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RESUME  
Les syndromes myélodysplasiques (SMD) sont dus à une atteinte oligoclonale de la cellule 

souche hématopoïétique aboutissant à une dysplasie des lignées myéloïdes, des cytopénies sanguines 
et une évolution fréquente vers la leucémie aiguë. De nombreuses mutations décrites dans des gènes 
contrôlant la régulation épigénétique sont responsables de la genèse des SMD. Mais des travaux 
récents montrent également que des anomalies du microenvironnement médullaire, notamment des 
cellules stromales mésenchymateuses (CSM), peuvent induire et propager un SMD suggérant l’idée 
d’une communication intercellulaire étroite entre la niche et les cellules hématopoïétiques. 
L’invalidation du gène Dicer1 (RNASE de type III impliquée dans le processing des microARN) dans 
les progéniteurs ostéoblastiques murins induit un véritable SMD avec dysmyélopoïèse.  

Nous avons confirmé la sous-expression de DICER1 dans les CSM SMD à partir de 
prélèvements primaires de moelle totale et dans les CSM en expansion. Cette sous-expression de 
DICER1 s’accompagne d’une dérégulation du profil des microARN au sein de CSM SMD mise en 
évidence par étude transcriptomique des CSM SMD vs CSM témoins.  Nous avons découvert une 
possible cible thérapeutique : le miR-486-5p que nous avons retrouvé constamment surexprimé dans 
les CSM SMD. Un des moyens pour les CSM d’influer sur les cellules souches hématopoïétiques peut 
se faire par la sécrétion de vésicules extracellulaires (EVs). Ces EVs sont hétérogènes et peuvent être 
définies par leur taille. Nous nous sommes plus particulièrement intéressés aux petites vésicules 
extracellulaires (sEVs) contenant la fraction exosomale qui est connue comme pouvant transporter des 
microARN, ARNm et des protéines entre les cellules. Nous avons retrouvé ce miR-486-5p transporté 
comme cargo dans les sEVs sécrétées des CSM vers les CD34+. De plus, nous montrons dans un 
modèle de co-incubation (sEVs avec CD34+ de sujets sains), que sur le plan fonctionnel, les sEVs 
provenant de CSM SMD induisent plus d’apoptose, plus de stress oxydatif ainsi que plus de 
dommages à l’ADN.  

Nous avons utilisé les propriétés du microenvironnement médullaire pour établir un modèle 
murin de SMD humain. En effet, la relative incapacité des cellules souches myélodysplasiques 
humaines de greffer et de reconstituer une hématopoïèse pathologique dans des souris 
immunodéprimées suggère que ces cellules souches SMD doivent avoir besoin d’un support 
extrinsèque du microenvironnement. Nous avons réalisé un modèle de souris humanisées en co-
injectant des CSM et des CD34+ en intratibial. Une prise de greffe a été observée chez toutes les souris 
injectées et nous avons pu étudier l’évolution clonale au fil des générations dans les différentes sous-
populations de progéniteurs myéloïdes (common myeloid progenitors (CMP), granulocyte-
macrophage progenitors (GMP) and megakaryocyte–erythroid progenitor (MEP)). Notre modèle est 
stable au cours des générations avec persistance du clone fondateur initial. 

Par ailleurs, la surcharge martiale observée chez les patients SMD (souvent secondaire aux 
transfusions de culots globulaires) est également responsable d’un stress oxydatif. Le déférasirox 
(DFX), un chélaleur de fer, a montré dans le cadre d’études rétrospectives une amélioration de 
l’érythropoïèse chez des patients SMD. Grâce à un modèle de différenciation érythroïde avec 
surcharge martiale, nous avons montré que de faibles doses de DFX induisent une meilleure 
prolifération des progéniteurs érythroïdes (moins d’apoptose et plus de cellules en cycle) via une 
activation de NF-κB. Cette activation est due à une diminution du niveau de dérivés réactifs de 
l’oxygène (ROS) en rapport avec une diminution du fer labile et est contrôlée de manière très fine par 
le niveau de ROS. 

En conclusion, ce travail confirme le rôle prépondérant du microenvironnement médullaire 
dans la genèse et la physiopathologie des syndromes myélodysplasiques et ouvre la voie à de 
nouvelles possibilités thérapeutiques. 

 
Mots clefs : Syndrome myélodysplasique, microenvironnement, DICER1, microARN, vésicules 
extracellulaires, stress oxydatif, déférasirox. 
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ABSTRACT 
Myelodysplastic syndromes (MDS) are hematopoietic stem cell (HSC) oligoclonal 

diseases leading to dysplasia, blood cytopenia and evolution to acute leukemia.  Numerous 
mutations in genes involved in epigenetic regulation are responsible of MDS genesis. But 
recent studies show that medullar microenvironment, particularly mesenchymal stromal cells 
(MSC), could induce and propagate a MDS suggesting a narrow communication between 
HSC and this niche. DICER1 (RNAse implicating in microRNA processing) invalidation in 
murine osteoblastic progenitors induces a MDS with signs of dysplasia.  

In this work, we have confirmed the under expression of DICER1 in MDS 
mesenchymal stromal cells from total bone marrow and cultured MSC. DICER1 down- 
regulation leads to a deregulation of miRNome profile in MDS MSC highlighted by 
transcriptomic approaches. We found a potential therapeutic target: miR-486-5p which is 
constantly overexpressed in MDS MSC. Extracellular vesicles (EVs) could be a possible way 
for MSC to influence HSC fates.  Those EVs are heterogeneous and could be characterized by 
their sight. We mainly focused on small EVs (sEVs) containing the exosomal fraction known 
to be able to carry miRNA, mRNA and proteins. We found that miR-486-5p is carried from 
MSC to the HSC. Transcriptomic analyses of healthy donor (HD) HSC overexpressing miR-
486-5p are ongoing. Moreover, in a co-incubation model (sEVs and HSC), sEVs coming from 
MDS MSC induced apoptosis, oxidative stress and DNA damages. 

We have used medullar microenvironment properties to establish a murine model of 
MDS. Indeed, MDS HSC incapacity to reconstitute a pathological hematopoiesis in 
immunocompromised mice suggests that MDS HSC need an extrinsic support from the 
microenvironment. We have engineered a MDS patient derived xenograft (PDX) model by 
intra-tibial co-injection CD34+ cells with MSC.  All mice engrafted and we have followed the 
clonal evolution over mice generations in the different subsets of myeloid progenitors 
(common myeloid progenitors (CMP), granulocyte macrophage progenitors (GMP) and 
megakaryocyte–erythroid progenitor (MEP)). Our model is stable over generations with 
persistence of the initial founding clone.  

Moreover, iron overload seen in MDS patients is also able to induce oxidative stress 
and DNA damages. Deferasirox (DFX), an iron chelator, has shown an erythropoiesis 
improvement in MDS patients. Using an erythroid differentiation model with iron overload, 
we have observed that low dose of DFX induce a better proliferation of erythroid progenitors 
(less apoptosis and more cycling cells) due to NF-κB activation. This activation is due to a 
decrease of reactive oxygen species level in relation to a decrease of the labile iron pool. 

In conclusion, this work confirms the preponderant role of the medullary 
microenvironment in the genesis and physiopathology of myelodysplastic syndromes and 
opens the way to new therapeutic possibilities. 

 
Key words: Myelodysplastic syndrome, microenvironment, DICER1, microRNA, 
extracellular vesicles, oxidative stress, Deferasirox. 
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“You never know what worse luck your bad luck has saved you from.” 

                                       Cormac McCarthy 
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INTRODUCTION 
1) Les syndromes myélodysplasiques 

a) Définition, épidémiologie, diagnostic et classification  

Les syndromes myélodysplasiques (SMD) correspondent à une atteinte oligoclonale 

de la cellule souche hématopoïétique se traduisant par des signes de dysplasie au 

myélogramme, des cytopénies sanguines contrastant avec une moelle riche et une évolution 

vers la transformation en leucémie aiguë myéloïde dans 30% des cas. Les syndromes 

myélodysplasiques sont des pathologies relativement fréquentes avec une incidence globale 

estimée à 3/100 000 habitants par an qui augmente avec l’âge. C’est une pathologie du sujet 

âgé avec une moyenne d’âge au diagnostic de 70 ans affectant avec une prédominance plus 

forte les hommes que les femmes (4.5 vs 2.7 pour 100 000 et par an) (1). 

Les critères diagnostiques actuels sont ceux de l’Organisation mondiale de la santé 

récemment révisés en 2016 (2) (figure 1) : 

 

Figure 1 : Critères diagnostiques des SMD d’après les critères révisés de l’OMS (2) en 2016. 
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Néanmoins, les syndromes myélodysplasiques sont extrêmement hétérogènes et 

regroupent différentes entités diagnostiques allant de la simple cytopénie réfractaire à la 

leucémie myélo-monocytaire chronique associant une composante myéloproliférative, en 

passant par le syndrome 5q-. 

 

b) Physiopathologie 

Dans la majorité des cas, la cause des SMD est inconnue. Cependant, certains facteurs 

de risque ont été identifiés et correspondent à une exposition à des composés toxiques 

(benzène, tabagisme actif, produits phytosanitaires). D’autres causes bien identifiées à 

l’origine des syndromes myélodysplasiques sont les chimiothérapies ou la radiothérapie pour 

le traitement d’une néoplasie solide ou hématologique. Ces SMD chimio- ou radio-induits 

représentent 10 à 20% des SMD (3) et sont principalement dus aux anthracyclines, agents 

alkylants, inhibiteurs de topoisomérase et radiations ionisantes induisant un stress 

génotoxique (4).  Les patients traités par chimiothérapie ont un risque de 1,5 de développer un 

SMD en comparaison à la population générale.  Ce type particulier de SMD s’accompagne 

plus souvent d’anomalies cytogénétiques (80 à 90% contre 40 à 60% pour un SMD de novo) 

et sont de surcroît de mauvais pronostic avec une fréquence accrue de caryotypes complexes 

et d’hypoploïdie (5). 

Des prédispositions génétiques ont également été identifiées et sont d’ailleurs sous- 

estimées au moment du diagnostic d’un SMD notamment chez un sujet jeune. Des études 

collaboratives et les avancées technologiques dans le domaine de la biologie moléculaire ont 

permis de mettre en évidence de nombreuses mutations récurrentes prédisposant aux SMD et 

leucémie aiguë myéloïde : RUNX1, CEBPA, GATA2, ANKRD26, SRP72, PAX5, DDX41, 

ETV6, ATG2B/GSKIP and TERT/TERC (6).  

Néanmoins, de récentes découvertes ont permis une meilleure compréhension des 

mécanismes physiopathologiques responsables de la genèse des SMD. L’apport des nouvelles 

techniques de séquençage de l’ADN à haut débit (NGS) a permis de mettre en évidence des 

mutations récurrentes de certains gènes impliqués dans l’épissage alternatif, la régulation 

épigénétique, certains facteurs de transcription et la signalisation induite par des protéines 

kinases (7-9).  
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Figure 2 : Fréquence des mutations dans les SMD organisé par groupe fonctionnel d’après Bejar et al (7)  

 

Les syndromes myélodysplasiques résulteraient d’une acquisition séquentielle de 

mutations au niveau des cellules souches hématopoïétiques qui vont être responsables d’une 

expansion clonale et d’une atteinte de la différentiation myéloïde.  

En effet, des études de séquençage d'exomes ont montré l’existence d’un clone 

dominant dans lequel des mutations sont exprimées dans plus de 90% des cellules et 

coexistant avec quelques clones mineurs expliquant la pénétrance incomplète de la dysplasie 

au sein de la moelle dysplasique. Ces mutations ségrégent en moyenne deux clones différents 

dans les SMD précoces puis plus de trois clones au moment de la transformation en LAM 

(10).  L'analyse d'échantillons séquentiels permet d’étudier les événements initiateurs (11, 

12). Dans la plupart des cas, les lésions génétiques fondatrices ciblent de manière récurrente 

les gènes contrôlant l’épigénétique comme ceux impliqués dans la régulation de la 

méthylation de l'ADN (TET2 ou DNMT3A) ou dans le remodelage de la chromatine ASXL1 ou 

EZH2, et ceux intervenant dans l’épissage de l’ARN comme SF3B1, SRSF2, U2AF1 or 

ZRSR2 (9, 13). Les mutations de gènes contrôlant la différentiation cellulaire ou les voies de 

prolifération (RUNX1, GATA2, BCOR, N/KRAS, CBL) ou les gènes des cohésines (STAG2, 

RAD21) surviennent majoritairement pendant la transition du SMD à la LAM (14, 15).   Ces 

mutations secondaires s'accumulent habituellement dans les cellules qui présentent un fond 

génétique constitué par des mutations présentes au début de la maladie (15, 16). En revanche, 

les mutations dans NPM1, FLT3, MLL/KTM2A et les réarrangements chromosomiques du 

core binding factor (CBF) sont généralement absents dans les SMD. 
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Figure 3: Evolution clonale au cours des SMD par Lindsley (17) 
 

Durant la progression de la pathologie, le nombre de mutations, leur diversité et la 

taille des différents clones tendent à augmenter. Récemment, Makishima et al. (18),  grâce à 

un suivi longitudinal de patients, ont montré que les LAM secondaires à un SMD présentent 

un enrichissement de mutations touchant les gènes FLT3, PTPN11, WT1, IDH1, NPM1, IDH2 

et NRAS. Ces mutations sont nouvellement acquises et sont associées à un mauvais pronostic. 

Par ailleurs, les mutations des gènes TP53, GATA2, KRAS, RUNX1, STAG2, ASXL1, et ZRSR2 

sont particulièrement présentes dans les SMD de haut risque en comparaison à ceux de bas 

risque avec une évolution plus fréquente vers la LAM et un pronostic plus péjoratif. 

 

 

c) Scores pronostiques et principes du traitement 

i) Les scores pronostiques 

Les principes du traitement des syndromes myélodysplasiques dépendent du degré de 

sévérité de ce dernier selon les scores IPSS (19) et plus récemment le score IPSS-R (20). 

D’autres scores pronostiques existent comme celui de l’organisation mondiale de la santé 

(score WPSS, (21)) et celui du MD Anderson (MDAS, (22)) mais ils sont moins utilisés en 

recherche clinique. 

Les SMD de bas risque définis par un score IPSS faible ou intermédiaire 1 

représentent environ 2/3 des SMD. Les SMD de haut risque sont définis par un score IPSS 

intermédiaire 2 ou élevé.   Le problème majeur des SMD de faible grade est celui du 

traitement des cytopénies puisque le risque de transformation en leucémie aiguë myéloïde 

(LAM) est assez faible (moins de 20 %) à l’inverse des SMD de haut risque.  
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ii) Prise en charge thérapeutique des patients de faible risque 

L’anémie constitue la cytopénie la plus fréquente (plus de 80% des cas) et est 

fréquemment symptomatique dans les SMD de faible grade. Viennent ensuite la 

thrombopénie et la neutropénie qui ne représentent en général que 20% des cas. Les patients 

présentant une anémie non symptomatique sont généralement surveillés jusqu’à apparition de 

signes cliniques de mauvaise tolérance. La transfusion régulière de culots globulaires induit 

une surcharge martiale potentiellement pourvoyeuse de nombreuses comorbidités bien que ce 

retentissement soit moins bien étayé que dans d’autres populations sujettes à un niveau plus 

important de transfusions comme les patients thalassémiques.  Généralement, les agents 

stimulant  l’érythropoïèse (ASE) sont utilisés en première intention en France. Les ASE 

agissent de 2 manières au niveau de la physiopathologie des SMD : en bloquant l’apoptose 

importante des progéniteurs érythroïdes et en suppléant des taux d’EPO anormalement bas de 

certains patients. De nombreux ASE sont disponibles mais un seul d’entre eux (epoietin 

alpha) vient d’obtenir l’autorisation de mise sur le marché (AMM) dans les SMD. Des études 

randomisées indépendantes ont comparé l’efficacité de l’EPO alpha et la darbépoietine contre 

placebo sur la transfusion dépendance et ont montré un bénéfice en faveur des ESA (23). Le 

taux de réponse varie de 30 à 60% (24) et est probablement sans doute variable en raison des 

critères de réponse hétérogènes employés dans ces études. Une étude rétrospective du Groupe 

Francophone des myélodysplasies (GFM) (25) a montré une meilleure survie pour les patients 

traités par ASE et répondeurs par rapport aux patients recevant des transfusions uniquement. 

Plus récemment, deux autres études du GFM (26, 27) ont montré que le score IPSS-R, la 

ferritine, le taux d’EPO endogène et le nombre de mutations des gènes les plus fréquemment 

retrouvés dans les SMD avaient un impact sur la réponse aux ASE. Néanmoins pour les 

patients ayant répondu, la médiane de durée de réponse est de 2 ans et les patients qui ne 

répondent pas après 12 semaines d’ASE sont définis comme réfractaires ou résistants 

primaires. En cas de perte de réponse, il convient de vérifier l’absence de progression du 

SMD ou la présence d’une autre cause d’anémie surajoutée (carence martiale). Une étude du 

groupe suédois (28) rapporte une amélioration du taux de réponse avec l’adjonction de G-CSF 

dans 20 à 35 % des cas, mais il semble que ce taux soit moins élevé lorsque l’échec a été 

constaté après de fortes doses d’ASE, désormais recommandées en première intention (60 000 

U/semaine d’EPO ou 300µg/semaine de darbépoétine) par rapport aux plus faibles doses.  

En deuxième intention ou en première intention en cas de présence d’une délétion 5q 

(del(5q)), le lénalidomide peut être proposé. Dans les SMD de faible risque avec del(5q) 
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isolée, le lénalidomide est le traitement de choix. Une étude prospective (29) a montré 

l’obtention d’une indépendance transfusionnelle dans environ 70% des cas avec une durée 

médiane de réponse de plus de 2 ans. Néanmoins, cette réponse s’accompagne d’une toxicité 

hématologique précoce et importante (thrombopénies et neutropénies grade III-IV) qui 

diminue progressivement jusqu’à l’obtention de la réponse cytogénétique. Une autre étude a 

comparé deux doses différentes de lénalidomide (5 et 10 mg par jour) versus placebo. Il a été 

montré une supériorité de la dose de 10mg/j sans augmentation de l’incidence de survenue de 

LAM (29). Dans les SMD sans del(5q) isolés et réfractaires aux ASE, le lénalidomide permet 

d’obtenir une indépendance transfusionnelle chez 26% des patients avec un délai médian de 

réponse de 10 semaines (30). Le taux de réponse semble plus intéressant chez les patients 

ayant en plus un taux d’EPO<100U/L (42.5%).  Une étude du GFM (31) a montré que dans 

les SMD réfractaires aux ASE, l’association d’un ASE avec le lénalidomide permettait 

d’obtenir une réponse chez 50% des patients avec une durée moyenne de réponse de 15 mois. 

 Pour les patients réfractaires aux thérapeutiques de 2ème ligne, de nouvelles molécules 

impliquées dans la signalisation du TGF-β sont en cours d’évaluation avec des résultats 

prometteurs. En effet, la voie du TGF- β est activée dans les syndromes myélodysplasiques 

aboutissant à une apoptose accrue des progéniteurs myéloïdes et érythroïdes. Le Sotatercept 

(ACE-011) et le Luspatercept (ACE-536) sont des molécules piégeant les ligands du récepteur 

du TGF- β (GDF-11 et GDF-8 notamment) bloquant ainsi son activation. Ils ont montré un 

effet positif sur l’érythropoïèse in vivo avec l’obtention dans 40% des cas d’une indépendance 

transfusionnelle et 70% d’amélioration érythroïde dans des études de phases II. Actuellement 

le Luspatercept fait l’objet d’une étude de phase III dans les SMD notamment dans les 

anémies réfractaires sidéroblastiques ayant perdu la réponse aux ASE. 

L’allogreffe de cellules souches hématopoïétiques est classiquement non 

recommandée chez les patients atteints d’un SMD de bas risque même s’ils sont jeunes. En 

effets, deux études rétrospectives ont suggéré que la mortalité précoce liée à la toxicité de la 

procédure de greffe impactait négativement le bénéfice en termes de survie (32) et ceci même 

avec l’utilisation de conditionnement d’intensité réduite. Cependant, il a été montré que les 

patients réfractaires ou rechutant sous ASE ont une survie médiane inférieure à 5 ans (33). De 

plus, certains patients considérés comme bas risque sont porteurs de mutations de mauvais 

pronostic (ASXL1, RUNX1, EZH2, NRAS, CBL). Pour ces patients, un essai clinique 

prospectif du GFM destiné aux patients de risque IPSS bas ou intermédiaire et réfractaires aux 

ASE ou présentant des cytopénies (neutropénie ou thrombopénie) symptomatiques est en 

cours afin d’évaluer la place d’une allogreffe de moelle osseuse précoce (NCT clinical trial 

02757989). 
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 Pour les patients thrombopéniques qui représentent 20% des patients au diagnostic 

mais très peu de ces malades (moins de 5%) ont un taux inférieur à 20 G/l de plaquettes. De 

plus, elle peut s’accompagner d’une thrombopathie pouvant accroître le risque hémorragique. 

Elle répond dans 30% des cas à de fortes doses d’androgènes (Danazol 600 mg/j) (34). 

Néanmoins la réponse est de courte durée et l’utilisation des androgènes est limitée par les 

effets secondaires. Les peptidomimétiques de la thombopoïétine (TPO) vont se lier au 

récepteur de la TPO (c-Mpl) et l’activer. Deux de ces agents sont en cours d’évaluation dans 

les SMD : le romiplostim et l’eltrombopag. Le romiplostim, administré en sous-cutané, a 

montré son efficacité dans deux études portant sur des patients atteints de SMD de faible 

risque (35, 36) avec l’obtention d’une réponse chez 40 à 50% des patients dès la 3e-4e 

semaine. Le romiplostim a montré qu’il pouvait également diminuer la thrombopénie chez 

des patients traités par lénalidomide et par agents hypométhylants. Cependant il a été observé 

une augmentation du pourcentage de blastes médullaires en cours de traitement, réversible à 

l’arrêt de celui-ci, et sans sur-risque d’évolution vers la LAM.  L’eltrombopag, utilisé par voie 

orale, a l’AMM dans le PTI et l’aplasie médullaire. Un essai de phase II est cours (37)  et les 

résultats montrent un taux de réponse à 32%.  

iii) Prise en charge thérapeutique des patients de risque élevé 

La prise en charge des patients porteurs d’un syndrome myélodysplasique de haut risque 

vise à retarder l’évolution vers la leucémie aiguë myéloïde.  En l’absence de traitement 

spécifique, la survie médiane est de 15 mois. 

L’allogreffe de cellules souches hématopoïétiques reste à ce jour le seul traitement 

curateur des SMD mais elle reste néanmoins possible uniquement chez des patients âgés de 

moins de 70 ans et possédant un donneur HLA compatible.  Des études ont montré qu’il 

fallait réaliser précocement l’allogreffe (38). Concernant le choix du conditionnement, myélo-

ablatif ou à intensité réduite, une étude très récente (39) a montré une toxicité moindre du 

conditionnement atténué sans différence en termes de survie globale à 2 ans faisant donc 

privilégier ce type de conditionnement. Néanmoins, la mortalité liée à la toxicité reste élevée 

de l’ordre de 30% et le taux de rechute est de 20% (40). Il est également préconisé de réduire 

la blastose médullaire si cette dernière est supérieure à 10% avant de réaliser la procédure de 

greffe (41). 

En cas de contre-indication à la greffe de CSH ou l’absence de donneur HLA compatible 

et chez des patients âgés de moins 65 ans, la chimiothérapie intensive associant une 

anthracycline et un analogue de nucléoside (cytarabine) est utilisée avec des taux de réponse 

complète allant de 30 à 50% et n’excédant généralement pas un 1 an. 
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Mais le traitement qui reste actuellement le plus utilisé est les agents hypométhylants 

(HMA) comme l’azacitidine ou la décitabine. Ces analogues de cytosine possèdent des 

propriétés hypométhylantes en inhibant DNMT-1. La réexpression de certains gènes 

suppresseurs de tumeurs pourrait induire une apoptose, une senescence voire une 

différentiation cellulaire des clones pathologiques. Deux essais cliniques (42, 43) ont montré 

des taux de réponses globaux de 50 à 60% avec obtention d’une indépendance 

transfusionnelle dans 40 à 50% des cas et surtout une augmentation de la survie globale de 9 

mois en comparaison du traitement conventionnel.  

Pour les patients réfractaires aux thérapeutiques de 1ère ligne, de nombreuses molécules 

sont en cours de développement. Les inhibiteurs d’histone déacetylase (HDACi) n’ont pas 

montré de bénéfice clinique en monothérapie (44)  mais leur association avec des HMA est en 

cours d’investigation dans une étude de phase II (45). De nouveaux inhibiteurs de nucléosides 

sont en cours de développement comme la clofarabine, un analogue de nucléoside de 2ème 

génération.  Une étude portant sur 32 patients a montré un taux de réponse globale de l’ordre 

de 42% avec une survie globale moyenne de 9,2 mois (46). Des études ont montré également 

des résultats intéressants en associant des faibles doses de clofarabine avec de la cytarabine 

avec une survie globale allant de 18 à 22 mois (47, 48). Des inhibiteurs de kinases sont 

également en cours d’évaluation comme le Rigosertib et  l’Erlotinib (un inhibiteur récepteur à 

l’EGF) (49, 50) et le dasatinib (51). Les inhibiteurs des immune checkpoint sont également en 

cours d’évaluation. Une étude a montré une surexpression de PD-1, PDL-1 et CTLA-4 dans 

les SMD (52). Des essais cliniques utilisant le Nivolumab ou Durvalumab en association ou 

non aux HMA sont en cours (53).  

Cependant, le nombre de molécules disponibles pour la prise en charge des syndromes 

myélodysplasiques est limité. Il faut donc approfondir nos connaissances sur la 

physiopathologie des SMD et trouver de nouvelles cibles thérapeutiques. De nombreuses 

études montrent une implication du microenvironnement médullaire dans la physiopathologie 

des SMD, qui pourrait devenir une cible thérapeutique potentielle. 
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2) Le microenvironnement médullaire 

Que l’hématopoïèse soit normale ou anormale, elle a lieu au sein des os plats et longs au 

niveau de l’os spongieux. On décrit classiquement une niche endostéale au contact du tissu 

osseux et une niche vasculaire au contact des cellules endothéliales. 

 

 
Figure 4 : Schéma du microenvironnement médullaire d’après Morrison (54)  

 

a) Les cellules stromales mésenchymateuses et la niche endostéale 

Cette notion de niche hématopoïétique a émergé dans la fin des années 1970,  Schofield et 

al. (55) ont montré que les cellules issues de CFU-S (colony forming unit from spleen) ne 

reconstituaient que partiellement l’hématopoïèse dans un modèle de xénogreffe en 

comparaison des cellules issues directement de la moelle osseuse. Puis, il a été montré que les 

cellules « mésenchymateuses du stroma médullaire » pouvaient maintenir in vitro des cellules 

souches hématopoïétiques (56). Lord et al. (57) ont remarqué que les cellules souches 

hématopoïétiques étaient localisées au niveau du secteur sous endostéal au contact de l’os 

laissant supposer que les cellules ostéoblastiques pouvaient réguler l’hématopoïèse. En effet, 

les ostéoblastes sont capables de produire du Granulocyte colony-stimulating factor (G-CSF) 

(58) mais également du GM-CSF et de l’Interleukine 6 favorisant la conservation du caractère 

immature des cellules souches hématopoïétiques (59). De fait, l’ostéoblaste a été la première 

cellule décrite de la niche hématopoïétique comme pouvant influer sur les CSH. Les 
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ostéoblastes qui composent majoritairement la niche endostéale dérivent d’une même cellule, 

la cellule stromale mésenchymateuse (CSM). 

 

b) Les cellules stromales mésenchymateuses et la niche vasculaire 

Compte tenu de la localisation des CSH à proximité des vaisseaux sanguins, l'attention 

s'est portée aussi sur les cellules mésenchymateuses qui entourent les vaisseaux sanguins au 

niveau de la niche vasculaire. Ces cellules mésenchymateuses péri-vasculaires expriment 

CD146 (60), CXCL12 (61) et la Nestine (62). Il a été démontré que les cellules réticulaires 

CXCL12 positives (CAR cells) adjacentes aux sinusoïdes étaient co-localisées avec les CSH 

(61). L'ablation dans la moelle osseuse de ces cellules exprimant fortement CXCL12 induit un 

« épuisement » des CSH  (63). Les cellules souches stromales CD146+ se localisent également 

à proximité des sinusoïdes dans la moelle osseuse et synthétisent des niveaux élevés de 

cytokines spécifiques de la niche hématopoïétique comme SCF et CXCL12 (60). Par la suite, 

il a été démontré que les CSM de la moelle osseuse qui expriment la Nestine se localisent 

autour des vaisseaux sanguins en contact des CSH et que de plus, elles expriment des niveaux 

élevés de SCF et CXCL12 (62). Ces études démontrent que les CSM sont l'une des 

composantes de la niche péri-vasculaire pour les CSH et que les CSM sont omniprésentes au 

sein de la niche hématopoïétique et ont un rôle majeur dans la régulation de l’hématopoïèse. 

Les cellules stromales péri-vasculaires et les cellules endothéliales qui synthétisent CXCL12 

sont les mêmes cellules et représentent la principale source de SCF au sein de la moelle 

osseuse (64). Le SCF est principalement exprimé par les cellules stromales péri-vasculaires 

associées aux vaisseaux sanguins sinusoïdaux dans la moelle osseuse et à un niveau beaucoup 

plus faible par les cellules endothéliales. Le SCF n'est pas détectable dans les ostéoblastes, les 

mégacaryocytes ou d'autres cellules hématopoïétiques (65). Ainsi, les cellules stromales péri-

vasculaires et les cellules endothéliales produisent de multiples facteurs et sont des 

composants cruciaux de la niche hématopoïétique.  

Selon la société internationale de thérapie cellulaire (66), les cellules stromales 

mésenchymateuses sont définies par 3 critères : 

• La capacité d’adhérer au plastique. 

• L’expression du CD73, CD90 et du CD105 avec de manière concomitante l’absence 

d’expression du CD45, CD34, CD14 ou CD11b, du CD79α ou du CD19 et du HLA-

DR. 

• La capacité de se différencier en ostéoblastes, chondrocytes et adipocytes in vitro. 
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c) Les autres composants de la niche hématopoïétique 

D’autres cellules composent la niche hématopoïétique. Les fibres nerveuses et 

notamment les cellules de Schwann peuvent aussi réguler la fonction des CSH. Les fibres 

nerveuses ne sont pas nécessaires pour le maintien des CSH dans la moelle osseuse (67, 68) 

bien qu'ils soient nécessaires à la régénération de l’hématopoïèse après chimiothérapie (67). 

Les fibres nerveuses régulent le rythme circadien de mobilisation des CSH de la moelle 

osseuse probablement par la régulation cyclique de l'expression de CXCL12 par les cellules 

stromales (68). Par ailleurs, les cellules de Schwann non myélinisées peuvent réguler la 

maintenance des CSH en régulant l'activation de la voie TGF-β au sein des CSH (69). 

Les macrophages médullaires font partie aussi de la niche hématopoïétique. La 

déplétion de la niche en macrophages induit une réduction de l'expression de CXCL12 

favorisant ainsi la mobilisation des CSH (70, 71). Par ailleurs certains macrophages expriment 

le récepteur DARC et peuvent réguler la signalisation via l’axe TGFβ-SMAD3 au sein des 

CSH (72).  

Les adipocytes composent aussi la niche hématopoïétique et proviennent des CSM 

après différenciation. Les adipocytes sont rares dans la moelle osseuse des adultes jeunes mais 

leur nombre augmente dramatiquement pendant le vieillissement et après myélo-ablation (73). 

Chez les rongeurs, la fréquence des cellules souches hématopoïétiques est plus faible dans les 

vertèbres de la queue, où les adipocytes sont abondants, alors qu’elles sont plus nombreuses 

dans les vertèbres thoraciques, où les adipocytes sont rares (73). Ces données suggèrent que 

les adipocytes de moelle osseuse régulent négativement la fonction des CSH. Cependant Zhou 

et al. (74) ont découvert que les adipocytes de la moelle osseuse synthétisent du SCF et 

suggèrent que l'adipogenèse est une réponse à un stress favorisant ainsi l'augmentation de 

l'hématopoïèse. Au-delà du SCF, les adipocytes de moelle osseuse synthétisent aussi 

l'adiponectine, qui favorise la régénération de l’hématopoïèse après irradiation en favorisant la 

prolifération de CSH (75). 

 

d) Rôle de la niche hématopoïétique dans la physiopathologie des 

SMD 

Pourquoi s’intéresser à l’implication des cellules stromales mésenchymateuses dans la 

physiopathologie des syndromes myélodysplasiques ? Il a été émis l’hypothèse que le 
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microenvironnement médullaire pourrait favoriser l’apoptose des cellules souches 

hématopoïétiques. En effet, Raza et al. (76) ont retrouvé un excès d’apoptose des cellules 

hématopoïétiques sur des biopsies médullaires de sujets SMD par rapport à des sujets sains ; 

expliquant ainsi l’hyper-cellularité médullaire contrastant avec les cytopénies périphériques.  

Par la suite Tauro et al. (77) ont confirmé la présence de cet excès d’apoptose en réalisant un 

modèle de co-cultures pendant 72h avec des CSM SMD ou témoins et une lignée cellulaire de 

SMD. Des études ont ensuite montré que l’excès d’apoptose des CSH observé dans les 

syndromes myélodysplasiques serait dû à la sécrétion de cytokines pro-apoptotiques comme 

le tumor necrosis factor-α  (TNF-α) et Fas-ligand (Fas-L) (78) ou encore l’interféron (INF)-γ  

(79-82). Cette implication de l’interferon a été confirmée par des techniques de global gene 

profiling (81). En effet, les CSM issues de CRDM ou d’AREB présentaient une importante 

sur-activation de la voie de l’interféron α et β.  

 

De nombreuses études décrivent des capacités de prolifération et de survie altérées pour 

les cellules stromales mésenchymateuses issues de patients SMD. Cela se caractérise surtout 

par une diminution du taux de prolifération, une augmentation du temps de doublement de la 

population et une diminution de la capacité à atteindre la confluence en culture par rapport à 

des CSM provenant de sujets sains (83-87). De plus, plusieurs études ont rapporté que les 

cellules stromales mésenchymateuses SMD ont un potentiel clonogénique réduit avec moins 

de formation de colonies fibroblastiques (CFU-F) in vitro (88, 89). Pavlaki et al. (90) via des 

données transcriptionnelles ont attribué ces capacités de prolifération diminuées des CSM 

SMD à une augmentation de la signalisation non-canonique de Wnt impliquée dans 

l'inhibition de la prolifération des cellules stromales mésenchymateuses. 

Les cellules stromales mésenchymateuses de patients atteints de SMD portent des 

anomalies cytogénétiques différentes de celles retrouvées dans les cellules souches 

hématopoïétiques. Ces anomalies sont retrouvées dans 16 à 67% des cas (91, 92) alors 

qu’aucune anomalie cytogénétique n’a été retrouvée au sein des CSM de sujets indemnes 

d’hémopathie. De plus, certaines anomalies cytogénétiques présentes au sein des CSM SMD 

seraient spécifiques d’un sous-type de syndrome myélodysplasique (93).  

Récemment, des études ont confirmé le rôle prépondérant du microenvironnement dans la 

genèse d’hémopathies myéloïdes. L’équipe de Kode et al (94) a montré qu’il était possible de 

générer une leucémie aiguë, présentant les anomalies chromosomiques spécifiques de cette 

pathologie, en induisant une mutation activatrice de la voie β-caténine dans des progéniteurs 

ostéoblastiques murins. Cette activation de la voie β-caténine était retrouvée dans 38% des 

ostéoblastes des patients SMD/LAM.  De leur côté, Raaijmaker et al (95) ont montré qu’il 
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était possible d’induire un véritable syndrome myélodysplasique avec évolution vers une 

LAM en réalisant une délétion du gène Dicer1 dans des progéniteurs ostéoblastiques murins. 

DICER1 est une protéine intervenant dans la physiologie de l’interférence ARN. 

 

 



 

22 
 

3) L’interférence ARN, DICER1 et l’hématopoïèse normale ou 

pathologique. 

a) L’interférence ARN et DICER1 

L’interférence ARN correspond à un mode de régulation post-transcriptionnelle. Ces 

petits ARN non codants ont été découverts par l’équipe de Kennedy (96) dans les années 

1970 mais ne seront véritablement étudiés que dans les années 1990 (97) et c’est en 2001 (98) 

que va apparaître la dénomination « micro ARN » ou miARN ou bien miR désignant un sous-

groupe d’ARN interférents. Il s’agit de courtes séquences d’acides nucléiques de 20 à 30 

nucléotides monocaténaires et produites de manière endogène par la cellule qui vont se fixer à 

leur ARNm cibles pour les dégrader ou inhiber leur traduction. Ils représentent 2% des ARN 

totaux. L’ensemble des miARN est référencé sur une base de données nommée miRBase 

(http://www.mirbase.org/). Elle recense actuellement 28645 microARN humains matures 

dans sa 21ème version mise à jour en Juillet 2014. Il existe également des bases de données 

permettant de relier un miARN à des cibles. La base de données microT-CDS utilise un 

algorithme pour prédire des cibles théoriques du miRNA basé sur la compatibilité  des régions 

3'-UTR et CDS (http://www.microrna.gr/microT-CDS). Target Scan est une base de données 

reposant sur des données validées de façon expérimentale (microarrays et protéomique) et 

décrit plus de 65 000 interactions miARN-gène (http://www.microrna.gr/tarbase). 

Récemment, un nouvel outil a été créé : miRCarta (https://mircarta.cs.uni-saarland.de/) 

permet de recouper toutes ces bases de données et apporte une aide précieuse dans 

l’investigation de ces miARN (99).  

 

La grande majorité des (80%) des miARN sont issus de régions introniques. Les gènes des 

miARN sont d’abord exprimés sous forme de long précurseur par une polymérase II ou III. 

Ce précurseur appelé pri-microARN (100) possède une queue polyA participant à sa stabilité 

(101). Ensuite ce pri-microARN va être pris en charge au niveau du noyau par un complexe 

protéique composé par l’enzyme Drosha (endonucléase) et de son cofacteur la protéine 

DGCR8 (DiGeorge syndrome critical region 8). Ce complexe protéique va cliver le pri-

microARN et générer un ARN de 60 à 100 nucléotides ayant une structure en épingle à 

cheveux : le pré-microARN (102). Ce dernier sera exporté hors du noyau vers le cytoplasme 

par l’exportine 5. Dans le cytoplasme, le pré-microARN sera pris en charge par une 

ribonucléase de (type III) DICER1 qui va cliver la structure en épingle à cheveux et générer 

un ARN double brin de 21 à 23 nucléotides. DICER1 est une protéine de 220 kDa qui 
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comprend plusieurs domaines fonctionnels : un domaine hélicase, un domaine DUF283 

(domain of unknown function, un domaine PAZ (Piwi-argonaute-Zwille), 2 domaines RNAse 

et un domaine de liaison aux ARN double brins (103). Par la suite, DICER1 va s’associer à 

d’autres protéines notamment celle de la famille des Argonautes (Ago1 ou Ago2) et TRBP 

(trans-activation response RNA binding protein) pour former le complexe RISC (RNA-

induced Silencing Complex) qui va prendre en charge l’ARN double brin. Une hélicase va 

séparer les deux brins d’ARN et ne garder qu’un seul des 2 qui sera appelé le miARN mature 

(104).  

 

 
Figure 5 : Schéma de la biogénèse des miARN d’après He (105) 

 

 

Un ARNm cible va être incorporé au sein de la machinerie RISC permettant l’interaction 

du miARN et l’ARNm. En fonction de la complémentarité plus ou moins grande entre 

l’ARNm et le miARN, soit l’ARNm sera dégradé, soit il y aura inhibition de la traduction 

(105) aboutissant à une régulation post-transcriptionnelle. L’interaction du miARN et de 

l’ARNm messager cible a lieu respectivement au niveau 5’UTR et 3’UTR. Cependant la 

liaison entre le miARN et l’ARNm n’a pas besoin d’être parfaite. Cette liaison est dominée 

par la « seed region » du miARN mature, qui comprend 8 nucléotides. Divers facteurs 

peuvent augmenter cette liaison comme des paires de bases supplémentaires vers l'extrémité 
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3’UTR de la séquence du miRNA mature, le nombre total de sites de liaison d'un miARN au 3 

'UTR de l’ARNm cible ou encore un enrichissement local en U et A (106). 

Bien que les miARN ont une implication majeure dans la physiologie normale de la 

cellule, on comprend aisément que de par leur propriété de régulation post-transcriptionnelle, 

ils peuvent influer l’expression de gènes et que leur expression aberrante puisse engendrer des 

processus néoplasiques. 

 

 

b) Rôle des miARN dans la physiopathologie des syndromes 

myélodysplasiques et des leucémies aiguës myéloïdes 

Beaucoup de néoplasies humaines dont notamment les SMD et leucémies aiguës sont 

caractérisées par une réduction globale de l’expression de miARN (107). Cependant certains 

miARN peuvent agir comme des oncogènes ou des gènes suppresseurs de tumeurs. 

L’implication des miARN dans la physiopathologie des SMD ainsi que leur rôle dans la 

résistance aux thérapeutiques actuelles sont en cours d’investigation par de nombreuses 

équipes. 

Plusieurs études récentes ont démontré une expression aberrante de miARN chez des 

patients atteints de SMD utilisant des techniques de micro-array. Sokol et al. (108) ont 

examiné le niveau global d’expression des miARN à partir de cellules mononuclées provenant 

de 44 patients SMD et 17 donneurs sains et ont observé des niveaux élevés de miR-222, miR-

10a et de faibles niveaux de miR-146a, miR-150 et Let-7e dans les SMD. De plus, des profils 

d'expression de miARN distincts ont été observés dans des cellules CD34+ provenant de 

patients SMD type 5q- avec une surexpression du miR-34a et une régulation négative de miR-

146a (109). Vasilatou et al. (110) ont évalué les profils d'expression de let-7a, miR-17-5p et 

miR-20a dans des cellules CD34+ provenant de la moelle osseuse de 43 patients SMD et du 

sang périphérique de 18 donneurs sains, et ont trouvé que ces miARN étaient surexprimés 

dans les SMD à faible risque mais sous-exprimés chez les patients SMD haut risque. Thol et 

al. (111)  ont analysé les mutations du miR-142 et des miR associés (miR-632 et miR-891), 

dans une grande cohorte de 935 patients atteints de LAM ou de SMD. Le miR-142 est muté 

de façon récurrente mais peu fréquente dans les SMD de novo et dans les LAM secondaires à 

un SMD. Les mutations dans miR-632 et miR-891 sont encore plus rares. Les mutations de 

ces micro-ARN surviennent avec des mutations de IDH, et sont associées à un caryotype 

normal mais à une faible survie. 
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Cependant, il y a très peu de miARN qui se recoupent parmi toutes ces études, ce qui 

peut refléter l'hétérogénéité de la maladie mais peut aussi être dû à des variations entre les 

protocoles de traitement de l'échantillon et de détection des miARN. Il y a de plus en plus de 

preuves que des miARN sont exprimés de manière aberrante chez les patients atteints de 

SMD et sont soit des oncomiR soit des miR suppresseurs de tumeur. Leur implication dans le 

développement des SMD sont en cours d’investigation. Il a été montré que la surexpression 

de miR-22 dans le compartiment hématopoïétique entraîne une réduction des taux globaux de 

5-hydroxyméthylcytosine (5-hmC) et, inversement, une augmentation des taux de 5-

méthylcytosine (5-mC), suggérant que miR-22 a un rôle dans la régulation épigénétique 

(112).  

Par ailleurs, certains miR ont été décrits comme pouvant prédire la résistance à 

certaines thérapeutiques et de fait avoir une valeur pronostique. Solly et al. (113) ont comparé 

l'expression de 754 miARN dans des cellules de syndromes myélodysplasiques de haut risque 

résistants ou sensibles à l'azacitidine. Sept miARN, dont 5 in silico ciblant le 3'UTR de 

DNMT1, sont réprimés dans des cellules résistantes à l'azacitidine et corrélés à des taux plus 

élevés de DNMT1. L'inhibition spécifique des miARN endogènes anti-DNMT1 augmente 

l'expression de DNMT1 induisant ainsi la résistance à l'azacitidine. Les patients porteurs d’un 

taux faible de miR-126 présentaient des taux de réponse significativement plus faibles et des 

taux de rechute plus élevés ainsi qu'une survie plus courte sans progression après traitement 

par azacitidine.  

Néanmoins bien que les profils d’expression aberrante des miARN et leurs potentiels 

oncogéniques sont relativement bien décrits dans les cellules hématopoïétiques de patients 

atteints par un SMD, il existe très peu de données concernant la dérégulation des profils de 

miARN au sein des constituants de la niche hématopoïétique au cours des SMD.   

Par ailleurs, les vésicules extracellulaires, notamment les exosomes, ont été décrites 

comme pouvant transporter des miARN et impliquées dans la communication intercellulaire. 
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4) Vésicules extracellulaires et communication intercellulaire 

La communication intercellulaire est essentielle pour les organismes multicellulaires 

car elle est indispensable pour de nombreux processus physiologiques.  La communication 

intercellulaire peut être assurée par des facteurs solubles (signalisation paracrine et endocrine) 

et par des contacts de cellule à cellule médiée par les synapses (neurologiques et 

immunologiques), ou encore les gap-jonctions. 

D’autres modes de communication intercellulaire existent comme les vésicules 

extracellulaires. Toutes les cellules sont capables de sécréter divers types de vésicules 

membranaires, connus sous le nom de vésicules extracellulaires. La sécrétion de vésicules 

extracellulaires a été initialement décrite comme un moyen d'éliminer les composés inutiles 

de la cellule (114). Cependant, les vésicules extracellulaires sont plus que de simples 

transporteurs de déchets. Elles permettent l’échange de différents composants entre les 

cellules (acides nucléiques, lipides et protéines) et jouent un rôle de signalisation dans les 

processus homéostatiques cellulaires normaux ou en conséquence à des développements 

pathologiques (115, 116). Même si le terme générique de vésicules extracellulaires est 

actuellement utilisé pour se référer à toutes ces vésicules sécrétées, elles sont cependant très 

hétérogènes. Basé sur les connaissances actuelles de leur biogenèse, les vésicules 

extracellulaires peuvent être divisées en deux grandes catégories: exosomes et microvésicules. 

Les exosomes sont des vésicules formées par le bourgeonnement intérieur de la membrane 

endosomale pendant la maturation du corps multivésiculaire (MVE) et sécrétées par la fusion 

du MVE avec la surface cellulaire (117). Leurs tailles varient de 50 à 150 nm de diamètre. Les 

microvésicules sont générées par le bourgeonnement extérieur et la fission de la membrane 

plasmique aboutissant à la libération ultérieure de vésicules dans l'espace extracellulaire 

(118). Leurs tailles varient de 50 nm à 1000 nm de diamètre, mais elles peuvent être de taille 

plus importante comme dans le cas des oncosomes. 
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Figure 6 : Origine des vésicules extracellulaires d’après van Niel et al. (119) 

 

 

Néanmoins, il n’existe pas actuellement de consensus pour la nomenclature des 

vésicules extracellulaires. L’ultracentrifugation différentielle est la technique la plus 

largement utilisée pour séparer et collecter des vésicules sécrétées. On peut définir les 

différentes vésicules en fonction de la vitesse de centrifugation utilisée : les microvésicules 

correspondent au culot obtenu à 10 000g et les exosomes celui obtenu à 100 000g (120). Par 

ailleurs, les exosomes étaient classiquement décrits comme ayant une morphologie en forme 

de coupe et d’une taille de 50 à 100nm en microscopie électronique (114). Néanmoins cet 

aspect caractéristique a été démontré comme étant dû à un artéfact expérimental (121).  

Récemment Kowal et al. (122) ont réalisé un analyse protéomique des différentes 

fractions obtenues lors des étapes de centrifugation différentielle. Ils proposent une 

catégorisation des vésicules extracellulaires (EVs), qui pourrait être appliquée à toutes les 

sources de vésicules extracellulaires (cellules cultivées ou fluides biologiques) :  

• Les EVs de grande taille obtenues par centrifugation à faible vitesse (2000g), 

• Les EVs de taille moyenne obtenues par centrifugation à moyenne vitesse (10 

000g), 

• Les petites EVs (sEVs) obtenues par centrifugation à haute vitesse de rotation 

(100 000g). 

Parmi les sEVs, quatre sous-catégories peuvent être définies en fonction des marqueurs 

protéiques : 

•  Les sEVs enrichies en tétraspanines (CD63, CD9 et CD81) qui représentent la 

fraction exosomale provenant des endosomes ; 

• Les sEVs dépourvues de CD63 et de CD81 mais enrichies en CD9 (correspondant à 

des sEVs avec un début de signature endosomale) ; 
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• Les sEVs dépourvues de CD63 / CD9 / CD81 ; 

• Les sEVs enrichies en protéine de la matrice extracellulaire ou en facteurs dérivés du 

sérum, ces deux dernières catégories n'étant pas associées à la voie endosomale. 

 

L’implication des vésicules extracellulaires dans la physiopathologie des hémopathies a 

déjà été décrite. De manière intéressante, Horiguchi et al. (123) ont montré que les cellules 

souches leucémiques (CSL) issues de patients LAM sécrétaient des vésicules extracellulaires 

qui étaient incorporées dans les cellules stromales mésenchymateuses. Ces CSM présentaient 

des capacités de soutien moindre des CSH dû à une expression aberrante de facteurs de 

croissance hématopoïétiques tels que JAG1, SCF et ANGPT1. L’inhibition de la sécrétion des 

vésicules extracellulaires par les CSL restaure partiellement l’expression de ces facteurs de 

croissance par les CSM. De plus, ces vésicules sont enrichies en miR-7977. La surexpression 

du miR-7977 dans les CSM diminue leurs capacités de support. Cependant, il y a très peu 

d’études s’intéressant au contenu et à l’implication des vésicules extracellulaires sécrétées par 

les cellules stromales dans les SMD et les LAM. 

 

 Un autre mode de communication intercellulaire peut contribuer à la physiopathologie 

des SMD et des LAM, il s’agit des nanotubes (TNT). Les projections cellulaires représentent 

un mode de communication qui est utilisé par divers types cellulaires et comprennent 

dendrites, filopodes et les nanotubes. Les nanotubes sont des extensions cytoplasmiques 

transitoires à base d'actine étirées entre 2 cellules sous la forme de canaux nanotubulaires 

découverts par Rustom et al. (124). Ce sont des canaux avec des extrémités ouvertes qui 

relient directement le cytoplasme de deux ou plusieurs cellules. Les TNT peuvent transporter 

des protéines, lipides, des ions, des ARN dont des miARN et des organelles de façon 

bidirectionnelle (124, 125). Comme les EVs, les TNT comprennent des sous-types et des 

structures morphologiques hétérogènes. Deux classes de TNT peuvent être définies par leur 

architecture cytosquelettique, leur taille et leurs propriétés fonctionnelles. Les TNT de type 1 

sont plus longs et plus grands que le type 2 (126, 127). De plus, les TNT de type 1 

contiennent des microfilaments et des microtubules, tandis que la tubuline est absente des 

TNT de type 2. En conséquence, le trafic d'organelles n'est observé que pour les TNT de type 

1. En effet, il a été montré qu’il existait un transfert de mitochondries du microenvironnement 

vers les cellules leucémiques leur conférant ainsi un avantage en termes de survie et une 

protection accrue envers les chimiothérapies (128, 129).  

 Néanmoins, le microenvironnement médullaire n’est pas le seul facteur extérieur à la 

cellule souche hématopoïétique impliqué dans la physiopathologie des SMD. En effet, le 
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stress oxydatif généré par la surcharge martiale peut aussi être à l’origine d’un stress 

génotoxique, sujet que nous allons développer dans le chapitre suivant. 
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5) Métabolisme du fer et stress oxydatif 

a) Généralités concernant le métabolisme du fer 

Le fer est un cation indispensable au fonctionnement cellulaire. En effet, il intervient 

dans le transport d'oxygène, la synthèse de l’ADN et permet de catalyser des réactions de 

transfert d'électrons. Les réserves normales de fer sont de 25 à 45mg/kg chez l’homme. La 

grande majorité du fer est incorporée dans l’hème de l’hémoglobine et le reste dans la 

myoglobine et les différents cytochromes. Les principaux sites de stockages et de recyclage 

du fer sont le foie ainsi que les macrophages du tissu réticuloendothélial. Physiologiquement, 

une faible quantité de fer est éliminée par la sudation, la desquamation cutanée et du tractus 

digestif et par les menstruations chez la femme. Ces pertes sont compensées par l’absorption 

intestinale de fer héminique et non héminique. Le fer ferrique (Fe3+) est réduit en fer ferreux 

(Fe2+) au niveau de la bordure en brosse des entérocytes par la protéine DcytB (Duodenal 

cytochrome B) avant de pénétrer dans l’entérocyte via un transporteur nommé DMT1 (130). 

Le fer va traverser l’entérocyte et, avant de gagner la circulation grâce à la ferroportine (FPN), 

il subira une oxydation par 2 protéines à activité ferroxydase. Une fois dans la circulation, le 

fer sera lié à la transferrine et pourra être assimilé par les cellules de l’organisme via le 

récepteur TFR1. Ce récepteur possède une forte affinité pour le complexe fer-transferrine et 

va pénétrer dans la cellule par endocytose. Dans les cellules, le fer non utilisé sera stocké sous 

forme non réactive par la ferritine. 

L’homéostasie systémique du fer est régulée par l’hepcidine (Figure 6). Ce petit 

peptide de 25 acides aminés est sécrété de façon majoritaire par les hépatocytes. La cible 

principale de l’hepcidine est la FPN qui agit comme le récepteur de l'hepcidine. Le complexe 

hepcidine-FPN est ubiquitinilé, internalisé et dégradé avec comme conséquence une 

diminution du fer circulant plasmatique (131). Ainsi, lorsque la concentration plasmatique de 

fer est élevée, la concentration d'hepcidine est élevée et l'approvisionnement en fer via le 

plasma est réduit ; cependant, lorsque les demandes en fer sont élevées, la concentration 

d'hepcidine est réduite, et plus de fer entre dans la circulation. Les principales cellules 

exportatrices de fer comprennent les macrophages qui recyclent le fer dérivé de l'hème des 

globules rouges sénescents, les hépatocytes qui sont le principal site de stockage de fer et les 

entérocytes qui facilitent l'apport alimentaire en fer  (132). Néanmoins, la plupart des cellules 

sont capables d'exporter du fer à travers FPN et ainsi sont des cibles potentielles d'hepcidine. 

La synthèse d’hepcidine peut être régulée par divers stimuli. Certains sont directement liés au 

métabolisme du fer, tels que l’augmentation du fer fixé sur la transferrine sérique ou de la 
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quantité́ de fer intracellulaire, ou relèvent d’autres mécanismes, comme l’activation de la voie 

médiée par l’IL-6, produit de l’inflammation (133, 134). 

 

 
Figure 7: Régulation systémique du fer d’après Anderson et al. (135) 

 

 

L’homéostasie du fer intracellulaire est assurée et contrôlée par le système IRE-IRP 

(Iron Response Element-Iron Response Protein) (Figure 7). Il existe 2 isoformes d’IRP : IRP1 

et IRP2. IRP1 est cytoplasmique et IRP2 mitochondriale. IRP1 a une activité qui varie selon 

la concentration de fer intracellulaire. Quand la concentration de fer est normale, IRP1 

possède un centre fer-soufre au niveau de son site catalytique lui conférant une activité 

aconitase. Cependant, quand la quantité de fer diminue, IRP1 perd son centre fer-soufre et 

subit un changement de conformation et agit comme un facteur de transcription.  IRP2 est 

différente dans son mode de régulation. En effet, elle ne possède pas de centre fer-soufre et 

elle est rapidement dégradée par le protéasome en cas d’excès de fer. Les IRP vont interagir 

au niveau des motifs IRE qui sont des motifs type épingle à cheveux et situés soit en 3’ou en 

5’-UTR d’ARNm de gènes impliqués dans le métabolisme du fer. En 3’-UTR, les IRP 

stabilisent les ARNm notamment celui de TRF1.  Par contre, elles empêchent la traduction 

des ARNm portant le motif IRE en 5’-UTR. D’autres gènes sont régulés de cette manière par 

le système IRP-IRE comme DMT1, FPN, la 5-aminolevulinic acide synthase 2 et HIF 2a 

(136). De fait, le système IRE-IRP et surtout l’activité IRP représentent un bon moyen de 

mesurer la quantité de fer fonctionnel intracellulaire (137). 
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Figure 8: Fonctionnement du système IRE-IRP d’après Millonig et al.  (138) 

 

Cependant, il n’existe aucun mécanisme efficace d’excrétion du fer si bien que tout 

apport exogène de fer ou toute perturbation endogène du métabolisme du fer induit une 

accumulation de fer toxique dans les tissus.  

 

 

b) Fer et stress oxydatif 

En effet, quand les capacités de fixation de la transferrine sont dépassées (>70% de 

saturation), du fer non lié à la transferrine apparaît (NTBI). Le fer libre par son activité redox 

peut produire des espèces réactives de l’oxygène (ROS) notamment le radical hydroxyle via 

la réaction de Fenton : Fe2+ + H2O2 = Fe3+ + OH- + .OH. Ce radical est hautement réactif et 

peut générer un stress oxydatif majeur délétère pour le fonctionnement cellulaire. 

En conditions physiologiques, les défenses enzymatiques et non-enzymatiques 

inhibent l'attaque oxydante. Les défenses enzymatiques possèdent toutes un métal de 

transition capable de prendre différentes valences pour transférer les électrons pendant le 

processus de détoxification. La superoxyde dismutase possèdent deux isoformes (Figure 8). 

La forme manganèse est restreinte aux mitochondries et la forme cuivre-zinc se trouve dans le 

cytosol. Elles convertissent l’anion superoxyde en peroxyde d'hydrogène. Le peroxyde 

d'hydrogène est ensuite décomposé en molécule d’eau par les actions de la catalase ou de la 

glutathion peroxydase. L'activité de la glutathion peroxydase dépend de la présence de 

glutathion réduit (GSH) en tant que donneur d'hydrogène. Le glutathion est le principal 

tampon redox intracellulaire possédant des groupements thiol. Il est synthétisé dans le cytosol 

et participe à un grand nombre de réactions anti-oxydantes en formant du GSSH qui sera 
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reconverti en GSH par l'action de la glutathion réductase grâce au NADPH. Ce dernier est 

généré par la voie des pentoses phosphates. Il existe un autre système enzymatique utilisant 

les groupements thiols. Il s’agit des thiorédoxines (TRX) capables de neutraliser le peroxyde 

d'hydrogène, mais à leur tour, elles nécessiteront une réduction par la thiorédoxine réductase 

(139). Il existe deux isoformes de thiorédoxine : TRX 1 est cytosolique et TRX 2 est 

mitochondriale. Les défenses non enzymatiques comprennent l'ascorbate (vitamine C) et l'α-

tocophérol (vitamine E). La céruloplasmine et la transferrine jouent également un rôle 

important en séquestrant le fer libre en inhibant ainsi la réaction de Fenton et la production de 

radical hydroxyle. 

  

 

 
Figure 9: Principaux systèmes antioxydants 
 

Cependant quand les capacités de chélation des systèmes antioxydants sont dépassées, 

les ROS en excès vont être délétères pour le métabolisme cellulaire. En effet, les radicaux 

hydroxyles sont capables de provoquer une peroxydation lipidique dans la membrane 

plasmique ou celle de n'importe quelle organelle qui contient de grandes quantités de chaînes 

latérales d'acides gras polyinsaturés. En extrayant l'hydrogène de la chaîne latérale 

hydrocarbonée d'un acide gras, ils créent un radical centré sur le carbone. Si de l'oxygène est 

présent, il peut réagir pour former un radical peroxyl (-C-O-O), qui à son tour est capable 

d'extraire l'hydrogène d'un acide gras adjacent, propageant ainsi la réaction. Cette 

peroxydation lipidique va perturber le fonctionnement et la signalisation membranaire. 
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Les acides aminés protéiques sont également une cible pour les ROS. L'oxydation 

directe des chaînes latérales conduit à la formation de groupes carbonyles (140) aboutissant à 

des dysfonctions protéiques.  

L'ADN est attaqué principalement par les radicaux hydroxyles soit au niveau des bases 

soit sur le désoxyribose (141). Le radical hydroxyle peut réagir avec la guanine pour produire 

la 8-hydroxy-2'-désoxyguanosine, espèce mesurable biochimiquement et en immuno-

histochimie. Les attaques sur le désoxyribose peuvent provoquer des ruptures de brins, tandis 

que celles sur les histones peuvent entraîner des réticulations qui interfèrent avec le 

repliement de la chromatine, la réparation de l'ADN et la transcription. Ces attaques peuvent 

aboutir à des mutations géniques ou à une expression génique aberrante. 

Récemment, une mort cellulaire liée à un excès de fer a été décrite.  Le terme 

ferroptose a été inventé en 2012 (142) pour décrire la forme de mort cellulaire induite par 

l’érastine, qui inhibe l'importation de cystine intracellulaire, entraînant une déplétion en 

glutathion et une inactivation de la protéine GPX4 (143). GPX4 convertit des hydro-

peroxydes lipidiques potentiellement toxiques (L-OOH) en alcools lipidiques non toxiques 

(L-OH). L’inhibition de GPX4 par déplétion de GSH avec de l'érastine, ou avec l'inhibiteur 

direct de GPX4 aboutit à une peroxydation lipidique importante qui entraîne la mort 

cellulaire. Or, la principale cause de peroxydation lipidique est le radical hydroxyle produit 

par la réaction de Fenton. La ferroptose décrit une forme de mort cellulaire régulée qui 

survient à la suite d'une peroxydation lipidique létale. La mort cellulaire survenant 

exclusivement par ferroptose peut être inhibée par des chélateurs du fer, des antioxydants 

lipophiles, des inhibiteurs de la peroxydation lipidique et une déplétion des acides gras 

polyinsaturés et est corrélée à l'accumulation de marqueurs de la peroxydation lipidique.  
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Dans ce travail de thèse, nous souhaitons confirmer que la niche hématopoïétique ainsi 

que l’environnement médullaire sont les éléments moteurs de la physiopathogenèse des 

syndromes myélodysplasiques et pourraient participer à l’émergence des clones pathologiques 

au sein des cellules souches hématopoïétiques. 

Nous avons utilisé deux stratégies pour étudier ce rôle pathologique de la niche 

hématopoïétique dans les SMD : 

• Une démarche in vitro en partant de modèles de co-culture de type LTC à partir de 

prélèvements primaires de patients ; 

• Une démarche in vivo en mettant au point un modèle murin humanisé de SMD en 

impliquant le microenvironnement médullaire c’est-à-dire les CSM. 

 

Dans un premier temps, nous avons démontré et confirmé que le stroma médullaire 

provenant de patients SMD possède des capacités de support moindre vis-à-vis des cellules 

souches hématopoïétiques (moins de prolifération et de survie des CSH). Ensuite, nous avons 

voulu mieux caractériser les anomalies fonctionnelles du stroma médullaire SMD expliquant 

le phénotype particulier observé. La seule étude actuellement montrant une anomalie 

fonctionnelle des CSM responsable de la genèse des SMD est celle du modèle murin de 

Raajmakers. Nous avons voulu vérifier si l’hypothèse de la sous expression de DICER1 dans 

cellules stromales mésenchymateuses humaines issues de patients SMD était vérifiée, et par 

conséquent responsable d’une dérégulation du profil miARN au sein des cellules stromales 

mésenchymateuses SMD. Nous avons mis en évidence un pattern spécifique de dérégulation 

de miARN dans ces cellules stromales mésenchymateuses SMD. Ensuite comme les miARN 

ont été décrits comme pouvant être véhiculés par les vésicules extracellulaires (moyens de 

communication intercellulaire), nous avons étudié la communication entre les cellules 

stromales mésenchymateuses et les cellules souches hématopoïétiques via les petites vésicules 

extracellulaires et leur contenu en miARN. Nous montrons que ces sEVs issus des stromas 

SMD induisent une perturbation phénotypique des CSH et notamment des dommages à 

l’ADN induits par le stress oxydatif. Enfin, nous avons étudié en détail le rôle du stress 

oxydatif induit par la surcharge martiale sur l’érythropoïèse dans les SMD et montrons qu’en 

régulant finement le niveau de ROS via un chélateur de fer, il est possible de moduler la 

prolifération des progéniteurs érythroïdes issus de patients SMD par la voie NFKB. 

Donc nous présenterons ce travail de thèse sous forme de 4 articles :  

• 1) Dicer1 et miARN, rôle du microenvironnement médullaire de la 

physiopathologie des syndromes myélodysplasiques,  

• 2) Une revue de la littérature sur les modèles murins de SMD,  
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• 3) Notre modèle murin de xénogreffe SMD, 

• 4) Rôle du stress oxydatif sur l’érythropoïèse dans les SMD. 
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ABSTRACT 57	

Myelodysplastic syndromes (MDS) represent a rare group of heterogeneous and clonal 58	

diseases affecting hematopoietic stem cell. Nevertheless, physiopathology of MDS remains 59	

poorly understood and several studies highlight the role of bone marrow microenvironment 60	

notably mesenchymal stromal cell (MSC). DICER1 (an Rnase playing a pivotal role in miRNA 61	

processing) down regulation in MSC could induce a MDS.  62	

We confirmed that MDS-derived MSC support an impaired hematopoiesis compared to 63	

healthy donor stroma. By flow cytometry on total bone marrow, we confirmed that DICER1 is 64	

down regulated in MDS MSC from low risk MDS. Then, we have shown that MDS-derived 65	

MSC harbored a dysregulated pattern of miRNA: 16 miRNA upregulated and 7 under-66	

expressed. We identified a potential target for future therapy: miR-486-5p which is constantly 67	

upregulated in MDS-derived MSC.  Moreover, a possible way of cell to cell communication 68	

within the hematopoietic niche could be extracellular vesicles (EVs) and more specifically 69	

exosomes. We found that EVs from MDS-derived MSC influence HSC fate by inducing 70	

apoptosis and DNA damages due to oxidative stress. 71	

In this study, we demonstrated that bone marrow microenvironment plays an important 72	

role in the pathogenesis of myelodysplastic syndrome by notably a dysregulation of pattern of 73	

miRNA and of cell to cell communication with extracellular vesicles. 74	

  75	



	

INTRODUCTION 76	
Myelodysplastic syndromes (MDS) represent a rare group of heterogeneous and clonal 77	

diseases affecting hematopoietic stem cell (1). They affect mainly elderly people and are 78	

characterized by ineffective hematopoiesis leading to cytopenia (anemia is the most the 79	

frequent) contrasting with bone marrow hypercellularity. Disease evolution is enameled by 80	

progressive transformation to acute myeloid leukemia in 30% of cases due in part to genomic 81	

instability and mutations in the malignant clones (2, 3). Prognosis is determined by IPSS score 82	

and more recently IPSS-R allowing a classification in mainly two different stages: low and high 83	

risk MDS (4, 5), quantifying the risk of progression to AML. Spliceosome genes and those 84	

involved in epigenetic regulation are the most frequent somatic mutations (6, 7).  85	

Nevertheless, physiopathology of MDS remains poorly understood and several studies 86	

highlight the role of bone marrow microenvironment. In fact, normal and pathologic 87	

hematopoiesis take place in bone marrow in a specialized medullar niche. The majority of the 88	

cells constituting this niche derive from the same progenitor: the bone marrow mesenchymal 89	

stromal cell (MSC). Defects in non-hematopoietic microenvironment cell population are 90	

sufficient to drive myeloid neoplasms. Recent studies show that abnormalities of mesenchymal 91	

stromal cells in particular, contribute to the physiopathology of MDS. Genetic deletion of 92	

Dicer1, which codes for a type III Rnase essential in the genesis of miRNA, in murine 93	

osteoprogenitors, led to a pathological microenvironment sufficient to generate 94	

myelodysplastic features in the hematopoietic progenitors, leading in the final steps to acute 95	

myeloid leukemia (8). This is accompanied by a deregulation of miRNA processing, increased 96	

susceptibility to senescence of the mesenchymal stem cells and defects in the support properties 97	

of the growth of hematopoietic stem cells (HSC) (9). Kode et al (10) have overexpressed beta-98	

catenin in murine osteoblasts, leading to an aberrant activation of Notch signaling in the 99	

hematopoietic progenitors, generating acute myeloid leukemia. These works are strongly in 100	

favor of a causal link between the hematopoietic niche and the pathogenesis of MDS in part 101	



	

due to the deregulation of miRNA. Nevertheless, there are few studies on human 102	

microenvironment. Additionally, exosomes are extracellular vesicles that function in cell-cell 103	

communication by trafficking protein and RNA species and especially miRNAs to bystander 104	

cells. These exosomes are one of the possible way of communication and material transfer 105	

between the microenvironment and the hematopoietic cells (11, 12).  106	

In this work, we confirm that DICER1 is less expressed in MDS-derived MSC versus 107	

healthy donor MSC. We study the miRNA pattern deregulations in MSC from low risk MDS 108	

patients and wondered whether MDS-derived MSC secreted exosomes could influence the fate 109	

of healthy donors’ hematopoietic stem cells.  110	

 111	

 112	

 113	

 114	

 115	

 116	

 117	

 118	

 119	

 120	

 121	

  122	



	

MATERIEL AND METHODS 123	

Samples collection 124	

All myelodysplastic samples were collected at the Grenoble University hospital after a 125	

written consent and approbation by our local ethical committees. All normal bone marrow 126	

samples were also collected after a written consent from patients having a heart surgery or 127	

patients requiring medullar exploration for peripheral cytopenia. 128	

Hematopoietic stem progenitor cells (HSPC) were isolated from bone marrow by 129	

density gradient using Ficoll (Eurobio), the mononuclear cells were isolated from total bone 130	

marrow and were washed twice with phosphate-buffered saline (PBS).  Then HSPC were 131	

positively selected by paramagnetic iron-dextran particles directly conjugated to anti-CD34 132	

monoclonal antibodies (CD34 MicroBead Kit, human, Miltenyi Biotec) by using an 133	

automatized system (MACS pro, Miltenyi Biotec). The number of HSPC and their viability 134	

were assessed with a LunaTM automated cells counter (Logos Biosystems, Korea). The purity 135	

of all samples was checked by flow cytometry (BD FACS Quanto II, BD Biosciences) with a 136	

specific CD34 fluorochrome-conjugated antibody (CD34APC, Miltenyi Biotec) and was 137	

superior to 90% for all samples. 138	

Mesenchymal stromal cells were obtained from total bone marrow or from the CD34 139	

negative fraction. Cells were cultured with DMEM (Dulbecco’s modified eagle medium, Life 140	

technologies, Paisley, UK) plus Fetal serum bovine (Life technologies™) at 10%, antibiotics 141	

(penicillin and streptomycin, Life technologies™) and L.glutamine at 1% (Glutamax – Life 142	

technologies™). Then MSC were adherent to plastic and after multiple washes by phosphate 143	

buffering saline, a pure population of MSC was obtained and confirmed by flow cytometry (BD 144	

FACS Quanto II, BD Biosciences) using CD73 (CD73APC, Miltenyi Biotec), CD90 (CD90PE-145	

CYTM 7, BD Biosciences), CD105 (CD105PE, Miltenyi Biotec) and CD45 (CD45V500, BD 146	

horizonTM, BD Biosciences). All MSC were positive > 95% for CD73, CD90 and C105 and 147	



	

negative for CD45. Moreover, we have checked their ability for trilineage adipogenic, 148	

osteogenic and chondrogenic differentiation, meeting the conventional criteria for MSC (13). 149	

The methods and results of the trilineage differentiation assay are described in supplementary 150	

data figure 1. 151	

 152	

Flow cytometry and RT-qPCR analyses for DICER1 153	

To assess flow cytometer analyses, bone marrow was filtered with a 24G needle. After red 154	

blood cell lysis (FACSTM Lysing solution, BD Biosciences, San Jose, USA) antibodies for MSC 155	

characterization were added: CD45, CD105, CD73 and CD90. Then the mix was fixed and cells 156	

were permeabilized by using a commercial solution (Cytofix-Cytoperm, BD Biosciences). 157	

Then antibody against DICER1 was added (DICER1-APC, BIOSS, Woburn, USA) and 158	

incubated overnight at 4°C in dark. The MSC were selected on the absence of CD45 and the 159	

positivity for CD90, CD105 and CD73. Dicer1’s fluorescence was measured on this population 160	

(supplementary data, figure 3). The results are given by relative fluorescence intensity (RFI) 161	

defined as the ratio of specific fluorescence (mean fluorescence of MSC incubated with the 162	

APC anti-DICER1 antibody) over non-specific fluorescence (mean fluorescence of MSC 163	

incubated without APC anti-DICER1 antibody). RNA from MSC of MDS patients and 164	

healthy were extracted with TRIzol® Reagent (Life technologies). Quantity and quality were 165	

tested by spectrophotometry (Nanodrop 2000c, Thermo Fisher Scientific) and analyzed by Gel 166	

electrophorese (Agilent 2100 Bioanalyzer, Agilent Technologies). Then the retro-transcription 167	

was done with SuperScript®II reserve trasncriptase (InvitrogenTM) according to the 168	

manufacturer's instructions. qPCR were done on 900HT Fast Real Time PCR system (Applied 169	

BiosystemsTM) with a commercial probe for DICER1 (TaqMan® Gene Expression Assay, 170	

Applied BiosystemsTM) and GAPDH (TaqMan® Gene Expression Assay, Applied 171	

BiosystemsTM) was used as housekeeping gene. 172	



	

RNA Extraction and Quality Check of miRNA 173	

The mirVana™ miRNA Isolation Kit (Thermo Fisher Scientific) was used to extract 174	

total RNA from MSC and HSPC, including miRNA, according to the manufacturer's 175	

instruction. Concerning the small extracellular vesicles, RNA extraction was done using the 176	

Cell to Ct kit (TaqMan™ MicroRNA cells-to-CT™ kit, invitrogen). NanoDrop (Nanodrop 177	

2000c, Thermo Fisher Scientific) allowed quantification of RNA. For the quality control, RNA 178	

purity and integrity were evaluated by the OD 260/280 ratio, and analyzed by Agilent 2100 179	

Bioanalyzer (Agilent Technologies, Palo Alto, CA). 180	

 181	

Affymetrix miRNA Array Methods 182	

The Affymetrix Genechip miRNA 4.0 array processing was performed according to the 183	

manufacturer's protocol. 100ng for each RNA samples were labeled with the Affymetrix® 184	

FlashTag™ Biotin HSR RNA Labeling Kits (Affymetrix, Santa Clara, CA). The labeled RNA 185	

was quantified, fractionated, and hybridized to the miRNA microarray according to the standard 186	

procedures provided by the manufacturer. The labeled RNA was heated to 99°C for 5 minutes 187	

and then incubated at 45°C for 5 minutes. RNA-array hybridization was performed with 188	

agitation at 60 rotations per minute for 16 to 18 hours at 48°C on an Affymetrix 450 Fluidics 189	

Station (Affymetrix). The chips were washed and stained according to the manufacturer’s 190	

procedure and finally scanned with an Affymetrix GeneChip Scanner 3000 (Affymetrix). 191	

Signal values were computed using the Affymetrix GeneChip Command Console software 192	

(Affymetrix). 193	

Raw data were extracted automatically in Affymetrix data extraction protocol using the 194	

software provided by Affymetrix GeneChip Command Console Software (AGCC) 195	

(Affymetrix). All analyses and results were exported using Affymetrix Expression Console 196	

Software. Array data were filtered by probes annotated species. Then the data were 197	



	

normalizated between each chip using Robust Multichip Average (RMA) method. The 198	

comparative analysis between test sample and control sample was carried out using fold-change 199	

and independent T test in which the null hypothesis was that no difference existed between the 200	

2 groups. The miRNAs not detected in any samples were excluded from analysis. miRNA not 201	

expressed completely in either group were also excluded. Significance of differential 202	

expression between two groups was estimated by t test for those miRNAs of at least a 2-fold 203	

reduced or increased mean expression between the 2 groups. All statistical tests of differentially 204	

expressed (DE) genes were conducted using the R statistical language v. 3.2.2. 205	

 206	

Validation of Microarray Results by Quantitative Reverse Transcription Polymerase Chain 207	

Reaction (RT-qPCR) 208	

Microarray expression results of the selected miRNAs including miR-486-5p, miR-209	

181d-5p, miR-125a-3p, miR-30b-5p, miR-330-3p, miR-148b-3p, miR-26b-5p and miR-378f 210	

were verified by RT-qPCR. miRNA was obtained with the same extraction kit as described 211	

above. 10ng was reverse transcribed to cDNA using TaqMan® MicroRNA Reverse 212	

Transcription Kit (life technologies). All primers used for RT and qPCR come from commercial 213	

solutions (TaqMan® MicroRNA Assays, life technologies). RT-qPCR was performed using 214	

TaqMan® Universal Master Mix II, no UNG (life technologies) on Stratagene Mx3000p 215	

(Agilent Technologies). Each sample was run in triplicates and the expression levels of 216	

miRNAs were normalized to 2 endogenous controls RNU6B and miR-26a-3p. The relative 217	

expression levels of miRNAs were calculated by a comparative threshold cycle (Ct) method 218	

using that formula: ΔCt miR = Ct miR-486-5p - mean (Ct miR 26a-3p, RNU6B).  Differences 219	

between groups were calculated based on the ΔΔCt measure, where ΔΔCt microRNA = mean 220	

(ΔCt MDS) - mean (ΔCt HealthyDonors) and fold changes as relative quantifications of 221	



	

expression (i.e. FC = 2-ΔΔCt). When it was not possible, the results were expressed in ΔCt = Ct 222	

selected miR – mean Ct normalizator miR. 223	

 224	

Small extracellular vesicles (sEVs) isolation and characterization 225	

For sEVs production, MSC from both groups (low risk MDS and healthy donors) at 226	

maximum 6 passages were cultured in DMEM plus fetal bovine serum at 10%, antibiotics 227	

(penicillin and streptomycin) and L.glutamine at 1%. The medium was previously 228	

ultracentrifuged at 100 000g during 18 hours in order to remove fetal bovine serum EVs. The 229	

supernatants were collected after 3 days of incubation and the sEVs were isolated with 230	

differential centrifugation as already described (14). All sEVs samples were analyzed 231	

by Nanoparticle Tracking Analysis on Nanosight NS300 (Malvern, UK). This technique 232	

calculates the particles size and concentration based on their Brownian motion but does not 233	

provide any functional data. The same acquisition parameters (camera level 11, detection 234	

threshold 6) were used all along the different experimentations and the focus was adapted to 235	

each sample to improve the sEVs discrimination. PBS used for rinses and dilutions had been 236	

filtered at 0.22µm to prevent small impurities able to modify the results. Two dilutions were 237	

tested for each sample and repeated recordings were realized. Results were calculated as the 238	

mean of the different dilutions, pondered on the number of valid tracks analyzed by the 239	

instrument. 240	

 Then transmission electron microscopy assay was performed. The sEVs containing 241	

pellet obtained by ultracentrifugation was resuspended in 50µL of 2% paraformaldehyde, 242	

loaded on Formvar/carbon coated EM grids, and post-fixed in 1% glutaraldehyde. The samples 243	

were contrasted with uranyloxalate solution and examined under a transmission electron 244	

microscope (JEOL 1200 EX) using a digital camera (Velta, Olympus). 245	



	

Western blot analyses for CD63, flotillin and Alix. sEVs were lysed at 4°C for 30 min 246	

in 1X LAEMMLI lysis buffer (250nM Tris, 10% SDS, 30%glycerol 5% β-mercaptoethanol, 247	

0.02% bromophenol bleu and protease inhibitor cocktail). Samples were loaded onto a 12% 248	

SDS-PAGE gradient under reducing conditions and electroblotted onto nitrocellulose 249	

membrane filters. The blots were blocked with 5% non-fat milk in 20 mM Tris-HCl pH 7.5, 250	

500 mM NaCl plus 0.05% Tween (TBS-T). Membranes were subsequently immunoblotted at 251	

4°C with the appropriate primary antibody mouse anti-human CD63 (1:1000 from PharmiNgen, 252	

556019, BD Bioscience), mouse anti-human Alix (15) (ALG-2 interacting protein X) (1:8000 253	

from Covalab, pab0204, gift from Sadoul R. team) and mouse anti-human flotillin (1:1000 from 254	

BD Bioscience, 610820) overnight. Membranes were incubated with goat anti-mouse IgG 255	

horseradish peroxidase-conjugated (Santa Cruz Biotechnology; SC-2005) secondary antibody 256	

for 1hour at room temperature. Specific bands were visualized using ECL Western Blotting 257	

Detection Reagents (Thermoscientific) and ChemiDoc™ Imaging Systems (BIO RAD). 258	

 259	

Culture model with incubation sEVs and HSC from healthy donor 260	

Hematopoietic stem cells from healthy donor were thawed and were plated in 12 wells 261	

plates during 24 hours in 2ml of MyelocultTM H5100 with 50ng/ml of Flt3-Ligand and Stem 262	

Cell Factor and 50ng/ml thrombopoietin and were incubated at 37°C in a 5% carbon dioxide 263	

atmosphere. Then EVs from low risk MDS of from HD, at the ratio of 90 000 EVs per HSC, 264	

were added to the medium. The concentration of any sEVs samples was determined by 265	

NanoSight technology as described above. 48 hours after co-incubation with EVs, cells were 266	

harvested and apoptosis, cell cycle and DNA damages assays were done by flow cytometry. 267	

Apoptotic cells were determined by the percentage of Annexin V positive cells (FITC Annexin 268	

V, BD Biosciences) by flow cytometry, as per the manufacturer’s intructions.  Cell cycle was 269	

studied by DAPI staining (4‘,6-diamidino-2’-phylindole, dihydrochloride, 1mg/ml, Thermo 270	



	

SCIENTIFIC). Briefly, cells were permeabilized with commercial solution 271	

(Cytofix/cytopermTM, BD Biosciences). After washes with PermwashTM (BD Biosciences), 272	

cells were incubated with DAPI at room temperature for 1 hour. DNA content was evaluated 273	

by flow cytometry. All flow cytometry analyses were done on BD FACS Canto II.  274	

For colony-forming cell (CFC) assays, 1000 CD34+ cells were seeded in H4434 275	

Methocult (StemCell Technologies) for 2 weeks. Experiments were done in duplicate. 276	

DNA damages were analyzed by confocal microscopy. 1.105 cells were permeabilized 277	

following the same protocol as for cell cycle. Cytospins were prepared, saturated with PBS 278	

BSA 2% during 45 min. γH2AX staining was done overnight at 4°C and with a dilution of 279	

1/400 concentration (Anti-H2AX pS 139-APC, Miltenyi Biotec). After a wash with PBS, 5µL 280	

of a mix of Vectashield TM (Vector laboratories) with Dapi 1/2000 (DAPI antifade ES, Cytocell) 281	

was put on cells. Preparations were read on spinning disk confocal microscope (IMIC 2.0 Till 282	

Photonics, FEI, Munich) with a camera (iXon 897, EMCCD, Andor). Then the number of 283	

γH2AX foci were counted with Icy software (http://icy.bioimageanalysis.org) for at least 60 284	

cells for each condition. 285	

 286	

Cellular model with overexpression of miR-486-5p and RNA sequencing 287	

 Healthy donor HSPC (CD34+) cells were transfected by electroporation (Amaxa™ 288	

Human CD34 Nucleofector™ Kit V, Lonza) with Nucleofector II (Amaxa Biosystem, Lonza) 289	

with two different commercial plasmids : one expressing an irrelevant sequence (ref: 290	

CmiR0001-MR04, GeneCopoeia™)  and one expressing mir-486 (ref: HmiR0130-MR04, 291	

GeneCopoeia™). Two days after electroporation, the transfected cells were harvested on the 292	

GFP expression by flow cytometry (BD,  FACS  Aria, San  Jose,  CA)  operating  in  4-way  293	

yield  sort  mode,  and  collected  into  5  ml polypropylene tubes. Then the cells were washed 294	

in phosphate-buffered saline solution. RNA was extracted as described before. 	295	



	

RESULTS 296	

 297	

MDS-derived MSC support an impaired hematopoiesis. 298	

 Using a LTC-IC type co-culture model with CD34+ cells from healthy donors and 299	

stroma coming from MDS-derived MSC or HD MSC during 3 weeks, we have shown that 300	

hematopoietic stem progenitor cells (HSPC) proliferation is decreased on MDS-derived stroma. 301	

This due to more apoptosis and less cycling cells on MDS-derived stroma. Methods and results 302	

are described in supplementary data, figure 2). 303	

 304	

DICER1 is under-expressed in MDS-derived MSC from low risk patients.  305	

We have studied DICER1 expression within MDS-derived MSC and healthy donors 306	

(HD) from total bone marrow by flow cytometry. Gating strategy of DICER1 is described in 307	

supplementary data figure 3. We have tested MSC from 18 HD and 22 MDS patients. If we 308	

consider all the MDS patients tested, we did not find any difference of DICER1 expression 309	

(p=0.07) (Figure 1A). But if we focused on low risk patients according to IPSS scoring (n=12), 310	

we found an under expression of DICER1 (p=0.02) compared to HD (figure 1A). We did not 311	

find any under expression of DICER1 in high risk MDS MSC but on the contrary a tendency 312	

of higher expression of DICER1 (n=0.6). Then we have checked if this down regulation still 313	

exists in expanded MSC. We have tested five low risk MDS patients and five healthy donors 314	

by flow cytometry too and we have found that the under-expression of DICER1 is still present 315	

in expanded MSC (p=0.025) (figure 1B). Finally, we have confirmed the down regulation of 316	

DICER1 by RT-qPCR in expanded MSC from 5 low risk MDS patients compared to 5 healthy 317	

donors (p=0.018) (figure 1C). Therefore, the following steps of the study are focused on low 318	

risk MDS patients. 319	

 320	



	

miRnome study of mesenchymal stem cell. 321	

Because DICER1 has a pivotal role in miRNA processing (16), we hypothesize that 322	

mesenchymal stromal cell of low risk MDS could present a deregulated miRNA profile in 323	

comparison of MSC from healthy donor. To confirm this hypothesis, we have done miRNA 324	

profile in MSC of 4 low risk MDS patients and 3 healthy donors using Affymetrix GeneChip® 325	

miRNA 4.0 Array which allow the study of 2578 human mature miRNA. After statistical 326	

analysis as described above, we found 16 up regulated miR (miR-1246, miR-505-3p, miR-4269, 327	

miR-378f, miR-378i, miR-486-3p, miR-26b-5p, miR-148b-3p, miR-224-5p, miR-330-3p, 328	

miR-486-5p, miR-30b-5p, miR-503-5p, miR-125a-3p, miR-181d-5p, miR-23c) and 7 down 329	

regulated miR (miR-4492, miR-3195, miR-6132, miR-3613-3p, miR-4688, miR-4668-5p, 330	

miR-548a-3p) (Figure 1D). 331	

Using different databases (Targetscan, miRTarbase and microT-CDS), we found 332	

interestingly that 6 (miR-125a-3p, miR-30b-5p, miR-330-3p, miR-26b-5p and miR-378f, 333	

miR148b-3p) of the 16 up regulated miRNA have DICER1 for potential target and could 334	

potentially explain the Dicer1 down-regulation in low risk patients MSC. We have done RT-335	

qPCR to confirm the overexpression of these miRNA in MSC from 5 HD and 5 low risk MDS 336	

(Figure 1E). We only found miR-26b-5p and miR148b-3p overexpressed in low risk MDS MSC 337	

(p=0.03).  338	

 339	

Functional effects of small extracellular vesicles coming from MDS-derived MSC on healthy 340	

donor hematopoietic stem progenitor cells. 341	

A possible way of cell-to-cell communication in the hematopoietic niche is extracellular 342	

vesicles. Indeed, distant cells can exchange information by sending out signals composed of a 343	

selection of proteins, lipids, and nucleic acids via extracellular vesicles. When vesicles are 344	

isolated without specific attention to their size, the smaller fraction (<200 nm) is called small 345	



	

EVs (17). The small EVs (sEVs) contain exosomes which are the most described vesicles 346	

containing protein and RNA species and especially miRNAs. We have isolated small EVs from 347	

supernatant of expanded MSC from both healthy donors and low risk MDS patients. This 348	

fraction of sEVs was positive for exosome markers: CD63 and flotillin (Supplementary data, 349	

figure 4) and transmission electron microscopy images showed vesicles of 80nm with a cup-350	

shapped appearance specific to exosomes testifying of an exosome- enrichment of the small 351	

EVs pellet (Supplementary data, figure 4).  352	

To bypass cell contacts and secreted cytokines by the microenvironment, we have done 353	

culture models with small EVs isolated from MSC from low risk MDS patients and healthy 354	

donors (HD), incubated with HD HSPC.  Then, 48 hours after the beginning of the culture, we 355	

have done functional analyses on HD CD34+ HSPC. Regarding apoptosis assays, there were 356	

more annexin V positive HSPC cells with sEVs from MDS MSC than HSC incubated with 357	

sEVs from HD (p= 0.04) (Figure 2A). Concerning cell cycle, there was no difference of the 358	

percentage of cycling cells with sEVs from MDS MSC or from HD (p=0.45) (Figure 2B). 359	

Engagement into differentiation of the CD34+ HSPC was studied by the loss of CD34+ marker. 360	

No difference between the 2 conditions (p=0.24) concerning the percentage of CD34+ cells 361	

(Figure 2C) was observed.  We have also done clonogenic assay and we did not see any 362	

difference in the number of BFU-E and CFU-GM between the two conditions (Figure 2D). 363	

Oxidative stress due to reactive oxygen species (ROS) is involved in MDS development 364	

(18-20). We assessed ROS levels and intracellular oxidizing species, such as the superoxide 365	

radical anion, were measured with the fluorescent DHE probe. The DHE ratio of specific 366	

fluorescence (RFI) was increased of an average of 40% (p=0.046) in MDS sEVs condition 367	

(Figure 2E). In the same experimental conditions, the mitochondria-targeted superoxide-368	

reacting MitoSOX probe detected an average increase of 212% (p=0.031) of RFI with MDS 369	

sEVs (Figure 2D). ROS are deleterious for cells and induce DNA damages. One of the earliest 370	



	

cellular responses to DNA double strand breaks (DSBs) is the phosphorylation of the core 371	

histone protein H2AX (γH2AX) (21). We assessed by immuno-fluorescence confocal 372	

microscopy the number of γH2AX foci in HSPC treated with sEVs from MDS MSC or HD at 373	

D7 of the culture model. sEVs from MDS MSC induced a higher number of γH2AX foci 30.80 374	

(± 2.33) versus 15.80 (± 1.77) per cell for HD MSC derived sEVs (p=0.008) (Figure 2F), 375	

suggesting more DNA damages mediated by EVs from MDS MSC. 376	

 377	

Mir-486-5p is overexpressed in MDS MSC derived EVs  378	

Then, we focused on miR-486-5p as it could be a potential interesting target. miR-486-379	

5p is implicated in leukemogenesis. Indeed, it is over-expressed in leukemic cells of Down 380	

syndrome patients (22). Moreover it is also overexpressed in chronic myeloid leukemia (CML) 381	

progenitors (23) and plays a role in MSC senescence (24). DIANA-mirPath v.3 (25) using 382	

MicroT-CDS database shows that this upregulated miRNA has a role in pathways involved in 383	

myelodysplastic syndrome physiopathology like TGF-beta and PI3K/AKT signaling and it is 384	

implicated in fatty acid degradation and folate biosynthesis (Figure 3A). Details of the targeted 385	

genes involved in different signaling pathway theoretically regulated by miR-486-5p are given 386	

in supplementary data figure 5.  We have confirmed miR-486-5p overexpression by RT-qPCR 387	

in 5 MSC samples from low risk MDS patients and 5 samples from healthy donors (p=0.007) 388	

(Figure 3B). 389	

Furthermore, we hypothesized that sEVs from MDS MSc could be enriched in miR-486-390	

5p. We have measured the expression level of miR-486-5p in sEVs derived from both MDS 391	

and HD MSC by RT-qPCR. We found a trend for a higher expression level of this miRNA in 392	

sEVs derived from MDS MSC (p=0,17) (Figure 3C).  Moreover, we have also measured miR-393	

486-5p expression level in HSPC from healthy donor after co-incubation with MSC derived 394	

sEVs from MDS or HD. miR-486-5p was upregulated in HSPC incubated with MDS MSC 395	



	

derived sEVs (p=0.047) versus HSPC incubated with HD MSC derived sEVs and HSPC alone 396	

(Figure 3D), suggesting that sEVs carry miR-486-5p as a cargo to the HSPC cells. 397	

  398	



	

DISCUSSION 399	

In this study, we demonstrated that bone marrow microenvironment plays an important 400	

role in the pathogenesis of myelodysplastic syndrome. MDS-derived MSC support an impaired 401	

hematopoiesis compared to healthy donors stromal. We confirmed DICER1 down regulation 402	

in MDS-derived MSC and demonstrated that those cells harbored a dysregulated pattern of 403	

miRNAs. We identified a potential target in the niche of low risk MDS for future therapy: miR-404	

486-5p. Finally, we found that extracellular vesicles from MDS-derived MSC can influence 405	

HSC fate by inducing apoptosis and DNA damages due to oxidative stress. 406	

We confirmed DICER1 down regulation in primary human MSC samples by flow 407	

cytometry. Indeed down regulation in MDS MSC was already described in 2 studies but by RT-408	

qPCR and western blot (9, 26) in heterogeneous cohorts.  Moreover, interestingly Santamaria 409	

et al (26) have described a down regulation of DROSHA, another pivotal RNase in miRNA 410	

biogenesis. In the present study, we have shownDICER1 down regulation in a homogeneous 411	

cohort of low risk MDS samples with a new method by flow cytometry assay and confirmed 412	

by RTqPCR. As we hypothesized, MDS MSC present a dysregulated pattern of miRNAs. 413	

Santamaria et al (26) had described a global lower expression of miRNAs MDS-derived MSC 414	

versus normal MSC in relation with down regulation of DICER1. They had confirmed this 415	

down expression by RT-qPCR for three miRNA involved in hematopoiesis: miR-155, miR-416	

181a and miR-222. Nevertheless, the method used in this study allowed only the study of 384 417	

miRNA. Our data, using Gene Chips from Affymetrix, correspond approximately to a global 418	

study of human miRNA with 2578 miRNA tested and these data are currently the only available 419	

data of global miRnome study in low risk MDS MSC. Currently, the mechanism by which 420	

DICER1 is under-expressed in MDS-derived MSC is still not elucidated. Several mechanisms 421	

have been described as potential regulators of DICER1 like transcriptional factors (27, 28), 422	

miRNA (29) and hypoxia (30). Luciferase assay with plasmid containing the 3’UTR of 423	



	

DICER1 and miR-26b-5p are ongoing in order to investigate a possible retro-control of 424	

DICER1 by miR-26b-5p. 425	

Genotoxic stress results in the accumulation of DNA damages in HSC contributing to 426	

genomic instability leading to tissue failure and malignant transformation. Many studies 427	

highlight the role of perturbed signaling from medullary microenvironment and our data are 428	

coherent with others data already published. Geyh et al (31) have found that MDS-derived MSC 429	

have a reduced ability to support healthy donor HSC in long-term culture assays in comparison 430	

with HD MSC. Futhermore, Zhao et al (9) found also a reduced ability to support healthy donor 431	

HSC for MSC with a lentiviral down regulation of DICER1. Chen et al (32) have done a 432	

transcriptional analysis of highly purified mesenchymal elements directly isolated from the 433	

marrow of LR-MDS or healthy donors.  Gene set enrichment analysis (GSEA) showed that 434	

gene set associated with inflammatory response and cellular stress were enriched in LR-MDS. 435	

Moreover, mesenchymal niche may actively contribute to the formation of a MDS driving 436	

environment by secreting S100A8 and S100A9 (a subclass of proinflammatory molecules 437	

called alarmins). Those alarmins increased DNA damage (number of gH2AX) by TLR 438	

activation (33). Recently, Cluzeau et al (34) have shown that MDS patients have a high serum 439	

level of S100A9 and it directly suppresses erythropoietin elaboration in myelodysplastic 440	

syndromes. Besides pro-inflammatory cytokines signaling, extracellular vesicles could also 441	

influence HSC fate. Muntion et al (11) have shown in a co-culture model that sEVs from MDS 442	

MSC could induce better clonogenic capacity of CD34+ cells and a little impact on apoptosis 443	

confirming a possible role of sEVs in cell-to-cell communication within hematopoietic niche. 444	

They clearly demonstrated that sEVs from MSC are incorporated into CD34+ cells. In our study, 445	

we showed that sEVs from MDS-derived MSC induce HSC apoptosis and can also promote an 446	

oxidative environment with increased ROS level and induction of DNA damages. We failed to 447	

demonstrate that sEVs from MDS-derived MSC could induce a higher engagement into 448	



	

differentiation (loss of CD34+ marker) at D2 of our co-incubation model. We will do further 449	

experiments at D7 to confirm those results. Whole exosome sequencing of CD34+ cells 450	

beforehand incubated with sEVs from both MDS or HD derived MSC are ongoing. Those 451	

experiments will allow us to check if sEVs from MDS-derived MSC induce mutations in the 452	

40 genes known to be the most mutated in MDS, if sEVs can induce intergenic mutations and 453	

if the breaks and DNA damages induced by the sEVs can lead to chromosomal structure 454	

abnormalities such as deletions, insertions and inversions which are found in advanced MDS 455	

with complex karyotype. 456	

Numerous works have shown the pathologic effect of the hematopoietic niche and 457	

disrupted miRNA processing to drive MDS development. Our miRNA transcriptomic data on 458	

mesenchymal stromal cells revealed that 16 miRNA were overexpressed including miR-486-459	

5p. In silico, miR-486-5p has a role in pathway involved in myelodysplastic syndrome 460	

physiopathology like TGF-beta signaling and PI3K and it is implicated in fatty acid degradation 461	

and folate biosynthesis. Folates play an important role in DNA metabolism. Under conditions 462	

of folate deficiency, deoxyuridine monophosphate (dUMP) accumulates and as a result uracil 463	

is incorporated into DNA instead of thymine inducing point mutation, generation of single and 464	

double stranded DNA breaks, and chromosome breakage leading to genomic instability (35, 465	

36). Folate deficiency has been shown to result in both hypo and hyper gene specific 466	

methylation (37). Hypermethylation is a hallmark of myelodysplastic syndrome (38). 467	

Furthermore, Fatty acid (FA) metabolism has been described to keep stem cell capacity of HSC. 468	

Indeed, treatment of HSC with a PPAR-δ inhibitor (a master regulator of FA oxidation) reduces 469	

asymmetric division and loss of transplantation capacity of HSC in xenograft model (39). FA 470	

metabolism is also becoming increasingly relevant to leukemia research. The FA transporter 471	

CD36 has been described as a poor prognosis marker in AML (40). Leukemia stem cells (LSC) 472	

highly express CD36 and activate lipolysis inducing a metabolic adaptation that protects LSCs 473	



	

from chemotherapy (41). Furthermore, AML cells co-cultured with adipocytes express a high 474	

level of the FA binding protein 4 (FABP4), facilitating intracellular transport of free FA and 475	

Shafat et al. (42) showed that inhibition of FABP4 reduces the leukemia burden and improves 476	

survival of AML in xenograft model. Regarding PI3K/AKT signaling, Falconi et al (43) have 477	

demonstrated that MDS-derived MSC exhibit deregulation of the PI3K/AKT signaling 478	

pathways which can contribute to their abnormal phenotype and physiopathology. Concerning 479	

TGF-beta signaling, its role in mesenchymal stromal cells notably with aging has been 480	

investigated. TGF-β stimulates osteoblast proliferation and inhibits adipocyte differentiation. 481	

In this way, a decrease in TGF-β activity would lead to a decrease in the formation of new 482	

osteoblasts and an increase in the formation of new adipocytes (44). Furthermore in MDS, TGF-483	

β is secreted at lower concentration compared to healthy donors derived MSC (45). Therefore, 484	

this down regulation of TGF-β in MDS-derived MSC may increase the proliferation of T-cells 485	

leading to a reduced immunosuppression and an increased apoptosis of MDS cells (46). This 486	

cytokine also regulates hematopoietic cell proliferation, differentiation, and apoptosis (47, 48). 487	

Indeed, TGF-β negatively regulates hematopoiesis (48). Interestingly,  recently Guo et al. (49) have 488	

found an under expression of miR486-5p between MDS patients who never progressed to AML versus 489	

MDS patients who later progressed to an AML. All these data support the fact that miR-486-5p 490	

could be a potential target for therapy. Transcriptomic analyses of healthy donors CD34+ in 491	

which miR-486-5p is upregulated are ongoing to better identify which signaling pathways are 492	

involved by this upregulation.  493	

Using antisense with various nucleic acid analogues like locked nucleic acids (LNAs) 494	

or peptide nucleic acids (PNAs), it is possible to silence aberrantly expressed miRNA (50-52). 495	

Nevertheless, current antimiR technologies are dependent on the efficiency of specific cell 496	

addressing. Cheng et al (53) describe a novel antimiR delivery platform that targets the acidic 497	

tumor microenvironment and skirts liver clearance. However, mimicking physiology may be 498	



	

the best way to deliver an antimiR. Indeed, patient-derived exosomes have been employed as a 499	

novel cancer therapeutic in several clinical trials but lack sufficient efficacy (54, 55) and several 500	

groups are working on specialized therapeutic exosomes. Recently, Kamerkar et al. (56) have 501	

engineered exosomes derived from fibroblast-like mesenchymal cells to carry siRNA to 502	

pancreatic cancer cells with a specific outer membrane addressing of the exosomes. 503	

Furthermore, other overexpressed miRNAs are also potential targets for future therapy. 504	

miR-125a which has already been demonstrated to play an important role in MDS CD34+ with 505	

a fine tuning of NFKB pathway (57), miR-148b which is down-regulated in CML and can 506	

predict clinical behavior of patients stopping imatinib (58) and miR-378 which is found 507	

deregulated in a particular MDS (del5q syndrome) and in a specific myeloproliferative 508	

neoplasm (polycythemia vera) (59, 60). 509	

Together those finding support the view that medullar microenvironment could drive 510	

MDS initiation by inducing genotoxic stress by extracellular vesicles cell communication.  511	
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TABLES AND FIGURES LEGENDS 715	

Figure 1: A) Results of DICER1 RFI from total bone marrow MSC harvested from healthy 716	

donors or MDS patients. B) Results of DICER1 RFI from cultured MSC harvested from healthy 717	

donors or low risk MDS patients.  C) Results of Dicer1 RT-qPCR from cultured MSC harvested 718	

from healthy donors or low risk MDS patients. Results are given as Delta Ct: ΔCt = Ct Dicer1 719	

–Ct GAPDH. D) Heat map of miRNA with at least a 2-fold reduced or increased mean 720	

expression in MDS MSC versus healthy donor MSC. Sixteen miR were upregulated and 7 seven 721	

were down regulated. E) Results of RT-qPCR of the 6-upregulated miRNA in MDS MSC 722	

theoretically targeting Dicer1. Results are given as Delta Ct: ΔCt = Ct miRNA – mean Ct 723	

(RNU6B/miR-26a-3p).  724	

HD: Healthy donor; MDS: myelodysplastic syndrome; MSC: Mesenchymal stromal cell; 725	

miRNA: microRNA; ns: no significant; RFI: ratio of specific fluorescence, RT-qPCR: Reverse 726	

transcription quantitative polymerase chain reaction  727	

 728	

Figure 2: Functional results at Day 2 of the co-incubation cultures (CD34+ cells with MSC 729	

derived sEVs) A) Results of apoptosis assay (percentage of annexin V positive cells) assessed 730	

by flow cytometry using annexin V staining. Results are normalized to the healthy donor 731	

conditions in each case. B) Results of Cell cycle assessed by flow cytometry with DAPI 732	

staining. Histograms correspond to cells in mitosis and S-phase. C) Flow cytometry analysis of 733	

CD34 staining (n=4). D) Results of clonogenic assay done at Day 2 of the co-incubation model.  734	

E) Flow cytometry analysis of intracellular ROS with DHE staining (n=7) and mitochondrial 735	

ROS with MitoSOX probe (n=7). Data are RFI and are normalized to the healthy donor 736	

conditions in each case. F) Results of confocal immunofluorescence microscopy assays for 737	

γH2AX (n=3). Nuclei are stained in blue; the red signal represents the γH2AX γ foci; x 63. 738	

Histogram representing the number of γH2AX foci per cells. Data were analyzed by a specific 739	



	

software (ICY) to determine the number of γH2AX foci in the nucleus. The positive control is 740	

K562 cells line incubated with aracytine. 741	

 742	

Figure 3: A) Heat map showing the main target cellular pathways affected by the up regulation 743	

of miR-486-5p using DIANA-miRPath v3.0. The red boxes indicate a potential miR role in this 744	

signaling pathway and the opposite for the yellow boxes. We choose to indicate also the 745	

signaling pathway potentially targeting by miR-486-3p. According to the biogenesis of 746	

miRNA, miR-486-3p is also upregulated in MDS derived MSC.  B) Results of RT-qPCR of 747	

miR-486-5p in 5 MDS MSC and 5 HD. Results are given as Delta Ct: ΔCt = Ct miRNA – mean 748	

Ct (RNU6B/miR-26a-3p).  C) Results of RT-qPCR of miR-486-5p in small EVs from MDS 749	

MSc and HD MSC. Results are given as Delta Ct: ΔCt = Ct miRNA – mean Ct (RNU6B/miR-750	

26a-3p).  D) Results of RT-qPCR of miR-486-5p in HSPC from healthy donors incubated with 751	

sEVs from MDS MSC and HD MSC. Results are given using the 2-ΔΔCt formula.   752	
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SUPPLEMENTARY DATA 781	

 782	

Sup Fig 1. Results confirming the ability for trilineage differentiation of mesenchymal 783	

stromal cells (adipogenic, osteogenic and chondrogenic). 784	

  785	
A) Chondrocyte before and after alcian blue staining, X400. B) Adipocyte before and after red 786	

oil staining, X400. C) Osteocyte before and after alkaline phosphatase staining, X40.  787	

 788	

Methods: Osteoblastic, adipogenic and chondrogenic differentiation medium used were 789	

commercial solutions (StemMACS™ OsteoDiff Media, StemMACS™ AdipoDiff Media, 790	

StemMACS™ ChondroDiff Media, MACS, Miltenyi Biotec). Culture medium were replaced 791	

every 4 days for 21 days. Then osteogenic differentiation was evaluated by alkaline phosphatase 792	

staining (SIGMA FAST™ 5-Bromo-4-chloro-3-Indonyl phosphate, Sigma-Aldrich), 793	

adipogenic differentiation by staining with Oil Red O (Abcam®) and chondrogenic 794	

differentiation by sulfated proteoglycans staining with alcian blue (Leica Biosystems)  795	

	 	796	

A) B) C)



	

Sup Figure 2. Functional effects of MDS mesenchymal stroma cells on healthy donor 797	

hematopoietic stem cells. 798	

 799	

A) Schema representing the co-culture model of CD34+ cells from healthy donor with two 800	

different type of stroma: MDS or healthy donors derived. B) Cell proliferation rates of 801	

hematopoietic stem progenitor cells according to different type of stroma: MDS or healthy 802	

donors derived. Proliferation rates were given as a proliferation ratio (PR) consisting in the 803	

number of cells counted at each day of analysis divided by the initial number of CD34+.  C) 804	

Results of apoptosis assay (% of annexin V positive cells) assessed by flow cytometry using 805	

annexin V staining at the third week of culture D) Cell cycle was analyzed by flow cytometry 806	

with DAPI staining at the third week of culture. 807	

	808	

Methods: 2x105 MSC obtained from total bone marrow of low risk MDS patients or from 809	

healthy donors were seeded in 25cm2 culture flask (BD FalconTM) with 3ml of DMEM plus 810	

Fetal serum bovine at 10%, antibiotics and L.glutamine at 1%. When they reached 90% of 811	



	

confluence, HSC were added with 4ml of MyelocultTM H5100 (Stemcell technologies) with 812	

50ng/ml of Flt3-Ligand (Peprotech), Stem Cell Factor (Peprotech) and thrombopoietin 813	

(Peprotech). Then cells were incubated 37°C in a 5% carbon dioxide atmosphere.  Each flask 814	

represents one week of coculture and analyses were done during three weeks. One ml of culture 815	

medium (H5100 plus cytokines) was added weekly. 816	

  817	



	

Sup Figure 3. Isolation of mesenchymal stromal cells from total bone marrow by flow 818	
cytometry. 819	

 820	

Firstly, cells are selected by the absence of CD45 and then the triple positive population 821	

(CD105, CD73 and CD90) is selected and Dicer1 fluorescence is measured on this population. 822	

The results are given by relative fluorescence intensity (RFI) defined as the ratio of specific 823	

fluorescence (mean fluorescence of MSC incubated with the APC anti-DICER1 antibody) over 824	

non-specific fluorescence (mean fluorescence of MSC incubated without APC anti-DICER1 825	

antibody). 826	

  827	



	

Sup Figure 4. Small extracellular vesicles containing the exosomal fraction. 828	

 829	

A) Results of western blot on small extracellular vesicles (sEVs) pellet. sEVs were positive for 830	

2 specific proteins of exosomes membrane CD63 and Flotillin. B) Typical image of exosome 831	

in transmission electron microscopy x105 832	

	833	
  834	
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Sup Figure 5. Targeted genes involved in different signaling pathway theoretically 835	

regulated by miR-486-5p. 836	

 837	
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3) Conclusion et perspective 

Nous avons confirmé la sous-expression de la protéine DICER1 au sein des cellules 

stromales mésenchymateuses de patients SMD et démontré que ces cellules présentaient un 

profil d’expression particulier de miARN. Les mécanismes à l’origine de cette sous-

expression ne sont toujours pas élucidés. Cependant la surexpression de 2 miR ciblant 

l’ARNm de DICER1 et significativement surexprimés dans les CSM SMD pourrait 

l’expliquer en partie. Les résultats qui seront obtenus avec les constructions luciférases (en 

aval de Dicer1) pourront apporter des réponses. 

Enfin, nous avons démontré que les vésicules extracellulaires des cellules stromales 

mésenchymateuses SMD peuvent provoquer au niveau des cellules souches hématopoïétiques 

de l'apoptose et des dommages à l'ADN par stress oxydant. Néanmoins, le contenu précis en 

miARN de ces vésicules extracellulaires pourrait être déterminé par séquençage d’ARN de 

façon à identifier les acteurs responsables de cet effet pro-apoptotique et pro-oxydant des 

exosomes issues de cellules stromales SMD. De plus, les vésicules extracellulaires 

contiennent des protéines qui peuvent aussi être responsables de ces effets et une approche 

protéomique pourrait également être envisagée. 

 



 

78 
 

PARTIE II : Apport du microenvironnement médullaire 
dans l’établissement d’un modèle murin de xénogreffe de 
syndromes myélodysplasiques humains. 

1) Introduction 

Les investigations in vivo des syndromes myélodysplasiques sont cruciales pour 

comprendre et analyser les interactions bidirectionnelles entre le clone SMD pathologique et 

son microenvironnement médullaire. Les modèles in vivo ont l’avantage de mieux récapituler 

la physiologie du microenvironnement SMD humain et permettent une évaluation 

longitudinale des interactions entre l’hématopoïèse SMD et le microenvironnement 

médullaire. Cependant le développement de modèles murins de xénogreffe de syndromes 

myélodysplasiques reste difficile. Alors que certains types de leucémies aiguës myéloïdes 

permettent l’obtention de souris humanisées avec un fort taux de réussite et de chimérisme 

(144, 145), les SMD ne greffent pas ou bien à niveau faible qui, de plus est transitoire et 

inconstant.  L’incapacité des cellules souches myélodysplasiques humaines de greffer et de 

reconstituer une hématopoïèse pathologique dans des souris fortement immunodéprimées 

suggère que ces cellules souches SMD doivent avoir besoin d’un support extrinsèque du 

microenvironnement pour potentialiser la maladie. Dans cette deuxième partie, nous 

détaillerons dans un premier temps les différents modèles de xénogreffes SMD ayant été 

réalisés dans une revue de la littérature. Dans un deuxième temps, nous présenterons les 

résultats obtenus avec notre modèle de xénogreffe. 

 

2) Article revue de la littérature sur les modèles murins humanisés 

de syndrome myélodysplasique  

  



Modèles murins de syndromes
myélodysplasiques par xénogreffe

L es syndromes myélodysplasiques
(SMD) représentent un groupe

hétérogène de pathologies clonales
de la cellule-souche hématopoïéti-
que (CSH) [1, 2]. Ils touchent princi-
palement les sujets âgés [3] et se
caractérisent par une hématopoïèse
inefficace aboutissant à des cytopé-
nies sanguines (anémie la plus
fréquente) contrastant avec une
hypercellularité médullaire. Le terme
« myélodysplasique »englobe toutes
les anomalies morphologiques affec-
tant la lignée myéloïde et représente
le critère majeur du diagnostic des
SMD. L’évolution de la maladie est
marquéepar la transformation vers la
leucémie aiguë myéloïde dans 30 %
des cas en raison de l’apparition
progressive d’une instabilité géno-
mique du système hématopoïétique

[4, 5]. Les mutations les plus fréquen-
tes présentes dans les SMD touchent
les gènes du spliceosome, ceux qui
modifient le statut de méthylation
de l’ADN et de la chromatine [6, 7].
Le pronostic est déterminé par le
score IPSS (International prognosis
scoring system) permettant de classer
les SMD en différents stades de
gravité : bas risque et haut risque
[8]. Néanmoins, la physiopathologie
des syndromes myélodysplasiques
resteencore incomprised’où lanéces-
sité d’avoir recours à des modèles in
vivo pour mieux l’appréhender et
avoir à disposition des modèles ani-
maux reproduisant un SMD pour des
essais thérapeutiques.
Il est possible de créer des modèles
de souris transgéniques pouvant
reproduire un SMD en influant sur

Pour citer cet article : MeunierM, Park S. Modèles murins de syndromesmyélodysplasiques par xénogreffe. Innov Ther Oncol 2016 ;
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RÉSUMÉ
Les syndromes myélodysplasiques (SMD) correspondent à une pathologie
clonale de la cellule-souche hématopoïétique (CSH). Il est possible de réaliser
des souris dites humanisées en réalisant des xénogreffes de CSH provenant
de patients SMD. Ces modèles représentent un formidable outil pour l’étude
de la physiopathologie et pour l’élaboration de nouvelles molécules
d’intérêt. Néanmoins, les résultats de prise de greffe restent faibles
et aléatoires notamment pour les SMD de bas risque. Mais des avancées
récentes dans la compréhension de la physiopathologie des SMD ont permis
une amélioration des résultats de chimérisme.

l Mots clés : syndromes myélodysplasiques ; xénogreffe ; modèles animaux
de maladie humaine.

ABSTRACT
Myelodysplastic syndromes are a hematopoietic stem cell clonal disorder. It
is possible to create humanised mice by xenografting hematopoietic stem
cells from myelodysplastic patients. These humanised mice represent an
outstanding tool for the study of physiopathology and the development of
new drugs. Nevertheless, the data on engraftment are weak and unreliable,
particularly for low-risk myelodysplastic syndromes. However, recent
progress in the understanding of physiopathology has led to a significant
improvement of data based on chimerism.
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la biogenèse des ribosomes (modèle NHD13 [9]), en
surexprimant des facteurs de transcriptions (EVI1 [10],
SALL4 [11]) ou en dérégulant des voies de signalisation
intracellulaire (modèle BCL-2/NRASD12 [12]). Cependant,
ces modèles ne reflètent pas l’hétérogénéité de la
pathologie et ne sont pas le sujet de cette mise au
point.

La majorité des modèles de xénogreffes de SMD sont
réalisés sur des modèles murins : on parle de souris
humanisées. Il faut noter que l’hématopoïèse murine
présente quelques particularités par rapport à l’héma-
topoïèse humaine. Les globules rouges murins sont
plus petits (5,5 versus 7-8 mm) [13], l’hématopoïèse
extra-médullaire, notamment splénique, est toujours
présente, la composition de la moelle osseuse est
différente avec moins de granulocytes et plus d’éry-
throcytes, et des anomalies telles que l’anisocytose et la
présence de corps Howell-Jolly, qui sont considérées
comme pathologiques chez l’homme, ne le sont pas
chez les souris [14, 15].

Par mutagenèse dirigée et croisement, il a été possible
de créer différents types de souris immunodéprimées.
Les premières souris utilisées pour les xénogreffes sont les
souris SCID (severe combined immunodeficiency) [16].
Ces dernières présentent un trouble de la différentiation
lymphocytaire T et B associée à une hypogammaglobu-
linémie. Cependant, l’immunité innée n’est pas touchée,
ce qui entraîne un nombre important d’échecs de prise
greffe en raison de l’activité des lymphocytes natural
killer (NK). Puis sont apparues les souris NOD (non-obese
diabetic)-SCID [17] qui, en plus de l’atteinte de l’immunité
adaptative précédemment décrite, présentent une
atteinte de l’immunité innée (déficit fonctionnel des
NK, absence de complément circulant et atteinte de la
différentiation des cellules présentatrices d’antigènes).
Actuellement, les souris les plus utilisées dans les modèles
de xénogreffes sont des NOD-SCID-IL2rg-/-(NSG) [18]. Elles
possèdent, à cause de la mutation de la chaîne g du
récepteur de l’interleukine 2, un profond déficit de
l’immunité adaptative (absence de différenciation lym-
phocytaire B et T et absence de possibilité de leur
activation) et de l’immunité innée avec impossibilité de
générer des NK. En plus de l’immunodépression murine, il
est généralement associé une irradiation corporelle totale
allant de 2 à 4 Gy selon les équipes. Cette irradiation
permet de détruire l’hématopoïèse murine résiduelle et
de libérer la niche hématopoïétique au profit des cellules
souches humaines.

Les premiers modèles de xénogreffes de SMD ont été
réalisés via l’injection de CSH. Nilsson et al. [19] ont
injecté par voie intraveineuse dans six souris NOS-SCID
des cellules CD34+/CD38- provenant de patients porteurs
d’une délétion 5q. Une seule souris a greffé (12 %) et les
cellules provenaient des patients porteurs d’une AREB1
(anémie réfractaire avec excès de blastes-1) de haut
risque. Benito et al. [20] ont injecté en IV des cellules
CD34+ provenant de 61 patients porteurs d’un SMD à
61 souris NOD-SCID. Seulement 34 souris ontmontré une

prise de greffe avec un maximum de 10 %. Les souris
provenant d’AREB en transformation, qui correspondent
plus à une leucémie aiguë qu’à un SMD, présentaient
le pourcentage de prise de greffe le plus important,
soulignant ainsi la difficulté existante à réaliser des
xénogreffes à partir d’échantillons provenant de SMD de
bas risque. De plus, même s’il y a reconstitution d’une
hématopoïèse humaine, cette dernière est incomplète.
En effet, les xénogreffes réalisées à partir de sujets sains
montrent initialement une prédominance de la lignée
rougequi s’efface au fur et àmesure auprofit de la lignée
lymphoïde B. Dans les modèles de xénogreffe SMD, c’est
la lignée granuleuse qui prédomine [21]. De plus, dans la
plupart des modèles SMD réalisés par xénogreffe, les
souris ne meurent pas de symptômes correspondants à
un SMD humain et le pourcentage de prise de greffe à
partir d’un même échantillon est variable. Pour essayer
de remédier à cela, Rhyasen et al. [22] ont développé un
modèle de xénogreffes via une lignée cellulaire pro-
venant d’un SMD de type anémie sidéroblastique à
la phase non leucémique. Leur modèle montre une
reproductibilité dans le développement de la maladie et
dans la prise de greffe. Il y a cependant des limitations
notables à utiliser un modèle de xénogreffe basé
sur une seule lignée cellulaire pour extrapoler des
maladies humaines et l’efficacité préclinique de nouvel-
les thérapeutiques.

« Le rôle du micro-environnement
médullaire et notamment de la niche

hématopoïétique dans la genèse
des SMD est mis en exergue »

De plus en plus, le rôle du micro-environnement
médullaire et notamment de la niche hématopoïétique
dans la genèse des SMD est mis en exergue. Ce micro-
environnement est composé d’ostéoblastes, adipocytes,
cellules endothéliales, d’ostéoclastes provenant pour la
plupart d’entre eux d’une même cellule progénitrice
commune, la cellule-souche mésenchymateuse (MSC). On
décrit classiquement deux entités au niveau de cette
niche : une niche vasculaire et une niche endostéale
[23, 24]. Une anomalie des composants de cette niche
peut altérer l’hématopoïèse. En effet, Raaijmakers et al.
[25] ont montré que l’invalidation de Dicer1 dans les
progéniteurs ostéoblastiques murins pouvait engendrer
le développement d’un syndrome myélodysplasique avec
évolution vers la leucémie aiguë. De même, Kode et al.
[26] ont réussi à générer une véritable leucémie aiguë
en induisant une mutation activatrice de la voie de la
b-caténine dans des progéniteurs ostéoblastiques.
Ces données sont en faveur d’un rôle essentiel du
micro-environnement médullaire à la fois dans l’héma-
topoïèse normale et pathologique. Partant de ce concept,
Kerbauy et al. [27] ont réalisé unmodèle de xénogreffe en
co-injectant en intra-médullaire un mélange de lignée
cellulaire stromale (HS5 ou HS27a) et de CD34+ provenant
de six patients ayant un SMD dans 15 souris NOD-SCID-
b2mnull avec une prise de greffe chez 11 souris (73 %).

M. Meunier, et al.
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Muguruma et al. [28] ont montré que la co-injection de
CD34+ et de MSC favorise la prise de greffe myélodys-
plasique aux dépends de l’hématopoïèse normale.
Medyouf et al. [29] ont confirmé que les cellules souches
mésenchymateuses sont essentielles pour la propagation
des cellules souches myélodysplasique dans des modèles
de xénogreffes orthotopiques, avec notamment une
amélioration du chimérisme pour les SMD de bas risque.
Les analyses moléculaires et cytogénétiques ont montré la
présence des mêmes clones dysplasiques initialement
présents chez les patients.

Ainsi, la co-injection de MSC avec les CSH permettrait
d’améliorer la prise de greffe notamment pour les SMD
de bas risque en recréant une niche hématopoïétique
pathologique favorable, illustrant le rôle essentiel du
stroma médullaire. Une autre avancée de l’ingénierie
génétique permettrait d’améliorer les résultats de prise
de greffe. Il s’agit d’un nouveau modèle de souris
immunodéprimées qui sécrètent des cytokines humaines
(interleukine 3, GM-CSF et stem cell factor) appelées
NOD-SCID-IL2rg-/--SGM3 (NSGS) [30]. Le rationnel pro-
vient d’une étude deWunderlich et al. [30]montrant une
cross-réactivité limitée entre les cytokines murines et
les récepteurs humains pouvant limiter la croissance
des cellules souches murines. Medyouf et al. [29] ont
rapporté l’obtention d’un meilleur chimérisme en
comparant les résultats de prise de greffe entre quatre
souris NSG et quatre souris NSGS injectées avec lesmêmes
échantillons humains. Actuellement, le meilleur modèle
de souris humanisées correspondrait à une co-injection
de CSH et de MSC dans des souris NSGS. Il faudrait
développer ces modèles à grande échelle pour pouvoir
réduire l’hétérogénéité de prise de greffe et les utiliser
dans un objectif de screening thérapeutique. Des firmes
pharmaceutiques s’y sont investies dans les modèles de
tumeurs solides [31] qui sont plus simples que lesmodèles
de SMDpuisqu’il suffit d’injecter les cellules tumorales en
sous-cutané.

En conclusion, le modèle des xénogreffes murines
dans les SMD est encore loin d’être parfait, mais les
dernières avancées mettent en valeur le rôle d’un micro-
environnement humanisé pour une meilleure prise de
greffe humaine dans ces souris. Les derniers modèles
notamment reproduisent parfaitement le pattern de
mutations clonales retrouvées chez les patients, même
dans les SMD de bas risque. Une communication, lors du
dernier congrès de l’American Society of Hematology
(ASH) en 2015 [32], présente des résultats très encoura-
geants de xénogreffe en utilisant un nouveau modèle de
souris immunodéprimée chimérique (MISTRG) sécrétant
des cytokines humaines (M-CSF, IL-3, GM-CSF, et TPO) avec
reproduction du phénotype et du génotype des SMD
ayant servi à réaliser la greffe, permettant de tester
l’efficacité de molécules thérapeutiques comme les
agents hypométhylants ou traitements ciblés. Cependant,
il reste encore des progrès à faire pour pouvoir étudier les
mécanismes de transformation des SMDde bas risque vers
les SMD de haut risque.
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ABSTRACT 48	

Myelodysplastic syndromes (MDS) are oligoclonal disorders of the hematopoietic 49	

stem cells (HSC). Recurrent gene mutations are involved in the MDS physiopathology along 50	

with the medullar microenvironment. To better study the heterogeneity of MDS, it is 51	

necessary to create patient derived xenograft (PDX).  52	

We have reproduced a PDX model by xenografting HSC (CD34+) and mesenchymal 53	

stromal cells (MSC) in NOD/SCID/IL2rγ-/- mice with primary samples from one RAEB2, two 54	

RAEB1 and one RARS patients harboring karyotype abnormalities and gene mutations. The 55	

average human chimerisms ranged from 59.7% to 0.0175% for the 4 patients.  Secondary 56	

grafts (G2) were only performed for mice derived from the RAEB2 patient and the average 57	

human chimerism was 53.33%. G1 mice 1 and 2, and their derived G2 mice showed less than 58	

20% of medullar blasts whereas mouse 3 and the resulting G2 mice transformed to AML. 59	

Clonal architecture was dissected in the different hematopoietic progenitors (HP) harvested 60	

from G1 and G2 mice. By direct Sanger sequencing, we found the 4 initial mutations in each 61	

HP subpopulation and those mutations had the same variant allele frequency in the CD34+ 62	

CD38- HSC from G1 and G2 mice by next generation sequencing (NGS). Targeted NGS 63	

analysis done in HSC of mouse 3 did not show any additional driver gene mutations 64	

explaining the transformation to AML. 65	

To conclude, we have generated a PDX mouse model that perfectly reproduces the 66	

MDS founder clone which is stable over time, allowing us to consider this system as a 67	

powerful tool to test therapeutic approaches. 68	

 69	

KEY WORDS: Myelodysplastic syndrome, patient derived xenograft, bone marrow 70	

microenvironment, mesenchymal stromal cells, mutational hierarchy. 71	



	

INTRODUCTION 72	

Myelodysplastic syndromes (MDS) are oligoclonal disorders of the hematopoietic 73	

stem cells (HSC) and are propagated by rare human MDS propagating cells (1, 2).  MDS 74	

comprise diverse phenotypes characterized by ineffective hematopoiesis leading to cytopenia, 75	

bone marrow dysplasia and transformation to acute myeloid leukemia in 30 to 40% of the 76	

cases (3). 77	

Somatic mutations are common in MDS physiopathology and different functional 78	

groups are identified: splicing factors, epigenetic regulators, transcription factors and kinase 79	

signaling (4-7). Moreover, the medullar microenvironment especially represented by the 80	

mesenchymal stromal cells (MSC) is also implicated in the development and propagation of 81	

dysplastic hematopoiesis (8-10). Extensive data suggest that MDS MSC are functionally 82	

altered and harbored epigenetic alterations (11).  To better study the heterogeneity of MDS 83	

and to develop new therapeutic drugs, it becomes necessary to create patient derived 84	

xenograft (PDX) mice models by engrafting CD34+ cells from MDS patients. Recent studies 85	

demonstrated that intramedullary co-transplantation method with HSC and MSC could 86	

improve engraftment on MDS in xenograft models (12). Here, we describe an efficient PDX 87	

model by using primary CD34+ and autologous MSC from MDS patients. This model is stable 88	

over generations of mice and allows us to decipher the mutational hierarchy amongst different 89	

populations of early progenitors generated in mice by longitudinal next generation 90	

sequencing.  We will use this tool for new therapeutic approaches.  91	

   92	

  93	



	

RESULTS 94	

Engraftment of patient-derived myelodysplastic syndrome in NSG mice 95	

We transplanted intramedullary CD34+ cells with autologous mesenchymal stromal 96	

cells from bone marrow obtained from patients with MDS in NOD/SCID/IL2rγ−/− (NSG) mice 97	

with a ratio of 1/3 respectively for CD34+ and MSC (12). Twenty-four hours prior to 98	

transplantation, mice received one busulfan injection intraperitoneally (25mg/kg). There were 99	

one refractory anemia with blast excess (RAEB) 2, two RAEB 1 and one refractory anemia 100	

with ring sideroblast (RARS) with karyotype abnormalities and recurrent gene mutations 101	

involved in MDS (characteristics are described in Table 1). Each patient sample gave rise to 102	

three mice. Six months after transplant, mice were euthanized as already described in 103	

Medyouf et al’s work (12). No mice showed earlier signs of the disease like loss of weight 104	

or nose and eye bleeding. The bone marrow was investigated for human chimerism by flow 105	

cytometry based on human CD45, human CD33, human CD19 and murine CD45. The 106	

average human chimerisms (based on percentage of human CD45 positive cells) were 107	

respectively 59.7% (50.92 - 68.48); 0.23% (0.142 - 0.318); 0.13% (0.097 - 0.318) and 108	

0.0175% (0.015 – 0.019) for the 4 patients (Figure 1A, 1B). As already described in previous 109	

studies, we have chosen a threshold of 0.01% of human cells to define a human engraftment 110	

in mice (13) and according to this threshold all the mice were engrafted. There was a clear 111	

myeloid bias in this human engraftment as we did not find any B positive cells.  112	

We also determined if the human mesenchymal stromal cells injected with CD34+ 113	

were still present at the end of the xenograft procedure. By flow cytometry and using a 114	

consensual panel of antibodies (CD90, CD73, CD105 and CD45) (14), we did not find any 115	

human  MSC in mice bone marrow (data not shown) at 6 months of engraftment suggesting 116	

that MSC were essentially involved at the beginning of the engraftment process. 117	



	

  Secondary grafts were only performed for mice derived from patient 1 (RAEB2) and 118	

each mouse of the first generation gave rise to two mice for the second generation. These 119	

secondary grafts were performed by intra bone injection of 1x105 CD34+ cells without 120	

autologous MSC to assess the propagating capacity of the cells obtained after the first PDX. 121	

For the secondary graft, we hypothesized that the engraftment would be faster so we 122	

performed a tibia bone marrow aspiration to monitor the engraftment 3 months after injection 123	

and as human engraftment was already evidenced by this intermediate point, the mice were 124	

sacrificed at 3 months. The average human chimerism for the six mice of the second 125	

generation was 53.33% (36.61 - 70.05), not different from the chimerism obtained at the first 126	

engraftment (Figure 1C).  127	

 128	

Molecular dissection of the bone marrow compartment of mice engrafted with 129	

myelodysplastic syndrome-originated cells. 130	

Then, we focused on biological materials from patient 1 graft for all further 131	

experiments. First, morphological observations of bone marrow cytospins stained by May-132	

Grünwald Giemsa (MGG) coloration of engrafted mice from first and second generations 133	

showed presence of human blasts and human neutrophils and characteristics features of 134	

dysplasia already described in the original patient sample (Figure 1D). Moreover, we have 135	

realized human blasts count on those cytospins. Interestingly, mice 1 and 2 showed less than 136	

20% of medullar blasts and also for their derived 2nd generation mice (10.6% (9.47 – 11.73)) 137	

whereas mouse 3 and the resulting secondary graft mice harbored more than 20% of 138	

medullary blasts (73.67% (65.98 – 81.35)) suggesting a more aggressive disease (figure 1E). 139	



	

We performed FISH analyses of CD34+ cells from the first generation of mice and 140	

found the same cytogenetic abnormality (del5q) in 87.5% of the CD34+ cells harvested from 141	

the mice versus 79% in total bone marrow cells at diagnosis of the patient 1 (figure 1F).  142	

 We then isolated hematopoietic stem cells (HSCs), common myeloid progenitors 143	

(CMPs), granulocyte macrophage progenitors (GMPs) and megakaryocyte–erythroid 144	

progenitor (MEPs) by FACS cells sorting based on specific antigens (CD34, CD38, CD45RA 145	

and CD123) as already described (15)  (figure 2A) from xenografted bone marrow from first  146	

and second generations of mice. We performed targeted sequencing for genes with initial 147	

mutations found in the patient 1 sample (KIT, SF3B1, TP53 and RUNX1) in all the 148	

progenitors by Sanger technique with specific primers. We found these initial mutations in all 149	

the different progenitors in 1st and 2nd generation of mice (Figure 2B). We performed also 150	

next generation sequencing (NGS) on a panel of 39 genes previously described and involved 151	

in MDS physiopathogenesis (16) in the HSC from the first-generation mice to check if the 152	

xenograft procedure could induce other mutations than specified in the initial sample of the 153	

patient 1, and in HSC derived from mouse 3 to analyze if the excess of blasts number, 154	

reflecting probably a more aggressive disease, was associated with new mutations. 155	

Concerning HSC, the variant allele frequencies (VAF) of initial mutations were similar 156	

between all the mice from the first generation and mice derived from mice 3 (45-50%) (Figure 157	

2C). No new recurrent mutations were found to explain the higher blasts level of mice 3 and 158	

its derived mice. NGS was also performed on the initial mesenchymal stromal cells used 159	

during the xenograft procedure. Neither the four initial mutations nor other known recurrent 160	

mutation in MDS were found in these MSC.  We found two polymorphisms, one well-known 161	

on TP53 gene and another one on STAG1 gene in both HSC and MSC, strongly suggesting 162	

their germinal origin.  163	



	

Chemotherapy validation of the model 164	

Furthermore, we validated our model by using a therapeutic approach with 165	

chemotherapy. Indeed, we have treated engrafted mice with intraperitoneally injection of 166	

cytarabine (10mg/kg) five days per week during two weeks at the third month post-transplant. 167	

The mice were killed one week after the end of cytarabine course. Bone marrow chimerism 168	

was analyzed as previously described. Mock treated mice show an average 75.65% (69.4 – 169	

81.66) of human CD45+ cells versus 22.67% (18.69 – 27.15) (p=0.0012) for mice treated with 170	

cytarabine (Figure 2D). We have also done cell sorting for the HSCs, CMPs, GMPs and 171	

MEPs in order to perform targeted sequencing for initial gene mutations. These mutations 172	

were found in all the progenitors, reflecting the fact that although cytarabine reduces human 173	

chimerism, all the mutated progenitors remain and will probably be the stem of future 174	

relapses. 175	

 176	

 177	

 178	

 179	

 180	

 181	

 182	

 183	

  184	



	

DISCUSSION 185	

We demonstrate here the possibility to make a PDX mouse model that perfectly 186	

reproduces the MDS founder clone. We chose to add MSC to CD34+ at the first generation of 187	

mice as we believe as Medyouf et al (12), that a humanized microenvironment could improve 188	

engraftment of MDS CD34+ cells. This method allowed us to get an engraftment success of 189	

100% of our patients although the series is small. There is controversy about the beneficial 190	

effect on engraftment of adding mesenchymal stromal cells to CD34+ cells (13). Muguruma et 191	

al have (17) achieved a successful engraftment of myelodysplastic syndrome by adding MSC 192	

to CD34+ cells but the efficiency of the engraftment was related to the presence of an 193	

abnormality in chromosome 7. Li et al (18) obtained better chimerism by engrafting CD34+ 194	

cell with a human marrow stroma cell line (HS27a). Those results were confirmed by Medyouf 195	

et al (12) with direct intrabone injection of CD34+ cells and MSC. Like Medyouf et al, we 196	

have also chosen some higher risk MDS patients with RAEB1 and RCMD with complex 197	

karyotype. Nevertheless patient 1 had a more aggressive disease.  198	

Recently, Rouault-Pierre et al (13) showed that co-injection of CD34+ cells with MSC 199	

did not improve the level of engraftment in a cohort of 10 MDS samples. These data suggest 200	

that engraftment potential of the MDS CD34+ did not depend on the presence of human MSC. 201	

Interestingly, in Medyouf’s study, the secondary grafts were performed without adding MSC 202	

and cells successfully engrafted as we have found. We can hypothesize that MSC cells could 203	

improve the level of engraftment for primary graft, but for secondary graft, the propagation 204	

capacities of the sole cells are sufficient to engraft. 205	

In one patient, all the mutations were present very early in the course of the disease in 206	

the HSC, CMP, MEP and GMP. This clone is very stable over time as it does not disappear in 207	

the second generation of mice and no new mutations were found neither. Recently,  Belderbos 208	

et al (19) demonstrated in a xenograft model of lymphoblastic acute leukemia that serial 209	



	

transplantation is leading to a clonal selection with a deterministic pattern. In our model, it 210	

seems that serial transplantation increases the potential of reconstitution of the LSC, as we 211	

transplanted a lower number of CD34+ in the 2nd generation of mice, but obtained an 212	

increased number of blasts in mouse 3, but this was not reflected by a clonal skewing or 213	

expansion in the sequential HSC sequencing in our MDS model.  214	

The mutations were still present in the minimal residual disease after cytarabine too, 215	

confirming that traditional chemotherapy does not reach the leukemic stem cells and just 216	

reduces the bulk blasts. Therefore, we generated a PDX model of MDS where the clonal 217	

architecture was not altered. This in vivo model represents an interesting tool to define 218	

therapeutic approaches in high-risk MDS models. 219	

 220	
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MATERIALS AND METHODS 236	

CD34+ and mesenchymal stromal cells (MSC) selection from primary samples 237	

Bone marrows from myelodysplastic patients were collected by bone marrow 238	

aspiration after signed consent and approval by our local ethical committee. By density 239	

gradient using Ficoll (Eurobio), the mononuclear cells were isolated from total bone marrow.  240	

HSPCs (hematopoietic stem progenitor cells) were positively selected by paramagnetic iron-241	

dextran particles directly conjugated to anti-CD34 monoclonal antibodies (CD34 MicroBead 242	

Kit, human, Miltenyi Biotec) by using an automatized system (MACS pro, Miltenyi Biotec). 243	

Their viability was assessed by trypan blue exclusion (Sigma Aldrich). The purity of all 244	

samples was checked by flow cytometry (BD FACS Canto II, BD Biosciences) with a specific 245	

CD34 fluorochrome-conjugated antibody (CD34-APC, Miltenyi Biotec) and was superior to 246	

90% for all samples used. The same procedure was used for CD34+ cells sorting from 247	

xenografted mice bone marrow. 248	

The CD34 negative fractions or total bone marrows from MDS patients were 249	

incubated in culture flask of 75cm2 (BD FalconTM) with DMEM (Dulbecco’s modified eagle 250	

medium, Life technologies, Paisley, UK) plus Fetal serum bovine (ThermoFisher Scientific) 251	

at 10%, antibiotics (penicillin and streptomycin, Life technologies™) and L.glutamine at 1% 252	

(Glutamax, ThermoFisher Scientific) at 37°C. Mesenchymal stromal cells were isolated by 253	

adherence to plastic after multiple washes by phosphate buffering saline, and their phenotype 254	

was confirmed by flow cytometry  (BD FACS Quanto II, BD Biosciences) using CD73 255	

(CD73APC, Miltenyi Biotec), CD90 (CD90PE-CYTM 7, BD Biosciences), CD105 (CD105PE, 256	

Miltenyi Biotec) and CD45 (CD45V500, BD horizonTM, BD Biosciences). All MSC were 257	

positive > 95% for CD73, CD90 and C105 and negative for CD45. Moreover, we have 258	

checked  their ability for trilineage adipogenic, osteogenic and chondrogenic differentiation,  259	

meeting the conventional criteria for MSC (20). Osteoblastic, adipogenic and chondrogenic 260	



	

differentiation medium used were commercial  solutions (StemMACS™ OsteoDiff 261	

Media, StemMACS™ AdipoDiff Media, StemMACS™ ChondroDiff Media, MACS, 262	

Miltenyi Biotec). Culture medium were replaced every 4 days for 21 days. Then 263	

osteogenic differentiation was evaluated by alkaline phosphatase staining (SIGMA 264	

FAST™ 5-Bromo-4-chloro-3-Indonyl phosphate, Sigma-Aldrich), adipogenic 265	

differentiation by staining with Oil Red O (Abcam®) and chondrogenic differentiation 266	

by sulfated proteoglycans staining with alcian blue (Leica Biosystems) (Supplemental 267	

data, figure 1). All the MSC used for the xenograft model were inferior to passage 5. 268	

 269	

Xenotransplant Assays 270	

NOD/SCID/IL2rγ−/− (NSG) mice were maintained in sterile isolator cages in the 271	

animal facility of the Grenoble Alpes University.	NSG mice used in this study were 8 to 12 272	

weeks old at the beginning of experiments. Twenty-four hours prior to transplantation, mice 273	

received one busulfan injection intraperitoneally (25mg/kg).  Direct intra bone marrow 274	

injection was performed in the tibia with 5x105 CD34+ cells and 1.5x106 MSC from the same 275	

patient. Prior to injection, CD34+ cells were thawed. Secondary grafts were performed by 276	

intra bone injection of 1x105 CD34+ cells. The mice were monitored everyday according to 277	

a specific wellness scoring. The mice were weighted every week and in case of bleeding 278	

or asthenia, a retro-orbital blood analysis was done.  For the secondary graft, we 279	

hypothesized that the engraftment would be faster so we performed a tibia bone marrow 280	

aspiration to monitor the engraftment 3 months after injection. All procedures were 281	

approved by the Animal care committee of Grenoble Alpes University (agreement number: 282	

B385161006) 283	

 284	



	

Human chimerism and morphological analyses 285	

The mice were killed at the end of the xenograft procedure (6 months). Bone marrow 286	

contents from tibiae, femora and humeri were collected. The human chimerism was 287	

determinated using FACS flow (quanto II, BD) with the following antibodies human CD45 288	

(CD45-Viogreen™, Miltenyi Biotec), murine CD45 (CD45 PeRCP-Vio700, Miltenyi Biotec), 289	

human CD33 (CD33-PE, Miltenyi Biotec) and human CD19 (CD19-APC, Miltenyi Biotec). 290	

As already described in previous studies, we have chosen a threshold of 0.01% of human cells 291	

to define a human engraftment in mice (13). Aliquot of each bone marrow were stained with 292	

May-Grunwald-Giemsa (MGG) by an automatized way (Aerospray®Pro, Elitech). Then, the 293	

% of human’s blasts were counted and the morphology of the cells was described by a trained 294	

cytologist. 295	

 296	

Fluorescence in situ hybridization  297	

For detection of the 5q deletion, FISH targeting the EGR1 gene was performed on 298	

CD34+ sorted cells and total bone marrow using a dual-color probe (Del(5q) deletion 299	

Cytocell® : EGR1-Tx-Red/control probe 5p15-FITC). Briefly, slides were fixed in 300	

methanol/acetic acid 3:1 for 30 minutes, air-dried, and dehydrated through graded alcohols. 301	

Both FISH probes and target DNA were denatured simultaneously for 3 minutes at 75°C and 302	

incubated for 20 hours at 37°C. The post hybridization washes were performed according to 303	

the manufacturer’s instructions (Cytocell®). Two hundred nuclei were scored. 304	

 305	

Isolation of MPPs, MLPs, CMPs, GMPs and MEPs 306	

CD34+ human cells obtained at the end of the xenograft procedure were stained with the 307	

following antibodies:  CD34 (CD34-APC, Miltenyi Biotec), CD123 (CD123-PerCP-CY5.5, 308	



	

BD Bioscineces), CD45RA (CD45RA-FITC, IOTest®) and CD38 (CD38-PE, Miltenyi 309	

Biotec). Hematopoietic stem cells (HSCs), common myeloid progenitors (CMPs), granulocyte 310	

macrophage progenitors (GMPs) and megakaryocyte–erythroid progenitor (MEPs) were 311	

isolated as already described (15). DAPI (Thermo Scientific) was added to the cell suspension 312	

to exclude dead cells.  Cells  were  sorted  on  a BD  FACS  Aria    (San  Jose,  CA)  operating  313	

in  4 way  purity  sort  mode,  and  collected  into  5  ml polypropylene tubes. Then the cells 314	

were washed in phosphate-buffered saline solution. 315	

 316	

DNA isolation 317	

The method used for DNA isolation differed with the number of cells. For more than 318	

100 000 cells, and between 100 000 and 10 000 cells, the QIAmp DNA Mini Kit (QIAGEN) 319	

and the FlexiGene DNA Kit (QIAGEN) were used respectively following the manufacturer’s 320	

instruction. For less than 10 000 cells, cells were lysate with tween 20 and proteinase K. 321	

 322	

Sanger and next generation sequencing 323	

 A selected panel of 39 genes recurrently mutated in MDS was designed and mutations 324	

were identified by next-generation sequencing (NGS) in BM mononuclear cells (MNCs) 325	

using a PGM system (ThermoFisher Scientific, Waltham, MA) and the 384-reaction Ion 326	

AmpliSeq library kit 2.0 (Life Technologies, Chicago, IL) Base calls were generated by the 327	

Torrent Browser software (Life Technologies). The annotated .vcf files were also analyzed 328	

using NextGENe software (Softgenetics, State College, PA, USA). Abnormalities identified 329	

by both analyses were considered if referenced in UCSC and absent in 1000 genomes 330	

databases.  For a given mutation, the proportion of mutated cells was twice the VAF of 331	



	

heterozygous mutations, or one-fold the VAF for homozygous mutations or hemizygous 332	

mutations of X chromosome genes in males) (21). 333	

Statistics 334	

The significance of the experimental results was determined with an unpaired Student 335	

test. p≤0.05 was considered statistically significant. All statistical analyses were done with 336	

GraphPad Prism 5 software (http://www.graphpad.com/scientific-software/prism/). Data are 337	

mean with SEM. 338	
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FIGURES AND TABLES LEGENDS 419	

Table 1: Table representing the principal biological characteristics of patients used for the 420	

xenograft model. RAEB: Refractory anemia with excess of blast; RARS: Refractory anemia 421	

with ring sideroblasts. 422	

Figure 1: A) FACS plots showing the percentage of human cells at sacrifice (6 months after 423	

transplant) for the four patients engrafted. B) Scatter plot representing the percentage of 424	

human CD45+ cells assessed by flow cytometry within the bone marrow retrieved from 1st 425	

generation mice for each patient (6 months after transplant). C) Scatter plot representing the 426	

percentage of human CD45+ cells assessed by flow cytometry within the bone marrow 427	

retrieved from 2nd generation mice deriving from patient 1 (6 months after transplant). D) 428	

Picture of bone marrow cytospin stained by MGG (x40) from 1st generation mouse of patient 429	

1 showing the human blast infiltration and low granularity of granulocytic lineage. E) Flow 430	

chart representing the number of human blasts counted on bone marrow cytospin from each 431	

mouse of 1st and 2nd generations derived from patient 1 (6 months after transplant). F) FISH 432	

detection of del 5q. Nucleus is stained in blue (DAPI), del5q probe in red and control probe in 433	

green (x63). Experiment done on total bone marrow from patient 1 at diagnosis and on CD34+ 434	

sorted cells from one mouse of 1st generation (6 months after transplant). 435	

 436	

Figure 2: A) FACS plots showing the method used for hematopoietic progenitors sorting 437	

from xenografted bone marrow. Hematopoietic stem cells (HSC) are CD34+/CD38-, common 438	

myeloid progenitors (CMP) are CD34+/CD38+/CD123+/CD45RA-, granulocyte macrophage 439	

progenitors (GMP) are CD34+/CD38+/CD123+/CD45RA+, and megakaryocyte–erythroid 440	

progenitors (MEP) are CD34+/CD38+/CD123-/CD45RA-. Human cells were previously 441	

sorted with human CD34+ magnetic beads. B) Flow chart describing the presence of the 442	



	

different gene mutations in each kind of human progenitors sorted from the bone marrow of 443	

the different generations of mice derived from patient 1. C) Table representing the different 444	

variant allele frequency obtained by next generation sequencing on hematopoietic stem cells 445	

(HSC) and mesenchymal stromal cells (MSC) from patient 1 xenografted mice. The brown 446	

rectangle represents the somatic mutations and the grey one polymorphisms.   D) Scatter plot 447	

representing the effect of cytarabine on the percentage of human CD45+ cells assessed by flow 448	

cytometry within the bone marrow retrieved from xenografted mice deriving from patient 1. 449	

Two groups, one with mice treated with cytarabine intraperitoneally (10mg/kg) 5 days/7 450	

during two weeks and another group with mock treated mice. 451	

	452	

 453	

 454	



 

MDS 
Percentage of 

medullary blasts 
at diagnostis 

Karyotype Molecular 
biology 

patient 1 RAEB-2 14 
46,XY,del(5)(q13q34)[11]/ 

46,sl,add(18)(q21)[9] 

TP53 (G245D), 
SF3B1(R625H), 
RUNX1 (R201Q) 
and KIT (D816V) 

patient 2 RAEB-1 4 

44-45,XY,add(3)(p12),-
7,add(17)(p12),mar,min[2]

/ 
46,XY[18] 

TP53 (G245D) 

patient 3 RAEB-1 6 

45,X,-
Y,del(11)(q21q25)[1]/ 

45,sl,ins(4;3)(q2?6;q28q24)
[2]/ 

90,idemx2[1]/ 
45,sdl1,dic(11;?)(q13;?)[12]

/ 
45,sl,t(6;12)(q25;q12),add(

11)(q13)[4]/ 
46,XY[2].ish 

ins(4;3)(EVI1+) 

TET2 (R1216X) 

patient 4 RARS 1,5 46,XX[20] SF3B1 (K666R) 

 







SUPPLEMENTARY DATA 1 

 2 

Sup Fig 1. Results confirming the ability for trilineage differentiation of mesenchymal 3 

stromal cells (adipogenic, osteogenic and chondrogenic): 4 

A) B) C)

 5 

A) Chondrocyte before and after alcian blue staining, X400. B) Adipocyte before and after 6 

red oil staining, X400. C) Osteocyte before and after alkaline phosphatase staining, X40. All 7 

the methods are described in the manuscript. 8 

Myeloid Progenitors 
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3) Conclusion et perspective 

Ce modèle de xénogreffe représente un formidable outil pour tester de nouvelles 

molécules d’intérêt.  Nous avons débuté un projet visant à étudier les effets du Luspatercept. 

L’anémie représente la complication majeure des SMD de faible risque. L’enjeu de la 

prise en charge des SMD de bas risque est de diminuer les besoins transfusionnels de façon à 

éviter les complications liées à la surcharge martiale. De nouvelles molécules impliquées dans 

la signalisation du TGF-β sont en cours d’évaluation avec des résultats prometteurs. En effet, 

la voie du TGF- β est activée dans les syndromes myélodysplasiques, aboutissant à une 

apoptose accrue des progéniteurs myéloïdes et érythroïdes. Le Luspatercept (RAP-536) est 

une molécule piégeant les ligands du récepteur du TGF- β (activin B, GDF-11 et GDF-8 

notamment) bloquant ainsi son activation.  

 
Figure 10: Mécanisme d'action du Luspatercept d'après Suragani (146)  
 

Le Luspatercept a montré un effet positif sur l’érythropoïèse in vivo avec l’obtention 

dans 40% des cas d’une indépendance transfusionnelle et 70% d’amélioration érythroïde dans 

des études de phases II. Actuellement, le Luspatercept fait l’objet d’une étude de phase III 

dans les SMD notamment dans les anémies réfractaires sidéroblastiques (type particulier de 

SMD marqué par la présence d’une mutation SF3B1) ayant perdu la réponse aux agents 

stimulants de l’érythropoïèse. Actuellement, il n’y a pas de données scientifiques de l’impact 

du RAP-536 sur l’évolution des clones portant une mutation SF3B1.  

Dans ce projet, nous utiliserons notre modèle de xénogreffe de syndromes 

myélodysplasiques pour analyser l’action du RAP-536 sur l’évolution clonale de 

l’hématopoïèse myélodysplasique SF3B1 positive, sur la prise de greffe et l’érythropoïèse et 

sur l’évolution des taux plasmatiques de GDF-11 et activin B.  
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PARTIE III: Rôle du stress oxydatif sur l’érythropoïèse 
dans les SMD  
1) Introduction 

Comme décrit précédemment, le fer libre en excès est toxique pour les cellules dès 

lors que les systèmes antioxydants sont dépassés. Or, les syndromes myélodysplasiques 

correspondent à une situation pathologique où l’excès de fer est fréquent du fait d’une part, de 

la dysérythropoïèse responsable d’un excès de fer endogène et d’autre part, via un apport 

massif exogène résultant du support transfusionnel des patients. Par ailleurs, de nombreuses 

études mettent en évidence un rôle du stress oxydatif généré par les ROS responsables de 

dommages à l’ADN et engendrant une instabilité génomique (147-149). Kikushi et al. (150) 

ont analysé de façon prospective les niveaux de 8-hydroxy-2'-désoxyguanosine (8-OHdG) 

dans les cellules mononuclées de sang périphérique (PBMC) de patients SMD avant et après 

l'administration de déférasirox (DFX). Ils ont montré que les taux de 8-OHdG chez les 

patients SMD étaient significativement plus élevés que chez les volontaires sains et étaient 

positivement corrélés avec des anomalies chromosomiques. Les taux de 8-OHdG dans les 

PBMC des patients SMD diminuent significativement après administration de DFX suggérant 

que la chélation du fer réduit les dommages oxydatifs de l'ADN. Ainsi, l'excès de fer pourrait 

contribuer à la physiopathologie du SMD et la chélation du fer pourrait améliorer les 

dommages oxydatifs de l'ADN chez les patients SMD. 

Dans cette dernière partie, nous étudierons quels peuvent être les effets 

potentiellement bénéfiques d’un chélateur de fer (déférasirox) sur l'érythropoïèse 

myélodysplasique dans un modèle de différentiation érythroïde avec surcharge martiale. 

 

2) Article publié (Oncotarget, 2017, Vol. 8, (No. 62), pages : 105510-105524) 
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ABSTRACT

Anemia is a frequent cytopenia in myelodysplastic syndromes (MDS) and most 
patients require red blood cell transfusion resulting in iron overload (IO). Deferasirox 
(DFX) has become the standard treatment of IO in MDS and it displays positive effects 
on erythropoiesis. In low risk MDS samples, mechanisms improving erythropoiesis 
after DFX treatment remain unclear. Herein, we addressed this question by using 
liquid cultures with iron overload of erythroid precursors treated with low dose of 
DFX (3μM), which corresponds to DFX 5 mg/kg/day, an unusual dose used for iron 
chelation. We highlight a decreased apoptosis rate and an increased proportion of 
cycling cells, both leading to higher proliferation rates. The iron chelation properties 
of low dose DFX failed to activate the Iron Regulatory Proteins and to support 
iron depletion, but low dose DFX dampers intracellular reactive oxygen species. 
Furthermore low concentrations of DFX activate the NF-κB pathway in erythroid 
precursors triggering anti-apoptotic and anti-inflammatory signals. Establishing stable 
gene silencing of the Thioredoxin (TRX) 1 genes, a NF-κB modulator, showed that fine-
tuning of reactive oxygen species (ROS) levels regulates NF-κB. These results justify 
a clinical trial proposing low dose DFX in MDS patients refractory to erythropoiesis 
stimulating agents.
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INTRODUCTION

Myelodysplastic syndromes (MDS) are a rare group 
of heterogeneous clonal stem cell disorders characterized 
by dysplasia on myeloid cell lines leading to ineffective 
hematopoiesis and evolution to acute myeloid leukemia 
[1]. Low-risk MDS (low or intermediate-1 risk from 
international prognostic scoring system IPSS [2] and 
recently IPSSR [3] are characterized by increased 
intramedullary apoptosis of hematopoietic progenitors 
leading to inefficient hematopoiesis and cytopenia [4, 5].

Anemia is the most frequent cytopenia in MDS and 
most patients require red blood cell (RBC) transfusion 
resulting in the development of iron overload (IO). IO is a 
common complication of MDS management, decreasing 
life expectancy due to cardiac and liver failure [6]. As a 
consequence, most patients become transfusion-dependent 
and have to be treated with iron chelation therapy (ICT) 
such as deferoxamine, a classical iron-chelating agent 
which has to be administered intravenously. Deferasirox 
(DFX) with its high lipophilic property and oral 
administration has become a standard for IO treatment [7, 
8]. The standard dose is ranging from 20 to 30 mg/kg/
day. Many studies have shown the efficiency of DFX to 
decrease iron burden in lower risk MDS patients under red 
blood cell transfusion programs [9, 10]. Interestingly, ICT 
with DFX seems to have positive effects on hematopoiesis 
in some MDS patients leading to reduction of RBC 
transfusion or even transfusion independence [11–20].

In this study, we bring insight on an original effect 
of DFX in iron-overloaded condition. Strikingly, low dose 
DFX improves erythropoiesis in vitro, through reduction 
of ROS levels and activation of NF-κB. We demonstrate 
that ROS levels finely regulate the activation of NF-κB in 
the implemented cellular model.

RESULTS

Low dose of deferasirox has a beneficial effect on 

proliferation rates

A total of 27 low risk MDS samples were 
analyzed (more details are given in Table 1). Because 
of the varying initial proportion of CD34+ cells and the 
inherent heterogeneity of proliferation capacities for each 
myelodysplastic samples, proliferation rates were given 
as a proliferation ratio (PR) consisting in the number of 
cells counted at each day of analysis divided by the initial 
number of CD34+. In a set of preliminary experiments, 
we tested various DFX doses, ranging from 1, 3, 5, 
7.5, 10 and 20μM onto hematopoietic stem progenitor 
cells (HSPCs) stemming from 3 MDS samples. It is 
noteworthy that 20μM corresponds to the plasma level 
of patients receiving 20 mg/kg/day of DFX for iron 
chelation use. Our results indicated that above 7.5μM 

DFX, there were no positive effects on cell proliferation in 
erythroid progenitors of MDS samples (data not shown). 
Consequently, all further experiments were carried out 
with 3μM DFX, corresponding to an oral dose of 5 mg/
kg/day in patients, which will be called low dose (LD) 
DFX throughout the text.

For control condition (CTRL) and LD DFX 
respectively, PR were 27.6 (2.1-134.4) and 51.3 (3-440.7) 
(p=0.19) at D10 of erythroid differentiation, and 49.2 
(3.2-207.9) and 82.2 (5.6-229.8) (p=0.039) at D14 (Figure 
1A). These results showed an increased proliferation rate 
of erythroid progenitors derived from MDS samples 14 
days after LD DFX treatment as compared to CTRL. 
Importantly, LD DFX did not affect the proliferation 
rate of HSPCs from healthy donors (n=5) which strongly 
suggests a specific role of LD DFX on MDS samples only 
(Supplementary Figure 1). We also sought to determine 
whether these proliferation-enhancing effects were 
specific to the chelating function of DFX. For that, we 
have tested two other iron chelators routinely used in 
clinical practice, desferoxamine (DFO) and deferiprone 
(DFP). In order to determine the concentrations of DFO 
and DFP which trigger similar iron chelating effects as 
LD DFX, we measured the total iron concentration in 
leukemia K562 cells by Inductively Coupled Plasma-
Mass Spectrometry (ICP-MS) (data not shown). We 
then transposed those concentrations in the erythroid 
differentiation model, and impaired cell proliferation after 
either DFO or DFP treatment was observed as compared 
to the control conditions (Figure 1B), in contrast to the 
LD DFX effect. These expected results with DFO or 
DFP confirmed previously observed iron withdrawal 
effects on cell proliferation [21]. Altogether, these results 
demonstrate that LD DFX stimulates cell proliferation of 
MDS erythroid progenitors independently of iron removal.

Increased proliferation rates with LD DFX 

are due to a larger proportion of cycling cells, 

less apoptosis but no effects on erythroid 

differentiation

LD DFX entailed fewer apoptotic cells as compared 
to control, at D10 (n=7), with 13.8% (0.7-35.9) versus 
17.5% (1.1-39.8%) (p=0.03) respectively, and at D14 
(n=9) with 19.1% (1.2-70) versus 24.7% (2.7-81) 
(p=0.007) respectively (Figure 1C). Besides, we also 
observed more cycling cells with LD DFX at D10 (n=7) 
with 30.5% of S-G2-M cells (19-34.5) for DFX versus 
21.9% (11.8-29.1) for CTRL (p=0.0001) (Figure 1D). At 
D14, there was no more statistical difference (data not 
shown).

The clonogenic properties were probed on 10 
different MDS samples (Figure 1E). We observed an 
increased number of CFU-E colonies with DFX versus 
CTRL with on average 72.7 (15-261) and 46.5 (3-174.5) 
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colonies respectively (p=0.04). However, no significant 
differences were detected for BFU-E, between DFX 
and CTRL: 59 (23-192.5) versus 44.3 (3-179) (p=0.14). 
It was noteworthy that LD DFX did not accelerate the 
different steps of erythroid differentiation (Supplementary 
Figure 2).

Induction of the NF-κB pathway by LD DFX

We then investigated which signaling pathways 
could be involved in the functional effects observed after 

DFX treatment. As evidenced by flow cytometry analysis, 
fluorescence intensities of either pAKT (Ser473), pS6 
ribosomal protein (Ser235/236) or pERK (p44/42 MAPK) 
in 3 MDS samples treated with DFX (3μM) were not 
enhanced as compared to mock treated cells (data not 
shown). We then probed two major transcription factors 
required for hematopoiesis and tumorigenesis: NF-κB 
(nuclear factor-kappa B) and FOXO3a (a member of 
the Forkhead box O). We failed to detect any change of 
location of FOXO3a by confocal microscopy as compared 

Table 1: Samples characteristics

Patient Date of birth Diagnosis Karyotype IPSS-R

Patient 1 27/04/1926 RCMD 46, XY (20) low

Patient 2 18/08/1934 RCMD 46, XY (20) low

Patient 3 01/04/1941 CMML 45,X,-Y,del(13)(q12q21)[17]/45,sl,del(7)(q21q35)[3] high

Patient 4 19/08/1938 RCMD 46, XX (20) low

Patient 5 24/06/1957 RCMD 46, XY (20) low

Patient 6 02/05/1951 RCMD 46, XY (20) low

Patient 7 16/02/1947 ICUS 46, XX (20) low

Patient 8 10/10/1955 RCMD 46, XX (20) low

Patient 9 09/09/1932 RCMD 46, XX (20) low

Patient 10 14/04/1959 RCMD 46, XX (20) low

Patient 11 10/04/1953 RCMD 46, XY (20) low

Patient 12 25/01/1928 RCMD 46, XY (20) intermediate

Patient 13 28/02/1941 CMML 46, XY (20) low

Patient 14 03/11/1947 RCMD 46, XY (20) low

Patient 15 09/07/1936 RCMD 46, XX (20) low

Patient 16 23/12/1968 RN 46, XY (20) low

Patient 17 22/10/1939 RCMD 46, XX (20) low

Patient 18 26/04/1933 RCMD 46, XY (20) low

Patient 19 07/06/1940 RCMD 46, XY (20) low

Patient 20 16/08/1924 ICUS 46, XX (20) low

Patient 21 15/09/1935 RCMD 46, XX (20) low

Patient 22 28/06/1925 CMML 46, XX (20) low

Patient 23 15/11/1951 CMML 46, XX (20) low

Patient 24 28/02/1941 CMML 46, XY (20) low

Patient 25 31/07/1945 CMML 46, XY (20) low

Patient 26 10/06/1973 RN 46, XY (20) low

Patient 27 13/02/1935 CMML 46,XY,del(16)(q12q23)[10]/46,sl,del(9)(q13q33)
[3]/46,sl,+del(16)(q12q23)[1]/ high

Diagnosis: CMML: chronic myelo-monocytic leukemia; ICUS: idiopathic cytopenia of undetermined significance; RCMD: 
refractory cytopenia with multilineage dysplasia; RN: refractory neutropenia.
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to mock treated cells (data not shown) (n=3). Regarding 
NF-κB nuclear recruitment after LD DFX treatment, we 
observed an increased NF-κB nuclear translocation (n=7) 
with an average fold of 1.69 (1.21-2.05) (p=0.004), which 
could correspond to an enhanced activation of the NF-κB 
pathway (Figure 2A).

We then analyzed 84 target genes belonging to the 
NF-κB pathway by RT-qPCR microarray plates on five 
samples (D14) treated or not with LD DFX. Four genes 

were over-expressed with LD DFX with a fold change 
> 2 and ten genes were down regulated (Figure 2B). 
Collectively, these results suggest enhanced anti-apoptotic 
(BIRC3, CSF3 and FASLG) and anti-inflammatory 
responses (TLR9, TLR4, LTBR, and TRAF2) as a result 
of the downstream NF-κB activation.

Moreover, we attempted to determine which of 
clonal or normal hematopoiesis could be amplified by 
LD DFX. To identify the molecular pattern of cells after 

Figure 1: (A) Cell proliferation rates with or without 3 μM DFX (n=18). Proliferation rates were given as a proliferation ratio (PR) 
consisting in the number of cells counted at each day of analysis divided by the initial number of CD34+. CD34+ from myelodysplastic 
patients cells treated with DFX 3μM had a better proliferation rates (p=0.039) at the end of the cell culture period (day 14). (B) Proliferation 
rates after DFX (3μM) treatment in comparison with deferoxamine (DFO; 500μM) or deferiprone (DFP; 800μM) for 3 samples of CD34+ 
from myelodysplastic patients. (C) Results of apoptosis assay (% of annexin V positive cells) assessed by flow cytometry using annexin V 
staining. (D) Cell cycle was analyzed by flow cytometry with DAPI staining (n=7) and the two histograms correspond to cells in mitosis and 
S-phase (left) or in other phases of the cycle (right). (E) Clonogenic assays were started at D5 (n=9) of the erythroid differentiation model. 
BFU-E: Burst Forming Unit-Erythroid; CFU-E: Colony Forming-Unit-Erythroid.
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DFX treatment, we applied the erythroid differentiation 
model to 2 patients, one harboring mutation in the IDH1 
(Isocitrate Dehydrogenase 1) gene, and the second in the 
MPL (MPL proto-oncogene, thrombopoietin receptor) 
and the SRSF2 (Serine and arginine Rich Splicing Factor 
2) genes. The evolution of the variant allele frequency 
(VAF) was followed by Next Generation Sequencing 
(NGS) after different times of treatment (Supplementary 
Figure 3). Interestingly, we saw a slight decrease of the 
VAF at the end of the culture period for cells treated with 
DFX strengthening the notion that DFX could maintain a 
normal hematopoiesis.

DFX functional effects are independent of 

functional iron depletion

Since the functional effects of DFX are usually 
assigned to its iron chelating properties, intracellular 
iron concentrations were measured by Inductively 
Coupled Plasma Mass Spectrometry (ICP-MS) after 
treatment of K562 cells with increasing doses of DFX 
for 48 hours (n=4). There was a dose-dependent decrease 
of intracellular iron with DFX reaching statistical 
significance (p=0.04) starting from 3 μM and above 
(Figure 3A).

Figure 2: (A) Results of confocal immunofluorescence microscopy assays for NF-κB (n=7). Nuclei are stained in blue; the red signal 
represents the p65 subunit of NF-κB; x 63. Histogram representing the fold of change of NF-κB nuclear translocation. Data were analyzed 
by a specific software (ICY) to determine the nuclear fluorescence of NF-κB in the nucleus. Data were normalized to the CTRL condition 
in each case. (B) Results of the RT-qPCR microarray plates used to assess the impact of DFX on the expression of 84 known gene targets 
of NF-κB activation (n=5). Scatter plots represent the normalized expression of NF-κB targeted genes between DFX and CTRL conditions. 
The central line indicates unchanged gene expression. The dotted lines indicate the selected 2-fold regulation threshold. Data points beyond 
the dotted lines in the upper left area (yellow) are over expressed genes and those in the lower right sections (blue) are under expressed 
genes. Baculoviral IAP Repeat Containing 3 (BIRC3), caspase 8 (CASP8), Colony Stimulating Factor 3 (CSF3), and Interleukin 1 Receptor 
Associated Kinase 2 (IRAK2). Fas Ligand (FASLG), Interleukin 1 Receptor Type 1 (IL1R1), Toll Like Receptor 9 (TLR9), PC4 and SFRS1 
Interacting Protein 1 (PSIP1), C-C Motif Chemokine Ligand 2 (CCL2), TNF Receptor Associated Factor 2 (TRAF2), Lymphotoxin Beta 
Receptor (LTBR), Toll Like Receptor Adaptor Molecule 2 (TICAM2), CD27, and Toll Like Receptor 4 (TLR4).



Oncotarget105515www.impactjournals.com/oncotarget

Cellular iron homeostasis is regulated by iron 
regulatory proteins (IRP) which are cytoplasmic RNA-
binding proteins either stabilizing mRNAs by recognizing 
RNA motifs, termed Iron-Responsive Elements (IRE), 
located on 3’ untranslated regions (3’UTR), such as for 
transferrin receptor 1, or impairing translation of those for 
which IRE are on the 5’UTR, as for the ferritin subunits 
[22]. To determine if LD DFX perturbs iron homeostasis, 
the activity of the Iron Regulatory Proteins (IRP) was 
measured by RNA electrophoretic mobility shift assay 
(REMSA) on K562 cells treated with increasing doses 
of DFX (Figure 3B). The cell line was grown in iron-
overloaded medium to mimic the conditions experienced 
by MDS progenitors. An increase of the IRP activity 
present in K562 cells was only seen by applying 300 μM 
of DFX to the culture for 48 hours (Figure 3B lane 5), 
whereas 3 μM DFX (lane 3) did not change the activity 
present in control cells (lane 1). In all cases, this basal 
activity reflected only a minority (< 10% Figure 3C) of the 
total IRP present in the samples, as revealed by treatment 
of the lysates with β-mercaptoethanol (lanes 2,4,6). These 
results indicate that, although LD DFX induced a decrease 
of total cellular iron (Figure 3A), this low dose did not 
change the availability of functional iron as detected by 
the activity of the IRP.

LD DFX protects cells from oxidative stress

We assessed ROS levels in 9 different MDS samples 
during erythroid differentiation after 10 (D10) or 14 (D14) 
days in culture (Figure 4A). Intracellular oxidizing species, 
such as the superoxide radical anion, were measured 
with the fluorescent DHE probe. At D14, LD DFX (n=8) 
decreased the level of DHE-reactive species (average 
RFI: 6.86 (3.52-10.12)) as compared to CTRL (average 
RFI: 9.05 (4.77-15.76)) corresponding to a 20% average 
decrease (p=0.04). In the same experimental conditions, 
the mitochondria-targeted superoxide-reacting MitoSOX 
probe detected an average decrease of 58% (p=0.03) with 
LD DFX (n=9) (average RFI: 21 (7.33-33.2) compared to 
CTRL (average RFI: 30.7 (13.7-48.3)).

Thereafter, we sought to determine whether some 
metabolites and antioxidant enzymes participating to the 
cellular redox homeostasis could be regulated by LD 
DFX. The Malondialdehyde (MDA) level (p<0.05) was 
slightly decreased with LD DFX, but no impact of DFX 
on carbonyls levels was observed (Figure 4B). Neither 
SOD (SOD1-3) activity nor the GSH/GSSH ratio were 
significantly changed after LD DFX treatment (Figure 4B).

Remarkably, GPx activity was not detected in 6 
different MDS samples in the iron overloaded system 

Figure 3: (A) Decreased intracellular iron content after DFX treatment as measured by ICP-MS. K562 cells were treated with increased 
doses of DFX for 48 hours (n=4). (B) Representative (n=2) Iron Regulatory protein (IRP) activity in K562 cells treated with increasing 
concentrations of DFX. IRP activity was assessed by REMSA using an Iron Responsive Element (IRE) biotin-labeled probe. The apo-
IRP form was activated after treatment with 2-mercaptoethanol (2ME). (C) Histogram representing the ratio of the measured IRP activity 
divided by the total of IRP activity revealed by the 2-mercaptoethanol treatment (n=2).
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and, likewise, in 4 different MDS samples cultured in the 
more conventional, non-iron overloaded medium (data 
not shown). GPx4 and GPx8 were recently involved in 
redox homeostasis during erythroid differentiation [23]. 
They were tested by RT-qPCR in seven different MDS 
samples cultured in iron-overloaded medium. GPx8 
mRNA was only present in 1 sample, whereas GPx4 
mRNA was present in all MDS samples without difference 
in relative expression in the presence of LD DFX (data not 
shown). Western blots confirmed the presence of the GPx4 
protein in samples of MDS patients treated or not with 

LD DFX and also in a healthy donor sample (Figure 4C). 
We performed lysis of 3 MDS samples under nitrogen to 
avoid oxidative damage to the highly reactive active site 
selenocysteine of GPx4. As expected, GPx activity was 
detected, meaning that this activity was inhibited under 
oxygen-saturated conditions in the conventional lysis 
procedure. GPx activity was not modified by the LD DFX 
treatment (data not shown).

These results outlined that the redox molecular 
shift associated with decreased oxidizing species induced 
by LD DFX was responsible for the lowered MDA 

Figure 4: (A) Flow cytometry analysis of intracellular ROS with DHE staining (n=8) and mitochondrial ROS with MitoSOX probe 
(n=9) at D14 of the cell culture procedure. The data are normalized to the CTRL condition in each case. (B) Levels of MDA, Carbonyls, 
Glutathione and SOD (SOD 1-3) activity normalized to the CTRL condition. (C) Western blot of GPX4 for MDS patient (three samples 
were pooled) and healthy donor (n=1). Fibroblasts were used as a positive control.CTRL: control; DMSO: Dimethylsulfoxyde; REMSA: 
RNA electrophoretic mobility shift assay; HD: healthy donor; IRP: Iron response protein; IRE: Iron Responsive Element; MDA: 
Malondialdehyde; ROS: reactive oxygen species; SOD: superoxide dismutase.
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values (Figure 4B). Interestingly, lipid peroxidation is 
a hallmark of iron-dependent regulated necrosis, also 
termed as ferroptosis, which might be indicated by 
lowered MDA values. Therefore, we asked whether LD 
DFX might protect cells from ferroptosis when iron 
overload conditions were applied. For this purpose, the 
gene expression levels of 6 biomarkers of ferroptosis [24] 
were measured by RT-qPCR. After LD DFX treatment, 
the expression of these genes remained unchanged 
as compared to CTRL (Supplementary Figure 4). In 
addition, DFX did not interfere with the GPx4 activity, 
another hallmark of ferroptosis. Therefore, ferroptosis is 
not a death mechanism impacted by LD DFX under our 
experimental conditions.

NFKB is regulated by an extremely fine control 

of ROS levels

To demonstrate the tight correlation between DFX, 
ROS downregulation and activation of the NFκB pathway, 
we have engineered a cellular model by a strategy 
described previously [25] to silence thioredoxin (TRX) 
gene expression by stable RNA interference. The two 
isoforms of thioredoxin, Trx1 expressed in the cytoplasm 
and nucleus and Trx2 localized within the mitochondria, 
contribute to the intracellular redox equilibrium. Trx play a 
dual role by inhibiting NF-kB nuclear translocation under 
oxidizing conditions, and by enhancing its binding to DNA 
[26]. TRXKD knock-down cells were analyzed by Western 
blot (Figure 5A). As a CTRL, we established K652 cells 
stably expressing an inefficient shRNA sequence which 
has been widely used in previous studies [27].

Without adding excess iron in the growth medium, 
TRX1KD cells exhibited a 1,8-fold increase of both DHE 
(p=0.008) and MitoSOX fluorescence (p=0.01) (Figure 
5B and 5C). Conversely, in this condition, TRX2KD cells 
failed to exhibit significant changes. Hence, Trx1 might be 
a more efficient factor against the oxidative stress detected 
by these probes than Trx2. Under the same conditions, 
NF-κB was not activated in both TRX1KD and TRX2KD 
cells (Figure 5D) as assessed by a luciferase reporter 
assay. The cellular redox equilibrium was challenged by 
adding ferric ammonium sulfate (FAS, 100μM), LD DFX, 
or a conventional antioxidant molecule, N-acetylcysteine 
(NAC 1mM) to the culture medium of K562 cells. In 
CTRL K562 cells, addition of FAS induced a 1.8-fold 
increase of DHE fluorescence (Figure 5E) and a 8-fold 
increase of MitoSOX signal (Figure 5F) in comparison to 
basal conditions (Figure 5B and 5C).

When excess iron (FAS) was added, the fluorescence 
of TRX1KD K562 cells exhibited a 3.1-fold increase 
and 13-fold increase for DHE and MitoSOX signals, 
respectively, as compared to basal conditions (Figure 5E 
and 5F versus 5B and 5C, blue columns). Interestingly, 
LD DFX induced a significant decrease of fluorescence 
(20%) for both DHE (p=0.001) and MitoSOX (p=0.02), 

whereas NAC only decreased DHE fluorescence (p=0.04). 
Furthermore, DFX triggered NF-κB activation (p=0.03) 
in TRX1KD K562 cells in the presence FAS (100 μM) 
(Figure 5G, blue columns), which was consistent with 
the increased nuclear translocation of NF-κB visualized 
by immunofluorescence microscopy (p=0.04) (Figure 5H, 
blue columns). Whereas NAC induced a minor decrease 
of ROS level compared to DFX (Figure 5E), it was not 
associated with an increase of NF-κB activation measured 
by both confocal microscopy and luciferase reporter.

In TRX2KD K562 cells, we observed a 2.6 and 11.8-
fold increase for DHE and MitoSOX signals, respectively, 
as compared to basal conditions (Figure 5E and 5F versus 
5B and 5C, green columns). NAC was not associated with 
any significant decrease of ROS levels. In contrast, LD 
DFX significantly decreased the level measured with the 
DHE probe, although this decrease was not significant 
with MitoSOX. However, DFX and NAC did not induced 
NF-κB activation in TRX2KD K562 cells (Figure 5G and 
5H, green columns).

Collectively, these results indicated that NF-κB 
activation in our iron overload model depended on Trx1. 
NF-κB is finely regulated by the levels of oxidative 
species and it is consistently increased by LD DFX under 
these conditions.

Translational application of low dose of DFX

Based on these in vitro results, and because 
deferasirox is currently used treatment of iron overload, its 
effectiveness at low dose (5 mg/kg/day corresponding to 
a plasmatic level of 3μM) in MDS patients was evaluated 
locally in our clinical center. At the usual recommended 
dosage (20 mg/kg/day), DFX usually induces many 
side-effects and poor tolerance. Six anemic patients 
(2 Refractory cytopenia with multilineage dysplasia 
(RCMD), 1 idiopathic cytopenia of undetermined 
significance (ICUS), 1 refractory anemia with ringed 
sideroblasts (RARS), 1 refractory anemia (RA) and one 
MDS with del5q) were followed and treated with 5 mg/
kg/day of DFX. These patients displayed the following 
inclusion criteria: low risk MDS, anemia refractory to 
erythropoiesis stimulating agents or high endogenous level 
of EPO (>500IU/L) and plasma ferritin (< 1000μg/l). They 
were treated prospectively with a low dose of DFX (5 mg/
kg per day) corresponding approximately to the 3μM 
concentration used in the in vitro analyses according to 
blood plasma (6.31μM [1.072-16]) and medullar plasma 
(2μM [1.072-2.546]) level measurements. The plasma 
level of deferasirox was checked ex vivo and corrections of 
its posology were made accordingly. Three of the patients 
included required monthly RBC transfusions before the 
beginning of the DFX treatment. The hemoglobin levels of 
the patients did not reach normal recommended values, but 
they were stabilized leading to transfusion independence 
or diminution of the transfusion frequency (Figure 6A). 
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Figure 5: (A) Western blot analysis of Trx1 and Trx2 protein levels in stable TRX1KD and TRX2KD K562 cells. Trx1 and Trx2: 13 kDa; 
actin: 42 kDa. (B) Flow cytometry analysisof intracellular ROS with DHE staining (n=4) in CTRL and stable TRXKD K562 cells without 
iron overload. (C) Same experiment as in B for mitochondrial ROS with MitoSOX probe (n=4). (D) Assessment of NF-κB activity with a 
luciferase reporter assay (n=4) in TRXKD K562 cells without iron overloaded condition. (E) Same experiment as in B with FAS (100μM) 
and DFX 3μM or NAC 1mM. (F) Same experiment as in C with FAS (100μM) and DFX 3μM or NAC 1mM. (G) Same experiment as in 
D with FAS (100μM) and DFX 3μM or NAC 1mM. (H) Quantification of NF-κB translocation by confocal microscopy for K562 cells 
as described in (G). (FAS: ammonium sulfate to the medium, DFX: deferasirox, NAC: N-acetylcysteine; RFI: ratio of fluorescence; KD: 
knock-down; TRX: thioredoxin; *: <0.05; **: <0.001; ***: <0.0001).
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Currently, after 2 years of follow-up, the median time 
to transfusion independence after DFX treatment was 
9.6 months (Figure 6B). Moreover, if we consider the 
definition of transfusion independence according to IWG 
2006 [28] criteria, all patients treated with LD DFX 
became transfusion-independent. No side-effects were 
reported.

DISCUSSION

In this study, we have demonstrated that low doses 
of deferasirox below 7.5 μM had a beneficial effect on 
erythropoiesis in low risk MDS patients in vitro. The 
higher proliferation rate observed with LD DFX is due to 
the combination of increased cycling cells and protection 

Figure 6: (A) Evolution of the hemoglobin level for 6 anemic patients with low risk MDS and refractory to erythropoiesis stimulating 
agents treated by low dose of deferasirox (DFX) before and after the beginning of DFX; initial hemoglobin level = T0 DFX). (B) Evolution 
of the proportion of untransfused patients after DFX treatment for the 6 anemic patients with low risk MDS and refractory to erythropoiesis 
stimulating agents treated by low dose of DFX.D: day; Hb: hemoglobin level, M: month.



Oncotarget105520www.impactjournals.com/oncotarget

against apoptosis linked to enhanced NF-κB activation 
regulated by ROS levels.

The aim of our study was to unravel the positive 
effect of LD DFX on erythroid proliferation. Indeed, 
we have tested elevated concentrations of DFX, such 
as 20μM, which is currently measured in the plasma of 
patients taking DFX for iron chelation purpose (between 
20 to 30 mg/kg/day). However these high doses were 
toxic for erythroid progenitors in our cellular model. 
Pullarkat et al [29] have demonstrated a benefit of low 
dose of deferasirox (5μM) on proliferation and toxicity 
for hematopoietic progenitors at higher doses, which was 
confirmed herein. Moreover, Messa et al [30] observed that 
a higher dose of DFX (50μM) induced apoptosis in two 
leukemic cell lines. Paubelle et al [31] had successfully 
used high doses of DFX (30 mg/kg) for treating elderly 
leukemic patients attesting the antileukemic effects 
of these doses. Altogether, these controversial results 
stressed that DFX displays a biphasic mode of action, 
with erythroid proliferation of progenitors of MDS 
patients at low doses and inhibition at the highest doses. 
For better understanding of the consequences of a LD 
DFX treatment on hematopoiesis, we have followed the 
clonal expansion of a mutated clone in the implemented 
liquid culture model. Regarding the results of the NGS 
experiments, we could rule out this possibility. LD DFX 
seemed unable to promote clonal hematopoiesis despite 
NF-κB activation which has been proved to be activated 
in high risk MDS [30]. Therefore, LD DFX maintained a 
normal hematopoiesis expansion.

One of the main aspects of our work was to 
investigate more deeply the connections between 
exposure to LD DFX and iron homeostasis by measuring 
the Iron Regulatory Proteins (IRP) activity: the lower the 
functionally available iron, the higher the IRP activity 
[21]. Recently, Pourcelot et al [21] have introduced the 
notion of functional intracellular iron concentration 
(FIC). FIC is the needed iron for cell homeostasis and IRP 
activity is the better way to measure it. In contrast, labile 
iron concentration (LIC) is the redox fraction implicated in 
Fenton reaction. In this study, our results indicate that LD 
DFX induced a decrease of total cellular iron leading to 
ROS protection probably due to a decrease of LIC but this 
decrease did not change the availability of FIC detected 
by the activity of the IRP. Herein, we demonstrate that 
LD DFX functional effects on iron loaded hematopoietic 
progenitors are not due mainly to the iron chelation 
properties of the drug but essentially to the protective 
effect of LD DFX on oxidative stress. Reactive oxygen 
species play an important role in the physiopathogenesis of 
MDS [32] and in other myeloid malignancies [33]. In our 
study, we showed that MDS progenitors, in the presence 
of iron excess, produce high levels of cytoplasmic and 
mitochondrial ROS. Malondialdehyde (MDA), the most 
mutagenic product of lipid peroxidation of polyunsaturated 

fatty acids, also interacts with and modulates proteins. 
We highlighted that LD DFX decreased MDA levels. 
Lipid peroxidation, associated with decreased GPx4 
activity, is a hallmark of ferroptosis which is a form of 
non-apoptotic programmed cell death induced by iron 
excess and dependent on GSH depletion [34]. We did not 
observe any modification in genes specifically involved in 
ferroptosis after DFX treatment, suggesting that LD DFX 
might protect cells from death by inhibiting apoptosis but 
not ferroptosis. Besides, we suggest that the protecting 
effects of DFX on lipid peroxidation is tightly correlated 
with ROS downregulation.

The main signaling pathways activated in erythroid 
progenitors are PI3K/AKT, mTOR, MAPkinase and NF-
κB [35, 36]. In our cell model, we observed enhanced 
NF-κB nuclear translocation followed by activation 
of specific target genes strengthening that NF-κB was 
directly activated by LD DFX. Interestingly, we detected 
the repression of genes required during apoptosis and 
others involved in the inflammatory response of NF-
κB mediated by IL-1 and TLR stimuli. In the context of 
increased inflammatory signals triggered by the S100A9 
protein via TLR4 and the inflammasome NLRP3 [37], it 
was noteworthy that LD DFX inhibited both IL1R1 and 
TLR4 expressions.

NF-κB is one of the first transcription factor that 
was recognized to be redox-regulated. While some NF-κB-
regulated genes are key factors in redox homeostasis, ROS 
can act as secondary messengers and interfere with NF-κB 
signaling pathways. Among the diversity of mechanisms 
controlling NF-κB activities, a major one depends on IκB 
inhibitors and IκB kinases (IKKs) for governing NF-κB 
activation, degradation, DNA binding and transcriptional 
activity [38]. While oxidative stress generally activates 
NF-κB [39], recent studies suggested that ROS could 
repress NF-κB pathway. Indeed, ROS appeared to activate 
NF-κB DNA binding activities during the early phase of 
oxidative stress, mainly by abrogating the inhibitory action 
of IκB inhibitors [40]. In later phases of oxidative injury, 
ROS may repress NF-κB. One possible mechanism is 
oxidation of IKKs, blocking IκK phosphorylation, and 
then hampering NF-κB activation [41]. In our model, it 
appears that decreased ROS levels induced by LD DFX 
can restore NF-κB activity through such a mechanism.

Our results supported that NF-κB signaling was 
modulated by a fine-tuning of the intracellular redox 
state. Because thioredoxins (Trx) are among the major 
endogenous redox-regulating molecules with thiol 
reducing activity, we have engineered stable K562 cells 
silenced for TRX1 or TRX2 genes [40]. The literature 
reveals controversial data concerning thioredoxin and 
NF-κB signaling. Trx could play dual and opposite roles 
toward NF-κB activities depending on its subcellular 
localization (cytoplasmic versus nuclear compartments). 
Trx1 could trigger NF-κB nuclear translocation and 
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activation through a tight interaction with p50/RelA sub-
units, protecting critical cysteines from oxidative injuries 
[42, 43]. Older studies also pointed out the negative and 
positive regulation of NF-κB by Trx [43–45]. In our 
cell model, we combined TRX1 and TRX2 knock-down 
with FAS culture conditions to modulate total cellular 
and mitochondrial ROS. We showed that DFX reduced 
the ROS amount and induced NF-κB activation in a 
Trx1-dependent manner. NAC induced decrease of ROS 
levels in TRX(1-2)-/- conditions, but this decrease was 
not as important as that induced by low dose DFX. We 
can hypothesize that ROS levels need to be sufficiently 
decreased to induce NFKB activation.

The translational application in our center of 
low dose of DFX for 6 low risk MDS patients showed 
improvement of erythropoiesis and a longer median time 
to transfusion dependence: 9.6 versus 6.1 months, if we 
consider the results obtained in the European cohort 
concerning MDS EPO refractory patients [46]. These 
results provide a rationale for a French prospective clinical 
trial which will propose LD DFX (5 mg/kg/day) in MDS 
patients refractory to erythropoiesis stimulating agents (N° 
EudraCT: 2017-001258-33).

To summarize, we have shown novel effects of LD 
deferasirox on NF-κB by fine modulation of ROS levels 
in low risk MDS erythroid progenitors. These results 
suggest that protection of MDS patients’ bone marrow 
from oxidative stress should be considered early in the 
course of their disease, and before the development of a 
significant iron overload which requires high dose of DFX 
which does not result in erythroid improvement.

MATERIALS AND METHODS

Cell samples

Bone marrow from low risk myelodysplastic patients 
and healthy donors were collected by bone marrow 
aspiration after signed consent and approval by our local 
ethical committee. Bone marrow aspirations were done for 
MDS diagnosis and also for the exploration of all kinds of 
cytopenia. When bone marrow morphology was normal, 
it was considered as healthy donor. CD34+ selection is 
described in supplementary methods. The K562 chronic 
myelogenous leukemia cell line was originally obtained 
from the ATCC biological resource. The K562 cells were 
grown in RPMI medium, supplemented with 10% fetal 
bovine serum, 1% L-glutamine, 100 UI of penicillin/ml 
and 0.1 mg streptomycin/ml at 37°C with 5% CO2.

Cell culture procedure for erythropoiesis study

We used a 2 step-liquid culture procedure as already 
described [47, 48]. Details are given in supplementary 
methods.

Other methods

Description for all other assays and techniques are 
given in supplementary methods.

Statistical methods

The significance of the experimental results was 
determined with a 2-tailed paired Student test. p≤0.05 was 
considered statistically significant. All statistical analyses 
were done with GraphPad Prism 5 software (http://www.
graphpad.com/scientific-software/prism/). Data are mean 
with SEM.
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Reactive oxygen species levels control NF-κB activation by 
low dose deferasirox in erythroid progenitors of low risk 
myelodysplastic syndromes

SUPPLEMENTARY MATERIALS

CD34+ selection from primary samples

By density gradient using Ficoll (Eurobio), the 
mononuclear cells were isolated from total bone marrow. 
HSPCs (hematopoietic stem progenitor cells) were 
positively selected by paramagnetic iron-dextran particles 
directly conjugated to anti-CD34 monoclonal antibodies 
(CD34 MicroBead Kit, human, Miltenyi Biotec) by using 
an automatized system (MACS pro, Miltenyi Biotec). 
The HSPCs were counted using Malassez cells (Fastread, 
Biosigma) and their viability was assessed by trypan blue 
exclusion (Sigma Aldrich). The purity of all samples 
was checked by flow cytometry (BD FACS Canto II, 
BD Biosciences) with a specific CD34 fluorochrome-
conjugated antibody (CD34APC, Miltenyi Biotec) and 
was superior to 90% for all samples used.

Erythroid liquid culture procedure

HSPCs were cultured in DMEM medium 
(Dulbecco’s modified eagle Medium, Life technologies) 
containing 12% FCS (Life technologies), 1% BSA (Sigma 
Aldrich), 0.5 IU/mL rHu Epo (Retacrit™, Hospira), 
50 ng/mL SCF (PeproTech), 40 ng/mL rHu IGF-1 (RD 
system), 1.10-6 mol/L dexamethasone (Sigma Aldrich) 
and 100μM of ammonium Fe3+ sulfate dodecahydrate 
(Sigma-Aldrich). They were incubated in 12-well plates 
at 37°C in a 5% carbon dioxide atmosphere for 10 days 
until they reached the basophilic erythroblast stage. At 
D10, the cells were placed in DMEM medium containing 
15% FCS, 1% BSA with 300 mg/mL holotransferrin, 1 
IU/mL rHu Epo, 1 IU/mL insulin (Sigma-Aldrich) and 
100μM of Ammonium Fe3+ sulfate dodecahydrate for 
terminal erythroid differentiation until D14. Deferasirox 
(DFX) was supplied by Novartis. DFX was solubilized in 
pure dimethyl sulfoxide (DMSO, Sigma-Aldrich). Three 
different conditions were tested: control (CTRL), DFX 
and DMSO as vehicle for DFX. DFX and DMSO were 
added at day 0 and day 10 of the cell culture procedure.

Functional assays

Cell proliferation was assessed by cell counting 
using Malassez cells. Apoptotic cells were determined 
by the percentage of Annexin V positive cells (FITC 
Annexin V, BD Biosciences) by flow cytometry, as per 
the manufacturer’s intructions. Cell cycle was studied 

by DAPI staining (4‘,6-diamidino-2’-phylindole, 
dihydrochloride, 1mg/ml, Thermo SCIENTIFIC). Briefly, 
cells were permeabilized with commercial solution 
(Cytofix/cytoperm™, BD Biosciences). After washes with 
Permwash™ (BD Biosciences), cells were incubated with 
DAPI at room temperature for 1 hour. DNA content was 
evaluated by flow cytometry. All flow cytometry analyses 
were done on BD FACS Canto II.

Erythroid differentiation: flow cytometry and 
cytospins

Cells were collected at D5, D10 and D14 and 
stained with fluorochrome-conjugated antibodies for 
30 minutes at room temperature. To analyze global 
erythroid differentiation, transferrin receptor (CD71-
APC-AlexaFluor® 750, IOTest, Beckman Coulter) and 
glycophorin A (Glycophorin A-VioBlue, clone: REA175, 
Miltenyi Biotec) were used. Three populations are 
described: proerythroblasts CD71+/CD235-, basophilic 
erythroblasts CD71+/CD235+ and orthochromatic 
erythroblasts CD71-/CD235+. For cytospin preparation, 
2x105 cells in 200μL of PBS BSA 1% were put at D10 on 
coated slides, using the Thermo Scientific Cystopin 4. The 
slides were stained with May-Grunwald-Giemsa (MGG) 
by an automatized way (Aerospray®Pro, Elitech).

Assessment of intracellular ROS by flow 
cytometry

We measured intracellular ROS level using 
dihydroethidium (DHE, InvitrogenTM) and 
mitochondrial ROS level using a specific probe MitoSOX 
([3,8-phenanthridinediamine, 5-(60-triphenylphosphoniumh
exyl)-5,6 dihydro-6-phenyl]; Molecular Probes, Invitrogen). 
The results are given by ratio of fluorescence RFI.

Intracellular pathway: immunofluorescence 
microscopy assays and flow cytometry

For confocal microscopy, at D10, 1.105 cells 
permeabilized following the same protocol as for cell 
cycle. Cytospins were prepared, saturated with PBS BSA 
2% during 45 min. For FOXO3a staining, incubation 
was done overnight at 4°C and with a dilution of 1/400 
concentration for primary antibody (anti-human FOXO3A, 



www.impactjournals.com/oncotarget/  Oncotarget, Supplementary Materials 2017

clone 3F12, Sigma Aldrich). After a wash with PBS, the 
secondary antibody (Alexa-fluor 647 donkey anti-mouse, 
Life technologies, Eugene, USA) was incubated during 
one hour at room temperature at dilution of 1/200. After 
an ultimate wash with PBS, 5μL of a mix of Vectashield 
™ (Vector laboratories) with Dapi 1/2000 (DAPI 
antifade ES, Cytocell) was put on cells. Preparations 
were read on spinning disk confocal microscope (IMIC 
2.0 Till Photonics, FEI, Munich) with a camera (iXon 
897, EMCCD, Andor). Then data were analyzed with 
Icy software (http://icy.bioimageanalysis.org). The same 
procedure was done for NF-κB (pNF-κB p65, clone 
L8F6, Cell Signaling) with a dilution of 1/400 for primary 
antibody and 1/200 for the secondary antibody.

For flow cytometry, at D10, cells were permeabilized 
and stained with pAKT (pAKT, alexa 488, Cell Signaling), 
ERK (pErk 1/2, Alexa 647, Cell Signaling), pS6 ribosomal 
protein (pS6, Alexa 647, Cell Signaling) during overnight 
at 4°C and with a dilution of 1/50 and then analyzed by 
flow cytometry.

Clonogenic assays

At D5, cells were harvested and were cultured in 12-
well plates with 500μL of MethoCultTM H4434 Classic 
(Stemcell Technologies) at concentration of 1x104 cells 
per well. All conditions were done in duplicate. Colony 
forming unit erythroid (CFU-E) and the burst forming 
unit erythroid (BFU-E) were counted after 7 days and 
14 days of culture respectively based on morphological 
classical criteria. An external technician to the team read 
the colonies in “double blind” condition.

NF-κB pathway-specific expression array

The human NF-κB signaling targets RT2 Profiler 
PCR array kit (SABiosciences) was used to assess the 
impact of DFX on the expression of 84 genes target of 
NF-κB according to the manufacturer’s instructions.

Intracellular iron measurements

Three millions of K562 cells were incubated for 
48h with increasing doses of DFX (from 3 to 200μM) 
in the same medium as described above plus 100μM of 
ammonium Fe3+ citrate. Cells were lysed by heat shock in 
water and intracellular iron concentrations were determined 
by Inductively Coupled Plasma-Mass Spectrometry (ICP-
MS) using a XSERIES 2 analyzer (Thermo Scientific).

IRP activity measurement

K562 cells were used to perform IRP activity 
measurement. Cells were cultured in the same conditions 

as for intracellular iron measurements with an increase 
dose of DFX. Total IRP RNA-binding activity was 
measured by electrophoretic mobility shift assays with 
5 μg of total protein extracts. The minimal sequence 
of human ferritin H-chain Iron Responsive Element 
(IRE) was biotin-labeled with biotinylated cytidine (bis)
phosphate using T4 RNA ligase (Thermo Scientific). The 
IRE-IRP reaction was carried out as previously described 
and the complexes were separated on non-denaturing 
4% PAGE in 0.5X TBE, transferred onto Hybond™N+ 
membrane (GE Healthcare) and the biotinylated bands 
were detected after interaction with the streptavidin-
horseradish peroxidase conjugate by the peroxidase 
substrate for enhanced chemiluminescence (ECL)(GE 
Life Sciences). Quantitation of the signals was done with 
the Image J software (v1.47, Wayne Rasband, Research 
Services Branch, National Institute of Mental Health, 
Bethesda, Maryland, USA).

Oxidative stress metabolite measurements

Thiobarbituric acid reactive species include products 
of the oxidative degradation of polyunsaturated fatty 
acids, in particular MDA. We used the modified method 
of Ohkawa et al (Ohkawa, Anal Biochem, 1979), based 
on the reaction of aldehyde functions of MDA released by 
acid hydrolysis at 95°C with thiobarbituric acid forming 
a pink-colored complex quantified by fluorimetry. 
Carbonyl assay is based on the reaction of carbonyl 
groups in protein with 2,4-dinitrophenylhydrazine to 
form 2,4-dinitrophenylhydrazone, which was estimated 
spectrophotometrically at 380 nm after trichloroacetic acid 
precipitation of proteins. Glutathione peroxidase activity 
was determined by the modified method of Gunzler using 
tertbutyl hydroperoxide as substrate (Gunzler, Chem Klin 
Biochem, 1974).

Total GSH (GSH + GSSG) was determined as 
described previously (Akerboom, Meth Enzymol, 
1981) based on the spectrophotometric evaluation of 
the reduction rate of 5,50-dithiobis-2-nitrobenzoic acid 
(DTNB, Sigma, France) into 5-thio-2-nitrobenzoic 
acid (TNB). Values were determined by comparing the 
reduction rate against a standard curve of GSH.

Cu-Zn superoxide dismutase activity (Cu-Zn SOD) 
was determined by monitoring the auto-oxidation of 
pyrogallol using the Marklund method (Marklund, Eur J 
Biochem, 1974).

Total SOD activity Corresponding to the activity of 
SOD1 (Cu-Zn SOD) and SOD2 (Mn SOD) was measured 
using an assay based on the competition between 
pyrogallol oxidation by ·O2 and superoxide dismutation 
by SOD. SOD2 activity was determined by assaying for 
SOD activity in the presence of sodium cyanide, which 
selectively inhibits SOD1 but not SOD2. SOD1 activity 
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was calculated by subtracting SOD2 activity from total 
SOD activity. The rate of auto-oxidation is taken from the 
increase in the absorbance at 420 nm.

Ferroptosis investigation

RT-qPCR: RNA was extracted using the mir Vana™ 
miRNA Isolation Kit (Thermo Fisher Scientific) according 
to the manufacturer’s protocol. 500 ng total RNA for each 
sample was used as input for each reverse transcription 
reaction, performed using the TaqMan RT kit (Applied 
Biosystems). Primer for IREB2, CS, ATP5G3, EMC2, 
ASCF2, RPL8 and GAPDH come from commercial 
solutions (Thermo Fisher Scientific). Quantitative PCR 
reactions were performed using TaqMan® Universal 
Master Mix II, no UNG (life technologies). Triplicate 
samples per condition were analyzed on a Stratagene 
Mx3000p qPCR instrument (Agilent Technologies). 
Differences in mRNA levels compared to GAPDH internal 
reference control were computed between control and 
experimental conditions using the ΔΔCt method.

Thioredoxin 1 and 2 knock down cell lines 
production

K562 cells were transfected by electroporation 
(Amaxa®Cell Line Nucleofector® Kit V K562, Lonza, 
Cologne) with Nucleofector II (Amaxa Biosystem, 
Lonza) with three different pEBV-based plasmids 
expressing shRNA sequences: one with an inefficient 
shRNA sequence widely documented in the literature and 
used as a control (CTL), one targeting the TRX1 gene 
(NM_003329; nucleotides 208 to 226) and one against 
TRX2 (NM_012473, nucleotides 195 to 213). These 
replicative pEBV-based plasmids imposed a stable and 
efficient knock down, as reported in the literature for 
numerous genes (Biard, Nucleic Acids Res, 2007). konck 
down cells were called TRX1KD and TRX2KD cells. All 
plasmids contain a resistance gene against hygromycin. 
Knock down phenotype was checked by Western blotting 
analyses. Twenty to forty μg of total proteins were 
resolved by sodium dodecyl sulfate-polyacrylamide gel 
electrophoresis on 8% gels, and proteins were transferred 
to polyvinylidene difluoride membranes. The blots were 
saturated with 2% bovine serum albumin in TBS-Tween 
0.2% and probed overnight at 4°C with antibodies against 
Trx1 (1:200, Santa Cruz), Trx2 (1:1000, Cell Signaling) 
or actin (1:250, Sigma Aldrich). Following three washes 
with TBS-Tween 0.2%, the blots were incubated with 
peroxidase-coupled goat anti-rabbit IgG (Bethyl) at a 
dilution of 1:5000 for 1 h at room temperature, followed 
by detection with the ECL reagent.

NFKB reporter assays

Activation of NF-κB was measured for the K562-
Thioredoxin 1 and 2 knock down cell lines. These cells 
were transfected By nuclear electroporation (Amaxa®Cell 
Line Nucleofector® Kit V K562, Lonza with Nucleofector 
II Amaxa Biosystem) of two plasmids: pGL4.32[luc2P/
NF-KB-RE/hygro] (ref E849A, Promega, Madison) and 
pGL4.75[hRluc/CMV] (ref 693A, Promega, Madison). 
Both plasmids contain a different luciferase activity. The 
first plasmid displays the firefly luciferase activity under 
the dependence of a NF-κB responsive element, whereas  
the second plasmid constitutively produces the renilla 
luciferase activity and was used as control of transfection. 
After nuclear electroporation, the cells were cultured in 
the same iron overloaded medium as described before 
with DFX 3μM or N-acetyl cysteine 1mM for 48 hours. 
Then the cells were harvested, washed and the number 
of cells and their viability was determined with a Luna™ 
automated cells counter (Logos Biosystems, Korea). 
Then luciferase activity was measured using the Dual-
luciferase® reporter assay system (Promega, Madison) on 
a CLARIOstar plate reader (BMG Labtech, Ortenberg, 
Germany) following the manufacturer’s protocol. Each 
condition was read in duplicate. For each condition, the 
firefly luciferase activity was reported to the Renilla 
luciferase activity and the data were normalized with the 
number of cells.

Next generation sequencing

Samples were studied by high-throughput 
sequencing (HTS) of 36 genes recurrently mutated in 
myeloid malignancies. This included genes encoding 
proteins involved in signal transduction (CBL [exons 8-9], 
CSF3R [exons 14-18], FLT3 [exon 20], JAK2 [exons 12 
+ 14], KIT [exons 8-11 + 17], KRAS [exons 2-3], MPL 
[exon 10], NRAS [exons 2-3], PTPN11 [exons 3 + 13], 
RIT1 [exon 5], SETBP1 [exon 4]), transcription (BCOR 
[exons 2-15], BCORL1 [exons 1-12], ETV6 [exons 1-8], 
GATA2 [exons 2-6], RUNX1 [exons 3-8]), chromatin 
modification (ASXL1 [exons 11-12], EZH2 [exons 2-20], 
DNA methylation (DNMT3A [exons 2-23], IDH1 [exon 
4], IDH2 [exon 4], TET2 [exons 3-11]), RNA splicing 
(SF3B1 [exons 13-16], SRSF2 [exon 1], U2AF1 [exons 
2 + 6], ZRSR2 [exons 1-11]), cohesin complex (NIPBL 
[exons 2-47], RAD21 [exons 2-14], SMC1A [exons 
1-25], SMC3 [exons 1-29], STAG2 [exons 3-35]), tumor 
suppression (PHF6 [exons 2-10], TP53 [exons 3-11], WT1 
[exons 7 + 9]] and other pathways [CALR [exon 9], NPM1 
[exon 11]). Libraries were prepared using Ampliseq™ 
System according to the manufacturer’s instructions and 
run on sequencing on Personal Genome Machine® (PGM, 
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Life Technologies®). A high depth of coverage (>2000X) 
was obtained for all genes. Data were processed by Torrent 
Browser (Life Technologies®) and SeqNext (JSI Medical 
System®). Frameshift and nonsense variants were always 
considered as relevant mutations. Single nucleotide 
variants were retained in the absence of description into 
public databases of human polymorphisms and effects on 

protein function were predicted with established prediction 
tools (SIFT, PolyPhen-1, PolyPhen-2, MAPP, PhD-SNP 
and SNAP). Notably, because of technical limitations, the 
mutation c.1934dupG in ASXL1 cannot be detected with 
PGM sequencing justifying its systematic validation by 
Sanger sequencing as previously described (Duployez, 
Blood, 2016).
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Supplementary Figure 1: Effect of low dose of deferasirox on 5 healthy donors CD34+ cells. Proliferation rate of CD34+ 
cells from healthy donors (n=5) treated with low dose of DFX in our erythroid differentiation model. There was no effect of DFX 3μM 
suggesting a specific role of low dose of deferasirox only on MDS samples.
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Supplementary Figure 2: Effects of low dose DFX on erythroid differentiation. Global erythroid differentiation was studied 
by flow cytometry by monitoring three populations of cells: proerythroblasts (P) CD71+/CD235-, basophil erythroblasts (B) CD71+/CD235+ 
and orthochromatic erythroblasts (O) CD71-/CD235+ (filled bars: control cells; dotted bars: DFX-treated cells).
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Supplementary Figure 3: Evolution of variant allele frequency. Evolution of variant allele frequency (VAF) concerning CD34+ 
cells from 2 MDS patients. We applied the erythroid differentiation model and we have followed the VAF. The first patient harboring IDH1 
gene mutation (A) and the second patient (B) two gene mutations: one in SRSF2 gene and the other in MPL gene.
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Supplementary Figure 4: Ferroptosis investigation. Relative gene expression by RTqPCR for 6 genes known to be specifically 
activated in ferroptosis process (RPL8, IREB2, ATP5G3, CS, ASCF2 and EMC2) from 7 samples treated or not with DFX 3μM (p=ns).
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3) Conclusion et perspective 

Fort de ce rationnel biologique et devant les résultats encourageants obtenus sur la 

petite cohorte du CHU de Grenoble, un protocole national va bientôt débuter. Le protocole 

LODEFI est promu par la Délégation à la Recherche Clinique et à L'innovation (DRCI) du 

CHU Grenoble Alpes. C’est un essai de phase II multicentrique avec 17 centres du Groupe 

Francophone des Myélodysplasies (GFM). Il propose de tester l’effet de faible dose de 

déférasirox (3,5mg/Kg correspondant à 3µM in vitro) chez des patients porteurs d’un 

syndrome myélodysplasique de faible risque en échec primaire ou secondaire aux agents 

stimulant de l’érythropoïèse et non dépendant d’un support transfusionnel (moins de 2 

transfusions de 2 culots globulaires par 2 mois évalués sur 4 mois). Trente-neuf patients sont à 

inclure. L’objectif principal sera d’évaluer l'efficacité d'une faible dose de DFX 

(3,5mg/kg/jour) sur la dépendance transfusionnelle à 12 mois. Les objectifs secondaires 

seront d’évaluer la tolérance clinique et biologique d’une faible dose DFX pendant 12 mois 

maximum et de décrire la consommation de soins des patients à 12 mois. 
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CONCLUSION GENERALE 
 

 

Au travers de ce travail de thèse, nous avons pu montrer que la niche hématopoïétique 

joue un rôle important dans la physiopathogenèse des syndromes myélodysplasiques du fait 

de capacités de soutien moindre des cellules souches hématopoïétiques. Les cellules stromales 

mésenchymateuses issues de patient SMD ont comme anomalie une sous-expression de la 

protéine DICER1 entrainant une dérégulation du miRnome du stroma médullaire SMD. Les 

mécanismes à l’origine de cette sous-expression ne sont toujours pas élucidés. Cependant la 

surexpression de 2 miR ciblant l’ARNm de DICER1 et significativement surexprimés dans 

les CSM SMD pourrait l’expliquer en partie. Les résultats qui seront obtenus avec les 

constructions luciférases (en aval de Dicer1) pourront apporter des réponses.  

 

Par ailleurs, l’analyse du miRnome des cellules stromales mésenchymateuses a permis 

de mettre en évidence une surexpression du miR-486-5p au sein des CSM SMD. Ce dernier 

est véhiculé des CSM vers les cellules souches hématopoïétiques par les vésicules 

extracellulaires de petites tailles. Son implication dans le phénotype observé dans le modèle 

de co-incubation cellules CD34+ et sEVs issues de CSM SMD est en cours d’investigation 

grâce aux études de séquençage d’ARNm provenant de cellules CD34+ de sujets sains dans 

lesquelles le miR-486-5p a été surexprimé. Nous avons pu mettre en évidence les sEVs 

comme un des moyens de communication intercellulaire important entre les CSM et les CSH. 

En effet les sEVs issues de stroma SMD induisent une modification phénotypique des CSH 

normales qui pourraient approcher le phénotype observé chez les CD34+ SMD : apoptose, 

plus de ROS et des lésions géniques. 

  

Pour approfondir ce travail, il serait intéressant :  

• De voir si les sEVs issues de stroma SMD sont suffisantes pour induire des lésions 

géniques retrouvées de manière récurrente dans les SMD. C’est ce que nous 

prévoyons de faire par une analyse de whole exome sequencing dans notre modèle 

de co-incubation CSH et sEVs.  

• De voir si le stress oxydatif retrouvé dans les CD34+ en présence de ces vésicules 

est lié à la dérégulation du miR-486-5p ou bien est dû au contenu protéique ou à 

d’autre miR transportés dans ces vésicules et donc de réaliser des analyses 
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transcriptomiques et protéomiques des vésicules extracellulaires issues des stroma 

SMD. 

• De voir grâce à notre modèle in vivo, si dans un modèle de souris humanisées à 

partir de SMD de bas risque, on peut accélérer la leucémogenèse en injectant de 

façon répétée des exosomes issus de stroma médullaire de SMD de haut risque. 
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RESUME  
Les syndromes myélodysplasiques (SMD) sont dus à une atteinte oligoclonale de la cellule 

souche hématopoïétique aboutissant à une dysplasie des lignées myéloïdes, des cytopénies sanguines 
et une évolution fréquente vers la leucémie aiguë. De nombreuses mutations décrites dans des gènes 
contrôlant la régulation épigénétique sont responsables de la genèse des SMD. Mais des travaux 
récents montrent également que des anomalies du microenvironnement médullaire, notamment des 
cellules stromales mésenchymateuses (CSM), peuvent induire et propager un SMD suggérant l’idée 
d’une communication intercellulaire étroite entre la niche et les cellules hématopoïétiques. 
L’invalidation du gène Dicer1 (RNASE de type III impliquée dans le processing des microARN) dans 
les progéniteurs ostéoblastiques murins induit un véritable SMD avec dysmyélopoïèse.  

Nous avons confirmé la sous-expression de DICER1 dans les CSM SMD à partir de 
prélèvements primaires de moelle totale et dans les CSM en expansion. Cette sous-expression de 
DICER1 s’accompagne d’une dérégulation du profil des microARN au sein de CSM SMD mise en 
évidence par étude transcriptomique des CSM SMD vs CSM témoins.  Nous avons découvert une 
possible cible thérapeutique : le miR-486-5p que nous avons retrouvé constamment surexprimé dans 
les CSM SMD. Un des moyens pour les CSM d’influer sur les cellules souches hématopoïétiques peut 
se faire par la sécrétion de vésicules extracellulaires (EVs). Ces EVs sont hétérogènes et peuvent être 
définies par leur taille. Nous nous sommes plus particulièrement intéressés aux petites vésicules 
extracellulaires (sEVs) contenant la fraction exosomale qui est connue comme pouvant transporter des 
microARN, ARNm et des protéines entre les cellules. Nous avons retrouvé ce miR-486-5p transporté 
comme cargo dans les sEVs sécrétées des CSM vers les CD34+. De plus, nous montrons dans un 
modèle de co-incubation (sEVs avec CD34+ de sujets sains), que sur le plan fonctionnel, les sEVs 
provenant de CSM SMD induisent plus d’apoptose, plus de stress oxydatif ainsi que plus de 
dommages à l’ADN.  

Nous avons utilisé les propriétés du microenvironnement médullaire pour établir un modèle 
murin de SMD humain. En effet, la relative incapacité des cellules souches myélodysplasiques 
humaines de greffer et de reconstituer une hématopoïèse pathologique dans des souris 
immunodéprimées suggère que ces cellules souches SMD doivent avoir besoin d’un support 
extrinsèque du microenvironnement. Nous avons réalisé un modèle de souris humanisées en co-
injectant des CSM et des CD34+ en intratibial. Une prise de greffe a été observée chez toutes les souris 
injectées et nous avons pu étudier l’évolution clonale au fil des générations dans les différentes sous-
populations de progéniteurs myéloïdes (common myeloid progenitors (CMP), granulocyte-
macrophage progenitors (GMP) and megakaryocyte–erythroid progenitor (MEP)). Notre modèle est 
stable au cours des générations avec persistance du clone fondateur initial. 

Par ailleurs, la surcharge martiale observée chez les patients SMD (souvent secondaire aux 
transfusions de culots globulaires) est également responsable d’un stress oxydatif. Le déférasirox 
(DFX), un chélaleur de fer, a montré dans le cadre d’études rétrospectives une amélioration de 
l’érythropoïèse chez des patients SMD. Grâce à un modèle de différenciation érythroïde avec 
surcharge martiale, nous avons montré que de faibles doses de DFX induisent une meilleure 
prolifération des progéniteurs érythroïdes (moins d’apoptose et plus de cellules en cycle) via une 
activation de NF-κB. Cette activation est due à une diminution du niveau de dérivés réactifs de 
l’oxygène (ROS) en rapport avec une diminution du fer labile et est contrôlée de manière très fine par 
le niveau de ROS. 

En conclusion, ce travail confirme le rôle prépondérant du microenvironnement médullaire 
dans la genèse et la physiopathologie des syndromes myélodysplasiques et ouvre la voie à de 
nouvelles possibilités thérapeutiques. 

 
Mots clefs : Syndrome myélodysplasique, microenvironnement, DICER1, microARN, vésicules 
extracellulaires, stress oxydatif, déférasirox. 

 


	couverture_these
	MEUNIER_2018_diffusion

