

de l’une de ces protéines ou une double inactivation entraîne un défaut de l’endomitose 

avec une ploïdie des MK bloquée aux stades 2N ou 4N [100]. Cette double inactivation induit 

également un défaut de fonction plaquettaire avec notamment une diminution de 

l’expression de l’intégrine αIIbβ3 [100]. Ces études ne s’opposent tout de même pas à une 

poursuite du cycle cellulaire en même temps que l’endomitose. En effet, bien que 

l’inhibition de la formation de l’anneau contractile empêche le MK de se diviser, d’autres 

processus peuvent réguler les cycles de réplication de l’ADN. Notamment, des régulateurs de 

la phase G1/S semblent impliqués dans la maturation des MK polyploïdes. Par exemple, les 

cyclines D et E semblent réguler positivement la phase G1 nécessaire au développement des 

MK matures polyploïdes [101, 102].     
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Comme l’indique son étymologie, le MK formé au cours de cette différenciation et 

maturation, est une cellule géante (méga) composée d’un noyau (caryocyte). La structure en 

lien avec la polypoïdisation des MK peut être appréciée par microscopie après coloration de 

frottis au MGG. Comme expliqué précédemment, il existe des évolutions morphologiques 

des précurseurs mégacaryocytaires jusqu’au stade ultime de MK mature (Figure 10). Ce MK 

mature présente une taille d’environ 50 à 120 µm selon la quantité de cytoplasme 

persistant. Ce cytoplasme variablement abondant présente de nombreuses granulations à 

l’origine des futures plaquettes sanguines. D’autre part, le MK mature présente un noyau 

multilobé (>16N), dense et pycnotique (phénomènes de condensation de la chromatine).  

 

 
Figure 10: Observation d’un mégacaryocyte mature au microscope optique  

(Laboratoire d’hématologie de l’AP-HP Charles Foix, avec autorisation) 
Grossissement: x50 

 

A ce stade, le MK mature migre vers les vaisseaux sinusoïdes afin de se fragmenter pour 

permettre la formation des proplaquettes et la libération des plaquettes. Il existe une 

chémokine, le SDF-1 (stromal cell-derived factor-1) favorisant cette migration ainsi que la 

formation des proplaquettes et la libération des plaquettes [34, 103]. De même, la niche 

vasculaire de la moelle osseuse est composée de nombreuses protéines de la matrice 

extracellulaire telles que le collagène IV, la fibronectine, le fibrinogène ou encore le VWF qui 

favorisent les dernières étapes de maturation des MK, leur migration vers les vaisseaux 

sinusoïdes ainsi que la formation des proplaquettes [34]. Un rôle de la sphingosine 1 

phosphate (S1P) dans la maturation des MK a également été démontré. En effet, des souris 

KO pour le récepteur S1P4 (récepteur spécifique des tissues hématopoïétique et 

lymphatique) présentent des MK avec un cytoplasme constitué de nombreuses vacuoles au 

détriment des granulations nécessaires à la formation des plaquettes [104].  
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2. Régulateurs de la mégacaryopoïèse  

 

La mégacaryopoïèse nécessite une régulation fine et contrôlée. Celle-ci est opérée 

d’une part, par des cytokines et facteurs de croissance libérés dans l’environnement et 

d’autre part, par des facteurs de transcription spécifiques de la lignée mégacaryocytaire. Afin 

de maintenir constant le nombre de plaquettes dans la circulation sanguine, ces mécanismes 

vont agir tout au long de la différenciation mais également lors de la production 

plaquettaire.  

 

2.1. Les cytokines et facteurs de croissance 

 

Bien que jouant un rôle important dans le maintien en quiescence ou l’auto-

renouvellement des CSH, de nombreuses cytokines et facteurs de croissance ont une 

fonction essentielle dans la différenciation mégacaryocytaire. Elles peuvent être produites 

par les CSH elles-mêmes, différents types cellulaires présents dans la moelle osseuse ou 

encore par des organes comme le foie, par exemple. Concernant la TPO, elle est produite par 

les cellules de Kupffer, cellules de la paroi des sinusoïdes hépatiques. Bien que de 

nombreuses cytokines (SCF, IL-3, IL-6, IL-11, Flt3-ligand) soient utilisées pour la prolifération 

et la différenciation des progéniteurs mégacaryocytaires in vitro [105-107], la TPO est définie 

comme agoniste majeur de la prolifération et de la différenciation mégacaryocytaire [108, 

109]. Elle stimule l’expression de marqueurs spécifiques des progéniteurs et précurseurs 

mégacaryocytaire tels que le CD41, le CD61 ou encore le CD42b et favorise le processus 

d’endomitose à l’origine de la formation du système de membrane de démarcation  [110-

113].  

 

La fixation de la TPO sur son récepteur Mpl induit la dimérisation de celui-ci conduisant à 

une phosphorylation des protéines kinases (Jak, par exemple) qui vont à leur tour 

phosphoryler des protéines de signalisation activant les voies de signalisation Jak/STAT, 

PI3k/Akt ou encore ERK/MAPK (Figure 11). Ces voies de signalisation sont à l’origine de la 

transcription de gènes impliqués dans la régulation du cycle cellulaire, de la prolifération et 

de la différenciation cellulaire [114-116].  
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Concernant la voie de signalisation Jak/STAT, les protéines STAT présentes dans le 

cytoplasme sous forme de monomères inactifs sont activées par phosphorylation via les 

kinases Jak puis se dimérisent pour migrer vers le noyau et réguler la transcription de 

nombreux gènes (Figure 11). D’un point de vue de la différenciation mégacaryocytaire, les 

principales protéines STAT activées par la TPO et impliquées dans la prolifération et la 

différenciation des cellules sont STAT3 et STAT5 (A et B) [117, 118]. Plus précisément, STAT3 

bien que nécessaire à la prolifération n’apparaît pas comme essentiel à la mégacaryopoïèse 

[119]. A l’inverse, la régulation de STAT5 est primordiale dans le développement 

mégacaryocytaire. En effet, une diminution de STAT5A/5B dans les cellules CD34+entraîne la 

différenciation mégacaryocytaire. A l’inverse, une activation de ces protéines et notamment 

de STAT5A aboutit au processus d’érythropoïèse au détriment de la mégacaryopoïèse [120].  

Parallèlement à cette voie de signalisation, la voie ERK/MAPK induit l’activation des 

protéines ERK 1/2 impliquées dans la différenciation et notamment dans le processus 

d’endomitose et de formation des proplaquettes [121]. A l’inverse, la p38 MAP kinase 

également activée par la voie ERK/MAPK, est nécessaire à la prolifération des progéniteurs 

mégacaryocytaires (Figure 11). De même, la PI3k contrôle le cycle cellulaire et le processus 

d’endomitose [116].  

 

 
Figure 11: Voies de signalisation induites par la fixation de la TPO sur son récepteur Mpl 

Les protéines Jak s’activent par phosphorylation lors de la dimérisation du récepteur induisant la 
phosphorylation de protéines telles que STAT ou SHC et ainsi, la cascade de la signalisation. 
Abréviations: Jak, janus kinase; STAT, transducteurs du signal et activateurs de la transcription; SHC, 
domaine d’homologie 2 de src contenant; RAS, sarcome de rat; PI3k, kinase phosphophatidylinositol 
3; MAPK, protéine kinase activée par des mitogènes; ERK, kinase régulée par des signaux 
extracellulaires. 
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La fixation de la TPO sur son récepteur Mpl à la surface des MK induit également une 

libération de facteur 4 plaquettaire (PF-4), facteur réprimant la différenciation 

mégacaryocytaire [122]. Ce facteur inhibe la maturation des cellules et la formation des 

proplaquettes soulignant un rétrocontrôle négatif du PF-4 sur l’action de la TPO au niveau 

des MK [123, 124].  

 

2.2. Les facteurs de transcription 

 

En parallèle de l’action extrinsèque des cytokines, plusieurs facteurs de transcription 

internes aux cellules régulent l’expression des gènes impliqués dans la régulation de la 

différenciation mégacaryocytaire. Tous ces facteurs de transcription ont un rôle précis à 

chaque étape de la mégacaryopoïèse [125-127] (Figure 12).  

 

 
Figure 12: Facteurs de transcription impliqués dans la mégacaryopoïèse  

 

Le facteur de transcription essentiel à l’engagement des cellules vers le lignage 

mégacaryocytaire et impliqué à toutes les étapes est GATA-1 (globin transcription factor-1; 

[128]). En effet, une augmentation de l’expression de GATA-1 au détriment de PU-1 

(engagement granulocytes/monocytes) favorise le développement des MEP [129, 130]. FOG-

1 (Friend of GATA-1) est nécessaire à GATA-1 pour le rendre fonctionnellement actif dans le 

lignage érythro-mégacaryocytaire [130-132]. L’association de ces deux facteurs permet 

notamment d’augmenter l’expression du gène codant pour CD41 [133]. Néanmoins, bien 

qu’il soit rapporté que GATA-1 forme des complexes activateurs ou inhibiteurs avec d’autres 

facteurs dans les MK, son mode de régulation est encore mal connu [134].  
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Une association de GATA-1 et FOG-1 avec FLI-1 (Friend leukemia integration-1) permet 

d’activer la transcription de gènes impliqués tardivement dans la différenciation 

mégacaryocytaire tels que CD42b ou PF-4 [135]. Ce facteur FLI-1 non détecté dans le lignage 

érythrocytaire agit en tandem avec EKLF (erythroid Krüppel-like factor) pour prévenir 

l’engagement des MEP soit dans le lignage érythrocytaire (EKLF), soit dans le lignage 

mégacaryocytaire (FLI-1; [136, 137]).  

Différents travaux ont également rapporté une action du facteur de transcription RUNX-1 

(appelé aussi AML-1, acute myeloid leukemia-1) en association avec GATA-1 dans la 

différenciation mégacaryocytaire [138, 139]. Des études sur des souris mutées pour RUNX-1 

montrent une diminution de la polyploïdisation et du développement cytoplasmique comme 

cela avait été démontré pour GATA-1. De même, comme expliqué précédemment, une 

diminution de MYH10 induite par RUNX-1 contribue au processus d’endomitose soulignant 

l’implication de RUNX-1 dans l’étape tardif de la mégacaryopoïèse [98].  

De même que les facteurs de transcription précédemment décrits, c-myb peut réguler la 

mégacaryopoïèse en agissant de pair avec GATA-1. Il a été montré qu’une diminution de  

l’activité de c-myb augmente l’engagement des MPP dans le lignage mégacaryocytaire. Cela 

améliore également la réponse de la TPO dans les cellules mégacaryocytaires [140].  

Un facteur de transcription bien connu pour être impliqué tardivement dans la 

mégacaryopoïèse est NF (nuclear factor)-E2. Ce facteur est exprimé par différentes cellules 

hématopoïétiques telles que les cellules myéloïdes, érythrocytaires et bien évidemment, les 

MK [141]. NF-E2 agit comme un régulateur de la formation des proplaquettes en favorisant 

la maturation finale des MK. En effet, des souris mutées pour ce facteur sont incapables de 

produire des plaquettes circulantes [142]. De même, la culture in vitro de cellules 

mégacaryocytaires déficientes en NF-E2 engendrent des MK avec une démarcation 

membranaire désorganisée et de rares granulations [143]. D’autre part, le rôle de NF-E2 

dans la maturation finale des MK et la formation des proplaquettes peut s’expliquer par la 

fonction de certains de ces gènes cibles telle que la tubuline β1 [144]. De même que RUNX-

1, FLI-1 ou c-myb, NF-E2 peut interagir avec GATA-1 [145, 146]. Il est toutefois intéressant de 

souligner que le niveau des facteurs de transcription impliqués dans la phase tardive de la 

mégacaryopoïèse (RUNX-1, FLI-1, NF-E2, GATA-1, FOG-1) n’augmente pas avec la 

polyploïdisation. A l’inverse, la transcription de leurs gènes cibles est augmentée [93].  
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Par ailleurs, une étude récente basée sur du séquençage d’ARN a mis en évidence 

l’implication du facteur de transcription NFIB (nuclear factor I/B) dans les étapes tardives de 

différenciation mégacaryocytaire. En effet, l’isoforme NFIB-S contenant des domaines de 

transactivation et de répression, favorise la maturation des MK à partir de cellules CD34+ 

[147]. Ainsi, ce facteur de transcription semble intervenir au cours de la différenciation 

mégacaryocytaire aux mêmes stades que GATA-1, FOG-1 ou encore FLI-1 (Figure 12).         

 

La mégacaryopoïèse représente donc un système complexe et coordonné impliquant de 

nombreux facteurs extrinsèques du microenvironnement de la moelle osseuse tels que des 

cytokines (TPO), des facteurs de croissance (SCF) ou encore des hormones ainsi que des 

facteurs intrinsèques que sont les facteurs de transcription.  

 

IV. Etude de la différenciation mégacaryocytaire in vitro  

 

Actuellement, la différenciation mégacaryocytaire in vitro peut être réalisée à partir 

de CSH ou de cellules souches pluripotentes (ES et iPS). Ainsi, différents protocoles de 

différenciation existent pour atteindre des rendements en MK permettant d’étudier la 

production plaquettaire in vitro.   

 

1. Utilisation des cellules souches hématopoïétiques  

 

Il existe trois sources principales de CSH: la moelle osseuse, le sang périphérique et le 

sang de cordon ombilical. Depuis quelques années, il est possible d’augmenter le taux de 

CSH connu pour être faible dans le sang périphérique en stimulant le passage dans la 

circulation sanguine par le biais de facteurs (traitement G-CSF, par exemple). Ainsi, même si 

la moelle osseuse reste la source majoritaire de CSH adultes, certaines études sont réalisées 

à partir de CSH de sang périphérique. La source de CSH représentée par le sang de cordon 

ombilical a été découverte dans les années 1980. Ce sang de cordon ombilical obtenu lors de 

l’accouchement permet de recueillir facilement des CSH fœtales comparées à la moelle 

osseuse ou au sang périphérique. Cette source de CSH est la plus couramment utilisée 

actuellement. D’autre part, il est important de noter que les CSH adultes ont un degré de 
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prolifération moindre en comparaison des CSH fœtales réduisant ainsi le nombre de MK 

matures. En revanche, cette source de CSH adultes permet d’obtenir des MK plus 

polyploïdes qu’avec les CSH fœtales.  

 

Tableau 3: Exemples de conditions de culture permettant l’amplification des CSH, la différenciation 

mégacaryocytaire et la production plaquettaire in vitro 

 

Que ce soit avec les CSH adultes ou fœtales, il existe de nombreux assemblages de cytokines 

permettant la différenciation in vitro des CSH en MK ainsi que la production plaquettaire  

[105, 148, 149]. Bien que peu de rendements soient rapportés, ces études montrent l’intérêt 

d’utiliser des combinaisons de cytokines pour permettre l’amplification des CSH. De plus, ces 

travaux soulignent l’importance de la TPO pour l’engagement in vitro des CSH dans le lignage 

mégacaryocytaire afin d’améliorer la production plaquettaire (Tableau 3). Le rôle de la 

Conditions de culture 

(cytokines, températures, 

agent chimique) 

Effets 
Références 

bibliographiques 

IL-3, IL-6, Flt-3 ligand 
Amplification des CSH 

Faible production plaquettaire 
[105] 

TPO + Polyéthylène glycol 

Importante production plaquettaire 

(Facteur 10 d’augmentation de production par 

rapport à la combinaison IL-3, IL-6, Flt-3) 

[105] 

SCF, TPO, IL-3, Flt-3 ligand Amplification des CSH (11 000 fois) [148] 

SCF, TPO, IL-11, Flt-3 ligand 
Amplification importante des CSH 

(204 666,7 fois) 
[148] 

SCF, TPO, IL-3, IL-11, IL-9 

Amplification importante des CSH (Effet IL-3) 

Importante production de MK polyploïdes 

(Effet dose-réponse du SCF) 

Production de plaquettes fonctionnelles 

[149] 

SCF, TPO, IL-6, Flt-3 ligand 

39°C 

Amplification des progéniteurs 

mégacaryocytaires (Facteur 7 par rapport à 

une culture à 37°C) 

[150] 

SCF, TPO, IL-6, IL-9 

39°C 

Augmentation du nombre de MK 

(Facteur 4 par rapport à une culture à 37°C) 
[151] 
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température dans la différenciation mégacaryocytaire à partir de CSH a également été 

rapporté. En effet, des études montrent qu’une culture in vitro de CSH à 39°C permet 

d’améliorer les rendements en MK et en plaquettes [150, 151] (Tableau 3). Le groupe de R. 

Lanza a récemment confirmé cet effet sur la différenciation in vitro des cellules iPS en MK en 

montrant notamment une amélioration des rendements en plaquettes lors d’une 

différenciation à 39°C [152].  

  

Néanmoins, l’utilisation en culture de cellules primaires telles que les CSH ne permet pas 

d’obtenir des rendements en MK reproductibles et significatives in vitro. Dans ce cadre, les 

cellules ES et iPS représentent une potentielle source illimitée de cellules pour la 

différenciation mégacaryocytaire [153, 154].  

 

2. Utilisation des cellules souches pluripotentes 

 

2.1. Origine et propriétés des cellules ES et iPS 

 

Cellules ES 

Les cellules ES ont d’abord été mises en évidence chez la souris [155, 156] puis chez l’homme 

[157]. Ces cellules dérivent de la masse cellulaire interne d’un embryon au stade blastocyste 

et sont caractérisées de pluripotentes. Elles peuvent donc se différencier dans de nombreux 

types cellulaires constituant l’organisme et notamment en précurseurs hématopoïétiques 

[158-161]. Ces cellules sont également capables de s’auto-renouveler de façon illimitée.  

 

Cellules iPS 

Les cellules iPS, découvertes en 2006 et ne nécessitant pas la destruction d’un embryon, 

semblent être une source cellulaire inépuisable possédant les mêmes capacités de 

différenciation que les cellules ES. Il serait donc possible de reprogrammer des cellules 

adultes pour les rendre proches des cellules ES. Les premiers travaux réalisés sur des 

fibroblastes de souris ont suggéré comme combinaison optimale à cette reprogrammation 

les facteurs OCT4, SOX2, KLF4 et c-myc [162]. Cette technique a pu être transposée chez 

l’homme avec une reprogrammation des fibroblastes visibles en 10 jours [163, 164]. Par 
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ailleurs, bien que l’efficacité d’une reprogrammation réalisée sans la surexpression de 

l’oncogène diminue de 40%, des travaux ont prouvé la capacité de reprogrammer des 

fibroblastes en n’utilisant que 3 facteurs [165, 166]. Parallèlement à ces données, une 

équipe a proposé comme combinaison les facteurs OCT4, SOX2, NANOG et LIN28- 

permettant ainsi de s’affranchir de l’utilisation de l’oncogène c-myc [167]. Plus récemment, 

une équipe a proposé une nouvelle combinaison de 4 facteurs pour la reprogrammation des 

iPS: Sall4, Nanog, Esrrb et Lin28. Cette combinaison apparaît également comme favorable à 

l’obtention d’iPS présentant des caractéristiques biologiques nécessaires à leur 

redifférenciation [168]. Actuellement, il est possible de générer des lignées d’iPS à partir de 

nombreux types cellulaires et notamment de cellules humaines CD34+ [169-171].  

 

2.2. Protocoles de génération de mégacaryocytes à partir de 

cellules souches pluripotentes  

 

Plusieurs travaux menés chez la souris ont montré la possibilité de différenciation in 

vitro des cellules ES ou iPS en MK jusqu’à l’étape ultime de production plaquettaire. Afin 

d’obtenir une différenciation mégacaryocytaire et surtout, une production plaquettaire 

optimale, différentes protocoles ont été proposés [159, 172, 173].  

 

La première étude réalisée chez l’homme a permis de différencier les cellules ES en MK 

CD41+/CD42b+ mais n’a pas permis de produire des plaquettes [174]. En adaptant ce 

protocole par combinaison de différents facteurs tels que des cellules nourricières (OP9, 

CH10T1/2) ou des cytokines (VEGF, TPO, SCF), une équipe a non seulement montré que la 

formation de sacs ES permettait de concentrer les progéniteurs hématopoïétiques 

CD34+/CD43+/CD45+ mais également que ces progéniteurs étaient capables de se 

différencier en MK fonctionnels (expression du CD41, du CD42b, développement du DMS …) 

générant de nombreuses proplaquettes et plaquettes [175]. Ce protocole a également été 

utilisé à partir de cellules iPS et de la même manière, a permis de générer un grand nombre 

de plaquettes in vitro [146]. D’autres travaux ont montré qu’il était possible de générer des 

progéniteurs hématopoïétiques à partir de cellules pluripotentes sans utilisation de 

« feeder » (cellules nourricières). D’autres auteurs ont précisé qu’une production 
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plaquettaire adéquate n’était pas encore envisageable sans cette couche nourricière ou 

certains de ces constituants. Notamment, en absence de cette couche nourricière, peu de 

plaquettes présentent le CD42b à leur surface. Les rendements de production plaquettaire 

apparaissent également peu favorables à une utilisation de ces plaquettes pour des tests 

fonctionnels [176]. D’autre part, dans le but de s’affranchir de la formation variable et 

instable des corps embryoïdes (formation induite en l’absence d’une couche de cellules 

nourricières), l’équipe de GJ. Murphy a utilisé le protocole du Matrigel® (support de culture 

composé d’un grand nombre de protéines) pour induire la différenciation des iPS. En 

combinaison avec de nombreuses cytokines (VEGF, BMP4, TPO, SCF, IL-6, EPO, BMGF), ce 

protocole permet d’induire une expansion importante des progéniteurs hématopoïétiques 

et à terme, une différenciation érythrocytaire et mégacaryocytaire [177].  

Les plaquettes dérivant de la différenciation des cellules pluripotentes présentent des 

caractéristiques similaires à celles des plaquettes sanguines (morphologie, expression du 

CD42b, du CD42a, de GPVI) mais de façon bien plus intéressante, l’intégrine αIIbβ3, 

essentielle pour l’agrégation plaquettaire, peut être activée en réponse à des agonistes. Ces 

plaquettes sont également capables d’intervenir dans la formation d’un thrombus in vivo  

[146, 176]. Ces données suggèrent donc que les plaquettes générées in vitro à partir de 

cellules iPS présentent les mêmes caractéristiques que les plaquettes sanguines.  

En étudiant différentes combinaisons de facteurs de reprogrammation, une équipe a mis en 

évidence le rôle de c-myc dans la différenciation mégacaryocytaire et la production 

plaquettaire à partir de cellules iPS. c-myc promeut l’engagement des iPS dans le lignage 

mégacaryocytaire en favorisant la prolifération mais apparaît comme inhibiteur de la 

production plaquettaire [146]. Une expression transitoire de c-myc au cours de la 

différenciation mégacaryocytaire à partir d’iPS serait donc une approche intéressante afin 

d’améliorer le rendement plaquettaire (Figure 13).  
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Figure 13: Schéma d’expression de c-myc pour la production plaquettaire à partir d’iPS  

(Adaptée de [153]) 
Abréviation: HDF, fibroblaste dermique humain. 

 

Récemment, une équipe a montré la possibilité d’établir des MK immortalisés à partir de 

cellules pluripotentes (ES et iPS). En effet, en respectant une hiérarchie dans l’expression ou 

l’extinction de 3 facteurs (c-myc pour promouvoir la prolifération, BMI1 et BCL-XL pour 

supprimer la sénescence et l’apoptose), il est possible de générer une lignée de MK 

immortalisés pouvant s’auto-renouveler pendant plusieurs mois [178] (Figure 14). L’arrêt de 

l’expression de ces facteurs conduit à une production de plaquettes fonctionnelles in vitro et 

in vivo similairement aux plaquettes sanguines. Cette lignée de MK immortalisés représente 

une source potentielle pour la production illimitée de plaquettes.  

 

 
Figure 14: Implication de c-myc, BM1 et BCL-XL dans l’obtention d’une lignée mégacaryocytaire 

immortalisée (Adaptée de [178]) 

L’action parallèle de BMI1 et BCL-XL supprime l’effet pro-apoptotique de c-myc permettant ainsi de 
maintenir la prolifération cellulaire et d’obtenir une lignée MK immortalisée. Abréviations: BCL-
XL, grand lymphome cutané à cellules B; BMI1, région 1 homologue d’insertion du Mo-MLV dans les 
lymphomes cutanés à cellules B.  
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CHAPITRE 2: THROMBOPOÏESE ET PLAQUETTES SANGUINES 

 

La thrombopoïèse constitue l’ensemble des mécanismes permettant au MK mature 

de produire des plaquettes sanguines nécessaires aux processus d’hémostase et de 

thrombose. La thrombopoïèse démarre dans la niche vasculaire de la moelle osseuse en 

contact avec les vaisseaux sinusoïdes et se termine dans la circulation sanguine. Ce chapitre 

a pour but de définir ce processus de thrombopoïèse et de décrire succinctement les 

plaquettes sanguines et leurs fonctions.   

 

I. Thrombopoïèse  

 

1. Formation des proplaquettes et libération des plaquettes   

 

Bien qu’il ait été suggéré pendant plusieurs années que le MK relâchait par rupture 

des plaquettes préformées, tous les travaux accumulés depuis le siècle dernier démontrent 

l’importance de l’extension des MK dans les vaisseaux sinusoïdes de la moelle dans le 

processus de thrombopoïèse. En effet, les MK étendent de longs branchements appelés 

proplaquettes présentant une succession de renflements reliés par des ponts 

cytoplasmiques, à l’origine des plaquettes sanguines [84]. Ces étapes peuvent être 

visualisées in vivo [179-181]. De même, in vitro, une formation spontanée de proplaquettes 

peut être observée à partir de MK matures de souris [85, 182, 183] ou humains [8, 125, 184, 

185].  

 

La formation de ces proplaquettes requiert des remaniements importants du cytosquelette 

avec un rôle primordial des microtubules et de l’actine [84, 144, 182, 186].  

Les microtubules et la tubuline β1 notamment, s’orientent le long des proplaquettes et par 

action de la dynéine et de la kinésine (protéines motrices des microtubules; [187]), 

procurent les forces nécessaires à l’allongement des proplaquettes, à la libération 

plaquettaire [85] ainsi qu’à la migration des mitochondries et des granules du MK vers la 

plaquette [188]. L’expression de la tubuline β1 dépend du facteur de transcription NF-E2. En 

effet, en absence de NF-E2, aucune expression de la tubuline n’est détectée. De même, les 
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MK ne sont pas capables de former des proplaquettes [144]. D’autre part, une étude a 

montré que des souris déficientes en tubuline β1 produisaient 60% de plaquettes en moins 

que des souris sauvages [189]. De même, des mutations de la tubuline β1 induisent une 

macrothrombopénie chez l’homme [190]. Ceci est en lien avec une étude précédente 

soulignant l’importance des microtubules et notamment de la dynéine, dans l’élargissement 

des proplaquettes [85]. Une étude récente propose une implication des deux petites G 

protéines, Rac et Cdc42 dans l’organisation de cette tubuline. En effet, il a été montré 

qu’une double inhibition de ces petites G protéines n’affecte pas le cytosquelette d’actine 

mais perturbe fortement l’organisation de la tubuline. Ce défaut d’organisation dérégule la 

dynamique des microtubules engendrant une formation anormale des proplaquettes. Ce 

défaut induit également une diminution de l’expression de certaines glycoprotéines 

plaquettaires: GPIb, GPV, GPIX, GPVI et l’intégrine αIIβ3 [191]. Cette étude montre donc 

l’importance de ces petites G protéines dans l’organisation de la tubuline ainsi que dans la 

formation des proplaquettes et des plaquettes.  

 

Le cytosquelette de la F-actine présent dans les proplaquettes joue également un rôle 

primordial dans l’extension et la rupture de celles-ci pour libérer les plaquettes sanguines 

[84, 85]. Ce cytosquelette procure aussi les forces contractiles centripètes opposées à celles 

des microtubules évitant ainsi une formation trop rapide des proplaquettes et à terme, une 

libération plaquettaire inappropriée. La F-actine nécessite une régulation fine impliquant les 

petites G protéines de la famille Rho déjà connues pour avoir un rôle dans de nombreux 

processus cellulaires. Néanmoins, bien qu’il soit admis depuis quelques années que la petite 

G protéine RhoA contrôle les forces contractiles du cytosquelette d’actine, son rôle demeure 

complexe au cours du développement mégacaryocytaire. Des travaux ont montré que la 

phosphorylation de la chaîne légère de la myosine (MLC2) induite par la voie Rho/ROCK 

forme un complexe actomyosine à l’origine de l’inhibition de la formation des proplaquettes 

[125] soulignant le rôle inhibiteur de RhoA dans la formation des proplaquettes. Par la suite, 

des études  ont montré qu’une absence de RhoA au sein des mégacaryocytes conduit à une 

macrothrombopénie in vivo [192]. De plus, la délétion de RhoA engendre une perte des 

fonctions plaquettaires (sécrétion des granules, rétraction du caillot notamment) in vitro 

[193].  
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D’autre part, plusieurs travaux ont démontré le rôle de la myosine IIA (non muscle myosin 

heavy chain II-A, NMHCIIA) notamment via la voie Rho-Rho kinase-myosine IIA, dans la 

régulation de la formation des proplaquettes [194-197]. Une mutation du gène MYH9 

(myosin heavy chain 9 non muscle) codant pour la chaîne légère de la myosine IIA induit une 

macrothrombopénie chez les patients. L’inactivation de ce gène restreinte au niveau MK, 

conduit à une formation in vitro de proplaquettes de taille plus grande pouvant expliquer la 

diminution du nombre de plaquettes. Ces plaquettes présentent une anomalie de la 

formation des fibres de stress ainsi qu’une anomalie de la signalisation outside-in de 

l’intégrine αIIbβ3 [198]. De plus, l’inactivation de MYH9 conduit à une formation anormale 

des MK et notamment, du DMS qui apparaît plus abondant et anormalement dilatée [195]. 

Ces données permettent d’expliquer la formation anormalement grande des proplaquettes 

et par conséquent, la diminution du compte plaquettaire. Ces données sont également 

supportées par des travaux menés in vitro et in vivo sur des MK de souris mutées pour 

MYH9. Ces travaux montrent qu’une mutation pour le gène MYH9 induit une formation de 

proplaquettes avec moins de ramifications [199]. Une étude a également suggéré que RUNX-

1 pourrait être impliqué dans cette formation de proplaquettes en régulant directement la 

myosine [196].      

Le rôle de la myosine IIA dans la distribution finale des granules au sein des plaquettes a 

récemment été soulevé. En effet, une déficience en myosine IIA chez la souris ou une 

mutation chez un patient engendre au sein des MK, une modification de l’organisation de la 

F-actine et par conséquent, altère le positionnement des granules provoquant une 

distribution hétérogène des granules au sein des plaquettes sanguines [197].  

 

Ainsi, toutes ces études suggèrent que la régulation des microtubules et du cytosquelette 

d’actine des MK est essentielle pour une formation efficace des proplaquettes. Néanmoins, 

ces études se focalisent surtout sur des mutations de gènes et/ou de protéines impliqués 

dans ce cytosquelette mais il serait d’autant plus intéressant de savoir si une manipulation 

directe du cytosquelette permettrait de réguler cette formation de proplaquettes et ainsi, la 

libération des plaquettes.    

 

Parallèlement aux microtubules et au cytosquelette d’actine, d’autres facteurs sont 

impliqués dans la formation des proplaquettes et la libération plaquettaire. Une étude 
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menée par Junt et ses collaborateurs a permis d’observer par microscopie multiphotonique 

intravitale, la formation en temps réel de proplaquettes dans la moelle osseuse d’une souris. 

Ces premières observations ont démontré l’importance des forces de cisaillement induites 

par le sang, dans l’extension des proplaquettes et la fragmentation des plaquettes. De 

même, dans un modèle in vitro, une augmentation significative du nombre de proplaquettes 

formées à partir des MK est observée lors d’une culture sous agitation comparée à une 

culture statique [180]. Une seconde étude en 2009 du groupe de D. Baruch a permis 

d’approfondir ces données en soulignant cette fois, l’importance des forces de cisaillement 

dans la production plaquettaire. En effet, l’équipe a démontré que l’exposition de MK 

humains à des forces de cisaillement élevées (1800 sec-1) permet d’accélérer et de 

concentrer la production plaquettaire [8]. Les forces de cisaillement utilisées dans cette 

étude s’apparentent à celles retrouvées dans la microcirculation pulmonaire [200, 201] qui a 

été reconnu comme site potentiel de production plaquettaire [202, 203]. D’autre part, il a 

été montré qu’en complément des forces induites par les microtubules, l’interaction de la 

GPIb (CD42b) avec le VWF joue un rôle majeur dans le processus de production plaquettaire 

[8]. Ces données appuient donc l’idée que la libération intravasculaire de fragments de MK 

matures est favorisée par les forces de cisaillement du sang dans les vaisseaux sinusoïdes de 

la moelle osseuse.  

 

Bien qu’il soit admis depuis plusieurs années que les proplaquettes soient à l’origine de la 

formation des plaquettes, une étude a souligné la capacité des plaquettes en culture à se 

déformer. Les plaquettes semblent capables de se dupliquer pour former une descendance. 

Ces plaquettes produites présentent une structure en forme d’haltère contenant chacune 

leur propre organite et cytosquelette [204]. Par la suite, une seconde étude a mis en 

évidence une nouvelle étape dans la formation plaquettaire : les préplaquettes [182]. Ceci 

suggère donc une hétérogénéité de la population de plaquettes circulantes dans le sang 

(préplaquettes, proplaquettes et plaquettes). Les préplaquettes sont de gros fragments 

condensés capables de manière réversible de former de gros fragments débobinés, les 

proplaquettes. Cette conversion de préplaquettes à proplaquettes est basée sur un 

processus mettant en jeu les forces exercées par les microtubules permettant de réguler et 

de prédire la taille des plaquettes générées [183].  
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D’autre part, notre équipe a mis en évidence un rôle majeur du VWF dans la conversion des 

préplaquettes en proplaquettes. En effet, nos études de perfusion de plaquettes lavées 

issues de souris déplétées en VWF ont montré une augmentation de la proportion de 

préplaquettes conduisant à une thrombopoïèse terminale diminuée [205]. Ainsi, la libération 

plaquettaire peut nécessiter deux étapes : la conversion des préplaquettes en proplaquettes 

puis la production plaquettaire à partir des proplaquettes (Figure 15). Il est néanmoins 

possible que ces préplaquettes soient piégées dans les microcapillaires de la moelle osseuse, 

des poumons ou encore de la rate conduisant ainsi à une libération plaquettaire à partir des 

proplaquettes produites par fragmentation des MK dans les vaisseaux sinusoïdes.  

 

 
Figure 15: Implication du VWF dans la formation des proplaquettes et des plaquettes  

(Adaptée de [204]) 

 

2. Système de membrane de démarcation 

 

Le processus d’endomitose permet de générer des MK multilobés (> 16N) avec un 

cytoplasme contenant de grandes quantités de protéines et de lipides nécessaires à la 

création du DMS. De nombreuses études ont démontré que ce DMS en continuité avec la 

membrane plasmique sert de réservoir de membrane et est à l’origine de la formation des 

proplaquettes. Ce DMS est à l’origine de la membrane plasmique des futures plaquettes  

[206-208]. Des données récentes ont souligné l’importance de la réorganisation du 

cytosquelette et de la membrane plasmique dans la formation du DMS [209-211]. Par 

exemple, une déficience pour la protéine CIP4 (Cdc42 interacting protein 4) connue pour 
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réguler les forces du cytosquelette, induit la formation de MK avec des phénotypes 

anormaux. Ces MK présentent une membrane plasmique rigide induisant une formation 

anormale du DMS d’où une diminution dans la formation des proplaquettes [211]. L’équipe 

de C. Gachet a suggéré un nouveau modèle de biogénèse du DMS faisant intervenir plusieurs 

membranes du MK [212] et non pas une seule membrane comme cela avait été 

précédemment rapporté [213-215]. Ainsi, celui-ci commence à se former à la périphérie de 

la cellule puis l’invagination de la membrane plasmique permet de former le pré-DMS. Le 

développement du DMS s’effectue ensuite à partir des membranes du Golgi et du réticulum 

endoplasmique [212] (Figure 16).   

 

 
Figure 16: Processus de développement du système de membrane de démarcation (D’après [212]) 

 

La thrombopoïèse demeure donc un processus complexe nécessitant une régulation fine 

(formation du DMS, implication des petites G protéines, conversion des préplaquettes en 

proplaquettes) et mettant en jeu les forces de cisaillement du sang. Actuellement, de 

nombreuses équipes travaillent sur ce sujet en tentant de mimer au plus prés les 

compartiments de la moelle osseuse (niche ostéoblastique et niche vasculaire). Cette 

approche permettrait 1) d’approfondir les connaissances sur la mégacaryopoïèse et la 

thrombopoïèse, 2) d’apporter de nouvelles informations sur la façon dont les forces de 

cisaillement influencent la formation des proplaquettes et la libération des plaquettes et 3) 

d’améliorer la production plaquettaire in vitro à des fins d’utilisation thérapeutique. Ces 

aspects seront développés dans le prochain chapitre.  
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II. Plaquettes sanguines  

 

Les plaquettes sanguines provenant de la fragmentation des MK, sont des cellules 

anucléées de petite taille et de forme discoïde. Les plaquettes sont présentes à raison de 

150 000 à 400 000 plaquettes/µL chez l’homme et de 400 000 à 1 600 000 plaquettes/µL 

chez la souris. Leur durée de vie est de 7 jours environ; les plaquettes vont ensuite être 

phagocytées par les macrophages de la moelle osseuse, la rate ou le foie. Elles sont 

majoritairement impliquées dans l’hémostase primaire où elles sont les premières à 

intervenir pour l’arrêt du saignement.      

 

1. Morphologie des plaquettes sanguines 

 

Au repos, les plaquettes sanguines sont de forme discoïde et mesurent entre 2 et 3 

µm. La microscopie électronique permet d’apprécier leur morphologie; elles présentent trois 

zones principales : la zone périphérique, le cytoplasme contenant les organelles et la zone du 

cytosquelette [216, 217] (Figure 17).  

 

 
Figure 17: Observation d’une plaquette au repos en microscopie électronique (D’après [217]) 

Grossissement: x 22,500. Abréviations: DB, granule dense; DTS, système tubulaire dense; MT, 
microtubule; OCS, système caniculaire ouvert; G, granule α; Gly, glycogène. 
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1.1. La zone périphérique 

 

La zone périphérique est composée de la membrane plasmique, du système 

caniculaire ouvert et du système tubulaire dense.  

 

Membrane plasmique 

La membrane plasmique présente une bicouche lipidique constituée de feuillets externe et 

interne, dans laquelle sont assemblées des glycoprotéines. Le feuillet externe est composé 

de phospholipides neutres (phosphatidylcholines et sphingomyélines) tandis que le feuillet 

interne comprend des phospholipides riches chargés négativement (phosphatidylsérines, 

phosphatidylinositol, phosphatidyléthanolamines).        

 

Système caniculaire ouvert 

Le système caniculaire ouvert est connecté à la surface et forme des invaginations de la 

membrane plasmique au travers du cytoplasme. Ces invaginations intracytoplasmiques 

permettent non seulement d’endocyter des substances plasmatiques mais également de 

libérer des contenus intragranulaires, lors de l’activation plaquettaire.   

 

Système tubulaire dense 

Le système tubulaire dense représente un réseau analogue au réticulum endoplasmique 

lisse du MK. Il est capable de séquestrer le calcium et demeure ainsi, un système régulateur 

de l’activation plaquettaire [218].  

 

1.2. Le cytoplasme 

 

Le cytoplasme plaquettaire contient des mitochondries nécessaires au métabolisme 

énergétique, des peroxysomes, des grains de glycogène (réserves énergétiques) ainsi que 

des granules de sécrétion: les granules α, les granules denses et les lysosomes appelées aussi 

granules λ. En cas d’activation plaquettaire, ces granules sont capables de sécréter leur 

contenu par exocytose.   
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Granules α 

Les granules α représentent les granules les plus abondants (50 à 80) et les plus grands (200 

à 500 nm). Ils contiennent un grand nombre de protéines: protéines de l’inflammation (P-

sélectine), de la coagulation (VWF, fibrinogène, facteur V …), de croissance (SDF-1), 

inhibiteurs de la fibrinolyse (PAI-1; inhibiteur de l’activateur du plasminogène), protéines 

membranaires (CD42b, CD62P, CD41/CD61 …) ou adhésives (VWF) [219, 220]. Ces granules 

peuvent également présenter à leur surface des protéines liant le GTP (Rap-1, Rab4 …). Ces 

protéines requises dans le mécanisme de régulation de la sécrétion sont également 

présentes à la surface des granules denses [221]. Il a été récemment montré que d’autres 

protéines provenant des granules α pouvaient être libérées de façon différentielle [222].       

 

Granules denses 

Les granules denses présents en faible nombre (5 à 6) au sein de la plaquette sont de petite 

taille (150 nm). Ces granules stockent des nucléotides telles que l’ADP et l’ATP mais 

également du pyrophosphate, du calcium ou encore de la sérotonine. Les protéines 

membranaires retrouvées en grande quantité sur les granules α ainsi que les protéines 

lysosomales sont peu présentes sur les granules denses [220].  

Une étude récente a mis en évidence un autre pool granulaire dense aux électrons, les 

granules T exprimant le TLR9 à leur surface (Toll Like Receptor 9). Néanmoins, ces granules 

ne présentent pas le même contenu, ni les mêmes protéines membranaires que les granules 

denses [223].   

 

Lysosomes 

Ces granules sont de structure arrondie de 175 à 250 nm de diamètre. Ils ont pour fonction 

la dégradation et le recyclage des macromolécules ou des particules endocytées. Ces 

granules sont des organites sécrétables après activation plaquettaire et sont principalement 

constitués d’enzymes actives en conditions acides et de protéines membranaires 

lysosomales (CD63 encore appelé LAMP-3, par exemple).     
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1.3. Le cytosquelette  

 

Les constituants majeurs du cytosquelette plaquettaire sont des protéines 

fibrillaires : l’actine et les microtubules. Ce cytosquelette est fortement mis en jeu lors de 

changement de forme des plaquettes en cas d’activation et d’agrégation.    

 

Actine 

En complément du réseau de microtubules, l’actine participe au maintien de l’intégrité de la 

plaquette. L’actine comprend une forme monomérique (actine G) et une forme fibrillaire (F-

actine; actine polymérisée). Elle représente 20% des protéines totales plaquettaires 

nécessaires à la contraction, la sécrétion, la rétraction du caillot ainsi qu’à l’émission de 

filopodes, la formation de lamellipodes et de fibres de stress [186]. Au repos, 40% de l’actine 

demeure sous forme fibrillaire. Après activation et étalement plaquettaire, 80% de l’actine 

sera fibrillaire [224]. Ceci résulte de la polymérisation de l’actine G en protofilaments qui 

vont s’associer deux à deux pour former la F-actine [225]. Ce remodelage du cytosquelette 

d’actine est sous l’influence de petite G protéines de la famille Rho (RhoA, Cdc42, Rac) [226]. 

Différentes protéines sont associées à la F-actine permettant la liaison du réseau d’actine 

avec des protéines membranaires telles que le complexe CD41/CD61 (αIIbβ3) ou CD42b 

(GPIb) [227].     

 

Microtubules 

Les microtubules retrouvés en périphérie interne de la plaquette permettent de maintenir la 

forme discoïde de celle-ci au repos; ils forment la bande marginale caractéristique des 

plaquettes sanguines [228]. L’association des sous-unités α et β (β1 dans les MK et les 

plaquettes) de la tubuline par des liaisons non covalentes forme des protofilaments via 

notamment, la dynéine et la kinésine [187], à l’origine de la formation des filaments. La 

tubuline polymérisée représente 60% de la tubuline présente au sein de la plaquette. Une 

étude récente de l’équipe de K. Sadoul a mis en évidence l’implication de la dynéine et de la 

kinésine dans le changement de forme des plaquettes au cours de l’activation. Tandis que la 

kinésine est rapportée comme essentielle au maintien au repos des plaquettes, la dynéine 

quant à elle est nécessaire à l’élongation des microtubules. Cette dynéine est à l’origine de la 

torsion de la bande marginale et du changement de forme de la plaquette [229].  
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2. Signalisation plaquettaire 

 

En conditions physiologiques, il est nécessaire de maintenir les plaquettes au repos 

afin d’éviter toute formation inappropriée de thrombus. Pour cela, les cellules endothéliales 

sécrètent la prostaglandine I2 (PGI2) qui interagit avec son récepteur présent à la surface 

des plaquettes. L’activation de la voie de signalisation découlant de cette interaction permet 

de maintenir l’intégrine αIIbβ3 inactive à la surface des plaquettes (Figure 18). 

 

L’hémostase constitue l’ensemble des mécanismes permettant de maintenir l’intégrité des 

vaisseaux sanguins (arrêt des hémorragies ou blocage des thromboses). Trois mécanismes 

sont simultanément initiés lors d’une brèche vasculaire : 1) l’hémostase primaire qui forme 

un clou plaquettaire permettant d’occlure la brèche, 2) la coagulation qui consolide ce clou 

plaquettaire en formant un réseau de fibrine emprisonnant des globules rouges et 3) la 

fibrinolyse qui détruit le caillot ou limite son extension. L’hémostase primaire se décompose 

en plusieurs étapes: l’adhésion des plaquettes au sous-endothélium, l’activation plaquettaire 

et pour finir, le recrutement d’autres plaquettes circulantes nécessaires à l’agrégation 

plaquettaire. Tous ces mécanismes mettent en jeu un grand nombre de récepteurs 

plaquettaires.  

 

 
Figure 18: Voies de signalisation plaquettaire (Adaptée de [230-232]) 
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2.1. Adhésion plaquettaire 

 

Une lésion vasculaire entraîne l’interaction de constituants du sous-endothélium tels 

que le VWF, le collagène ou le fibrinogène avec leurs récepteurs présents à la surface des 

plaquettes (complexe GPIb-V-IX, GPVI et αIIbβ3, respectivement). Cette interaction favorise 

l’adhésion plaquettaire à l’endothélium lésé; celle-ci est nécessaire pour induire l’activation 

des plaquettes. En cas de faibles forces de cisaillement, l’adhésion plaquettaire est 

principalement régulée par l’interaction du fibrinogène avec son récepteur. A l’inverse, en 

cas de forces de cisaillement élevées, l’adhésion dépend du complexe GPIb-IX-V qui se lie au 

VWF lui-même associé au collagène [233]. D’autre part, l’interaction du collagène avec son 

récepteur GPVI déclenche de nombreux signaux au sein des plaquettes. Ces signaux sont à 

l’origine de l’augmentation de l’affinité des récepteurs pour leurs ligands [234]. Ainsi, cette 

première étape d’adhésion favorise le ralentissement des plaquettes dans le flux sanguin 

pour favoriser le recrutement d’autres ligands par d’autres récepteurs plaquettaires et 

induire l’activation plaquettaire. 

   

2.2. Activation plaquettaire  

 

L’activation plaquettaire induite après stabilisation de l’adhésion des plaquettes au 

sous-endothélium entraîne le changement de forme des plaquettes, l’activation de 

l’intégrine αIIbβ3 et ainsi, la sécrétion des contenus granulaires. De nombreux récepteurs et 

voies de signalisation sont mis en jeu lors de cette activation plaquettaire (Figure 18): 

- Les récepteurs d’adhérence 

- Les récepteurs couplés aux protéines G hétérodimériques (RCPG)  

- Les récepteurs de type intégrine  

 

2.2.1. Récepteurs d’adhérence  

 

Le complexe GPIb-IX-V ainsi que la GPVI sont des récepteurs d’adhérence fixant 

respectivement, le VWF et le collagène. Ces récepteurs possèdent des voies de signalisation 

communes mais ne sont pas activées de la même manière. En effet, la liaison de GPVI à ses 
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ligands conduit à sa dimérisation et à la phosphorylation de FcRγ au niveau de son motif 

ITAM (immunoreceptor tyrosine-based activator motif) par des kinases de la famille Src 

constitutivement associées au domaine cytoplasmique de GPVI. De même, l’activation du 

complexe GPIb-IX-V conduit à une activation de la voie des Src kinases. Dans les deux cas, 

l’activation de la voie des Src kinases conduit à une activation de la PI3k et de la 

phospholipase Cγ2 (PLCγ2) [232] nécessaire à la mobilisation calcique et l’activation de la 

protéine kinase C (PKC). Ceci aboutit à l’activation de la petite G protéine Rap1b conduisant 

à l’activation de l’intégrine αIIbβ3 (Figure 18).  

 

2.2.2. Récepteurs couplés aux protéines G 

 

En parallèle de l’adhésion plaquettaire, la coagulation est initiée par le facteur 

tissulaire présent dans la paroi vasculaire. Ceci va engendrer la formation de thrombine, un 

agoniste plaquettaire puissant. Cette thrombine permet également d’induire la formation de 

fibrine à partir du fibrinogène ce qui est indispensable pour maintenir stable l’agrégat 

plaquettaire. Cet agoniste plaquettaire (thrombine) tout comme l’ADP ou le thromboxane A2 

(TXA2) sont solubles et vont activer leur RCPG.  

 

Récepteurs à la thrombine 

La thrombine active ses récepteurs par clivage protéolytique; ils sont donc nommés PAR 

pour « Protease-Activated Receptor ». Chez l’homme, les plaquettes expriment les 

récepteurs PAR-1 et PAR-4 tandis que chez la souris, les plaquettes expriment les récepteurs 

PAR-3 et PAR-4 [235, 236]. Chez l’homme, bien qu’étant tous deux essentiels à la plaquette, 

les récepteurs s’activent différemment. Le peptide activant le PAR-1 est le SFLLRN (TRAP-6 

pour Thrombin receptor activating peptide-6) tandis que le PAR-4 est activé par le peptide 

GYPGKF. De même, ces deux récepteurs ne répondent pas aux mêmes doses de thrombine. 

Le PAR-1 nécessite de faibles doses tandis que le PAR-4 nécessite de fortes doses [237]. Chez 

la souris, après clivage et activation du PAR-4, le PAR-3 représente l’un de ses cofacteurs 

[238].    
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Récepteurs à l’ADP et au TXA2 

L’ADP et le TXA2 de par leurs actions autocrines et paracrines, sont essentiels au maintien de 

l’activation plaquettaire. L’ADP stocké dans les granules denses, est libéré après activation 

plaquettaire pour interagir avec ces deux récepteurs : le P2Y1 et le P2Y12 [239]. Tout comme 

les récepteurs à la thrombine, le P2Y1 et le P2Y12 sont essentiels à la physiologie 

plaquettaire mais n’interviennent pas de la même manière. Le P2Y1 est important dans le 

réarrangement du cytosquelette [240] tandis que le P2Y12 favorise l’action de l’ADP [241]. 

Le TXA2, dérivé de l’acide arachidonique se fixe sur son récepteur TPα couplé aux protéines 

Gαq et Gα12/13 [242]. Cet agoniste agit localement du fait d’une courte demi-vie après 

fixation sur son récepteur.   

 

L’interaction des agonistes avec leur RCPG induit l’activation des sous-unités des protéines G 

correspondantes. Cela conduit à l’activation de voies de signalisation plaquettaires à l’origine 

de l’activation de l’intégrine αIIbβ3 (signalisation « inside-out »).  

Premièrement, les sous-unités Gαq activent la PLCβ induisant la formation d’inositol 1,4,5-

triphosphate (IP3) et de 1,2-diacylglycérol (DAG). Cela conduit à l’augmentation du calcium 

intraplaquettaire et à l’activation de la PKC [243]. Il en résulte l’activation de l’intégrine 

αIIbβ3 par la GTPase Rap1b [244] (Figure 18).  

Deuxièmement, l’activation des sous-unités Gα12 et Gα13 (sous-groupe de Rho-GEF pour 

Rho-specific Guanine nucleotide Exchange Factors) induit un changement de forme des 

plaquettes par régulation de la phosphorylation de MLC. Cette régulation s’effectue via la 

petite GTPase RhoA et la Rho kinase induisant l’inhibition de la MLC phosphatase et ainsi, 

l’accumulation de MLC phosphorylée. Cela engendre un changement de forme des 

plaquettes [245] (Figure 18).  

Troisièmement, la sous-unité Gi régule négativement l’AMPc intraplaquettaire (inhibiteur de 

l’activation plaquettaire) en inhibant l’adénylate cyclase [246]. Les sous-unités β et γ, elles, 

activent la PI3k. Par la suite, PI3k induit l’activation d’Akt et de Rap1b [230, 247]. La PI3k est 

également capable de réguler l’intégrine αIIbβ3 intraplaquettaire [248] (Figure 18).  
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2.2.3. Récepteurs de type intégrine  

 

 Ces récepteurs sont hétérodimériques et transmembranaires. Au sein de la 

plaquette, les intégrines sont constituées d’une sous unité β (β1 ou β3) et d’une sous unité 

α. On distingue par exemple, l’intégrine α2β1 (récepteur au collagène), l’intégrine α6β1 

(récepteur de la laminine) ou encore l’intégrine αIIbβ3 (récepteur au fibrinogène, au VWF 

…). Cette dernière est présente en quantité abondante au niveau de la membrane 

plaquettaire et joue un rôle primordial dans la signalisation plaquettaire et l’agrégation.  

 

Suite à l’activation plaquettaire via les RCPG ou les récepteurs d’adhérence, de nombreuses 

signalisations intraplaquettaires conduisent à l’activation de l’intégrine αIIβ3 caractérisant la 

signalisation « inside-out » [244, 248] (Figures 18 et 19A). Cette activation conduit à un 

changement de conformation de l’intégrine augmentant son affinité pour ses ligands 

(fibrinogène et VWF) déclenchant ainsi une signalisation « outside-in » de l’intégrine 

(Figure 19B). Cette signalisation entraîne la sécrétion des contenus granulaires, la rétraction 

du caillot et la génération de thrombine [249, 250].        

 

 
Figure 19: Signalisations « inside-out » (A) et « outside-in » (B) de l’intégrine αIIbβ3 (D’après [250])  

 

2.3. Changement de forme et sécrétion plaquettaire 

 

Changement de forme 

L’activation plaquettaire provoque la transformation des plaquettes qui passent d’une forme 

discoïde à une forme sphérique capable d’émettre des filopodes et des lamellipodes.  
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Ce changement de forme implique des réarrangements du cytosquelette dépendant de deux 

étapes de réorganisation des filaments d’actine : 1) perte de l’organisation du réseau 

d’actine sous membranaire (action du calcium intraplaquettaire) et formation de sites de 

nucléation et de polymérisation et 2) réassemblage des filaments d’actine [251]. Ces étapes 

induisent la formation de filopodes, lamellipodes, fibres de stress et anneaux contractiles. 

Les filopodes favorisent le ralentissement des plaquettes sur le site lésé tandis que les 

lamellipodes de par leurs extensions, permettent de recouvrir une plus grande surface [233]. 

En absence de la sous-unité Gα13, aucun agoniste ne peut déclencher ces changements 

morphologiques induits par la phosphorylation de MLC via la voie Rho-kinase [252]. Lors de 

ces changements morphologiques, la fusion de la membrane des granules avec la membrane 

plasmique ou avec le système caniculaire ouvert entraîne la sécrétion plaquettaire.       

 

Sécrétion plaquettaire 

Suite à leur changement de forme, les plaquettes libèrent les facteurs solubles contenus 

dans les granules. Cette sécrétion s’effectue de façon chronologique en commençant par les 

facteurs contenus dans les granules α puis ceux des granules denses et enfin ceux des 

lysosomes.  

 

2.4. Agrégation plaquettaire  

 

L’agrégation plaquettaire constitue le processus selon lequel les plaquettes adhèrent 

les unes aux autres pour former le clou plaquettaire. Ce processus est déclenché au cours de 

la première phase d’activation plaquettaire et est amplifié lors de la fixation du fibrinogène 

sur son récepteur, l’intégrine αIIbβ3 active [232]. La signalisation « inside-out » engendre un 

changement conformationnel de l’intégrine augmentant ainsi sa concentration au niveau 

membranaire et son affinité pour le fibrinogène [253]. De même que les molécules libérées 

des granules plaquettaires, le fibrinogène conduit au recrutement des plaquettes 

environnantes dans l’agrégat plaquettaire.  

La signalisation « outside-in » générée par l’interaction de l’intégrine αIIbβ3 avec le 

fibrinogène permet de stabiliser le clou plaquettaire. De plus, la formation d’un réseau de 

fibrine par l’activité procoagulante des plaquettes permet de consolider cet agrégat et de le 

maintenir ancré à la paroi du vaisseau sanguin.   
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2.5. Activité procoagulante des plaquettes 

 

 L’activation plaquettaire conduit à la perte de la répartition asymétrique des 

phospholipides de la membrane plasmique. L’augmentation importante de calcium 

intraplaquettaire suite à l’activation plaquettaire induit l’exposition de la phosphatidylsérine 

(PS; principal support de l’activité procoagulante) sur le feuillet externe de la membrane 

plasmique [254]. La PS se retrouve ainsi en contact avec les éléments circulants et offre une 

surface catalytique aux facteurs de coagulation. Ceci induit la génération de thrombine à 

partir de la prothrombine, au niveau du site de lésion. Comme souligné précédemment, la 

thrombine amplifie la réaction plaquettaire par sa fixation à ses récepteurs PAR et assure la 

conversion du fibrinogène monomérique soluble en polymère de fibrine insoluble. La fibrine 

formée va consolider l’agrégat plaquettaire en formant un maillage autour de celui-ci afin 

d’induire une hémostase complète. Ces processus font intervenir de nombreux facteurs 

plasmatiques et constituent la cascade de la coagulation.      

 

Une accumulation de PS chargée négativement sur le feuillet externe peut provoquer un 

bourgeonnement plaquettaire et ainsi, l’émission de microparticules [255]. Ces 

microparticules sont de petites tailles et de composition lipidique hétérogène: on retrouve 

de la PS mais également des protéines d’adhésion. D’autre part, ces microparticules sont 

retenues sur le site d’adhésion et d’activation plaquettaire permettant ainsi d’augmenter la 

surface catalytique pour la coagulation [256]. 

 

L’exposition de la PS sur le feuillet externe de la membrane plaquettaire permet également 

d’éliminer de la circulation les plaquettes activées ou vieillissantes. La surface plaquettaire 

chargée négativement est reconnue par les macrophages circulants qui vont éliminer les 

plaquettes par phagocytose [257].  

    

L’hémostase représente donc un processus complexe mettant en jeu un grand nombre de 

plaquettes sanguines et de nombreuses voies de signalisation intraplaquettaire. 

Actuellement, de nombreuses équipes s’intéressent à l’amélioration de la production 

plaquettaire in vitro.  
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3. Pathologies plaquettaires  

 

Les pathologies portant sur la formation des plaquettes ne constituent pas un groupe 

à part. Elles sont présentées ci-dessous parmi les déficits membranaires, les défauts de 

sécrétion ou encore les anomalies géniques des protéines du cytosquelette.          

 

3.1. Macrothrombopénies héréditaires   

 

En termes de macrothrombopénies héréditaires liées à des déficits membranaires 

pour des complexes glycoprotéiques ou des intégrines, deux pathologies peuvent être 

citées: le syndrome de Bernard-Soulier ou la thrombasthènie de Glanzmann.  

Le syndrome de Bernard-Soulier caractérisé par un déficit quantitatif ou fonctionnel du 

complexe GPIb-IX-V [258] conduit à une macrothrombopénie modérée à sévère ainsi qu’à un 

allongement du temps de saignement et à un défaut d’adhérence des plaquettes. Ces 

plaquettes ne peuvent pas lier le VWF empêchant ainsi leur adhésion au collagène en 

conditions de flux [259, 260]. Ainsi, en perdant ces sites de liaison, les plaquettes présentent 

un défaut d’adhérence et une mauvaise réponse aux agonistes. Ce syndrome peut être 

causé par de nombreuses mutations au sein des gènes GPIX, GPIb ou GPV. Une mutation 

dans le gène GPIbα entraîne une absence d’interaction entre celui-ci et la filamine A ou 

d’autres composants du cytosquelette. Cette absence d’interaction conduit à une instabilité 

de la membrane plaquettaire en conditions de flux [261]. De plus, cette anomalie est à 

l’origine d’une organisation anormale du DMS dans les MK ainsi que d’une extension 

modifiée des proplaquettes dans les vaisseaux sinusoïdes résultant en une production de 

plaquettes géantes. Des modèles de souris déficientes ou mutées pour GPIbα ou GPIbβ sont 

actuellement utilisés pour mimer cette pathologie dans le but de mieux comprendre les 

mécanismes mis en jeu et d’identifier de potentiels cibles thérapeutiques. Ces souris 

présentent un phénotype comparable aux patients avec notamment un développement 

anormal de la membrane des MK et une formation modifiée des proplaquettes [262-264].  

La thrombasthénie de Glanzmann est une maladie héréditaire liée à des anomalies 

quantitatives et/ou qualitatives de l’intégrine αIIbβ3 [265]. Cette maladie conduit à de 

sévéres hémorragies chez les patients, en lien avec un manque de liaison des plaquettes au 
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fibrinogène [258, 266]. De plus, les plaquettes s’aggrégent faiblement entre elles et la 

rétraction du caillot est perturbée chez ces patients [267, 268]. La plupart des cas de 

thrombasthénie de Glanzmann présentent un compte et un volume plaquettaire normal. 

Cependant, dans de rares cas, une macrothrombopénie est observée en lien avec des 

mutations du domaine transmembranaire ou cytoplasmique des sous-unités αIIb ou β3. Ces 

mutations sont généralement hétérozygotes et sont dues à une substitution ou une délétion 

d’acide aminé [269]. La première de ces études a montré qu’une perturbation du pont 

cytoplasmique entre les sous-unités αIIb et β3 de l’intégrine, en lien avec une mutation au 

sein de celle-ci conduit à une activation incompléte de l’intégrine et provoque ainsi une 

formation anormale des proplaquettes [270]. Plus précisèment, après différenciation in vitro 

de cellules CD34+ issus de patients atteints par cette mutation, cette équipe observe une 

formation de MK avec des proplaquettes de plus grandes tailles en comparaison du contrôle 

[270]. Cette observation est en corrélation avec le compte et la morphologie plaquettaire 

observés dans la circulation des patients. De plus, les plaquettes de ces patients sont 

constitutivement actives comme démontré par la fixation augmentée de PAC-1 en 

conditions de repos [270, 271]. Cette activation permanente de l’intégrine αIIbβ3 au sein des 

MK influence négativement la formation des proplaquettes en lien avec la présence d’une 

macrothrombopénie chez les patients [271].          

 

Des défauts de sécrétion des granules peuvent également être à l’origine de 

macrothrombopénies héréditaires comme cela est le cas dans le syndrome du pool-vide ou 

le syndrome des plaquettes grises.  

Le syndrome hémorragique dans la maladie du pool vide est dû à une diminution de la 

libération des constituants des granules denses. Cette diminution a pour origine un déficit en 

granules denses de nature quantitative, se traduisant par une diminution du nombre de 

granules denses intraplaquettaire ou qualitatives, menant à une dysfonction de ces granules 

[272]. Actuellement, les mécanismes aboutissant à ces déficits en granules denses sont peu 

connus. Néanmoins, des greffes de moelle osseuse réalisées dans des modèles murins des 

syndromes de Hermansky-Pudlak et de Chediak-Higashi ont permis de corriger le phénotype 

hémorragique soulignant une implication des précurseurs mégacaryocytaires dans ce déficit 

[273].  
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Le syndrome des plaquettes grises également à l’origine d’hémorragies, est dû à une 

déficience sévère des granules α en termes de fonction et de contenu [274]. Plusieurs 

groupes ont mis en évidence une mutation du gène NBEAL2 (neurobeachin-like 2) dans ces 

plaquettes [275-277]. Ce gène est directement impliqué dans la biogénèse des granules α au 

niveau des MK. Plus récemment, deux équipes ont retrouvés le phénotype de cette maladie 

en utilisant des souris Nbeal2-/-. Plus précisément, ces souris présentent une formation de 

thrombus altérée ainsi qu’une activité procoagulante anormale [278, 279]. Ces travaux 

démontrent l’importance de ce gène dans la formation de plaquettes non pathologiques.  

 

Les macrothrombopénies héréditaires peuvent également avoir pour origine des anomalies 

géniques au niveau mégacaryocytaire ou plaquettaire: c’est le cas notamment de l’anomalie 

de May-Hegglin, du syndrome de la filamine A ou encore des thrombopénies familiales.  

L’anomalie de May-Hegglin caractérisée par des mutations du gène MYH9 non musculaire 

est à l’origine de défauts protéiques au niveau du cytosquelette. Les patients atteints de 

cette anomalie présentent une macrothrombopénie modérée accompagnée de dysfonctions 

plaquettaires [280-282]. Les mutations au sein de ce gène sont à l’origine d’une perte 

partielle ou totale de l’expression et/ou de la fonction de la myosine IIA [283, 284]. Au 

niveau mégacaryocytaire, une diminution de la phosphorylation de MLC et de la fonction de 

la myosine ralentit la migration des MK vers les vaisseaux sinusoïdes et engendre des 

anomalies dans le processus de formation des proplaquettes [285]. Ces différentes 

anomalies géniques, protéiques et phénotypiques sont retrouvées dans les modèles de 

souris développés dans le but de mieux comprendre cette pathologie et d’identifier les 

mécanismes qui y sont associés [194, 195, 198, 199].  

La filamine A présente une capacité d’interaction avec la GPIbα soulignant ainsi les relations 

étroites entre les récepteurs de surface et le cytosquelette. Ainsi, des mutations dans le 

gène FLNA codant la protéine de la filamine A sont également à l’origine de 

macrothrombopénie et d’anomalies de fonctions plaquettaires [286, 287]. En réalisant des 

cultures in vitro de cellules CD34+ de patients atteints de filaminopathies, une étude récente 

a mis en évidence que ces mutations au sein du gène FLNA influencent la différenciation 

mégacaryocytaire et la production plaquettaire avec à terme, une macrothrombopénie et 

des plaquettes présentant notamment des granules de taille anormalement élevée [286]. 

Les thrombopénies familiales telles que la thrombopénie familiale FDP/AML (familial platelet 
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disorder/acute myeloid leukemia) provoquent également une diminution modérée du taux 

de plaquettes ainsi que leur dysfonctionnement. Ces symptômes sont généralement associés 

à d’autres pathologies hématologiques [196]. Ces anomalies sont dues à des mutations du 

gène AML1 entraînant ainsi une diminution du taux et/ou de la fonction de la protéine.  

 

3.2. Maladie de Willebrand 

 

Cette maladie peut être classifiée en 3 sous catégories en fonction de l’impact de la 

mutation du VWF sur les patients: la maladie de Willebrand de type 1, de type 2 et de type 3 

[288-291]. La maladie de Willebrand de type 2 qui est due à une déficience qualitative du 

VWF représente 20% des cas et peut être divisée en 4 sous-unités. Les mutations de type 2A 

et 2M conduisent à une diminution de l’interaction entre le VWF et les plaquettes tandis que 

la mutation de type 2B induit un gain de fonction du VWF conduisant ainsi à une 

augmentation de l’affinité du VWF pour la GPIbα à la surface des plaquettes [292]. Chez les 

patients VWF 2B, une thrombopénie associée à la formation de plaquettes géantes et de 

plaquettes à l’aspect morphologiquement anormal est retrouvée [293-296]. Cette 

thrombopénie peut être expliquée par la formation de MK présentant de courtes 

élongations et produisant de larges proplaquettes, en lien avec le défaut d’interaction entre 

le VWF et la GPIb [297] ou par la présence d’agrégats plaquettes/VWF circulants. La 

première hypothèse a été rapportée dans une étude de production plaquettaire in vitro en 

conditions de flux. En effet, en perfusant des MK sur une surface de VWF muté (mutation 

V1316M), l’équipe de D. Baruch a montré que les étapes de formation des proplaquettes 

étaient ralenties conduisant ainsi à une diminution du nombre de plaquettes produites et à 

une accumulation de proplaquettes [8]. La seconde hypothèse quant à elle, est supportée 

par l’observation du VWF à la surface des plaquettes des patients VWF 2B [293]. De même, 

in vivo, l’équipe de C. Denis a généré un modèle de souris présentant les mêmes 

caractéristiques phénotypiques que les patients VWF 2B [298]. En utilisant ce modèle, cette 

équipe a mis en évidence que les agrégats plaquettes/VWF sont éliminés par les 

macrophages du foie ou de la rate expliquant ainsi ce défaut de compte plaquettaire [299]. 

Cette équipe a également montré que ces souris présentent des anomalies dans leur 

signalisation plaquettaire [300]. Ainsi, ce modèle de souris apparaît pertinent pour 

déterminer quelles voies de signalisation sont impliquées dans ces défauts plaquettaires 
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retrouvés chez les patients VWF 2B. En parallèle de cette maladie de VWF 2B, le syndrome 

« platelet-type VWD » peut être cité. Ce syndrome est dû à une mutation gain de fonction de 

la GPIbα également à l’origine de thrombopénies modérées à sévères chez les patients 

[301]. D’un point de vue phénotypique, ce syndrome est similaire à celui de la maladie de 

VWF 2B. Seules des analyses moléculaires permettent de discriminer ces deux syndromes 

[302].  

 

3.4. Cas de thrombocytoses associées à des syndromes 

myéloprolifératifs 

 

La maladie de Vaquez, la thrombocytose essentielle ou encore la myélofibrose 

primitive représentent trois syndromes myéloprolifératifs associés à des thrombocytoses.   

La thrombocytose essentielle est caractérisée par une prolifération prédominante de la 

lignée mégacaryocytaire induisant de graves thromboses associées à un allongement du 

temps de saignement et à des anomalies morphologiques des plaquettes. La maladie de 

Vaquez et la myélofibrose primitive sont caractérisées respectivement, par une prolifération 

prédominante de la lignée érythroblastique entraînant une augmentation de la masse 

globulaire et par une myélofibrose évolutive et une métaplasie myéloïde hépatosplénique. 

Toutes deux induisent des thromboses artérielles et veineuses du fait d’un nombre 

anormalement élevé de plaquettes sanguines. Ces trois syndromes myéloprolifératifs sont 

liés à une mutation du gène JAK2. Une étude a également rapporté un rôle du récepteur Mpl 

dans la myélofibrose primitive [303]. Actuellement, différents modèles murins existent afin 

de mieux comprendre les mécanismes responsables du développement de ces maladies: un 

modèle par surexpression de la TPO, un modèle par surexpression de Mpl muté et un 

modèle par surexpression de JAK2 muté [303]. Dans le premier modèle, une thrombocytose 

modérée à sévère en lien avec une hyperplasie mégacaryocytaire est retrouvée [304]. Cette 

dysmégacaryopoïèse peut être expliquée par une dérégulation du trafic de Mpl induite par 

la stimulation prolongée de TPO, provoquant ainsi une sécrétion inappropriée de cytokines 

dans le microenvironnement de la moelle osseuse. Les deux autres modèles apparaissent 

surtout comme des modèles d’étude de la physiopathologie des différentes maladies [305, 

306].           
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CHAPITRE 3: APPROCHES EXPERIMENTALES POUR L’AMELIORATION DE LA 

PRODUCTION PLAQUETTAIRE IN VITRO  

 

 Même si la possibilité d’administrer à des fins thérapeutiques des plaquettes 

produites in vitro demeure actuellement à l’état de prospective, plusieurs approches 

permettent d’envisager des résultats encourageants. Des travaux expérimentaux ont montré 

la possibilité d’administrer in vivo des CSH ou des MK dans des souris. Ces administrations 

conduisent à une production de plaquettes fonctionnelles au sein des animaux. De plus, les 

données montrent que les plaquettes persistent plusieurs heures dans la circulation [307, 

308]. De même, une étude clinique récente de phase I a montré la possibilité de greffer des 

progéniteurs mégacaryocytaires issus de la culture de CSH in vitro, à des patients 

thrombopéniques; cette greffe induit une augmentation en 2 heures du taux de plaquettes 

circulantes chez les patients, réduisant ainsi leur thrombopénie [309]. Néanmoins, dans ces 

modèles, une aplasie médullaire partielle ou totale (effet de la chimiothérapie) est 

nécessaire. Ainsi, il serait plus intéressant de se concentrer sur le produit final de cette 

différenciation in vitro: les plaquettes. En effet, l’utilisation des plaquettes produites in vitro 

permettrait de s’affranchir d’un besoin d’aplasie médullaire. Dans ce but, il est primordial 

d’augmenter les rendements de production plaquettaire in vitro que ce soit à partir de CSH 

ou de cellules souches pluripotentes (ES ou iPS). Pour ce faire, plusieurs équipes de 

recherches tentent de développer de nouvelles approches expérimentales. Ainsi, l’utilisation 

de biomatériaux ou encore de bioréacteurs est en plein essor afin d’améliorer cette 

production plaquettaire in vitro dans un but d’utilisation thérapeutique [310].  

 

I. Biomatériaux 

 

Les biomatériaux naturels ou synthétiques représentent l’une des approches 

expérimentales pouvant permettre d’améliorer la production plaquettaire in vitro. En effet, 

en mimant la structure 3D de la moelle osseuse, ces biomatériaux permettent de se 

rapprocher des conditions physiologiques mises en jeu lors de la différenciation 

mégacaryocytaire et de la thrombopoïèse. Ces biomatériaux permettent notamment de 
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mimer les interactions cellule/cellule ou cellule/substrat rencontrées dans la moelle osseuse. 

En effet, la culture liquide in vitro ne permet pas de mimer ces interactions essentielles à la 

régulation de la différenciation mégacaryocytaire [311] conduisant ainsi à un faible 

rendement en plaquettes. Dans ce but, différentes équipes ont développé des structures 3D 

mettant en évidence l’importance des facteurs environnementaux dans la régulation de la 

différenciation mégacaryocytaire et de la production plaquettaire in vitro.  

 

En modélisant certaines interactions de la niche ostéoblastique in vitro, l’équipe d’A. 

Balduini a montré l’implication de la régulation des contacts cellule/cellule dans la 

maturation et la différenciation des MK [5]. Plus précisément, en co-cultivant des CSH de 

sang de cordon ombilical avec des ostéoblastes ou des CSM, ils montrent que les 

ostéoblastes ne jouent pas un rôle primordial dans la différenciation des MK et apparaissent 

même comme des inhibiteurs de la formation des proplaquettes. En revanche, une co-

culture de CSH avec des CSM induit une amélioration de la maturation des MK. De même, 

cette co-culture induit une formation significativement plus importante de proplaquettes en 

comparaison d’une culture de CSH seule. Ces résultats appuient donc l’idée que les 

ostéoblastes jouent en rôle dans le maintien des CSH tandis que les CSM soutiennent leur 

différenciation vers le lignage mégacaryocytaire. D’autre part, l’analyse de la morphologie 

des proplaquettes révèle que seule la co-culture avec des CSM permet d’obtenir des 

proplaquettes fonctionnelles [312]. Cette étude prouve donc que les mécanismes induits par 

les contacts cellule/cellule au sein de la moelle osseuse régissent la maturation des MK et à 

la formation des proplaquettes [5].  

 

D’autre part, il a été rapporté que l’utilisation de biomatériaux naturels/biologiques ou 

synthétiques comme supports physiques en culture, améliore l’expansion des CSH in vitro. 

Plus précisément, l’expansion des CSH apparaît comme étant plus importante lors de 

l’utilisation de matrices de fibrine (biomatériau biologique) en comparaison de biomatériaux 

synthétiques (polycaprolactone, par exemple). Cette expansion est d’autant plus marquée 

lors de co-culture avec des CSM [313]. La co-culture de CSH avec des CSM au sein d’un 

hydrogel poreux synthétique (polyéthyléneglycol diacrylate) permet également de conserver 

plus longtemps l’état « souche » des CSH et leur capacité d’auto-renouvellement en 

comparaison de celles cultivées en phase liquide [314]. Parallèlement, une équipe a montré 
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que l’utilisation de matrices décellularisées améliore l’expansion des CSH et des progéniteurs 

hématopoïétiques [315]. De même, les CSH cultivées au sein d’un biomatériau constitué de 

polyuréthane notamment, sans ajout de cytokines sont capables de proliférer et se 

différencier [316]. La culture et l’expansion de CSH et de progéniteurs hématopoïétiques 

murins sont également améliorées sur chitooligosaccharides (COSs). De hautes 

concentrations en COSs induisent la différenciation des cellules CD34+ en progéniteurs 

hématopoïétiques [317].  

 

L’équipe de LC. Lasky a montré que la culture de CSH au sein de biomatériaux synthétiques 

(polyester ou cristaux colloïdes greffés sur des hydrogels poreux de polyacrylamide) permet 

d’augmenter les rendements de production plaquettaire in vitro. Néanmoins, ces plaquettes 

produites demeurent inutilisables en thérapie du fait de leur état d’activation (expression 

des marqueurs CD62-P et CD63, connus pour être exprimés seulement sur les plaquettes 

activées) [4].  

 

Parallèlement à ces études, d’autres équipes ont utilisés des biomatériaux biologiques 

composés de polysaccharides naturels pour la culture de PEC (cellules endothéliales 

progénitrices), de CSM ou encore de cellules ES [318-320]. Ces biomatériaux présentent de 

nombreuses caractéristiques et propriétés appropriées à la culture de CSH pour la 

différenciation mégacaryocytaire et la production plaquettaire in vitro.  

Les hydrogels de polysaccharides sont des réseaux 3D hydrophiles composés de polymères 

d’origine naturelle réticulés de façon covalente ou ionique. En présence d’eau, ces 

polymères gonflent jusqu’à l’équilibre conférant à l’hydrogel une composition molle, 

élastique et déformable facilement manipulable. Leur composition ainsi que leur teneur 

élevée en eau font que ces hydrogels se rapprochent des tissus physiologiques et sont 

tolérés dans différents milieux biologiques. Dans un contexte de régénération osseuse, la 

biocompatibilité des polymères a été démontrée. En effet, ces polymères n’engendrent 

aucune réaction inflammatoire ou cytotoxique pouvant influencer la prolifération ou la 

différenciation des cellules [321].  

Basée sur ces différents critères, l’équipe de D. Letourneur a développé des hydrogels 

composés de pullulane et de dextrane (hydrogel P/D), polysaccharides neutres et non 

immunogènes [322-324] (Figure 20). Le pullulane provient  de la fermentation de l’amidon 
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par le champignon A. pullulans. Le dextrane, un dérivé du glucose est quant à lui, produit 

naturellement par les microbes vivant dans le sol. Comme pour tous les polymères, la nature 

chimique de ces polysaccharides peut être modifiée afin d’adapter leurs propriétés à celles 

recherchées [325]. Ainsi, il est possible d’obtenir un hydrogel P/D avec une composition, une 

structure et une élasticité mimant les propriétés de la moelle osseuse [326]. La taille des 

pores ainsi que la porosité de ces hydrogels peuvent être façonnées de telle sorte que 

l’hydrogel soit favorable à la culture et la différenciation de cellules in vitro. De plus, la 

capacité des polysaccharides à séquestrer les facteurs de croissance nécessaires à la 

régulation cellulaire favorise la prolifération et la différenciation cellulaire. Il a notamment 

été rapporté un effet pro-angiogènique du fucoïdane (polysaccharide sulfaté provenant 

d’une algue) sur la culture de PEC [322, 327]. L’équipe de D. Letourneur a également 

rapporté la possibilité de réaliser une différenciation des cellules ES dans ces hydrogels. Plus 

précisément, cette équipe montre que la présence de fucoïdane est bénéfique pour les 

premières étapes de différenciation des cellules cardiaques à partir des cellules ES [320]. Ces 

données récentes encouragent donc le développement de techniques combinant plusieurs 

méthodes (biomatériaux et cellules ES, par exemple) pour l’amélioration de la production 

plaquettaire in vitro. Enfin, la possibilité de dégrader ces hydrogels par lyse enzymatique 

demeure un atout majeur pour la caractérisation des cellules cultivées in vitro dans ces 

structures 3D [324, 328]. Ce dernier point appuyé par la capacité des polymères à se 

biodégrader représente un atout majeur pour l’ingénierie tissulaire et la thérapie cellulaire 

[329].  

 

 
Figure 20: Hydrogels poreux de polysaccharides constitués de pullulane et de dextrane  
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Les nombreuses propriétés de ces hydrogels P/D et notamment leur capacité à incorporer 

des facteurs favorisant la prolifération et la différenciation cellulaire représentent des points 

clés dans le cadre de l’amélioration de la production plaquettaire in vitro. Dans ce but, nous 

avons utilisés ces hydrogels comme modèle d’étude pour la différenciation 

mégacaryocytaire et la production plaquettaire in vitro à partir des CSH (Article I).  

 

II. Bioréacteurs 

 

Depuis la mise en évidence de l’importance des forces de cisaillement du sang dans la 

production plaquettaire [8, 180], de nombreuses équipes développent des bioréacteurs 

mimant la niche vasculaire, les sinusoïdes de la moelle osseuse ainsi que les forces 

hémodynamiques afin de se rapprocher de l’environnement physiologique permettant le 

processus de thrombopoïèse. Ces bioréacteurs représentent la seconde approche pouvant 

permettre d’améliorer le rendement de production plaquettaire in vitro.  

 

Les premières études sur ce sujet ont été réalisées à partir de biomatériaux synthétiques 

favorisant les échanges des cellules avec le milieu ou les gaz et permettant l’application d’un 

flux [4]. Cette équipe a comparé les rendements de production plaquettaire entre des 

cellules cultivées en phase liquide, au sein de structures 3D et au sein du bioréacteur 

composé de biomatériaux synthétiques dans lequel un flux est appliqué. Ainsi, bien que la 

production plaquettaire soit cumulée au fil des jours, cette étude montre l’avantage d’une 

culture en bioréacteur. En effet, environ 3 x 107 plaquettes sont produites au sein du 

bioréacteur contre 2 x 106 en phase liquide et 9 x 106 en structures 3D [4]. De plus, au sein 

du bioréacteur, la production plaquettaire peut être prolongée dans le temps à partir du 

même pool de CSH de départ. Néanmoins, comme expliqué précédemment, bien que ces 

plaquettes répondent aux agonistes et soient capables de s’activer, elles présentent à la 

base une forte expression de CD62P et CD63, incompatible avec une utilisation en 

thérapeutique [4].  

Basé sur un système combinant l’utilisation de vers à soie pour mimer les vaisseaux 

sinusoïdes et l’utilisation de molécules et facteurs retrouvés physiologiquement dans la 

niche vasculaire [330, 331], l’équipe d’A. Balduini a mimé les compartiments de la moelle 
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osseuse au sein d’un même bioréacteur afin d’étudier les différentes étapes de 

différenciation mégacaryocytaire et de production plaquettaire  [332] (Figure 21). Au sein de 

ce modèle, la migration des MK vers les vaisseaux ainsi que l’extension des proplaquettes et 

la libération des plaquettes est visualisable en temps réel par microscopie confocale. Bien 

que ne permettant pas d’augmenter significativement le rendement plaquettaire, ce 

système permet d’obtenir des plaquettes intactes et fonctionnelles, similaires aux 

plaquettes sanguines. En effet, le marquage de la tubuline dévoile la forme discoïde de ces 

plaquettes non-activées. De plus, l’augmentation de l’expression de la P-sélectine à la 

surface de ces plaquettes après stimulation par des agonistes, révèle leur capacité 

d’activation et ainsi leur état fonctionnel à la sortie du bioréacteur [332]. 

 

 
Figure 21: Modèle de bioréacteur mimant les compartiments de la moelle osseuse (D’après [332]) 

La migration des MK et la production plaquettaire sont visualisables respectivement, dans les 
compartiments « niche ostéoblastique » et « niche vasculaire ». 

 

Deux travaux plus récents ont également mimés les compartiments de la moelle osseuse en 

se basant sur des concepts de microfluidique [7, 333].  

En appliquant des flux bidirectionnels séparés par un angle précis, la première équipe a 

développé un bioréacteur permettant de mimer d’une part, la migration des MK de la niche 

vasculaire vers les sinusoïdes de la moelle et d’autre part, le flux sanguin permettant la 

production plaquettaire [333] (Figure 22). Plus précisément, la niche vasculaire est 

composée de cellules endothéliales (HUVEC, human umbilical vein endothelial cells) 
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permettant la formation d’une barrière poreuse à l’interface niche/vaisseaux sinusoïdes et 

ainsi, la fixation des MK avant leur fragmentation dans les vaisseaux sinusoïdes. L’application 

d’un flux dans ce compartiment engendre la migration des MK vers cette barrière poreuse 

puis un second flux mimant les forces de cisaillement du sang induit la production 

plaquettaire à partir de ces MK.  

La source de MK inclue dans ce dispositif provient de la différenciation des cellules ES ou iPS, 

selon le protocole décrit par le groupe de Yamanaka [146, 175]. Le nombre de plaquettes 

CD41a+/CD42b+ produites dans ce bioréacteur augmente de 3,6 fois en comparaison d’une 

production en statique. De plus, après stimulation par des agonistes, les plaquettes 

produites sous flux au sein du bioréacteur sont capables de lier l’anticorps PAC-1 

démontrant leur capacité à activer l’intégrine αIIbβ3 [333]. Ces données soulignent donc la 

fonctionnalité in vitro de ces plaquettes.  

 

 
Figure 22: Influence des flux bidirectionnels dans la production plaquettaire (Adaptée de [333]) 

 

Par la suite, l’équipe de JE. Jr. Italiano a conçu un dispositif comprenant majoritairement 

deux canaux: le premier mime la niche vasculaire de la moelle osseuse et le second, les 

vaisseaux sanguins. Par utilisation de protéines de la matrice extracellulaire et par 

application de flux mimant les forces de cisaillement physiologiques, cette équipe a réalisé 

deux études différentes au sein de ce dispositif [7].  

Premièrement, ces canaux sont recouverts de protéines de la matrice extracellulaire et/ou 

de cellules endothéliales (HUVEC) afin de reproduire la composition physiologique de la 

moelle. Plus précisément, de l’alginate ou du matrigel sont utilisés pour moduler 

l’organisation 3D de la matrice extracellulaire. En capturant les MK, ces gels permettent leur 
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fixation à l’interface niche vasculaire/vaisseaux sinusoïdes. De plus, en créant des pores, 

l’alginate force le passage de fragments de MK dans le compartiment mimant les vaisseaux 

sinusoïdes. D’autre part, des cellules endothéliales sont utilisées afin de reproduire la 

physiologie des vaisseaux sinusoïdes nécessaire à la production plaquettaire (Figure 23).  

 

 
Figure 23: Modélisation de la composition physiologique de la moelle osseuse pour la migration et la 

fragmentation des mégacaryocytes (Adaptée de [7]) 

 

Deuxièmement, en contrôlant l’application des flux par des pompes (100 à 2500 sec-1, forces 

de cisaillement physiologiques), une extension des fragments de MK différenciés à partir de 

cellules pluripotentes [7] est observable de façon similaire à ce qui est rapporté 

physiologiquement [179]. Par la suite, ces fragments sont capables de produire des 

préplaquettes, des proplaquettes et des plaquettes (Figure 24). Bien que les auteurs 

affirment obtenir une production plaquettaire doublée en comparaison de la production en 

statique, il est difficile de comprendre leurs données du fait d’un manque sur les quantités 

absolues de MK (obtenus à partir de différenciation iPS murins et humains) de départ et de 

plaquettes produites. En revanche, ces plaquettes produites présentent de nombreuses 

caractéristiques similaires à celles des plaquettes sanguines. En effet, l’observation en 

microscopie électronique montre une morphologie discoïde et anucléée de ces plaquettes. 

De même, des granules α, des granules denses ainsi que des mitochondries sont visibles au 

sein de ces plaquettes produites in vitro. D’autre part, la microscopie à immunofluorescence 

permet d’apprécier la formation de filopodes et de lamellipodes suite à la stimulation de ces 

plaquettes par des agonistes. Ces dernières données suggèrent donc que la combinaison 

d’un bioréacteur avec la technique des iPS permettrait de produire des plaquettes 

fonctionnelles in vitro.  
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Figure 24: Influence des flux parallèles dans la migration des mégacaryocytes et la production 

plaquettaire (D’après [7]) 

Les MK issus de la différenciation des iPS sont introduits dans le puits d’entrée (1) puis le contrôle 
des flux permet la migration des MK vers les vaisseaux sinusoïdes (2) et leur fragmentation en 
proplaquettes et plaquettes (3). Les plaquettes sont ensuite recueilles dans le puits de sortie (4). 

 

Finalement, bien qu’il soit encore nécessaire d’augmenter les rendements en plaquettes 

produites in vitro et de prouver la fonctionnalité de ces plaquettes in vitro mais surtout in 

vivo, ces approches expérimentales demeurent des avancées technologiques primordiales 

pour l’utilisation de ces plaquettes à des fins thérapeutiques.  
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BUT DU TRAVAIL DE THESE  

De nouvelles approches se développent pour simuler la production plaquettaire à 

partir de cellules en culture, dont l’objectif se situe à long terme. Celui-ci est de parvenir à 

une production de plaquettes pouvant représenter un complément à l’apport 

transfusionnel. Dans ce contexte, l’intérêt de ces approches est double: d’une part 

l’ingénierie cellulaire ou tissulaire occupe une part croissante dans les approches de thérapie 

cellulaire pour améliorer l’efficacité ou la délivrance locale des cellules; d’autre part, le 

modèle de la production plaquettaire in vitro pour une application thérapeutique est 

transposable à la souris afin de développer des études in vivo.  

Dans ce but, nous avons choisi d’utiliser deux approches expérimentales afin de comprendre 

le mécanisme de différenciation mégacaryocytaire dans un environnement 3D, permettant 

d’augmenter les rendements de production plaquettaire. D’autre part, nous avons cherché à 

mettre en évidence des caractéristiques fonctionnelles des plaquettes produites en 

conditions de flux.  

 

Ainsi, nous avons tout d’abord utilisé des hydrogels poreux de polysaccharides composés de 

pullulane et de dextrane afin de réaliser la différenciation mégacaryocytaire à partir des CSH 

humaines. Nous avons comparé la différenciation mégacaryocytaire ainsi que la production 

plaquettaire avec les conditions de culture habituelles en phase liquide. A différents temps 

de culture, nous avons pu étudier les cellules au sein des hydrogels ou suite à leur extraction 

par lyse enzymatique des hydrogels. Nous avons ainsi caractérisé les marqueurs de 

différenciation (CD34, CD41 et CD42b), la ploïdie des MK matures ainsi que les facteurs de 

transcription impliqués dans cette différenciation. Par ailleurs, nous avons étudié la 

production plaquettaire par perfusion des MK matures issus des deux conditions de culture, 

au sein d’un système de microfluidique mimant les forces de cisaillement élevés retrouvées 

dans la microcirculation. La fonctionnalité in vitro de ces plaquettes produites dans ces 

conditions a ensuite été étudiée (Figure 25). Les résultats de cette première étude ont fait 

l’objet d’un manuscrit soumis pour publication intitulé « Three-dimensional environment 
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sustains hematopoietic stem cell differentiation into platelet-producing megakaryocytes » 

(Article I).  

 

 
Figure 25: Protocole pour l’étude de la différenciation mégacaryocytaire et de la production 

plaquettaire au sein des hydrogels de pullulane/dextrane et en culture liquide 

 

D’autre part, du fait d’une faible interaction de la GPIb humaine avec le VWF murin, il a été 

nécessaire de réaliser la production plaquettaire à partir de MK murins dans le système de 

microfluidique afin d’envisager une utilisation de ces plaquettes issues du flux pour des 

études de thrombose in vivo. En effet, des études in vivo des plaquettes produites in vitro 

étaient primordiales afin de caractériser la fonctionnalité de nos plaquettes dans un but 

d’utilisation thérapeutique. Ainsi, nous avons tout d’abord comparé les taux d’expression de 

nombreuses glycoprotéines des plaquettes murines produites en flux avec ceux des 

plaquettes sanguines. Par la suite, nous avons vérifié l’état d’activation de ces plaquettes 

murines issues du flux. Pour cela, nous avons stimulé les plaquettes par des agonistes puis 

caractérisé les microtubules ainsi que le cytosquelette d’actine et l’activation de l’intégrine 

αIIbβ3. En comparaison des plaquettes obtenues en statique, nous avons ensuite étudié la 
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capacité de ces plaquettes produites en flux à s’incorporer et à participer à la formation d’un 

thrombus in vitro et in vivo. Enfin, en utilisant des plaquettes humaines issues du flux, nous 

avons évalué leur capacité à s’incorporer dans la circulation d’une souris immunodéficiente 

et le temps de demi-vie de ces plaquettes au sein de ce modèle in vivo, en comparaison des 

plaquettes sanguines (Figure 26). Les résultats de cette seconde étude font l’objet d’un 

article en préparation intitulé « Proof of principle for efficiency in thrombosis of shear-

generated platelets » (Article II).  

 

 
Figure 26: Protocole pour les caractérisations in vitro et in vivo des plaquettes produites en conditions 

de flux à forces de cisaillement élevées, à partir de mégacaryocytes matures  
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CHAPITRE 1 - ARTICLE I: THREE-DIMENSIONAL ENVIRONMENT SUSTAINS 

HEMATOPOIETIC STEM CELL DIFFERENTIATION INTO PLATELET-

PRODUCING MEGAKARYOCYTES 

 

 

 

 

 

Titre 

Three-dimensional environment sustains hematopoietic stem cell differentiation into 

platelet-producing megakaryocytes 

 

 

Auteurs 

Audrey PIETRZYK-NIVAU, Sonia POIRAULT-CHASSAC, Sophie GANDRILLE, Sidi-Mohammed 

DERKAOUI, Alexandre KAUSKOT, Didier LETOURNEUR, Catherine LE VISAGE, Dominique 

BARUCH 

 

 

 

Article soumis en Octobre 2014 à PLoS One  

 

 

 

 

 



A.Pietrzyk-Nivau   CSH et plaquettes 

78 
 

Three-dimensional environment sustains hematopoietic stem cell 

differentiation into platelet-producing megakaryocytes  

Audrey Pietrzyk-Nivau1, Sonia Poirault-Chassac1, Sophie Gandrille1,2, Sidi-Mohammed 

Derkaoui3, Alexandre Kauskot1, Didier Letourneur3, Catherine Le Visage3 and Dominique 

Baruch1  

 

1INSERM, UMR-S 1140, University Paris Descartes, Sorbonne Paris Cité, Paris, France 

2AP-HP, Georges Pompidou European Hospital, Department of Hematology, Paris, France 

3INSERM, UMR-S 1148, University Paris Diderot, Paris; University Paris Nord, Villetaneuse, 

Sorbonne Paris Cité, France  

 

 

 

Short title 

Increased 3D megakaryocyte and platelet production   

 

 

 

Corresponding author  

Dr Dominique Baruch 

INSERM UMR-S 1140 

4 avenue de l’Observatoire, 75006 Paris, France 

Mail: dominique.baruch@parisdescartes.fr 

Tel: 33 1 53 73 99 38 / Fax: 33 1 44 07 17 72 

 

 

Abstract: 228 words  

Text: 3859 words  

Figures: 8 

References: 51 

Key words: Hematopoietic stem cells, megakaryocytes, platelets, bone marrow structure  



A.Pietrzyk-Nivau   CSH et plaquettes 

79 
 

Abstract   

 

Hematopoietic stem cells (HSC) differentiate into megakaryocytes (MK), whose function is to 

terminally release platelets. Attempts to improve in vitro platelet production have been 

hampered by the low amplification of MK. Providing HSC with an optimal three-dimensional 

(3D) architecture may favor MK differentiation by mimicking some crucial functions of the 

bone marrow structure. To this aim, porous hydrogel scaffolds were used to study MK 

differentiation from HSC as well as platelet production. Flow cytometry, qPCR and perfusion 

studies showed that 3D prolonged both cell proliferation and MK differentiation far beyond 

the limited shelf-life observed in liquid culture but also increased production of functional 

platelets. We provide evidence that these 3D effects were related to 1) persistence of MK 

progenitors and precursors and 2) prolongation of expression of EKLF and c-myb 

transcription factors involved in early MK differentiation. In addition, presence of abundant 

mature MK with increased ploidy and impressive cytoskeleton elongations was in line with 

expression of NF-E2 transcription factor involved in late MK differentiation. Platelets 

produced in flow conditions were functional as shown by integrin αIIbβ3 activation. This 

study demonstrates that spatial organization and biological cues synergize to improve MK 

differentiation and platelet production. Thus, 3D environment constitutes a powerful tool 

for unraveling the physiological mechanisms of megakaryopoiesis and thrombopoiesis in the 

bone marrow environment, potentially leading to an improved amplification of MK and 

platelet production. 
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Introduction 

 

Hematopoietic stem cells (HSC) isolated from hematopoietic tissues (bone marrow, 

peripheral blood and cord blood) are self-renewing, multipotent progenitors of 

hematopoietic lineages leading to all mature blood cells. Structural factors regulating HSC 

proliferation remain poorly investigated [1]. Inside a tissue structure, cells are organized 

within the complex molecular framework of the extracellular matrix (ECM). ECM molecules 

provide tissues with the appropriate three-dimensional (3D) architecture and influence cell 

migration, proliferation, and differentiation [2]. In order to improve in vitro HSC 

proliferation, 3D structures have been used as physical support to ECM proteins, increasing 

cell-cell and cell-substrate interactions [3, 4].  

 

In the megakaryocytic lineage, megakaryocyte (MK) progenitors proliferate and differentiate 

into MK precursors that become polyploid by endomitosis, i.e. DNA replication without cell 

division [5]. Platelets, which are essential for bleeding arrest, are formed from the enlarged 

cytoplasm of mature MK [5]. MK differentiation occurs in vitro in the presence of 

thrombopoietin (TPO), an essential cytokine for HSC proliferation and differentiation, acting 

as a MK proliferation, maturation and differentiation agonist [6].  

 

In the bone marrow, interactions between bone cells, hematopoietic cells and vascular cells 

regulate hematopoiesis. Chemokine-mediated interaction of hematopoietic progenitors with 

the bone marrow vascular niche is required for thrombopoiesis, the final step of MK 

differentiation [7]. This process consists of proplatelet formation and platelet release into 

the circulation from MK fragments entering sinusoid vessels. Platelet release is not 

synchronized in liquid culture, resulting in a low platelet yield. Platelet production in vitro 

remains a challenging task, requiring synergy between biochemical and biophysical factors 

to reach high platelet yields. Thus, in the aim to improve in vitro platelet production, several 

novel approaches are currently developed. Hemodynamic shear forces contribute to 

proplatelet and platelet formation from mature MK in vivo [8] and in vitro[9]. We reported 

that platelet production in vitro is accelerated and concentrated in flow conditions [10], a 

process that has been recently reproduced by two others groups [9, 11]. A synergy between 

environment factors has been shown to be involved in i) MK differentiation within the 
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osteoblastic niche of the bone marrow [12], ii) MK migration to the vascular niche [13], and 

iii) platelet production from fully mature MK [10]. Indeed, most key events occurring during 

MK maturation appear to be reproduced ex vivo in liquid culture, except for the regulatory 

activities normally provided by the structural bone marrow microenvironment [14]. Even if 

MK differentiation studies in 3D environment are available [9, 11-13, 15, 16], information is 

still lacking on the influence of 3D organization not only on thrombopoiesis but also on 

megakaryopoiesis. 3D biomaterials formed by assembling polymers or biomolecules such as 

proteins or natural polysaccharides are extensively used in regenerative medicine. Hydrogels 

have proved valuable for expanding endothelial progenitor cells and for differentiating 

embryonic stem cells [17, 18]. So far, high yields of platelets have been achieved ex vivo 

from HSC using 3D scaffolds of nonwoven polyester fabric and inverted colloidal 

crystals/polyacrylamide porous hydrogels, but these platelets seemed activated [16]. 

Nevertheless, MK differentiation leading to this increased platelet production was not 

investigated in any of these 3D structures.  

 

In this study, we examined how a porous 3D structure affects HSC proliferation, MK 

differentiation and platelet production. The results clearly demonstrate the effect of 3D 

environment not only on CD34+ cell proliferation but also on MK differentiation. We found 

that on one hand, 3D environment prolonged MK progenitor (CD34+/CD41-) differentiation 

into MK precursor (CD34-/CD41+) leading to mature MK (CD41+/CD42b+). On the other hand, 

3D environment improved enlargement of these mature MK allowing increased platelet 

production in flow conditions.   
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Materials and Methods 

 

Three-dimensional hydrogels 

3D scaffolds were prepared from polysaccharide-based hydrogels as previously described 

[19, 20]. Hydrogels were composed of a 75:25 ratio of pullulan (MW 200 000; Hayashibara 

Inc, Okayama, Japan) and dextran (MW 500 000; Pharmacia, Uppsala, Sweden) at a 

concentration of 30% in water (w/v). The resulting hydrogels were porous and were 

obtained as dry disks of 5 mm in diameter and 1 mm thickness. They were used as a tool to 

reproduce the 3D environment required for CD34+ cell culture in comparison to liquid cell 

culture. 

To study MK differentiation and platelet production in 3D hydrogels, enzymatic lysis of 

polysaccharides was used to recover the cell suspensions (3D cells). Pullulanase (from 

Bacillus acidopullulyticus, 44.4 U/mL; Sigma-Aldrich, Saint-Quentin Fallavier, France) and 

dextranase (from Chaetomium erraticum, 5.3 U/mL; Sigma-Aldrich) were added to 3D 

hydrogels for 30 minutes at 37°C, unless otherwise stated. Following scaffold degradation, 

cells were recovered by centrifugation for 10 minutes at 290g and compared to cells 

cultured in liquid conditions (liquid-culture cells). Controls consisted of liquid-culture cells 

that were added to empty 3D hydrogels immediately before enzymatic treatment. In some 

experiments, enzymatic treatment of 3D hydrogels was followed by a bovine serum albumin 

(BSA; PAA Laboratories, Vélizy Villacoublay, France) density gradient centrifugation to 

separate matrix debris from viable cells (Supplementary Figure 1) [21].    

 

CD34+ cell culture and differentiation 

CD34+ cells were isolated from human umbilical cord blood (UCB), peripheral blood or bone 

marrow by using an immunomagnetic technique (Miltenyi Biotec, Paris, France) [22]. All 

samples were obtained with donor’s informed consent and institutional ethics committee 

approval, in keeping with the Declaration of Helsinki. In order to control for inter-individual 

variations, CD34+ cell samples were separated in two aliquots of 300 000 cells, one for liquid 

culture and one for 3D hydrogel culture. For liquid culture, 150 000 cells per well were 

added to two 1-cm2 wells (Greiner Bio-One, Les Ulis, France). For 3D hydrogel culture, 3 dry 

disks were seeded with 100 000 cells each (0.2 cm2 per disk; Supplementary Figure 1). The 

disks were placed in 1-cm2 wells, as their volume increased during rehydration. Gradual 
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incorporation of CD34+ cells within 3D hydrogels was achieved by stepwise addition of 

conditioned medium. The disks were transferred to new wells when fresh medium was 

added, on days 7, 9, 12, 16, 23 and 30 (Supplementary Figure 1). When the pores were fully 

occupied, some cells accumulated at the bottom of the wells. These cells were discarded 

when the hydrogels were transferred to new wells for medium renewal (Supplementary 

Figure 1). In this way, 3D cells were clearly distinguished from liquid-culture cells.  

 

Online supplemental data available on the PloS One website described in detail the materials 

and methods listed below:  

- Reagents and cell culture conditions 

- Flow cytometry used for study of differentiation markers and ploidy 

- Confocal immunofluorescence microscopy 

- Clonogenic assay 

- RNA extraction and real-time qPCR 

- Platelet production in flow assay 

- Platelet activation and spreading  

- Statistical data analysis   
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Results 

 

3D environment prolongs cell proliferation  

The 3D environment was designed for optimal CD34+ cell proliferation and differentiation. 

Rehydrated transparent 3D hydrogels were organized into a complex network of large (200 

µm) pores (Figure 1A). UCB-derived CD34+ cells loaded on top of 3D entered pores within 

one hour after seeding (not shown). Pore occupancy by proliferating cells was dependent on 

the initial number of cells, and a condition of 100 000 cells/disk was selected for further 

experiments (Figure 1A). Cells maintained in 3D survived for at least 36 days (Figure 1B), 

whereas cells in liquid culture survived for no more than 16 days (Figure 1C). 3D hydrogel 

transparency allowed visualizing and studying cell behavior inside pores: cell clusters started 

to be visible on the second day. Cells proliferated and differentiated, as shown on 9 different 

microphotographs taken at 3-4 day intervals between the 2nd and 36th day of 3D culture 

(Figure 1B). In order to estimate total cell proliferation, cells grown in 3D and liquid culture 

were counted by means of image analysis (Figure 2). Between day 12 and day 16, cell 

numbers increased in 3D and decreased in liquid culture. Nevertheless, on day 16, total cell 

expansion relative to day 0 did not differ between the two conditions (51.3 ± 23.2-fold in 3D 

vs 60.9 ± 30.4-fold in liquid culture; NS). After day 16, whereas cells did not survive in liquid 

culture, cells were maintained in 3D up to day 36. Thus, 36 days after initial seeding (20 days 

after the end of cell survival in liquid culture), large numbers of cells were still present in 3D 

(Figure 2). Taken together, these results indicated that this 3D environment increased CD34+ 

cell proliferation, suggesting a role on megakaryocytic differentiation.  

 

Cell ploidy in 3D environment  

To better characterize the mechanism of prolonged cell proliferation in 3D, CD34+ cells were 

stained within the hydrogels. As shown in Figure 3, 12 days after seeding, MK precursors 

(CD41+/CD42- cells) and mature MK (CD41+/CD42+ cells) were both present in 3D (Figure 3A-

I), as in liquid culture (Figure 3A-II). In addition, nuclear staining indicated the presence of 

tetraploid cells within 3D (Figure 3A-III), contrary to liquid culture where diploid cells were 

seen (Figure 3A-IV).  

Ploidy of mature MK was further investigated 11 days after seeding by flow cytometry 

assessment of nuclear markers. Cells were recovered from hydrogels by enzymatic 
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degradation of the pullulan-dextran structure in conditions providing the highest recovery 

while maintaining cell integrity, as determined by microscopy and analysis of surface 

markers (data not shown). Ploidy levels determined after selection of mature MK 

(CD41+/CD42+ cells) showed a higher ploidy in 3D than in liquid culture (Figure 3B). 

Cumulative data of three independent experiments showed significantly higher percentages 

of 4N ploidy classes in 3D mature MK than in liquid-culture mature MK (30.5% ± 2.34% vs 

19.1% ± 3.45%; p<0.05), whereas 2N ploidy was significantly more important in liquid culture 

than in 3D (78.1% ± 4.04% vs 64.2% ± 2.98%; p<0.05; Figure 3C). Moreover, within in each 

ploidy class, CD41+/CD42+ cells were larger when obtained from 3D than from liquid cultures 

(data not shown). These results showed that the 3D environment enhanced megakaryocytic 

development by favoring endomitosis.  

 

MK differentiation in 3D environment  

To investigate if 3D structure may provide specific information for efficient in vitro 

megakaryopoiesis, UCB-derived CD34+ cell differentiation was analyzed by studying the 

kinetics of CD34, CD41 and CD42 expression. Figure 4 depicts two sequential phases of MK 

differentiation. From day 6 to day 15, CD41 and CD42 expression was similar in 3D and liquid 

culture (Figures 4A-C), with decreasing percentage of non-megakaryocytic cells (CD41-/CD42-  

Figure 4A) and increasing percentages of MK precursors (CD41+/CD42- ; Figure 4B) and of 

mature MK (CD41+/CD42+; Figure 4C). In addition, CD41+/CD42+ cells were larger in 3D than 

in liquid culture (data not shown). A significant population of CD34+high cells with a MFI > 103 

was present on day 9 in 3D (11.3%) but absent in liquid culture. Moreover, CD34+ cells 

remained in 3D while they disappeared in liquid culture (Figure 4D). Interestingly in 3D from 

day 16 to day 23, a CD34+ cell population persisted (Figure 4D), while CD41 and CD42 were 

expressed by mature MK (Figure 4C). After day 16, no cells survived in liquid culture. These 

results suggested a prolongation of MK differentiation between day 16 and day 36 in 3D 

environment. Thus, 3D environment provides a suitable environment for maintenance of 

hematopoietic progenitor CD34+ cells.  

To confirm more precisely the influence of 3D on non-megakaryocytic cell differentiation, we 

studied other hematopoietic lineages (Supplementary Figure 2). In particular, we identified 

the presence of myelomonocytic cells (CD11b+ and CD11b+/CD14+ cells) and macrophages 

(CD14+ cells) on days 23 and 36 (Supplementary Figure 2A). In addition, cells expressing the 
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glycophorin A (GpA) erythropoietic marker in 3D persisted during the differentiation 

between day 6 and day 36 (Supplementary Figure 2B).  

 

In addition, in 3D, bipotent progenitors characterized by CD41+/GpA+ cells [23] persisted at 

late time points (19.8% ± 4.8% on day 23 and 15.4% ± 8.8% on day 36; Figure 5D). These 

bipotent progenitors were also identified by studying megakaryocyte-erythroid progenitors 

(MEP) characterized as CD34+/CD41-/CD45RA-/CD123- cells, 7 and 23 days after seeding. On 

day 7, the MEP percentage did not differ between the two conditions (23.4% ± 3.8% in 3D 

and 20.2% ± 4.6% in liquid culture; Figure 5C). On day 23, although decreased compared to 

day 7, MEP percentage persisted in 3D (0.4% ± 0.1%; p<0.05).  

CFU-MK potential was assessed in clonogenic assays performed with 3D cells recovered on 

days 16 and 23 and with liquid-culture cells recovered on day 16 (Figure 5). The number of 

CFU-MK on day 16 was significantly higher in 3D (556 ± 101) than in liquid culture (224 ± 88; 

p<0.05) (Figure 5A). On day 23, CFU-MK colonies were still observed in 3D, in numbers 

similar to those seen in liquid culture on day 16 (Figure 5A). As shown in Figure 5B, CFU-MK 

colonies produced by cells recovered on day 16 were larger in 3D (Panels I and II) than in 

liquid culture (Panels III and IV), indicating the presence of more immature cells. Thus, 

mature MK and MK progenitors were maintained in 3D environment.  

 

To support our previous results, we analyzed several transcription factors involved in 

megakaryopoiesis [24-26]. Therefore, we measured by RT-qPCR different gene expression 

products at day 9 in both conditions and at days 16 and 23 in 3D (Figure 6). On day 9, the 

expression of EKLF was increased in 3D in comparison to liquid culture. In contrast, the 

expression of other genes was not different in both conditions (Figure 6A). In 3D, the 

expression of EKLF involved in early MK differentiation [24, 25] decreased between day 9 

and day 23 whereas the expression of RUNX-1 and NF-E2 involved in late MK differentiation 

[24-26] significantly increased (RUNX-1: 17.7% ± 8% on day 9 and 84.9% ± 8.5% on day 23, 

p<0.05; NF-E2: 31.7% ± 16.2% on day 9 and 87% ± 6.1% on day 23, p<0.05; Figure 6B). c-myb, 

gene involved in early MK differentiation, also significantly increased between day 9 and day 

23 (71.4% ± 9% on day 9 and 97.6% ± 9.4% on day 23; p<0.05). In addition, the expression of 

GATA-1 and FLI-1 genes, involved in MK progenitor and precursor differentiation [24, 25], 

increased between day 9 and day 16 and then decreased until day 23. The persistence of 
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genes involved in early MK differentiation such as EKLF and c-myb, at late time point (day 

23) was in line with the results of flow cytometry (MEP) and clonogenic assay (CFU-MK). 

Altogether, the persistence of MK progenitors, MK precursors and mature MK associated 

with late mRNA expression of several transcription factors provided strong evidence that 3D 

environment plays a major role on MK differentiation.  

 

MK differentiation from adult cells 

Culture of adult bone marrow and peripheral blood CD34+ cells in 3D environment 

(Supplementary Figure 3) yielded results similar to those obtained with cord blood cells 

(Supplementary Figure 3A). Twelve days after seeding, the percentages of CD34+/CD41- cells 

(non-megakaryocytic cells and cell progenitors) derived from bone marrow cells 

(Supplementary Figure 3B, middle) were higher in 3D (25.9%) than in liquid culture (16.9%), 

as observed with cord blood cells (Supplementary Figure 3B, left). Likewise, using peripheral 

blood cells, these percentages were also higher in 3D than in liquid culture (32.4% ± vs 

22.8%; Supplementary Figure 3B, right). Overall, these results showed that 3D environment 

represents a way to increase the yield of platelet-forming MK derived from both neonatal 

and adult CD34+ cells. 

 

Mature MK cultured in 3D produce more functional platelets in flow conditions than liquid-

culture MK  

In order to demonstrate that culture in 3D yielded functional platelets, platelet production 

was studied in flow conditions after recovery of mature and viable MK from 3D on day 16. 

When exposed to a high shear rate in a microfluidic platform (Supplementary Figure 1), 

mature MK were able to elongate and to be fragmented into proplatelets and platelets 

(Figure 7A and Supplementary Video 1). Importantly, more numerous and larger cytoskeletal 

elongations were observed from 3D than liquid-culture mature MK (Figure 7A and 

Supplementary Video 2). This increased ability to elongate resulted in a significantly higher 

percentage of proplatelets/platelets (59% ± 4.2%) produced by 3D mature MK than liquid-

culture MK (17.7% ± 2%, p<0.05; Figure 7B). Furthermore, platelet production from 3D 

mature MK was still observed up to day 36 (data not shown). As previously shown on 

platelets derived from liquid-culture MK [10], platelets from 3D culture MK were collected at 

the exit of the microchannels. Following thrombin activation of 3D platelets, filopodia, 



A.Pietrzyk-Nivau   CSH et plaquettes 

88 
 

lamellipodia and stress fibers formation was observed, indicating that these platelets were 

fully functional (Figure 8A). In addition, the αIIb glycoprotein, specific of MK and platelets, 

was expressed on the platelet membrane (Figure 8A). After platelet activation by PAR1-

activated peptide, the activated form of integrin αIIbβ3 was observed by PAC1 binding 

whereas it was absent from non activated platelets (Figure 8B). These results demonstrated 

that this 3D environment allowed the recovery of fully functional platelets.  
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Discussion 

 

HSC isolated from hematopoietic tissues differentiate into MK progenitors and then into 

mature MK, whose function is to terminally release platelets that are essential for bleeding 

arrest. To improve in vitro platelet production, several attempts are currently developed [9, 

11, 16]. In this study, we demonstrate that the spatial organization conferred by 3D 

environment sustains a prolonged and improved MK differentiation, in line with the 

production of functional platelets.    

 

We demonstrate by structural, functional and transcriptional analyses that the 3D 

environment provides progenitor commitment persistence and differentiation, increasing 

the number of both MK precursors and mature MK, improving the production of functional 

platelet. Other groups have demonstrated that both CD34+ progenitor cell maintenance and 

expansion were improved by using 3D scaffolds with pore sizes close to 200 µm [3, 4, 27]. 

Polysaccharide-based 3D hydrogels with an appropriate composition, structure and elasticity 

may mimic matrix properties and the bone marrow micro-environment naturally adapted to 

cell niches [28]. Indeed, porous hydrogels composed of pullulan and dextran displayed 

several characteristics suitable for studying HSC proliferation and MK differentiation, 

including their large pore size and high porosity, and also their ability to be enzymatically 

hydrolyzed [29]. In pullulan/dextran 3D structures, MK progenitors are accommodated 

inside the large pores favoring cell proximity (Figure 1). This confinement could also 

concentrate soluble factors such as SCF and TPO favoring CD34+ progenitor cell proliferation 

and MK differentiation. TPO is important not only for HSC and hematopoietic progenitor cell 

maintenance but also for MK differentiation (reviewed in Kiel and Morrison [30]). In 3D 

environment, TPO may exert both paracrine and autocrine effects, due to its increased local 

concentrations [31]. Indeed, cross-linked hydrogels have been shown to bind growth factors 

and cytokines through ionic interactions with phosphate residues [32]. This confinement was 

specific to pullulan/dextran 3D hydrogels since we also established that HSC incorporation 

and MK differentiation were not supported by two other scaffolds : fucoidan cross-linked 

hydrogels, previously shown to provide proangiogenic activity of endothelial progenitor cells 

[33], or a fibrin-based matrix shown to enhance HSC proliferation [3] (data not shown). In 

addition, time-dependent expression of transcription factors in 3D hydrogels confirmed MK 
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progenitor and precursor persistence. The expression of EKLF, c-myb, GATA-1 or FLI-1, 

involved in early MK differentiation and known to disappear in time in liquid culture [24, 25], 

persisted in late time points in 3D. The second effect of 3D environment was to provide a 

proliferative advantage of CD34+, cells leading to increased numbers of mature MK and to 

the production of functional platelets. This sustained HSC differentiation into MK could be 

mediated by juxtacrine cellular signaling such as the Notch pathways, by balancing 

proliferation and differentiation [22, 34, 35]. Preliminary results based on γ-secretase 

inhibition by DAPT suggested a Notch pathway implication in the 3D environment (data not 

shown).  

 

In addition to the specific effect of 3D environment on MK differentiation, our data show 

that 3D structures improve not only MK differentiation but also erythropoietic and 

myelomonocytic differentiation. Indeed, CD34+ cell commitment in other lineages was 

observed in 3D, as shown by changes of myelomonocytic CD11b and CD14 markers [36, 37] 

and erythropoietic GpA marker [23]; the latter was in line with the persistence of EKLF 

transcription factor involved in megakaryocyte-erythroid commitment [25]. In addition to 

endogenously secreted cytokines and growth factors, this effect could be related to SCF 

persistence within the pores, known to induce CD34+ cell commitment in all hematopoietic 

lineages [38].  

 

The role of polyploidy for increasing platelet formation has been suggested but it still 

remains unclear [39]. A gene profiling approach established that polyploidization and 

megakaryocyte differentiation were interrelated in particular via increased cytoplasm 

volume [40]. However so far, platelet formation was not adressed in these studies. Our 

results indicate that 3D mature MK sustain platelet production until day 36 compared to day 

16 in liquid culture. Indeed, in a step-by-step comparison of MK differentiation in both 

conditions, our data clearly establish the influence of MK polyploidization during their 

maturation, on platelet production. Interestingly, the high proportion of released platelets in 

3D was consistent with several markers related to the maturation of MK. Indeed, we 

observed larger MK as well as longer elongations of MK cytoskeleton with increased number 

of proplatelets in flow conditions. In addition, we observed an increased ploidy of UCB- and 

peripheral blood- mature MK (Supplementary Figure 3C). This shift towards 4N and 8N in 3D 
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suggests that the 3D structure may regulate not only HSC differentiation but also MK ploidy. 

A link between polyploidization and terminal MK differentiation has been demonstrated 

involving, for instance, non-muscle myosin IIB heavy chain repression and inhibition of Rho 

kinase signaling [41, 42]. In addition, the present work provides evidence for αIIbβ3 inside-

out and outside-in signaling of platelets. 3D platelets spread over fibrinogen matrix and upon 

activation with thrombin, a physiological agonist, reorganized their F-actin cytoskeleton as 

show by the formation of filopodia, lamellipodia and stress fiber [43]. Furthermore, upon 

activation with the PAR1-activated peptide, the integrin αIIbβ3 modified its conformation 

and was stained by PAC1, an antibody binding only to activated platelets [44-47]. Most 

studies of platelet production from MK were focused on MK migration [9, 11, 13, 16]. 

Recently, alginate/matrigel gels were shown to accommodate mature MK but proplatelet 

formation was studied in a microfluidic platform in vitro without studying the influence of 3D 

environment on platelet formation [9]. In contrast, our model allows the investigation of 3D 

environment on both MK differentiation from HSC and platelet production in an in vitro 

microfluidic platform. Thus, this study demonstrates for the first time the effects of 3D 

environment on MK differentiation and in particular on the improvement of enlargement of 

mature MK leading to increase the production of functional platelets. Furthermore, 3D 

environment is mainly good to keep a continuous supply of CD34 cells to undergo MK 

differentiation. 

 

Collectively, 3D environment promotes cell clustering, sustains and improves MK 

differentiation into fully mature MK leading to increase the production of functional 

platelets. This study provides the first direct evidence that spatial organization and biological 

cues synergize for efficient MK and platelet production. This 3D environment constitutes a 

powerful tool for unraveling the physiological mechanisms of megakaryopoiesis and 

thrombopoiesis in the bone marrow environment. Recent studies showed the feasibility of 

expanding human induced pluripotent stem cells (iPSCs) into MK underline potential 

therapeutic applications for generation of platelets [48-50]. Thus, even if a long step forward 

is necessary between this development and the ultimate goal to provide an alternative to 

blood-derived platelets, a combination of 3D structures with iPSCs might be of major 

interest for future therapeutic use.                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                                               
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Figure legends 

 

Figure 1: Cell morphology in 3D and in liquid culture 

(A) Cell proliferation 12 days after cell seeding, relative to the initial cell number/scaffold. (B) 

Cell proliferation and differentiation in 3D between day 2 and day 36. (C) Cell proliferation 

and differentiation in liquid culture on days 2, 12 and 16. All images were acquired using the 

Axiovert 135 transmission optical microscope with 20X Plasdic® magnification. Scale bar = 20 

µm. 

 

Figure 2: Comparison of cell proliferation in 3D environment and in liquid culture  

Histogram representation of cell expansion relative to day 0 (300 000 cells plated) at 

different days of culture in 3D (black bars) and liquid culture (white bars). Proliferation was 

determined by cell imaging (Histolab), rather than by colorimetric assay, as polysaccharides 

produced a high background in the pNPP and MTT assays. Data are means ± SEM of 3 

independent experiments. In 3D, late time points (D23 and D36) were compared to day 12. 

Some cells exit from hydrogel pores, accumulated at the bottom of the wells (see Figure 1A) 

and therefore dismissed from the counts. Thus, only cells visible inside the pores of the 3D 

hydrogel were analyzed. 

 

Figure 3: In situ characterization of differentiation markers and ploidy of mature MK 

(A) Immunofluorescence staining of CD41 (green) and CD42b (red) cells growing inside pores 

of 3D (I) and in liquid culture (II). Nuclear staining of cell grown in 3D (III) and liquid culture 

(IV) with YOYO-1 marker (white). All images were acquired 12 days after seeding using the 

Leica 510 confocal microscope with 40X Plan-NeoFluar objective lens. Scale bar = 10 µm. (B) 

Representative flow cytometry analysis of a ploidy study after CD41, CD42b (to select 

mature MK) and Hoechst staining in 3D and liquid culture, 11 days after seeding. (C) Ploidy 

analysis by flow cytometry of CD41+/CD42+ UCB cells in 3D (black bars) compared to liquid 

culture (white bars), 11 days after seeding. Data are means ± SEM of 3 independent 

experiments.*p<0.05. Abbreviation: UCB, umbilical cord blood. 
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Figure 4: Characterization of MK differentiation as a function of time  

(A-C) Flow cytometry analysis of non-megakaryocytic cells (CD41-/CD42-), MK precursors 

(CD41+/CD42-) and mature MK (CD41+/CD42+) in 3D (closed circles, dotted lines) and liquid 

culture (open squares, full lines) between day 6 and day 36. Data are means ± SEM of 3 

independent experiments.*p<0.05. In 3D, late time points (D23 and D36) were compared to 

day 6. (D) CD41/CD34 dot plots of one representative experiment in 3D and liquid culture on 

days 9, 16 and 23.  

 

Figure 5: Characterization of CFU-MK and MEP   

(A) Histogram representation of CFU-MK numbers per 25 000 cells seeded in 3D (black bars) 

and liquid culture (white bars) on days 16 and 23. Data are means ± SEM of 4 independent 

experiments.*p<0.05. In 3D, day 23 was compared to day 16. (B) Representative images of 

CFU-MK sizes in 3D (I and II) and liquid culture (III and IV) on day 16. Images were acquired 

using the Leica DM40000 B transmission optical microscope with 40X and 63X objectives. Bar 

= 10 µm. (C) Flow cytometry analysis of MEP in 3D (black bars) and liquid culture (white bars) 

on days 7 and 23. Data are means ± SEM of 4 independent experiments.*p<0.05 between 

day 7 and day 23 in 3D. (D) Flow cytometry analysis of CD41+/GpA+ cells in 3D (closed circles, 

dotted lines) and liquid culture (open squares, full lines) between day 7 and day 36. Data are 

means ± SEM of 4 independent experiments. In 3D, late time points (D23 and D36) were 

compared to day 7. Abbreviations: CFU-MK, colony forming unit-megakaryocyte; MEP, 

megakaryocyte-erythroid progenitors. 

 

Figure 6: Transcriptional analysis of different genes involved in MK differentiation 

(A) Histogram representation of the expression levels of various genes determined by RT-

qPCR in 3D (black bars) and liquid-culture (white bars) cells at day 9. (B) Histogram 

representation of time-dependent expression levels of various genes determined by RT-

qPCR in 3D cells at days 9 (white bars), 16 (gray bars) and 23 (white bars). mRNA percentage 

of each gene was normalized to that of HPRT mRNA percentage and calibrated via the ΔΔCt 

method [51]. Data are means ± SEM of 3 independent experiments.*p<0.05. In 3D, days 16 

and 23 were compared to day 9. Commercial references of the primer mixes used for qPCR 

are detailed in Supplementary Table I.  
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Figure 7: MK deformation and platelet production in flow conditions  

(A) Stages of MK deformations and reorganization into proplatelets and platelets at 20 

minutes of perfusion in 3D (left panel) and in liquid culture (right panel) using Bioflux 

microfluidic platform to increase platelet formation from mature MK.[10] Images were 

acquired using the Axiovert 135 transmission optical microscope with 20X Plasdic® 

magnification. Bar = 20 µm. (B) Histogram representation of proplatelet/platelet numbers as 

a percentage of total adherent cells per field recovered from mature MK obtained in 3D 

(black bars) and liquid culture (white bars). Data are means ± SEM of 3 independent 

experiments.*p<0.05.  

 

Figure 8: Functional properties of platelets collected at the exit of the microchannels 

(A) Representative images of CD41 (green)/F-actin (red) staining on platelets collected after 

perfusion of 3D mature MK in microfluidic platform. Filopodia (arrowhead) and stress fibers 

(arrow) are visible on activated platelets. (B) Representative images of PAC1 staining of 

integrin αIIbβ3 activated (green) and of F-actin staining (red) on platelets collected after 

perfusion of 3D mature MK in microfluidic platform. Lamellipodia (asterisk) are visible on 

activated platelets. Images were acquired using the Axio Observer D1 fluorescence optical 

microscope with 63X Plasdic® magnification. Bar = 2 µm. 
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Supplemental Materials and Methods 

 

Cell culture conditions 

In 3D hydrogels and liquid cultures, CD34+ cells were cultured at 37°C with 5% CO2 in 

complete medium: Iscove modified Dulbecco’s medium (IMDM; Gibco-Invitrogen, Saint-

Aubin, France) supplemented with 15% BIT 9500 serum substitute (Stem Cells Technologies, 

Grenoble, France), α-monothioglycerol (Sigma-Aldrich) and liposomes (phosphatidyl-choline, 

cholesterol and oleic acid; Sigma-Aldrich) [1]. Human recombinant stem cell factor (SCF, 20 

ng/mL; Miltenyi Biotec) and the thrombopoietin peptide agonist AF13948 (TPO, 50 nM) [2] 

were added once on day 0 to the culture medium, followed by 20 nM TPO alone without any 

addition of SCF thereafter. 

 

Flow cytometry 

Expression of the CD34, CD41 and CD42 differentiation markers was assessed between day 6 

and day 36 by using a Calibur flow cytometer (BD Biosciences, Le Pont de Claix, France). 3D 

cells and liquid-culture cells were incubated with fluorescein isothiocyanate (FITC)-

conjugated mouse anti-human CD41a (αIIb), R-phycoerythrin (PE)-conjugated mouse anti-

human CD42b (GPIbα) (both from Beckman Coulter, Villepinte, France) and allophycocyanin 

(APC)-conjugated mouse anti-human CD34 (BD Pharmingen, Le Pont de Claix, France) for 30 

minutes at 4°C. Controls were prepared with FITC mouse IgG1, PE mouse IgG1 (both from 

Beckman Coulter) and APC mouse IgG1 (BD Pharmingen). In some experiments, cell viability 

was assessed with 7-aminoactinomycin D (7-AAD; BD Pharmingen). Results were analyzed 

with Cell Quest Pro software (BD Biosciences). 

 

Expression of CD11b, CD14 and CD41 differentiation markers was assessed to characterize 

myelomonocytic populations. 3D cells and liquid-culture cells were incubated with FITC-

conjugated mouse anti-human CD14 (BD Pharmingen), PE-conjugated mouse anti-human 

CD41a and PE-Cy7-conjugated mouse anti-human CD11b (BD Pharmingen). Controls were 

prepared with FITC mouse IgG2b (BD Pharmingen), PE mouse IgG1 and PE-Cy7 mouse IgG1 (BD 

Pharmingen). Expression of CD41 and glycophorin A (GpA) differentiation markers was 

assessed to characterize erythropoietic populations. 3D cells and liquid-culture cells were 

incubated with PE-conjugated mouse anti-human CD41a and APC-conjugated mouse anti-
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human GpA (BD Pharmingen). Controls were prepared with PE mouse IgG1 and APC mouse 

IgG2b (BD Pharmingen). In some experiments, cell viability was assessed with DAPI (100 

µg/mL; Invitrogen). Acquisitions were made with a BD CANTO 2 flow cytometer and results 

were analyzed with DIVA software (BD Biosciences).  

 

Megakaryocyte erythroid progenitors (MEP) population was characterized 7 and 23 days 

after seeding. 3D cells and liquid-culture cells were incubated with FITC-conjugated mouse 

anti-human CD41a, PE-conjugated mouse anti-human CD45RA, PE-cyanin 7 (PE-Cy7)-

conjugated mouse anti-human CD123 (both from BD Pharmingen) and APC-conjugated 

mouse anti-human CD34 for 30 minutes at 4°C. Controls were prepared with FITC mouse 

IgG1, PE mouse IgG2b, PE-Cy7 mouse IgG2a and APC mouse IgG1 (BD Pharmingen). In some 

experiments, cell viability was assessed with 4',6'-diamidino-2-phenylindole (DAPI, 100 

µg/mL). Acquisitions were made with a BD CANTO 2 flow cytometer and results were 

analyzed with DIVA software.  

 

Ploidy of UCB or peripheral blood CD41+/CD42+ cells was studied 11 days after seeding. 3D 

cells and liquid-culture cells were incubated for 1 hour at 37°C with Hoechst medium 

(Hoechst 33342, 1 µg/mL; Molecular Probes, Saint-Aubin, France), FITC-conjugated mouse 

anti-human CD41a and PE-conjugated mouse anti-human CD42b to select a homogenous 

population of mature MK. Acquisitions were made with a BD LSR II flow cytometer (BD 

Biosciences). Hoechst staining was analyzed at an emission wavelength of 450 nm and 

results were analyzed with DIVA software.  

 

Confocal immunofluorescence microscopy 

In situ cell organization was analyzed 12 days after seeding, without enzymatic treatment. 

Cells in liquid culture were allowed to attach to L-polylysine coated plates (Thermo-

Scientific, Brebières, France) for 20 minutes at 37°C and then fixed with 4% 

paraformaldehyde (PFA; Alfa Aesar, Karlsruhe, Germany), while cells in 3D were fixed in situ. 

Cells were permeabilized with 0.1% Triton X-100 (Sigma-Aldrich) and treated with RNAse (10 

µg/mL; Sigma-Aldrich). Cells were then incubated with YOYO-1 (Cyanin Dimer Y3601, 0.2 

µM; Invitrogen) for 1 h at room temperature or with FITC-conjugated mouse anti-human 

CD41a and PE-conjugated mouse anti-human anti-CD42b overnight at 4°C. Cells were 
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observed with a confocal microscope (Leica System Microscope 510; Zeiss, Gottingen, 

Germany) equipped with a 40X Plan-NeoFluar objective lens. YOYO-1 and FITC were excited 

at 491 nm and 488 nm respectively, and their fluorescent emissions were selected with a 

505-530 nm bandpass filter. PE was excited at 543 nm and its fluorescence emission was 

selected with a 560-615 nm bandpass filter. Results were analyzed with LSM Image Browser 

software (Zeiss). 

 

Clonogenic assay 

Colony-forming unit (CFU)-MK potential was assessed using the MegaCult®-Collagen kit 

(Stem Cell Technologies). Sixteen and twenty-three days after seeding, 25 000 cells were 

plated in wells containing semi-solid MegaCult®-C medium. Cells were cultured in the 

presence of cytokines (50 nM TPO and 20 ng/mL SCF) for 10 days and colonies were 

quantified as recommended by the manufacturer, using a transmission optical microscope 

(Leica DM4000 B; Leica Microsystems, Heerbrugg, Germany) equipped with a camera (Leica 

DFC 420; Leica Microsystems).  

 

RNA extraction and real-time qRT-PCR 

Total RNAs were extracted with Trizol (Invitrogen) and extended solvent purification as 

previously reported [3] and complementary DNAs were synthesized using a commercially 

available kit (RT core kit; Eurogentec, Angers, France). The expression levels of erythoid 

Krüppel-like factor (EKLF), c-myb, globin transcription factor 1 (GATA-1), Friend leukemia 

integration-1 (FLI-1), acute myeloid leukemia-1 (AML-1) and nuclear factor (NF)-E2 were 

assessed by quantitative polymerase chain reaction (qPCR). All genes were normalized to the 

housekeeping gene hypoxanthine phosphoribosyltransferase (HPRT). Probes for genes of 

interest were labeled at the 5’-end with cefamandole (FAM) and those for housekeeping 

gene with VIC. At the 3’-end, probes were labeled with tetramethylrhodamine (TAMRA; 

Applied Biosystems, Life Technologies, Saint Aubin, France). Commercial references of the 

primer mixes used for qPCR are detailed in the Supplementary Table I. PCR amplification was 

carried out for 10 minutes at 95°C followed by 50 cycles (15 seconds at 95°C and 1 minute at 

60°C) in 7900 HT Fast Real Time PCR System (Applied Biosystems). The mRNA expressions 

were quantified via the ΔΔCt method [4] and expressed in percentage compared with 

control.  
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Platelet production in flow assay 

Cell suspensions were flown in microchannels by means of a pressure controller integrated 

in a BioFlux200® microfluidic platform (Fluxion Biosciences, South San Francisco, CA) [5, 6]. 

Microchannels were rinsed with 150 mM NaCl, 50 mM Tris-HCl buffer (pH 7.4) perfused at a 

shear stress of 20 dyn/cm2 for 15 s, and then coated with human VWF (40 µg/mL; Wilfactin, 

Laboratoire Français du Fractionnement et des Biotechnologies, Lille, France) by perfusion at 

20 dyn/cm2 for 15 s and incubation in the absence of flow overnight at 4°C, before a final 

rinse with PBS for 10 min at 20 dyn/cm2. Mature and viable MK in complete medium with a 

viscosity of 1 cP (0.98-1.05 cP) were perfused at 18 dyn/cm2 for 45 min in the microchannel 

(Supplementary Figure 1). The chamber was then rinsed with PBS containing 1.25 mM EDTA 

for 30 min at 18 dyn/cm2. Real-time platelet production was recorded at 20X Plasdic® 

magnification using a transmission optical microscope (Axiovert 135; Zeiss, Le Pecq, France) 

connected with a CCD camera (Q-click Imaging). Proplatelets and platelets were counted in 

the microchannel by using Histolab software (Microvision Instruments, Evry, France) [2].  

 

Platelet activation and spreading  

Platelet-forming MK and platelet suspensions were collected at the outlet of the flow 

chamber and centrifuged for 10 min at 1240 g (Supplementary Figure 1). The pellet was 

deposited on BSA density gradient and centrifuged for 15 min at 80 g to separate mature MK 

from platelets [7]. Fractions containing platelets were centrifuged for 10 min at 1240 g. 

Platelets were suspended in Hepes-Tyrode buffer [8] containing 2 mM CaCl2. On the one 

hand, platelet suspensions were either not activated or activated with thrombin (1 U/mL; 

Sigma-Aldrich) for 10 minutes of preincubation. Platelets were then added to fibrinogen (200 

µg/mL; Hyphen BioMed, Neuville-sur-Oise, France)-coated glass ibidi chamber slides 

(Biovalley, Marne-La-Vallée, France). CD41a/phalloidin staining was then performed as 

previously described [2]. The coverslips were mounted in DABCO mounting solution (Dako, 

Trappes, France). CD41/F-actin staining was observed at 63X Plasdic® magnification using a 

fluorescence optical microscope (Axio Observer D1; Zeiss; Supplementary Figure 1). On the 

other hand, platelet suspensions were either not activated or activated with PAR1-activated 

peptide (TRAP-6, 10 µM; Bachem, Bubendorf, Switzerland) and directly added to fibrinogen 

(20 µg/mL)-coated glass ibidi chamber slides. Platelets were then incubated with FITC-

conjugated mouse anti-human PAC-1 (BD Biosciences) for 10 minutes to stain the activated 
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integrin αIIbβ3, fixed with 4% PFA, permeabilized with 0.1% Triton-X100 and incubated with 

AlexaFluor 488-conjugated goat anti-mouse IgM (BD Biosciences) for 45 minutes [9, 10]. 

Finally, platelets were incubated with AlexaFluor 546-phalloidin (Invitrogen) for 20 minutes 

to stain F-actin. The coverslips were mounted in DABCO mouting solution and activated 

integrin αIIbβ3 /F-actin staining was observed at 63X Plasdic® magnification with Axio 

Observer D1 (Supplementary Figure 1).  

 

Statistic data analysis 

Results are expressed as means of independent experiments ± standard error of the mean 

(SEM). Statistical significance was evaluated with Mann-Withney test, using StatView 

statistical software. p values <0.05 were considered significant. 
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Supplemental Table 

 

Supplementary Table I: Commercial references of the primer mixes used for qPCR  

Genes Assay ID Human 

EKLF Hs00610592_m1 

c-myb Hs00920556_m1 

GATA-1 Hs01085823_m1 

FLI-1 Hs00956711_m1 

RUNX-1 Hs00231079_m1 

NF-E2 Hs0023251_m1 

HPRT Hs02800695_m1 
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Supplemental Figures 

 

Supplementary Figure 1: Schematic outline of steps from 3D cell culture, MK differentiation, 

mature MK extraction from hydrogels and perfusion, and platelet production 

Step 1: CD34+ cells were seeded inside 3D pores at day 0 in presence of 50 nM TPO and 20 

ng/mL SCF.  

Steps 2 and 3: On days 7, 9 and 12, the disks were transferred in new wells and fresh 

medium containing 20 nM TPO was added. 

Step 4: Cells excluded from 3D and accumulated at the bottom of the wells were discarded.  

Step 5: On days 16, 23, 30 and 36, mature MK were extracted from 3D by enzymatic lysis.  

Step 6: Platelets were produced by mature MK perfusion in microchannels coated with VWF. 

Steps 7 and 8: At the end of the perfusion, platelets were collected and platelet functions 

were assessed.    

Abbreviations: TPO, thrombopoietin; SCF, stem cell factor; MK, megakaryocyte; VWF, von 

Willebrand factor. 
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Supplementary Figure 2: Effect of 3D environment on the expression of myelomonocytic and 

erythropoietic markers 

(A) Flow cytometry analysis of CD41-/CD11b+/CD14-, CD41-/CD11b+/CD14+ (both 

myelomonocytic cells) and CD41-/CD11b-/CD14+ (macrophages) cells in 3D (closed circles, 

dotted lines) and liquid culture (open squares, full lines) between day 7 and day 36. (B) Flow 

cytometry analysis of CD41-/GpA- and CD41-/GpA+ (erythrocytic cells) cells in 3D (closed 

circles, dotted lines) and liquid culture (open squares, full lines) between day 7 and day 36. 

Data are means ± SEM of 4 independent experiments. *p<0.05. In 3D, late time points (days 

23 and 36) were compared to day 7. Results indicate that the effect of 3D environment also 

results in commitment into the erythropoietic and myelomonocytic lineages during a second 

wave of differentiation that takes place between day 16 and day 36. 
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Supplementary Figure 3: Proliferation and differentiation of neonatal and adult CD34+ cells 

inside 3D environment 

(A) Bone marrow and peripheral blood cell proliferation inside 3D pores, 12 days after 

seeding. Images were acquired using the Axiovert 135 transmission optical microscope with 

20X Plasdic® magnification. Bar = 20 µm. (B) CD41/CD34 dot plots of one representative 

experiment in 3D and liquid culture on day 12. Similar results are obtained with neonatal or 

adult CD34+ cells with the persistence of non-megakaryocytic cells and cell progenitors 

(CD34+/CD41- cells); these cells could still commit in the megakaryocytic lineage. (C) Flow 

cytometry ploidy analysis of CD41+/CD42+ peripheral blood cells in 3D (black bars) compared 

to liquid culture (white bars). Data are means ± SEM of 3 independent experiments. Results 

show higher percentages of 8N ploidy classes in 3D cells (25.3% ± 6.1%) than in liquid-culture 

cells (15.9% ± 4.9%), whereas 2N ploidy was more frequent in liquid culture (48.1% ± 6.3%) 

than in 3D (39.3% ± 6.4%). Abbreviation: UCB, umbilical cord blood.  
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Supplemental Videos  

 

Supplementary Video 1 and 2  

Mature and viable MK were recovered from 3D or liquid culture on day 16 and perfused at a 

shear rate of 1800 s-1 for 45 min on VWF-coated microchannels. Different steps of platelet 

production were visualized in real-time using the Axiovert 135 transmission optical 

microscope with 20X Plasdic® magnification. Digital images were recorded at 0.25 images/s 

using Replay software (Microvision Instruments). For visualization, Archimed software 

(Microvision Instruments) was used to grab frames and record at a velocity of 10 images/sec 

(40-fold acceleration). Bar = 20 µm. 

 

Video 1: Platelet production in flow conditions from 3D mature MK 

The video shows extremely long MK elongations similar to beads-on-a-thread. Proplatelets 

and platelets are also visible in the last section of the video.  

  

Video 2: Platelet production in flow conditions from liquid-culture mature MK 

Compared to mature MK obtained from 3D culture, notice the shorter elongations 

interacting with the surface during the first part of the video and the reduced production of 

proplatelets and platelets during the second part of the video.  
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Abstract  

 

Platelets originate from megakaryocytes (MK) by intravascular fragmentation. Evidence for 

platelet production from human MK exposure to high shear has been already demonstrated. 

The present aim was to assess whether platelets produced in vitro after exposure of MK to 

high shear rates, were functional in in vivo models. Murine bone marrow MK exposed to 

high shear stress (18 dyn/cm2) produced proplatelets and platelets. During high shear 

exposure, most platelets released from MK translocated on VWF and less than 5% were 

firmly adherent. We demonstrate that shear-generated platelets present hallmarks of 

functional platelets in vitro and in vivo. These shear-generated platelets expressed normal 

glycoprotein levels, responded to platelet agonist by reorganizing their cytoskeleton and by 

shifting the conformation of the integrin αIIbβ3 to an activated state. Using the FeCl3 

thrombosis model, these platelets specifically incorporated into the growing thrombus in 

vivo. Finally, survival of human platelets in immunodeficient mouse was assessed. Human 

shear-generated platelets infused into Rag2−/−γc
−/− mice were detected up to 16 hours in 

vivo. Altogether, our results indicate the potential relevance of platelets generated in vitro 

following MK exposure to high shear rates. This constitutes a proof of principle of shear-

generated platelets for efficiency in thrombosis.  

 

 

 

  



A.Pietrzyk-Nivau   CSH et plaquettes 

122 
 

Introduction 

 

Hematopoietic stem cells (HSC) of the bone marrow are committed into the megakaryocytic 

lineage by differentiating into well-characterized progenitor and precursor cells, ultimately 

leading to mature megakaryocytes (MK) whose function is to terminally release platelets, 

which are absolutely essential for bleeding arrest. Mature MK undergo complete 

cytoskeleton reorganization with microtubule involvement, resulting in pseudopodial 

elongations called proplatelets, whose tips contain the organelles and eventually release 

platelets [1,2,3]. Each day, approximately 1011 platelets are produced in man by MK 

fragmentation. Defects of the MK lineage can give rise to insufficient platelet production and 

bleeding syndromes of varying severity. Attempts to increase platelet production remain a 

challenging issue and require integrating the synergy between biochemical and biophysical 

processes. Approaches have provided further insight into the physiological factors of 

platelets production, notably the role of the shear rate. In in vivo model, Junt et al., observed 

the detachment of large cytoplasmic fragments into circulating blood and suggested that 

high shear rates appeared to free them from the parent cells and might contribute to 

platelet formation [4]. In agreement with this model, we have shown that in vitro human MK 

exposure to high shear rates encountered in small vessels was essential to rapid proplatelet 

and platelet formation, a process driven by microtubule polymerization and absolutely 

dependent on an interaction between von Willebrand factor (VWF) and GPIb [5]. Exposure 

to shear rates drives to synchronize platelet production, where MK are converted into 

proplatelets and release platelets within 20 minutes, contrary to static conditions that 

require several hours, often without platelet release and unsuccessful in synchronizing 

platelet production. Application of shear rates within a microfluidic bioreactor has been also 

developped by other groups to increase proplatelet production [6,7]. However, the 

functionality of shear-generated platelets has never been investigated in vivo. 

 

In the present study, we demonstrate that platelets produced in vitro in a flow chamber on a 

VWF surface, present hallmarks of functional platelets in vitro and in vivo. These shear-

generated platelets express normal glycoprotein levels, respond to platelet agonist by 

reorganizing their cytoskeleton and by shifting the conformation of the integrin αIIbβ3 to an 

activated state, persist in circulation up to 16 hours. In more physiologic activation systems 
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in a flow chamber and in vivo, where collagen, VWF and shear rates are operating, we 

demonstrate that shear-generated platelets participate in a murine thrombus formation. 

These hallmarks allow generating functional platelets, able to be involved in haemostasis 

and thrombosis.  
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Materials and Methods  

 

Ethics Statement  

All protocols on animals were in accordance with the regional regulations established by the 

ethics committee for animal experimentation (Comité d’Ethique en Experimentation 

Animale de Paris Descartes and Comité d’Ethique en Experimentation Animale de l’IRCIV). 

Umbilical cord blood samples were obtained with the donors’ informed consent and 

institutional ethics committee (AP-HP) approval, in keeping with the Declaration of Helsinki. 

 

Mice 

C57Bl/6J male mice (age 8-12 weeks) were purchased from Janvier (Le Genest-St-Isle, 

France). BalbC-Rag2−/−γc
−/− mice (age 8-12 weeks) were provided by Plateforme d’Evaluation 

Préclinique (Institut Gustave Roussy; Villejuif, France). 

 

Cell culture 

Murine TPO (10 mg/kg; Miltenyi Biotec, Paris, France) was administered by intra-peritoneal 

injections to mice for 3 days ending 24 hours before bone marrow extraction. Mice (6-25) 

were killed by pentobarbital for harvesting of femurs and tibiae of posterior legs. Progenitor 

cells were enriched in the cell suspensions by negative selection using immuno-magnetic 

beads-coupled sheep anti-rat antibody (Dynal; Life Technologies, Saint-Aubin, France) after 

cell incubation with rat antibodies cocktail in order to recover the lineage-depleted cells [8]. 

Mouse MK were obtained from progenitor cells cultured in complete serum free medium -

[Iscove's Modified Dulbecco's Medium (IMDM; Gibco-Invitrogen, Saint-Aubin, France) 

containing 15% BIT, liposomes, α-monothioglycerol and TPO (10 ng/mL, Miltenyi Biotec)]. 

Following 6-7 days, mature MK were selected on a 1.5 to 3% (w:v) BSA gradient immediately 

prior to shear experiment. 

 

Perfusion studies 

The microfluidic platform BioFlux200® (Fluxion Biosciences, South San Francisco, CA) consists 

of  24 individual microchannels connected to two series of 24 wells (entrance and exit wells) 

allowing microscopic observation in the flow chamber [9]. Microchannels were coated by 

the murine rVWF or human VWF as previously described for murine or human MK perfusion 
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[10]. Following purification by BSA gradient, murine mature MK (between 0.5 to 2x105 

cells/ml) in complete medium displaying a viscosity of 1 cP (0.98-1.05 cP) were perfused at 

18 dyn/cm2 in the microchannel. Three runs of 45 min at the temperature of 37°C were 

performed sequentially. For removal of cells remaining in the microchannel, the chamber 

was rinsed with PBS containing 1.25 mM EDTA for 30 min at 18 dyn/cm2. After mixing with 

the cell suspension, the final EDTA concentration was 0.36 mM.  

The 48-well plate was positioned on the stage of an inverted microscope (Axiovert 135; 

Zeiss, Le Pecq, France). A CCD camera (Sony and Q-click Imaging) was used to visualize cells, 

using a 20X PlasDIC modulation contrast objective. Continuous recording was performed 

with a digital image recorder (Replay Software; Microvision Instruments, Evry, France) at 0.5 

image/s. 

In some experiments, binding of soluble fibrinogen coupled to AlexaFluor-488 used at a 

tracer concentration was visualized using a high resolution bio-imaging platform (EMCCD 

MGi Plus Qimaging Rolera camera; Roper Scientific, Evry, France) [11].  

 

Thrombosis model 

Platelets were produced in vitro and the fractions containing platelets or MK (110g for 2 min 

for MK fraction; supernatant centrifuged at 750g for 10 min for platelet fraction) were 

labeled for one hour with 1 µg/ml calcein (Interchim, Montluçon, France) for ex vivo studies 

or with DiOC6 for in vivo studies (10 µmol/L; Molecular Probes). After centrifugation, the 

pellets were suspended in HEPES-Tyrode buffer. 

Ex vivo thrombus formation was evaluated by a whole-blood perfusion supplemented by 

labeled platelets in microchannels of Vena8 FLUORO+ Biochips (Cellix Ltd, Dublin, Ireland) 

coated by fibrillar collagen (100 µg/ml, collagen HORM). Blood sample from one mouse was 

collected on anti-coagulant (PPACK/lepirudin, 80 µmol/L and 100 U/mL respectively). 

Labeled platelets (0.03% to 0.4%) were added to anticoagulated blood and perfused for 4 

minutes at 40 µl/min (shear rate 1000 s-1). Then, the microchannnel was washed with 

HEPES-Tyrode buffer containing 0.1% BSA. During washing step, images were recorded in 

real-time using phase-contrast and fluorescence microscopy.   

To study in vivo thrombus formation, the platelet fraction or the MK fraction (2-5x106 

platelets) was injected into the retroorbital venous plexus. Ferric chloride injury was induced 

as described by Denis et al [12]. The mesentery was exteriorized through a midline 
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abdominal incision then a single arteriole and adjacent venule were selected. A filter paper 

strip was immersed in a ferric chloride solution (7.5% FeCl3; Sigma-Aldrich) and applied on 

the surface of the selected vessels during 5 minutes. Platelet accumulation was recorded for 

40 minutes from the time of filter paper placement.  

 

Half-life of human platelets in immunodeficient mice 

Platelets and proplatelets obtained by shear exposure of human MK as described above or 

human washed platelets from donors were injected (1.5x106 platelet/mouse) in BalbC-

Rag2−/−γc
−/− mice. Blood samples from injected mice were taken after 1, 3, 16 and 22 hours 

for analysis of human platelets. Blood samples were blocked with anti-murine FcR antibody 

(CD16/CD32, BD biosciences) then incubated with anti-human CD41-FITC and anti-mouse 

CD41-PE antibodies and followed by erythrocyte lysis (FACS lysing, BD biosciences). The 

samples were analyzed by flow cytometry (C6Accuri, BD Accuri).  

 

Statistics 

We used Student’s unpaired t-test for statistical analysis; p values<0.05 were considered 

significant. Error bars represent the standard error of the mean (SEM). 

 

Online supplemental data described in detail the materials and methods listed below:  

- Proteins 

- Antibodies 

- Human cell culture 

- Isolation of blood platelets 

- Platelet characterization by flow cytometry and confocal immunofluorescence  



A.Pietrzyk-Nivau   CSH et plaquettes 

127 
 

Results 
 

Production of functional MK from in vivo to in vitro    

The aim of the present study was to assess whether platelets produced in vitro were 

functional in vivo. Our lab previously provided evidence for platelet production from human 

MK exposure to high shear, a process involving GPIb binding to VWF and microtubule 

reorganization; however the functionality of these platelets has not been investigated in 

vivo. In order to characterize platelets produced by MK exposed to high shear rates (shear-

generated platelets), we first needed to increase platelet production by perfusing a 

significative number of murine mature MK in the microfluidic platform. Several attempts to 

optimize MK differentiation from murine bone marrow progenitors had been carried out. 

Because TPO as the major regulator that promotes the growth and development of MK from 

their HSC precursors [13], a TPO pretreatment in mice was designed to increase the number 

of murine bone marrow progenitors. After 3 days of TPO treatment, hematopoietic 

progenitors (referred to as Lin- cells) were isolated from the bone marrow and then 

differentiated in cell culture during 6.5 days. This pretreatment doubled the number of MK 

in TPO-treated mice compared to non-treated mice (11267 ± 2969 vs 22102 ± 3070, 

respectively; p<0.05; Figures 1A-C). Accumulating evidence suggests that the cytoskeleton is 

the principal machinery for platelet production [14,15,16]. Tubulin reorganization is essential 

for proplatelet formation and powers proplatelet elongation. We then investigated the 

tubulin organization along the cell culture duration. Tubulin staining showed that cells 

reached a complete tubulin polymerization at day 6.5 compared to day 3 (Figure 1D), hence 

MK at this stage (6.5 days) were considered as mature MK, suitable for exposure to high 

shear rates over a VWF matrix, as previously described [5]. Exposure of these MK in the 

microfluidic platform demonstrated that MK were able to produce platelets in flow 

conditions (Figure 1E). Altogether, these results showed that TPO pretreatment in mice 

followed by 6.5 days of culture allows increasing the production yield of mature MK able to 

release platelets in flow condition. 

 

Behaviour of mature MK exposed to high shear rates on a murine VWF matrix  

Then, we investigated the behavior and the platelet production of murine mature MK in flow 

conditions. Murine MK express CD42b, the GPIb receptor, that binds poorly to human VWF 
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[17]. Thus, murine rVWF was used to as coating protein, prior to MK exposure. When 

exposed to a high shear rate in a microfluidic platform, mature MK were able to reversibly 

adhere by rolling and translocating on the VWF surface. These adherent MK displayed 

elongations, cytoskeletal reorganization and fragmentation into proplatelets and platelets 

during to 55 minutes of perfusion (Figure 2). In contrast to human MK that required 

fragmentation of proplatelets into platelets [5], mouse platelets were released either from 

proplatelets or directly from uncoiled MK and from MK with partially elongated 

cytoskeleton. Nevertheless, additionally to specific shorter murine MK elongations, we also 

observed some extremely long cytoskeletal elongations as well as beads-on-a-threads 

(Figure S1) leading to platelet formation, as previously shown with human MK [5]. In 

addition, controls consisted of MK perfusion on BSA-coated channels resulting in the 

absence of MK adhesion and proplatelet/platelet production (data not shown).  

To assess properties of shear-generated platelets, evaluation of duration of contacts with 

the VWF surface was performed on the video recordings of platelets released in microfluidic 

channels at the end of each run in the absence of EDTA. Proplatelets and platelets were 

classified as either rolling/translocating (3-10” duration of contacts) or firmly adherent 

platelets (contact > 11”). The majority of platelets (98 ± 0.9%) rolled and translocated on the 

surface and only 2 ± 0.9% were firmly adherent at the end of the first 45 min of perfusion. 

Interestingly, the proportion of firmly adherent platelets did not increase between the first 

and the third run (97 ± 0.8% of rolling platelets vs 3 ± 0.9% of adherent platelets after 90 

minutes of perfusion; n=4) indicating that prolonged shear exposure did not induce platelet 

activation. Furthermore, no platelet aggregate was observed (data not shown). Overall, 

these results showed that a prolonged perfusion of murine mature MK on VWF surface in 

the microfluidic platform allows a significant platelet production.  

 

Characterization of the functional state of shear-generated platelets 

To investigate whether shear-generated platelets were functional, several properties were 

analyzed on those platelets. Firstly, we analyzed the surface expression of various 

glycoproteins by flow cytometry and immunofluorescence staining. We observed similarities 

in the cell-surface expression of integrin αIIb, integrin α2, GPIX, GPV, GPVI, GPIbα and GPIbβ 

on shear-generated platelets compared to blood platelets (Table I and Figure 3). Secondly, 

we had previously shown that human platelets released from mature MK could be analyzed 
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by a static platelet adhesion assay to fibrinogen [5]. On the one hand, we excluded the 

presence of MK and we identified cells as platelets in shear-generated and blood platelets by 

staining the αIIb glycoprotein (CD41) combined with a Hoechst staining (nucleus presence). 

Platelets were identified by the expression of CD41 in the absence of Hoechst staining (data 

not shown). This identification was confirmed by the cellular size and morphology (3.3 ± 0.3 

µm). Without stimulation, platelets were only able to spread on fibrinogen without 

reorganizing their cytoskeleton (Figure 4A). However, upon PAR4-activated peptide (TRAP-4) 

stimulation, shear-generated platelets reorganized their actin cytoskeleton, showing 

filopodia, lamellipodia and stress fiber formation as blood platelets (Figure 4A). Thirdly, we 

investigated the capacity of the integrin αIIbβ3 to change its conformation to the activation 

state by using both Jon/a antibody specific of the activated integrin αIIbβ3 and soluble 

fibrinogen. We observed that TRAP-4 stimulation increased by 140 ± 5% the activation state 

of the integrin αIIbβ3 measured by Jon/a staining (Figure 4B). Soluble fibrinogen binds only 

on platelets when the integrin αIIbβ3 is in an active state [11]. We used fibrinogen-Alexa488 

to analyze fibrinogen binding on platelets in real-time in flow conditions. We observed that 

fibrinogen bound on shear-generated platelets only in the presence of TRAP-4 (Figure S2), 

demonstrating that platelets remained inactive in the microchannels and required 

exogenous stimulation to activate the integrin αIIbβ3. Altogether, these results 

demonstrated that shear-generated platelets were able to be activated following agonist 

stimulation as shown by cytoskeletal reorganization, integrin αIIbβ3 activation allowing 

soluble fibrinogen binding at the platelet surface.  

 

Capacity of shear-generated platelets to participate to ex vivo and in vivo thrombosis 

Because we demonstrated that shear-generated platelets were able to be activated in 

various in vitro models, we also characterized the behavior of shear-generated platelets to 

participate to ex vivo and in vivo thrombus formation. For ex vivo thrombosis model, we 

carried out perfusion of fluorescent-labeled platelets with mouse whole-blood over a fibrillar 

collagen matrix at a shear rate of 1000 s-1 and we looked at incorporation of perfused 

platelets into growing thrombus. As shown on Figure 5, the thrombus formation was 

observed in real-time with shear-generated platelets as well as blood platelets readily 

incorporated into the developing thrombi. Surprisingly, this was not the case for static-

generated platelets (platelets released in cell culture), since in this condition platelets were 
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not incorporated into the thrombus (Figure 5). We also investigated the capacity of shear-

generated platelets to participate to the in vivo thrombus formation after a FeCl3 injury on 

mesenteric vessels. At the exit of the microchannels, cell suspensions were collected and 

centrifuged to recover a supernatant fraction containing the proplatelets and platelets, and 

in the pellet fraction, the intact MK and naked nuclei. As shown on Figure 6, shear-generated 

platelets were incorporated in the thrombus (Figure 6A) and formed the thrombus when 

platelets were infused at a higher concentration (Figure 6B). By contrast both shear and 

static MK fraction and static platelet fraction were not able to incorporate in the thrombus. 

Indeed, fluorescence in the thrombus was only observed when shear-generated platelets 

were infused but not for other fractions (shear and static MK fraction and static platelet 

fraction). These results provided evidence for specific functionality of shear-generated 

platelets compared to static-generated platelets and especially on their capacity to 

contribute to thrombus formation ex vivo and in vivo.    

 

Half-life of human shear-generated platelets in in vivo mouse model 

To demonstrate the capacity of shear-generated platelets to persist in vivo, we studied the 

half-life and the clearance of these platelets after injection in an immunodeficient mouse 

model. To allow discrimination between platelets from the host mice and infused shear-

generated platelets, we used human MK for platelet production. To this end, we infused 

1.5x106 human shear-generated or blood platelets in Rag2−/−γc
−/− mice. To discriminate both 

platelet populations (human and mouse), we used an anti-human CD41-FITC (infused shear-

generated platelets) and an anti-mouse CD41-PE (host mouse platelets) antibodies. 

Compared to blood platelets, only human shear-generated platelets infused in mice were 

detectable 16 hours post-infusion. Furthermore, shear-generated platelets half-life (t1/2 = 

clearance of 50% infused platelets) was 11h by contrast to 1.5h for blood platelets (Figure 7). 

The shear-generated platelets may represent young platelets and proplatelets that could 

explain this prolongation of half-life compared to aging blood platelets.  
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Discussion 

 

This study demonstrates that platelets produced in vitro in a flow chamber on a VWF 

surface, exhibit hallmarks of functional platelets in vitro and in vivo. These shear-generated 

platelets express similar glycoprotein levels as blood platelets and likewise are able to 

rearrange their actin and tubulin cytoskeleton and to shift the conformation of the major 

integrin αIIbβ3 to an activated state after agonist stimulation. These hallmarks allow 

generating functional platelets, able to be involved in the ex vivo and in vivo thrombus 

formation. 

 

Previous study established the importance of high shear rates (1800 sec-1) on cell remodeling 

and cytoskeleton reorganization of human mature MK leading to accelerated proplatelet 

formation and platelet release [5]. In this study, we demonstrate the capacity of murine MK 

to release large number of functional platelets in conditions reproducing the high shear rates 

encountered in the microcirculation. As previously described [5] and in this study, MK 

exposed to VWF at high shear rates developed structures as elongations, beads-on-thread, 

as well as proplatelets devoid of a nucleus reproducing in vivo mechanisms, promoting 

platelet formation [4]. In vitro platelet production and their in vivo infusion seems a better 

strategy instead of MK infusion directly into the circulation. Indeed, MK sequestration has 

been reported in the lung alveolar capillary bed [18]. In addition, we investigated the 

behaviour of shear-generated platelets in various in vivo models as well as platelet half-life 

in immunodeficient mice, thrombosis in a flow chamber and thrombosis induced by FeCl3 on 

mesenteric vessels. 

 

Importantly, we demonstrated that newly generated platelets have a prolonged half-life in 

immunodeficient mice. Indeed, shear-generated platelets were characterized by a prolonged 

half-life sufficient to observe their persistence in the mouse circulation up to 16h. This 

demonstrated that the clearance time of platelets is in correlation with a resting state and 

not with an activated state that would have reduced considerably the half-life [19]. 

Glycoprotein expression on the platelet surface is also a determinant in platelet clearance. 

Previously, it had been suggested that metalloproteinases are present in the media of 

culture and shortens ex vivo generated platelet half-life [20] by cleaving the glycocalicin 
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extracellular portion of GPIbα, inactivating the GPIb/IX receptor [21]. Shear-generated 

platelets express a normal range for major receptors notably GPIbα suggesting that the 

shedding of glycoproteins on these platelets did not occur. This observation could be 

explained by the production time necessary to release platelets. Indeed, in static conditions 

the delay to release platelets is longer (16 hours) than the short time (< 30min) to generate 

platelets in shear conditions [5].  

 

Because human GPIb does not interact with mouse VWF, shear-generated platelets from 

murine MK had to be assessed in mouse models of thrombosis. 

We first examined the morphology in vitro of shear-generated platelets. Platelets generated 

by MK exposure to high shear rates were similar in their morphology, glycoprotein 

expression and capacity to respond to platelet agonists compared to blood platelets. The 

functional nature of shear-generated platelets was confirmed by their agonist-induced 

cytoskeletal reorganization, indistinguishable from blood platelets, on a fibrinogen matrix 

(filopodia, lamellipodia and stress fiber formation). By contrast, platelets generated in static 

condition showed a disturbed morphology in resting state. Thus, the regular discoid shape, a 

feature of resting platelets was disturbed, compared to shear-generated or blood platelets. 

These points highlight the role of VWF and shear to produce platelets with properties similar 

to blood platelets. We extended our earlier findings by showing that expression of the 

activated form of integrin IIb 3 on the platelet surface occurred upon stimulation with 

agonists leading to promote interaction with soluble fibrinogen and thrombi formation. In 

more physiological activation systems in the flow chamber and in vivo, where collagen, VWF 

and shear rates are operating, we demonstrated that shear-generated platelets participate 

in a murine thrombus formation. Altogether, these data demonstrated for the first time that 

shear-generated platelets specifically on a VWF surface are functional not only in vitro but 

also in vivo.     

 

In vitro platelet production remains a challenging task, requiring synergy between 

biochemical and biophysical factors to reach high platelet yields. This study provides direct 

evidence that platelets generated by high shear rates and VWF surface present hallmarks of 

functional platelets in vitro and in vivo leading to their involvement in thrombus formation. 



A.Pietrzyk-Nivau   CSH et plaquettes 

133 
 

These shear-generated platelets could constitute a complementary approach to blood 

platelets for future clinical applications.  
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Table 

 

Table I: Comparison of mean fluorescence intensity of different integrins and glycoproteins in 

shear-generated and blood platelets 

Blood and shear-generated platelets were labeled with several antibodies and MFI of each 

integrin or glycoprotein was determined by flow cytometry. Data are means ± SEM of 3 

experiments. No difference was noted between blood and shear-generated platelets. 

 

 

      Mean Fluorescence Intensity (A.U) 

 

Blood platelets Shear-generated platelets 

Integrin αIIb 

GPIbα 

510.8  ±  78.1 

78.3 ± 41.1 

462.2  ±  18.7 

90.9 ± 46.1 

GPIX 164.4 ± 52.6 93.2  ±  1.5 

GPV 74.5  ±  5.9 69.7  ±  24.1 

Integrin α2 41.1  ±  4.6 42.9  ±  0.6 

GPVI 46.0  ±  3.3 38.5  ±  1.1 
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Figure legends 

 

Figure 1: Characterization of mouse bone marrow progenitor differentiation into mature MK 

(A-B) Morphology of progenitors after harvesting bone marrows of non-treated (A) or TPO-

treated (B) mice for 3 days. Images were acquired using the Axiovert 135 optical microscope 

at 20X Plasdic® magnification. (C) Histogram representation of MK number obtained per 

mouse on day 6.5 from culture of bone marrow progenitors of non-treated or TPO-treated 

mice. Data are means ± SEM of 3 experiments. *p<0.05. (D) Tubulin organization of MK after 

adhering to polylysine coated slides and tubulin staining on days 3, 6 and 7. Images were 

acquired using the Leica TCS SP2 AOBS confocal microscope at 63X magnification. Scale bar = 

10 µm. (E) Representative image of MK elongating and producing platelets in flow conditions 

after DiOC6 staining. MK (asterix) and proplatelets/platelets (arrow) are visible. Image was 

acquired using the Axiovert 135 optical microscope at 20X Plasdic® magnification. Scale bar = 

10 µm. 

 

Figure 2: Snapshots of video recordings of MK deformation and platelet production in flow 

conditions 

Murine mature MK were perfused on VWF surface in Bioflux microfluidic platform at a high 

shear rate of 1800 sec-1. In less than one hour, mature MK exposed to high shear rates 

adhere, elongate, extend and reorganize their cytoskeleton then separate into proplatelets 

and finally release platelets. Images were acquired using the Axiovert 135 optical microscope 

at 20X Plasdic® magnification. Scale bar = 20 µm. 

 

Figure 3: Comparison of GPIbα and GPIbβ staining in shear-generated, static and blood 

platelets 

(A) Representative images of GPIbα staining on non-activated blood, shear-generated and 

static platelets. (B) Representative images of GPIbβ staining on non-activated blood, shear-

generated and static platelets. Images were acquired using the Axio Observer D1 

fluorescence optical microscope with 63X Plasdic® magnification. Scale bar = 5 µm.  
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Figure 4: Characteristics of shear-generated platelets collected at the exit of the 

microchannels 

(A) Representative images of tubulin (green)/F-actin (red) staining on shear-generated 

platelets either not stimulated or stimulated with TRAP-4 or thrombin. Filopodia, 

lamellipodia and stress fiber formation is visible on activated shear-generated platelets. 

Images were acquired using a confocal microscope at 63X magnification. Scale bar = 5 µm. 

(B) Representative images of CD41 staining (green) and of Jon/a staining specific of activated 

integrin αIIbβ3 (green) on blood and shear-generated platelets. Focus points are visible on 

activated platelets. Images were acquired using the Axio Observer D1 fluorescence optical 

microscope with 63X Plasdic® magnification. Scale bar = 5 µm.  

 

Figure 5: Comparison of implication of shear-generated, static and blood platelets in the ex 

vivo thrombus formation 

Blood, shear-generated and static platelets labeled with calcein were perfused with mouse 

whole blood on fibrillar collagen matrix at a shear rate of 1000 sec-1. Shear-generated 

platelets are able to incorporate in the thrombus as well as blood platelets. In contrast, static 

platelets are not able to incorporate in the thrombus. Images were acquired using the Axio 

Observer D1 fluorescence optical microscope with 40X Plasdic® magnification. Scale bar = 20 

µm.   

 

Figure 6: In vivo thrombus formation in presence of shear-generated platelets  

After injury induction by FeCl3 thrombosis model, shear- or static-generated platelets but 

also shear- or static-generated MK labeled with DiOC6 were injected in mice. (A) 

Representative images of thrombus formation after injection of different MK or platelet 

fractions. Only shear-generated platelets were able to incorporate and participate to in vivo 

thrombus formation. (B) Real-time formation of thrombus with shear-generated platelets. 

Images were acquired using a fluorescence optical microscope.   

 

Figure 7: Half-life of human shear-generated and blood platelets in an immunodeficient 

mouse model 

Human shear-generated or blood platelets were injected in Rag2-/-γc-/- immunodeficient 

mice. At different times, mouse blood was labeled with anti-human CD41-FITC and anti-
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mouse CD41-PE to discriminate human platelets and murine platelets. Flow cytometry 

analysis of human shear-platelet (closed squares, full lines) and blood platelet (closed 

triangles, dotted lines) percentage in mouse blood after injection of 1.5x106 platelets. Half-

life appeared as different between shear-generated platelets and blood platelets. Data are 

means ± SEM of 3 experiments for shear-generated platelets and 4 experiments for blood 

platelets. *p<0.05 and ***p<0.001.       
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Supplemental Materials and Methods  

 

Proteins 

Human VWF was a gift of Laboratoire Français du Fractionnement et des Biotechnologies 

(Wilfactin; Lille, France). Fibrinogen was from Hyphen BioMed (Neuville-sur-Oise, France). 

Human VWF and fibrinogen were purified and depleted of contaminant fibronectin and of 

fibrinogen and VWF, respectively [1]. Human fibrinogen coupled to AlexaFluor-488 was 

purchased from Molecular Probes (Life Technologies, Saint-Aubin, France). Murine VWF was 

obtained from murine recombinant VWF (rVWF) and was a gift of Cécile V. Denis [2]. 

Thrombin was purchased from Sigma and PAR4 activated peptide (GYPGQV, TRAP4) were 

purchased from Bachem (Bubendorf, Switzerland). AlexaFluor-546 phalloidin was purchased 

from Molecular Probes. 

 

Antibodies  

Monoclonal rat antibodies (MoAb) directed against mouse mature hematopoietic cell 

receptors (CD11b/Mac1, Ly6G/Gr1, Ter 119, CD45R/B220, CD4, CD5) were from eBioscience 

(Paris, France). R-Phycoerythrin (PE)-conjugated rat anti-mouse CD42b (GPIbα) and PE-

conjugated rat anti-mouse Jon/a were from Emfret Analytics (Würzburg, Germany). 

Fluorescein isothiocyanate (FITC)-conjugated rat anti-mouse CD42a (GPIX), CD42c (GPIbβ), 

CD42d (GPV), GP VI, and CD49b ( 2) were also from Emfret Analytics. PE-conjugated rat 

anti-mouse CD41 was from BD Pharmingen (Le Pont de Claix, France). Monoclonal antibody 

directed against human platelet receptor [FITC-conjugated mouse anti-human CD41a (αIIb)] 

and non-immune antibody were from Beckman Coulter (Villepinte, France). Mouse anti-

human β-tubulin MoAb was from Sigma (Saint-Quentin Fallavier, France). Rabbit polyclonal 

anti-human VWF antibody was from Dako (Trappes, France). The secondary antibodies 

AlexaFluor-488 and 546-conjugated goat anti-rat and AlexaFluor-488-conjugated goat anti-

mouse were from Molecular Probes. 
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Human cell culture  

Human MK were obtained from precursor cells isolated from umbilical cord blood samples. 

CD34+ cells were obtained and cultured as previously reported with addition of liposomes in 

the culture medium [3].  

 

Isolation of blood platelets 

For isolation of mouse platelets, mice were anesthetized by pentobarbital and whole-blood 

was collected by cardiac puncture. Platelets were counted with an electronic cell counter 

MS9-3 (Melet Schloesing, Osny, France), using the standard parameters for mice and 

adjusted to a concentration of 2.5×108 platelets/mL [4].  

Isolation of human platelets was performed on whole-blood obtained from healthy 

individuals and drawn into 15% (v/v) acid citrate dextrose (ACD) pH 5.8. Human platelets 

were prepared as reported and resuspended in HEPES-Tyrode buffer [3]. Platelet 

concentration was adjusted to 1.5x108 platelets/mL. 

 

Platelet characterization by flow cytometry and confocal immunofluorescence 

The effluent was spun down at low speed (110g for 2 min) for platelet separated of nuclei. 

The supernatant supplemented with apyrase and PGE1 was centrifuged at 750g for 10 min 

to collect proplatelets and platelets in the pellet resuspended in HEPES-Tyrode buffer to 

process either as suspensions or as adherent cells. To process effluents for 

immunofluorescence, aliquots of unactivated and thrombine activated (1 U/ml) or TRAP4 

(100 µM) cells were pretreated 10 min at 37°C with 2 mM CaCl2 then all suspension was 

added on µ-chamber glass slide Ibidi (Biovalley, Marne-la-vallée, France) coated beforehand 

fibrinogen (200 µg/ml) and incubated for 30 min at 37°C in static conditions.The 

immunofluorescence labelling with anti-β-tubulin MoAb (2 µg/ml) and AlexaFluor-546 

phalloidin (30 nmol/L) were made as previously described [3]. The coverslips were then 

washed and incubated with Hoescht (10µl/ml, Molecular Probes) before mounting in 

DABCO. Tubulin/F-actin staining was analyzed with a Leica TCS SP2 AOBS confocal 

microscopy. In the same manner, unactivated platelets adhered on fibrinogen and incubated 

with antibody rat anti-mouse CD42b and CD42c (Emfret) followed by the goat anti-rat 

conjugated AlexaFluor-488 or 546. 
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To study the activated form of αIIbβ3 by immunofuorescence, platelets were added on µ-

chamber glass slide Ibidi (Biovalley, Marne-la-vallée, France) coated beforehand fibrinogen 

(40 µg/ml) and incubated for 20 min at 37°C with or without TRAP4 (100 µM). Then, PE-

labeled Jon/a was incubated in the wells after removal of the supernatant for 10 min. After 

fixation with 4% paraformaldehyde for 15 minutes, platelets were incubated with 

AlexaFluor-546 goat anti-rat. Then, platelets were permeabilized for 5 min with 0.1% Triton 

X-100 in PBS and non-specific binding was blocked in PBS-BSA 2%. Platelets were incubated 

with rat anti-mouse CD41 FITC (BD biosciences). Finally, the coverslips were washed and 

incubated with Hoescht before mounting in DABCO. Analysis of marker CD42b, CD42c and 

Jon/a was obtained with the Axio Observer D1 fluorescence optical microscope (Zeiss, Le 

Pecq, France). 

The measurement of the surface marker expression CD42a, CD42d, GP VI, CD49b and CD41 

were achieved by flow cytometry analysis (BD Calibur). The shear-generated or blood 

platelets (20 µl) were incubated with the antibodies conjugated with FITC or PE for 20 min 

before analysis by flow cytometry. 
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Supplemental Figures  

 

Supplementary Figure 1: Snapshots of video recordings of mouse MK elongations  

Mature MK were perfused on VWF surface in Bioflux microfluidic platform at a high shear 

rate of 1800 sec-1. MK elongations were visualized in real-time using the Axiovert 135 optical 

microscope with 20X Plasdic® magnification. Scale bar = 10 µm. Examples of MK elongations 

observed in microchannels during perfusion with in particular, the presence of numerous 

beads-on-a-threads (lower panel). These elongations were similar to the ones observed with 

human MK perfusion in the microfluidic platform [3].  
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Supplementary Figure 2: Capacity of shear-generated platelets to bind fibrinogen  

Shear-generated platelets were directly either not activated or activated with PAR4 

activated peptide in the microchannels and labeled with AlexaFluor-488 conjugated 

fibrinogen. Representative phase-contrast and fluorescent images of shear-generated 

platelets in the microchannels after no activation or activation and staining. Only activated 

platelets were able to bind fibrinogen at their surface. Images were acquired using the Axio 

Observer D1 fluorescence optical microscope with 20X Plasdic® magnification. Scale bar = 10 

µm. 
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Mon travail comportant des approches de bioingénierie par l’utilisation de 

structures 3D et d’un modèle de flux se situe dans une vision actuelle de la 

problématique générale de la thérapie cellulaire. Au début de ce travail, seul le groupe 

de Lasky avait démontré un rôle des structures 3D et du flux sur la production 

plaquettaire. Tandis que leurs travaux montraient une amélioration des rendements de 

production plaquettaire, deux points importants restaient à résoudre: le mécanisme de 

différenciation des cellules menant à cette amélioration ainsi que l’obtention de 

plaquettes fonctionnelles. En effet, les plaquettes obtenues dans leurs conditions 

étaient activées [4]. Notre modèle 3D d’hydrogels poreux de P/D nous a permis non 

seulement de confirmer l’amélioration de la production plaquettaire et d’obtenir des 

plaquettes non activées mais surtout de déchiffrer en conditions 3D les principales 

étapes de la différenciation des CSH en MK et de proposer un mécanisme menant à 

cette production plaquettaire.  

 

Notre modèle apparaît comme pertinent face à d’autres modèles constitués de 

protéines physiologiques ou de biomatériaux synthétiques. Ce modèle a notamment été 

validé in vitro et in vivo dans l’amélioration de la prise de greffe des CSM dans l’infarctus 

du myocarde [319], dans la différenciation de cellules endothéliales [318, 322] et plus 

récemment, de cellules ES [320]. Par ailleurs, ces modèles 3D sont largement utilisés 

dans une gamme d’études précliniques orientées vers la thérapie cellulaire. Par 

exemple, des modèles précliniques de thérapie cardiaque ont consisté à favoriser 

l’implantation de progéniteurs cardiaques dérivés de cellules ES humaines dans des 

modèles animaux d’infarctus du myocarde, en utilisant un réseau de fibrine [334-336].  

 

Sur un plan expérimental, le modèle 3D d’hydrogels poreux de P/D présente une action 

qui semble assez exclusive au regard d’autres structures 3D utilisées notamment pour la 

différenciation des CSH. En effet, dans notre étude, l’utilisation d’un réseau de fibrine 

s’est avérée incompatible avec l’incorporation et la prolifération des CSH. Ceci indique 

que l’identification d’une géométrie optimale est une étape importante de l’utilisation 

de réseaux 3D dans la différenciation des CSH. La spécificité des hydrogels que nous 

avons utilisés est confirmée par l’absence d’incorporation de cellules dans des matrices 

de polycaprolactone dont la taille des pores est comparable à celle des hydrogels de 
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P/D. Enfin, la présence de fucoïdane dans les hydrogels de P/D de taille et de porosité 

comparables s’est avérée délétère pour l’incorporation des cellules. Ainsi, la structure 

et les caractéristiques physico-chimiques des hydrogels P/D sont essentielles pour la 

différenciation des CSH en MK. Cependant, ce modèle présente aussi des limites dues 

aux difficultés techniques et à l’absence de reproductibilité de l’action des enzymes 

selon les lots. En particulier, nous avons été confrontés à de nombreux problèmes liés à 

la nécessité d’une dégradation des hydrogels par lyse enzymatique . Celle-ci engendre 

une perte importante des cellules limitant ainsi les analyses des cellules en suspens ion. 

Par exemple, des études sur des populations cellulaires restreintes (progéniteurs 

mégacaryocytaires, précurseurs mégacaryocytaire ou MK matures) suite à un tri 

cellulaire ou encore des études de dosage de cytokines n’ont pas pu être envisagées du 

fait d’une perte non négligeable de cellules suite à cette lyse enzymatique. De même, 

l’obtention d’un nombre restreint de MK matures suite à cette lyse ne nous a pas 

permis d’envisager des études d’agrégation ou de sécrétion plaquettaire à la suite de la 

production plaquettaire réalisée en conditions de flux. De plus, la fragilité des hydrogels 

représente aussi une limite à l’utilisation de techniques d’imagerie telle que la 

microscopie confocale. En effet, leur rapidité à se dégrader en cas de chaleur ou 

d’exposition aux rayons lasers ne permet pas une utilisation prolongée de ces hydrogels 

lors de captures d’images en microscopie. Cette limite d’utilisation représente donc un 

frein quant à l’analyse in situ des cellules au sein des hydrogels.  

 

L’ensemble de nos résultats nous a tout de même permis de formuler un modèle en 

réponse à nos principales observations: 1) la persistance de progéniteurs 

mégacaryocytaires, 2) la prolongation de la différenciation mégacaryocytaire répétée de 

façon séquentielle et 3) l’augmentation de la ploïdie et de la taille des MK en lien avec 

l’amélioration de la production plaquettaire.  

 

La persistance de progéniteurs mégacaryocytaires et leurs entrées répétées en 

différenciation que nous avons identifiées peut être liée à la préservation des contacts 

cellule-cellule ou cellule-substrat au sein des hydrogels. Ces contacts non retrouvés en 

conditions de culture liquide, sont rapportés comme essentiels à la régulation des CSH 

et notamment, à leur entrée en différenciation [10]. En effet, ces contacts sont 
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nécessaires pour permettre l’activation de voies de signalisation telles que celles 

induites par la TPO ou le SCF. Ces voies déclenchées lors d’un contact entre une cellule 

du microenvironnement et la CSH, sont impliquées dans le maintien en quiescence des 

CSH [65] mais également dans leur entrée en différenciation dans le lignage 

mégacaryocytaire [109]. Dans notre modèle, la TPO et le SCF apportés de façon exogène 

pourraient rester séquestrés au sein des cavités. De plus, les cellules elles-mêmes 

pourraient être capables de sécréter des facteurs tels que la TPO augmentant ainsi sa 

concentration locale au sein des cavités. Ces deux hypothèses peuvent être en lien avec 

l’activation de voies de signalisation permettant de conserver des progéniteurs 

mégacaryocytaires au sein des hydrogels. Ainsi, il serait intéressant de réaliser un 

dosage de ces cytokines à différents temps de culture afin de savoir si elles persistent et 

à quelle concentration au sein des hydrogels. Une étude approfondie des voies de 

signalisation telle que Jak/STAT, induites par la TPO serait également un plus dans la 

compréhension de ce modèle.  

La voie de signalisation Notch est également connue pour être déclenchée lors de 

contact cellule/cellule [337, 338]. Nos résultats préliminaires suite à une inhibition de la 

γ-sécrétase (inhibition du clivage de NICD et ainsi, de la transduction du signal vers le 

noyau) montrent une perte du maintien des progéniteurs mégacaryocytaires au sein des 

hydrogels. De plus, bien que le domaine NICD ne soit pas détectable sur nos cellules 

issues des hydrogels, l’étude par RT-qPCR du gène Hes-1 (gène transcrit lors de la 

signalisation Notch) montre une persistance de celui-ci à des temps tardifs. Une étude 

plus précise sur des populations cellulaires restreintes (CD34+ et CD34+/CD41+) 

permettrait de confirmer l’implication de la voie Notch dans le maintien de cellules 

CD34+ et de progéniteurs mégacaryocytaires au sein des hydrogels.  

 

Kiel et Morrison (comme illustré sur la Figure 2 de l’introduction) ont proposé différents 

modèles de niche hématopoïétique [10]. Bien que n’ayant pas deux niches distinctes au 

sein de notre modèle 3D, les résultats présentés nous permettent de pencher en faveur 

du modèle selon lequel des CSH peuvent être maintenues en quiescence en même 

temps que d’autres entrent en différenciation, comme indiqué sur le panneau B de la 

Figure 2. Par ailleurs, des études récentes ont permis de confirmer le rôle des MK dans 

le maintien en quiescence des CSH et la régulation de leur prolifération [339, 340]. La 
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première équipe a rapporté un rôle différent des MK en fonction des conditions: en 

conditions homéostatiques, les MK maintiennent en quiescence les CSH tandis qu’en cas 

de stress hématopoïétique, les MK induisent l’expansion des CSH. Ces deux fonctions 

sont sous le contrôle de voies de signalisation induites par les MK: le maintien en 

quiescence fait intervenir la voie du TGF-β (transforming growth factor) tandis que la 

prolifération des CSH est régulée par la voie du FGF1 (fibroblast growth factor 1) [339]. 

En utilisant des souris Cxcl4-/-, la seconde équipe a mis en évidence le rôle du PF-4  dans 

le maintien en quiescence et la prolifération des CSH [340]. Ce facteur connu pour 

réprimer la différenciation mégacaryocytaire et la production plaquettaire [341] 

apparaît également comme un inhibiteur de la prolifération des CSH [340]. En effet, 

cette étude montre qu’un prétraitement des souris avec du CXCL4 réduit la prolifération 

des CSH in vitro et diminue le nombre de CSH in vivo du fait d’un maintien en 

quiescence de celles-ci. En revanche, dans les souris déficientes en CXCL4, la 

prolifération des CSH ainsi que leur nombre sont augmentés [340]. Ainsi, sachant que le 

PF-4 présente une forte affinité pour l’héparine ou pour le dextrane  [342], il est possible 

d’envisager que dans notre modèle de structures 3D, du PF-4 sécrété par les MK puisse 

se lier au dextrane. Par conséquent, de faibles quantités de PF-4 libre seraient présentes 

au sein des hydrogels conduisant ainsi à la prolifération des CSH et à la différenciation 

mégacaryocytaire. A l’inverse, en cas de faible liaison du PF-4 avec les hydrogels, des 

quantités plus importantes de PF-4 libre pourraient être présentes au sein des cavités 

permettant ainsi le maintien en quiescence des CSH. Ces dernières hypothèses 

permettent ainsi de renforcer notre modèle selon lequel les CSH peuvent entrer en 

différenciation en même temps que d’autres se maintiennent en quiescence (Figure 27). 

Ce modèle d’action du PF-4 sur les CSH pourrait être retrouvé au sein de la moelle 

osseuse en supossant une liaison entre ce facteur sécrété par les MK et les 

protéoglycanes ou glycosaminoglycanes formant le microenvironnement.     

 

Par ailleurs, notre étude a permis de confirmer le lien existant entre la polyploïdisation 

des MK et la production plaquettaire [91, 93]. Les MK issus des hydrogels présentent 

une ploïdie et une taille cytoplasmique augmentées, à l’origine d’une augmentation de 

la production plaquettaire en conditions de flux. La formation des proplaquettes et des 

plaquettes met en jeu un système complexe faisant intervenir MLC. Notamment, le 



A.Pietrzyk-Nivau   CSH et plaquettes 

156 
 

maintien de la phosphorylation de MLC régule négativement la formation des 

proplaquettes [125, 195]. Notre étude préliminaire de MLC phosphorylée a révélé une 

augmentation de son taux dans les cellules issues des hydrogels en comparaison de 

celles issues de la culture liquide. Notre étude ayant été réalisée sur une population 

cellulaire totale et non pas sur les MK, il est primordial de réitérer et d’approfondir ces 

travaux afin de préciser l’implication de MLC et de la voie Rho-Rho kinase dans la 

régulation de la formation des proplaquettes au sein des hydrogels.  

Parallèlement, il est connu que le DMS est impliqué dans la formation des proplaquettes 

et des plaquettes [206, 208, 212]. Une étude du DMS des MK issus des hydrogels 

pourrait également être d’un intérêt majeur dans la compréhension de l’augmentation 

de la production plaquettaire dans ces conditions. Une augmentation de la taille du 

DMS serait attendue dans les MK issus des hydrogels en comparaison de ceux issus de 

culture liquide. L’équipe de C. Léon a d’ailleurs récemment montré qu’une 

différenciation de cellules Lin- murines en méthylcellulose permet d’augmenter le 

développement du DMS et d’améliorer son organisation au sein des MK 

(Communication affichée, Congrès EUPLAN, Septembre 2014; Communication orale, 

Club Mégacaryocytes/Plaquettes, Novembre 2014).  

 

Notre modèle de flux nous a permis d’obtenir des plaquettes non activées suite à la 

perfusion des MK issus des hydrogels. Les rendements de production plaquettaire 

obtenus dans ces conditions nous ont permis d’effectuer la mesure d’adhésion sur 

fibrinogène, de démontrer la fonctionnalité in vitro des plaquettes et notamment, leur 

capacité à activer l’intégrine αIIbβ3 indispensable aux processus d’agrégation, de 

sécrétion plaquettaire et de rétraction du caillot [250]. Pour envisager des tests in vivo 

de ces plaquettes, il serait nécessaire d’améliorer encore ces rendements. Pour se faire, 

il serait intéressant de modifier la structure des hydrogels de P/D par ajout de protéines 

de la matrice extracellulaire tels que le collagène ou l’héparine connus pour améliorer 

l’expansion des progéniteurs et la différenciation mégacaryocytaire [343, 344]. 

Parallèlement, l’utilisation de cellules ES ou iPS dont le potentiel permet une 

prolifération et une différenciation continues [146, 178], en combinaison des hydrogels 

de P/D pourrait permettre d’obtenir une source continue et illimitée de MK et par 

conséquent, de plaquettes. La faisabilité de cette combinaison a déjà été rapportée lors 
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de la culture de cellules ES au sein de ces hydrogels pour la différenciation cardiaque 

[320]. De plus, des études récentes ont rapporté la possibilité de réaliser la production 

plaquettaire au sein de bioréacteurs dans des conditions proches des conditions 

physiologiques, à partir de MK différenciés de cellules ES et iPS [7, 333]. Ces données 

soulignent donc la faisabilité de combiner les cellules pluripotentes avec les hydrogels 

de P/D et le modèle de flux dans le but d’augmenter les rendements de production 

plaquettaire.   

 

 
Figure 27: Représentation schématique de la régulation des CSH au sein des hydrogels  

En absence de liaison au dextrane, le PF-4 sécrété par les MK induit un maintien en quiescence 
des CSH tandis que sa liaison à l’hydrogel conduit à la prolifération et la différenciation des CSH.   

 

Cette étude représente donc une avancée dans la compréhension des mécanismes 

cellulaires mis en jeu au sein des structures 3D, menant à une amélioration de la 

production plaquettaire en conditions de flux. En effet, tous les travaux sur le sujet 

n’ont pas émis d’hypothèses quant à ces mécanismes. Les derniers travaux des groupes 

d’Italiano et d’Eto rapportent seulement la nécessité d’utiliser des approches de 

bioingénierie et notamment des systèmes de microfluidique pour se rapproches des 

conditions physiologiques afin d’augmenter le rendement  de production plaquettaire in 
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vitro [7, 333]. Les modèles proposés par le groupe de Balduini semblent être les plus 

relevants par rapport aux nôtres. En effet, bien que n’expliquant pas le processus de 

différenciation mégacaryocytaire au sein de leur bioréacteur, ce groupe a tout même 

montré l’importance de l’environnement physiologique de la moelle osseuse dans la 

migration des MK vers le site de production plaquettaire. Cet environnement et cette 

migration sont absolument nécessaires à la production plaquettaire [6].  

 

Les études utilisant ces bioréacteurs et ces modèles de microfluidique [4, 7, 332, 333] 

pour la production plaquettaire in vitro n’ont pas permis d’aboutir à la caractérisation 

des fonctions plaquettaires in vivo. Dans le but d’obtenir des réponses sur ces fonctions  

in vivo, nous avons réalisé la production plaquettaire dans notre modèle de flux à partir 

notamment de MK murins afin de réaliser des études de thrombose in vivo. L’ensemble 

de nos résultats nous a permis de montrer que les plaquettes obtenues en flux sont 

capables 1) de s’incorporer et de participer à la formation d’un thrombus et 2) de se 

maintenir en circulation.    

 

Bien que des études précédentes aient montré la capacité des plaquettes obtenues in 

vitro en conditions statiques à s’incorporer à un thrombus  [146], notre étude révèle que 

seules les plaquettes produites en flux en sont capables. Ceci souligne l’importance de 

l’interaction des forces de cisaillement et du VWF avec les MK et les plaquettes dans 

l’obtention de plaquettes fonctionnelles in vivo. Néanmoins, notre étude de thrombose 

in vivo s’est limitée à l’utilisation de plaquettes murines. Ainsi, dans le but d’utiliser les 

plaquettes obtenues en conditions de flux à des fins thérapeutiques, il est nécessaire de 

vérifier la capacité d’incorporation des plaquettes humaines à un thrombus in vivo. Pour 

se faire, l’utilisation de souris humanisées pour le VWF est à envisager étant donné la 

faible interaction de la GPIb humaine avec le VWF murin [345, 346].  

 

Par ailleurs, seules les plaquettes obtenues en conditions de flux sont capables de se 

maintenir dans la circulation in vivo. En effet, nous rapportons une incapacité des 

plaquettes sanguines et des plaquettes obtenues en statique à se maintenir en 

circulation. D’une part, il est possible que les plaquettes nouvellement formées 

présentent des caractéristiques et des fonctions potentiellement perdues par les 
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plaquettes sanguines en fin de vie. De plus, les données récentes de la littérature ont 

mis en évidence la capacité des proplaquettes à se fragmenter continuellement dans la 

circulation sanguine [204]. Ces proplaquettes se maintiennent à un état d’équilibre avec 

les préplaquettes représentant ainsi une nouvelle étape de production plaquettaire 

[182]. Nous avons par la suite montré que la conversion des préplaquettes en 

proplaquettes nécessite la présence de VWF pour permettre le maintien d’une 

thrombopoïèse normale [205]. Ainsi, dans ce présent travail, il est possible d’imaginer 

que la fraction injectée à la souris possède des proplaquettes et des plaquettes 

nouvellement formées en conditions de flux mais également des préplaquettes capables 

de se fragmenter de façon continue dans la circulation sanguine. Ceci pourrait expliquer 

la persistance de plaquettes chez la souris en comparaison des plaquettes du sang. 

D’autre part, des travaux ont suggéré une implication des métalloprotéinases et 

notamment d’ADAM17 dans la régulation du temps de demi-vie des plaquettes issues 

de culture [347]. Cette dernière raccourcit le temps de demi-vie des plaquettes. Il serait 

donc intéressant d’utiliser des inhibiteurs de métalloprotéinases afin de savoir si elles 

sont impliquées dans la régulation du temps de demi-vie et dans la fonctionnalité des 

plaquettes obtenues en statique dans nos conditions de culture. De plus, ADAM17 

coupe la partie extracellulaire de GPIbα inactivant ainsi le récepteur GPIb  [348]. 

Pourtant, en conditions de flux, les MK sont capables d’adhérer au VWF et de libérer des 

plaquettes fonctionnelles. Une expertise des mécanismes mis en jeu lors de l’adhésion 

des MK au VWF en conditions de flux serait un plus pour comprendre pourquoi les 

plaquettes produites dans ces conditions sont fonctionnelles contrairement aux 

plaquettes obtenues en statique.  

 

 

Finalement, nos travaux représentent un double intérêt: la mise en place de 

systèmes permettant d’étudier dans un environnement proche du microenvironnement 

de la moelle osseuse, les mécanismes de mégacaryopoïèse et de thrombopoïèse. 

D’autre part, la mise en avant du caractère fonctionnelle in vitro mais surtout in vivo 

des plaquettes produites au sein du système de flux, demeure un atout majeur quant à 

leur utilisation dans un cadre de thérapie cellulaire.  
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Titre: Génération de plaquettes in vitro à partir de cellules souches hématopoïétiques 

Résumé: La mégacaryopoïèse représente le processus de différenciation des cellules souches 

hématopoïétiques (CSH) en mégacaryocytes (MK). Ce processus précède la thrombopoïèse qui 

aboutira à la formation des plaquettes sanguines. Ces processus complexes ont lieu 1) au sein de la 

structure tridimensionnelle (3D) de la moelle osseuse, 2) dans les vaisseaux sinusoïdes de la moelle 

et 3) dans la circulation sanguine. Le but général de ce travail a été de comprendre le mécanisme de 

chaque étape. Le premier objectif a été d’étudier les effets d’une structure poreuse 3D mimant celle 

de la moelle osseuse, sur la différenciation mégacaryocytaire et la production plaquettaire in vitro. 

Cette étude a permis de démontrer que la synergie entre l’organisation spatiale et les signaux du 

microenvironnement améliore la production en MK et en plaquettes. Par la suite, nous avons 

souhaité caractériser in vitro et in vivo les plaquettes produites en conditions de flux. Nous avons 

notamment mis en évidence la capacité des plaquettes produites in vitro dans un système de 

microfluidique, à s’incorporer et à participer à la formation d’un thrombus in vitro et in vivo 

contrairement aux plaquettes obtenues en statique. Ces travaux prouvent donc l’intérêt d’une part, 

de mimer le microenvironnement de la moelle osseuse et d’autre part, de reproduire les forces de 

cisaillement du sang afin d’améliorer et d’augmenter la production de plaquettes in vitro pour de 

futures applications en thérapeutique.   

Mots Clés: CSH, MK, plaquettes, moelle osseuse, structures 3D, flux, forces de cisaillement  

 

Title: In vitro platelet generation from hematopoietic stem cells 

Abstract: Megakaryopoiesis is a process allowing hematopoietic stem cell (HSC) to proliferate and 

differentiate into megakaryocytes (MK). It is followed by thrombopoiesis allowing blood platelet 

production. These processes occur 1) in the bone marrow three-dimensional (3D) structure, 2) in the 

bone marrow sinusoid vessels and 3) in the blood flow. Our general aim was to decipher the 

mechanism associated to each process. The first objective was to study the effects of porous 3D 

structure on MK differentiation and platelet production. This study demonstrated that the synergy 

between spatial organization and biological cues improved MK and platelet production. We also 

characterized platelets produced from mature MK in flow conditions, with respect to their in vitro 

and in vivo properties. We highlighted the capacity of flow-derived platelets to incorporate in a 

thrombus in vitro and in vivo, compared to static-derived platelets. These works represent some new 

developments for mimicking the bone marrow structure and to reproduce blood shear forces in 

order to improve and increase in vitro platelet production for therapeutic use.  

Key Words: HSC, MK, platelets, bone marrow, 3D structures, flow, high shear rates 

 

 


