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représentant	le	temps	passé	entre	les	murs	de	ce	laboratoire	:		
 

L'Horloge 
 

Horloge! dieu sinistre, effrayant, impassible, 
Dont le doigt nous menace et nous dit: "Souviens-toi! 
Les vibrantes Douleurs dans ton coeur plein d'effroi 

Se planteront bientôt comme dans une cible; 
 

Le Plaisir vaporeux fuira vers l'horizon 
Ainsi qu'une sylphide au fond de la coulisse; 

Chaque instant te dévore un morceau du délice 
A chaque homme accordé pour toute sa saison. 

 
Trois mille six cents fois par heure, la Seconde 
Chuchote : Souviens-toi! - Rapide, avec sa voix 

D'insecte, Maintenant dit Je suis Autrefois, 
Et j'ai pompé ta vie avec ma trompe immonde! 

 
Remember! Souviens-toi! prodigue! Esto memor! 
(Mon gosier de métal parle toutes les langues) 
Les minutes, mortel folâtre, sont des gangues 
Qu'il ne faut pas lâcher sans en extraire l'or! 

 
Souviens-toi que le Temps est un joueur avide 
Qui gagne sans tricher, à tout coup! c'est la loi 
Le jour décroît; la nuit augmente, souviens-toi! 
Le gouffre a toujours soif; la clepsydre se vide. 

 
Tantôt sonnera l'heure où le divin Hasard, 

Où l'auguste Vertu, ton épouse encore vierge, 
Où le Repentir même (oh! la dernière auberge!), 

Où tout te dira Meurs, vieux lâche! il est trop tard!" 
 

— Charles Baudelaire, Les fleurs du mal, 1857. 
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Préambule 
 

La	 leucémie	 myélomonocytaire	 chronique	 est	 une	 hémopathie	 myéloïde	 rare	 attribuée	 à	

l’accumulation	d’évènements	génétiques	et	épigénétiques	dans	une	cellule	souche	ou	progénitrice	

hématopoïétique.	 Les	 altérations	 génétiques	 somatiques	 récurrentes	 qui	 caractérisent	 cette	

maladie	 ont	 été	 identifiées	:	 elles	 associent	 diversement	 des	 altérations	 cytogénétiques	 non	

spécifiques	chez	30%	des	patients	et	des	mutations	des	gènes	de	 la	 régulation	épigénétique,	de	

l’épissage	des	pré-ARN	messagers,	de	 la	signalisation	et	de	 la	 transcription.	La	nature	des	gènes	

mutés	influence	le	phénotype	:	les	mutations	de	RUNX1	génèrent	une	thrombopénie,	celles	de	la	

signalisation	 une	maladie	 proliférative,	 celles	 de	 KIT	 une	mastocytose	 associée.	 Ces	 altérations	

génétiques	 ne	 sauraient	 résumer	 à	 elles	 seules	 l’expression	 phénotypique	 de	 la	 maladie	:	 les	

médicaments	hypométhylants	 restaurent	une	hématopoïèse	équilibrée	en	modifiant	 le	contexte	

épigénétique	des	cellules	malades	sans	les	éliminer.		

L’objectif	de	mon	travail	de	 thèse	a	été	de	modéliser	 la	maladie	en	reprogrammant	des	cellules	

souches	et	progénitrices	de	patients	atteints	de	cette	maladie,	avec	l’espoir	de	capturer	une	partie	

de	l’hétérogénéité	génétique	de	la	maladie.	A	partir	des	cellules	CD34+	d’une	patiente,	nous	avons	

établi	5	clones	des	cellules	souches	induites	reprogrammées,	correspondant	à	2	profils	génétiques	

distincts.	Par	une	technique	de	correction	de	gènes,	nous	avons	introduit	dans	certains	clones	la	

mutation	 SRSF2P95H,	 observée	 dans	 les	 cellules	 de	 50%	 des	 patients	 atteints	 de	 leucémie	

myélomonocytaire	 chronique	 mais	 absente	 chez	 la	 patiente	 étudiée.	 Nous	 montrons	 que	 le	

comportement	 hétérogène	 des	 clones	 de	 cellules	 reprogrammées	 en	 culture	 dépasse	 la	 simple	

hétérogénéité	génétique	de	la	maladie.		

La	présentation	de	ces	résultats	sera	précédée	d’une	revue	de	la	 littérature	en	3	parties	dédiées	

respectivement	 à	 la	 compréhension	 actuelle	 de	 l’organisation	 de	 l’hématopoïèse,	 à	 la	 maladie	

étudiée	et	au	modèle	choisi	pour	réaliser	ce	travail.	
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I.	Le	système	hématopoïétique	
 

Le	modèle	de	 l’hématopoïèse	 le	plus	connu	des	hématologistes	et	des	 immunologistes	est	 le	

modèle	«	hiérarchique»	ou	«	traditionnel	»	proposé	initialement	par	Irving	Weissman	(Akashi	et	al.	

2000).	Ce	modèle	est	très	controversé	:	 la	nature	des	progéniteurs	et	les	relations	entre	lignages	

font	 l’objet	de	nombreux	débats.	De	nouveaux	modèles	émergent	comme	la	«	hiérarchie	à	deux	

niveaux	»,	le	modèle	«	CLOUD-HSPC	»	ainsi	que	le	modèle	de	«	perte	égale	de	potentiel	».	

 

I.	1.	Le	modèle	hiérarchique	traditionnel	
 

Après	la	description,	en	1997,	d’un	progéniteur	commun	lymphoïde	(CLP)	pouvant	donner	

naissance	 à	 des	 lymphocytes	 T	 et	 des	 lymphocytes	 B	 mais	 ne	 pouvant	 pas	 se	 différencier	 en	

cellules	myéloïdes	 (Kondo	et	al.	 1997),	 l’équipe	de	Weissman	découvre	en	2000	un	progéniteur	

commun	myéloïde	 (CMP)	 pouvant	 donner	 naissance	 aux	 différentes	 cellules	myéloïdes	mais	 ne	

pouvant	pas	se	différencier	en	cellules	lymphoïdes.	A	cette	occasion,	l’équipe	propose	un	modèle	

hiérarchique	 (figure	1a)	 s’inspirant	des	premiers	 travaux	de	Till	 and	McCulloch	 (figure	1b,	 Till	&	

McCulloch	1980).	Ce	modèle	deviendra	rapidement	le	modèle	de	référence.	

 
Figure	1	:	Système	hématopoïétique	de	Weissman	(2000)	et	de	Till	et	McCulloch.	
a)	Le	système	hématopoïétique	de	Weissman.	Les	cellules	souches	hématopoïétiques	à	long	terme	(LT-HSC)	donnent	
naissance	 aux	 cellules	 souches	 à	 court	 terme	 (ST-HSC).	 Ces	 ST-HSC	 donnent	 naissance	 à	 au	moins	 un	 progéniteur	
commun	 lymphoïde	 (CLP),	 qui	 peut	 former	 toutes	 les	 cellules	 de	 la	 lignée	 lymphoïde,	 et	 un	 progéniteur	 commun	
myéloïde	 (CMP),	 qui	 peut	 se	 différencier	 en	 progéniteurs	 granulo-monocytaires	 (GMPs)	 ou	 en	 progéniteurs	méga-
érythrocytaires	 (MEPs),	 qui	 eux,	 peuvent	 former	 la	 lignée	 granulo-monocytaire	 ou	 la	 lignée	 méga-érythrocytaire,	
respectivement.	(Akashi	et	al.	2000)	(numéro	de	licence	:	4198901116502),	b)	Modèle	de	Till	&	McCulloch.	La	classe	
cellulaire	 indiquée	 à	 l’intérieur	 des	 rectangles	 peut	 être	 détectée	 à	 l’aide	 des	 cultures	 en	 milieu	 semi-liquide	
(expérience	 de	 méthylcellulose).	 CFU-S	:	 cellules	 souches	 myéloïdes	 pluripotentes.	 BFU-E	:	 progéniteurs	 primitifs	
érythrocytaires.	CFU-E	:	progéniteurs	matures	érythrocytaires.	CFU-M	:	progéniteurs	mégacaryocytaires.	CFU-C	(aussi	
nommée	CFU-GM)	:	progéniteurs	granulo-monocytaires.	RBC	:	globules	rouges	(Till	and	McCulloch	1980)	(numéro	de	
licence	:	4198910368006).	

a b
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Dans	cette	proposition,	les	cellules	à	forte	capacité	d’auto-renouvèlement	et	ayant	une	durée	

de	vie	prolongée	comme	les	cellules	souches	hématopoïétiques	(CSHs)	à	long	et	court	terme	sont	

rares	 et	 résident	 à	 l’apex	 de	 la	 pyramide.	 Ces	 cellules	 se	 différencient	 en	 cellules	 souches	

intermédiaires	dont	la	durée	de	vie	est	plus	courte	et	les	capacités	d’auto-renouvèlement	limitées,	

tels	que	les	progéniteurs	multipotents	(MPP),	les	CMP	et	les	CLP.	Les	progéniteurs	oligopotents	ou	

unipotents,	qui	sont	en	bas	de	la	pyramide,	ont	une	durée	de	vie	très	courte	et	peuvent	générer	

plus	de	10	cellules	hématopoïétiques	fonctionnelles.		

Dès	le	début	du	XXème	siècle,	des	modèles	de	système	hématopoïétique	avaient	été	proposés.	

Par	exemple,	Pappenheim	et	Neumann	en	1905	(figure	2)	suggèrent	que	 l’ensemble	des	cellules	

hématopoïétiques	proviennent	d’une	cellule	souche	multipotente	nichée	dans	 la	moelle	osseuse	

(Maehle	2011).		

 
Figure	2	:	Système	hématopoïétique	de	Pappenheim	(1905).		
La	cellule	multipotente	(no.	1)	au	milieu	du	schéma	est	mise	en	évidence	par	l’épaisseur	du	trait	du	cercle.	Elle	est	à	
l’origine	 de	 la	 «	branche	 myéloleucoplastique	»	 (à	 gauche),	 de	 la	 «	branche	 érythroplastique	»	 (à	 droite),	 de	 la	
«	branche	lymphoplastique	»	(au	milieu,	au-dessus)	et	de	la	«	branche	splenoplastique	»	(au	milieu,	en	bas).	(Maehle	
2011)	(licence	CC-BY	4.0)	
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I.	2.	Le	modèle	de	hiérarchie	à	deux	niveaux	
 

Les	arguments	qui	vont	à	l’encontre	du	modèle	hiérarchique	traditionnel	sont	que	1)	certains	

progéniteurs	mégacaryocytes-érythrocytes	(Mk-Er)	peuvent	être	générés	par	les	CSHs	sans	passer	

par	les	stades	intermédiaires	MPPs	et	CMPs	(Yamamoto	et	al.	2013)	;	2)	certains	progéniteurs,	dits	

myéloide/lymphoïde	 (MLP),	 ont	 un	 potentiel	 de	 différenciation	 à	 la	 fois	 lymphoïde	 et	

myélomonocytaire	 (Doulatov	 et	 al.	 2010;	 Laurenti	 et	 al.	 2013)	;	 3)	 plus	 de	 la	 moitié	 des	

progéniteurs	 multipotents	 engagés	 vers	 la	 lignée	 lymphoïde	 (LMPP)	 génèrent	 des	 cellules	

dendritiques	que	l’on	pensait	provenir	uniquement	des	progéniteurs	CMP	(Naik	et	al.	2013).	Ces	

observations	conduisent	 l’équipe	de	 John	Dick	à	proposer	en	2016	un	modèle	de	«	Hiérarchie	à	

deux	niveaux	»	[Figure	3,	(Notta	et	al.	2016)].	

 

 

 
Figure	3	:	Système	hématopoïétique	de	Dick	(2016).		
Le	modèle	classique	envisage	que	les	progéniteurs	oligopotents	comme	les	progéniteurs	communs	myéloïdes	(CMPs)	
sont	 une	 étape	 intermédiaire	 essentielle	 de	 la	 différenciation	 des	 cellules	
myéloïdes/érythrocytaires/mégacaryocytaires	 (My/Er/Mk).	 Le	 «	modèle	 redéfini	»	 propose	 un	 changement	
d’architecture	 au	 cours	 du	 développement	 :	 chez	 le	 fœtus,	 beaucoup	 de	 cellules	 souches	 et	 progénitrices	 sont	
multipotentes	;	 chez	 l’adulte,	 le	 compartiment	 des	 cellules	 souches	 est	 multipotent	 mais	 les	 progéniteurs	 sont	
unipotents.	 Les	 plans	 gris	 représentent	 les	 «	tiers	 théoriques	»	 de	 différenciation	 (Notta	 et	 al.	 2016)	 (numéro	 de	
licence	:	4198910495570)	

	
L’évolution	 de	 l’organisation	 du	 système	 hématopoïétique	 au	 cours	 du	 développement	 est	

nouvelle.	 Dans	 le	 foie	 fœtal,	 les	 progéniteurs	 oligopotents	

Myéloïdes/Erythrocytaire/Mégacaryocytaire	 (My/Er/Mk)	 et	 Er-Mk	 sont	 prééminents.	 Dans	 la	

moelle	osseuse	adulte,	les	progéniteurs	unipotents	My	et	Er	dominent	et	les	progéniteurs	Mk	sont	

très	 fortement	 liés	 aux	 destins	 des	MPPs.	 Ces	 données	 ne	 concordent	 pas	 avec	 la	 notion	 selon	

laquelle	 les	 lignées	My,	Mk	 et	 Er	 proviennent	 d’un	 progéniteurs	 commun	«	CMP	»	 (Notta	 et	 al.	

2016).	
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I.	3	Le	modèle	CLOUD-HSPC		
 

Le	modèle	continuum	of	low-primed	undifferentiated	haematopoietic	stem	and	progenitor	cells	

(CLOUD-HSPCs)	 s’appuie	 sur	une	analyse	à	 l’échelle	unicellulaire	de	 la	moelle	osseuse	montrant	

que	 les	CSHs	expriment	 les	caractéristiques	de	plusieurs	 lignées	et	peuvent	générer	directement	

les	 cellule	 d’une	 lignée	 sans	 passer	 par	 l’étape	 «	progéniteur	 stable	 et	 bien	 identifié	»	 [fig	 4a,	

(Velten	et	al.	2017)].		

 
Figure	4	:	Système	hématopoïétique	de	Steinmetz	(2017).	
a)	 L’activité	 des	modules	 de	 gènes	 associés	 à	 la	 différenciation	 des	 cellules	 souches	 hématopoïétiques	 (CSHs).	 Les	
gènes	ont	été	classés	et	regroupés	selon	le	degré	et	la	direction	du	priming.	L’expression	des	gènes	moyennés	selon	
l’individu	1	a	été	mise	en	évidence	dans	le	continuum	de	différenciation	des	CSHs.	b)	Résumé	graphique	du	modèle	
d’hématopoïèse	en	continu	dans	la	moelle	osseuse.	Du	fait	de	l’interaction	de	certains	réseaux	de	régulation	de	gènes,	
certains	 états	 ou	 transitions	 cellulaires	 sont	 plus	 probables	 que	 d’autres,	 représentés	 par	 une	 légère	 élévation	 des	
barrières	 à	 l’intérieur	du	«	paysage	de	Waddington	».	Au	moment	où	une	 cellule	 entre	dans	une	 lignée,	 de	petites	
barrières	apparaissent	qui	 séparent	progressivement	 la	 cellule	des	autres	 lignées,	 créant	un	biais	dans	 les	CSHs.	Au	
stade	des	progéniteurs	 ces	barrières	 sont	déjà	beaucoup	plus	prononcées	 (Velten	et	al.	 2017)	 (numéro	de	 licence	:	
4198910719933).	 c)	 Le	modèle	 classique	 :	 la	CSH	est	 situé	en	haut	du	 schéma	en	blanc.	 Le	modèle	du	continuum	:	
toutes	 les	 cellules	 sont	 très	 différentes	 du	 point	 de	 vue	 transcriptionnelle	 et	 subissent	 un	 engagement	 direct	 pour	
générer	 des	 cellules	 distinctes,	 ce	 qui	 s’oppose	 au	 modèle	 classique	 où	 la	 CSH	 passera	 au	 travers	 d’une	 série	 de	
progéniteurs	stables	et	distincts	(Hirschi,	Nicoli,	and	Walsh	2017)	(numéro	de	licence	:	4198910835157)	
	
Dans	 ce	 modèle,	 les	 CSHs	 sont	 au	 sommet	 d’une	 vallée	 plate.	 Des	 barrières	 séparent	 les	

différentes	 lignées	 hématopoïétiques	 qui	 émergent	 et	 s’amplifient	 graduellement,	 ce	 qu’illustre	

les	 variations	 progressives	 dans	 l’expression	de	 certains	 gènes	qui	 déterminent	 le	 destin	 de	 ces	

cellules.	 Lorsque	 ces	 barrières	 deviennent	 infranchissables,	 l’engagement	 vers	 une	 lignée	 est	

a)

b)

c)
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irréversible	(figure	4b).	A	la	suite	de	ce	travail,	une	représentation	plus	schématique	des	résultats	

de	 ces	 travaux	 est	 proposée	 pour	 faciliter	 la	 compréhension	 du	 nouveau	 modèle	 [figure	 4c,	

(Hirschi,	Nicoli,	and	Walsh	2017)].	

 

I.	4	Le	modèle	de	perte	égale	de	potentiel	
	

L’utilisation	 du	 «	barcoding	»		 suggère	 que	 les	 LMPP	produisent	 essentiellement	 des	 cellules	

dendritiques	 sans	 générer	 de	 cellules	 lymphoïdes	 ou	 myéloïdes	 (Naik	 et	 al.	 2013),	 ce	 qui	 ne	

concorde	pas	avec	le	modèle	classique.	Dans	la	continuité	des	travaux	décrits	ci-dessus,	Perié	et	al.,	

utilisant	là	encore	la	technologie	du	«	barcoding	»,	proposent	un	modèle	différent	(figure	5,	(Perié	

et	 al.	 2014))	 dans	 lequel	 existe	 une	 lignée	 dendritique,	 extérieure	 aux	 lignées	 myéloïde	 et	

lymphoïde	(Naik	et	al.	2013).	

 
Figure	5	:	Système	hématopoïétique	de	Duffy	(2014).	
Le	modèle	de	perte	égale	de	potentiel	[The	equal	loss	of	potential	(ELP)]	possède	tous	les	liens	du	modèle	classique,	
mais	ses	probabilités	de	transitions	sont	contraintes	:	la	probabilité	de	perdre	le	potentiel	de	produire	un	certain	type	
de	cellules	(M,	rouge	;	B,	bleu	;	D,	vert)	reste	proportionnellement	égale	à	chaque	étape	de	la	différenciation,	ce	qui	se	
traduit	 par	 l’utilisation	 de	 la	même	 couleur	 pour	 l’illustration.	 La	 probabilité	 de	 perdre	 2	 potentiels	 à	 la	 fois	 est	 le	
produit	 de	 la	 probabilité	 de	 perdre	 chaque	 potentiel	 indépendamment.	 La	meilleure	 valeur	 des	 probabilités	 a	 été	
calculée	 à	 l’aide	 de	 7	 paramètres	 du	 modèle	 de	 perte	 égale	 de	 potentiel	 (Perié	 et	 al.	 2014)	 (numéro	 de	 licence	
4198910957515).	
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II. La	leucémie	myélomonocytaire	
chronique	

 

II.	1.	Les	hémopathies	myéloïdes	
 
Les	hémopathies	myéloïdes	sont	un	continuum	de	pathologies	qui	prennent	leur	origine	dans	

les	CSHs,	ou	plus	rarement	dans	les	progéniteurs	myéloïdes	(Cozzio	et	al.	2003;	Huntly	et	al.	2004).	

Ces	maladies	sont	catégorisées	en	4	groupes	en	fonction	de	données	génétiques,	morphologiques,	

immunophénotypiques	 et	 cliniques:	 1)	 les	 syndromes	 myéloprolifératifs	 (SMP)	 sont	 des	

pathologies	 partageant	 des	 mutations	 ou	 des	 modifications	 chromosomiques	 qui	 activent	 de	

manière	 constitutive	 des	 voies	 de	 signalisation,	 entrainant	 la	 prolifération	 d’une	 ou	 plusieurs	

lignées	myéloïdes	par	hypersensibilité	à	une	cytokine,	2)	les	syndromes	myélodysplasiques	(SMD)	

sont	 des	 pathologies	 entrainant	 une	 prolifération	 excessive	 des	 progéniteurs	 myéloïdes,	 une	

dysmyélopïèse	 mais	 aussi,	 au	 moins	 initialement,	 une	 apoptose	 excessive	 conduisant	 à	 des	

cytopénies,	 3)	 les	 leucémies	 aiguës	 myéloïdes	 (LAM)	 sont	 caractérisées	 par	 un	 arrêt	 de	 la	

différenciation	 et	 une	 accumulation	 de	 cellules	 myéloïdes	 non	 différenciées	 (appelées	

myéloblastes),	 4)	 les	 syndromes	 myéloprolifératifs/myélodysplasiques	 (SMP/SMD)	 sont	

caractérisés	par	 la	présence	de	 signes	de	dysplasie	et	 la	prolifération	 inadaptée	d’au	moins	une	

des	lignées	myéloïdes	[figure	6,	(Deininger,	Tyner,	and	Solary	2017)].	

Un	 tiers	 des	 nouvelles	 hémopathies	 malignes	 sont	 des	 hémopathies	 myéloïdes.	 Le	 plus	

souvent,	ces	hémopathies	myéloïdes	sont	associées	au	vieillissement	mais	il	existe	des	différences	

entre	 et	 au	 sein	 des	 4	 groupes	 définis	 par	 l’OMS	 (figure	 7a).	 Les	 hémopathies	 myéloïdes	 sont	

beaucoup	 plus	 fréquentes	 chez	 l’homme	 que	 chez	 la	 femme	 (figure	 7b).	 La	 survie	 est	 très	

hétérogène	:	les	patients	ayant	une	LAM	ont	le	moins	bon	pronostic	avec	une	courbe	plongeante	

dès	les	premiers	mois	;	les	patients	ayant	un	SMP	ont	la	meilleure	courbe	de	survie,	frôlant	les	95%	

à	3	ans.	Les	patients	ayant	un	SMD	ou	un	SMD/SMP	se	situent	entre	les	deux	avec	une	médiane	de	

survie	de	1	an	et	9	mois	(figure	7c).	
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Figure	6	:	Représentation	en	3D	des	différentes	hémopathies	myéloïdes.	
Lors	 de	 la	 myélopoïèse	 normale,	 l’abondance	 relative	 des	 lignées	 myéloïdes	 (érythropoïèse,	 granulopoïèse,	
monocytopoïèse	 et	 la	megacaryopïèse)	 dans	 la	moelle	 osseuse	 et	 le	 nombre	 de	 cellules	 dans	 le	 sang	 (exprimé	 en	
nombre	 de	 cellules	 par	 litre	 de	 sang)	 sont	 maintenus	 dans	 des	 limites	 étroites	 (Mercier	 and	 Scadden	 2015).	 La	
différenciation	hématopoïétique	progresse	par	étapes	morphologiquement	définies	et	seules	les	cellules	matures	sont	
libérées	 de	 la	 moelle	 osseuse	 dans	 le	 sang.	 Les	 syndromes	 myéloprolifératifs	 (SMP)	 sont	 caractérisés	 par	 la	
prolifération	excessive	d’une	ou	plusieurs	 lignées	myéloïdes	et	par	une	hématopoïèse	extramédullaire,	typiquement	
dans	 la	 rate	 et/ou	 le	 foie.	 La	 morphologie	 des	 cellules	 hématopoïétiques	 est	 normale	 et	 la	 différenciation	 est	
maintenue.	Les	syndromes	myélodysplasiques	(SMD)	sont	caractérisés	par	une	diminution	du	nombre	d’érythrocytes,	
de	granulocytes	et/ou	de	plaquettes	dans	le	sang,	alors	que	la	moelle	osseuse	est	très	fréquemment	hypercellulaire,	
avec	 une	 hématopoïèse	 inefficace.	 La	 caractéristique	 classique	 des	 SMD	 est	 la	 dysplasie,	 une	 déformation	 d’une	
morphologie	 cellulaire	 normale	 à	 un	 certain	 stade	 de	 la	 différenciation.	 Bien	 que	 les	 critères	 diagnostiques	 de	 la	
dysplasie	aient	été	clairement	identifiés,	il	existe	de	considérables	variations	inter-observateurs	et	le	diagnostic	peut	
être	 compliqué	 si	 la	 dysplasie	 est	 modérée	 (Senent	 et	 al.	 2013).	 Les	 leucémies	 aiguës	 myéloïdes	 (LAM)	 sont	
caractérisées	 par	 un	 arrêt	 de	 différenciation	 et	 une	 accumulation	 de	 cellules	 myéloïdes	 non	 différenciées	
(myéloblastes).	 Les	 LAM	 sans	 antécédents	 d’hémopathies	 et	 sans	 exposition	 à	 une	 chimiothérapie	 ou	 à	 une	
radiothérapie	sont	dites	«	de	novo	»,	alors	que	le	terme	«	LAM	secondaire	»	indique	une	LAM	qui	s’est	développée	à	
partir	d’un	SMD	ou	d’un	SMP	préexistant	ou	après	une	exposition	toxique.	Les	SMD/SMP	présentent	une	combinaison	
de	caractéristiques	des	SMD	et	des	SMP	avec	une	dysplasie	et	un	excès	de	production	de	cellules	hématopoïétiques	
d’au	moins	une	lignée	myéloïde.	La	progression	d’un	SMD	ou	d’un	SMP	vers	un	SMD/SMP	est	relativement	rare	mais	
les	patients	avec	un	SMD/SMP	présentent	généralement	les	caractéristiques	clés	des	deux	syndromes	précédents.	Les	
flèches	montrent	les	évolutions	observées	chez	les	patients	(Deininger,	Tyner,	and	Solary	2017)	(numéro	de	licence	:	
4198911135746)	
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Figure	 7	:	 Représentation	 graphique	 de	 l’âge	 de	 diagnostic,	 ratio	 sexuelle	 ainsi	 que	 de	 la	 mortalité	 selon	 les	
différentes	hémopathies	myéloïdes	
a)	 Age	 au	 diagnostic;	 leucémie	 aiguë	 myéloïde	 (AML),	 syndromes	 myélodysplasiques	 (MDS),	 syndromes	
myéloprolifératifs	 (MPN)	;	 and	 MDS/MPN	 (Réseau	 de	 recherche	 des	 hémopathies	 malignes	 2004-2013),	 b)	 Age	
standardisé	 (European	 2013),	 sexe	 ratio	 par	 groupe	 de	 diagnostic	;	 AML	;	 MDS	;	 MPN	;	 MDS/MPN	:	 (Réseau	 de	
recherche	des	hémopathies	malignes	2004-2013),	c)	3	ans	de	suivi	avec	estimation	de	la	survie	des	groupes	principaux	
de	diagnostic	(Roman	et	al.	2016)	(licence	CC-BY)	

 

II.	1.	1.	Les	syndromes	myéloprolifératifs	(ou	néoplasmes	
myéloprolifératifs)		

 
La	 classification	de	 l’Organisation	Mondiale	 de	 la	 santé	 (OMS)	 reconnaît	 7	 sous-types	de	

SMP.	(1)	La	Leucémie	chronique	myéloïde	(LMC)	qui	est	une	des	rares	pathologies	définies	par	la	

présence	 d’un	 évènement	 oncogénique	 unique,	 en	 l’occurrence	 une	 fusion	 de	 la	 région	BCR	 et	

l’oncogène	ABL1.	Dans	les	SMP	dites	«	BCR-ABL1-négative	»	(2)	la	maladie	de	Vasquez	(PV),	(3)	la	

thrombocytémie	essentielle	(TE)	et	(4)	la	myélofibrose	primaire	(MFP)	sont	collectivement	souvent	

nommés	 les	 SMP	 classiques.	 (5)	 La	 leucémie	 chronique	 à	 neutrophiles	 (LCN),	 (6)	 la	 leucémie	

chronique	 à	 éosinophiles	 ainsi	 que	 les	 (7)	 SMP	 inclassables	 (SMP-i)	 sont	 beaucoup	 moins	

fréquentes	et	sont	collectivement	nommés	«	SMP	atypiques	ou	non	classiques	».	

Etant	donné	le	chevauchement	des	caractéristiques	cliniques	et	morphologiques	des	SMP,	

l’utilisation	 de	 marqueurs	 génétiques	 spécifiques	 de	 certains	 sous-types	 de	 SMP	 est	 utile	 au	

a) b)

c)
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diagnostic	 comme	à	 la	 prise	de	décisions	 thérapeutiques	 (Arber	 et	 al.	 2016).	 La	 détection	de	 la	

fusion	 BCR-ABL1	 (ou	 du	 chromosome	 Philadelphie	 au	 caryotype)	 est	 utilisée	 depuis	 longtemps	

pour	 faire	 le	 diagnostic	 de	 LMC.	 La	mise	 à	 jour	 de	 la	 classification	 des	 SMP	par	 l’OMS	en	 2016	

introduit	prudemment	un	nombre	croissant	de	marqueurs	génétiques	dans	la	définition	des	SMP	

(Arber	 et	 al.	 2016).	 De	 manière	 générale,	 ces	 maladies	 sont	 classées	 selon	 la	 lignée	 myéloïde	

prédominante	dans	le	sang	périphérique	:	la	PV	est	caractérisée	par	un	excès	d’érythrocytes	et	la	

TE	par	un	excès	de	plaquettes.	Les	patients	atteints	de	MFP	présentent	une	fibrose	de	la	moelle	

osseuse,	des	mégacaryocytes	anormaux,	des	numérations	sanguines	variables,	une	hématopoïèse	

extramédullaire	 et	 une	 hépatosplénomégalie.	 Les	 SMP	 sont	 peu	 fréquents	 avant	 50	 ans	 et	 leur	

incidence	 augmente	 exponentiellement	 après	 60	 ans	 (McNally	 et	 al.	 1997).	Mis	 à	 part	 les	MFP	

ayant	un	taux	de	42%	à	5	ans,	toutes	les	autres	pathologies	ont	un	taux	de	survie	entre	85	et	95%	

à	5	ans	(figure	8).		

 
Figure	8	:	Courbe	de	la	survie	des	différents	syndromes	myéloprolifératifs.	
	3	ans	de	suivi	avec	estimation	de	la	survie	au	sein	des	syndromes	myéloprolifératifs	(Roman	et	al.	2016)	(licence	CC-
BY).	

	
Les	 SMP	 «	BCR-ABL1-négatifs	»	 sont	 des	 maladies	 clonales	 liées	 à	 l’acquisition,	 dans	 la	

cellule	 souche	 hématopoïétique,	 d’au	 moins	 une	 mutation	 somatique	 (dite	 driver)	 affectant	

principalement	les	gènes	JAK2,	MPL	ou	CALR.	Chez	l’adulte,	l’acquisition	sporadique	d’une	de	ces	

mutations	dans	une	CSH	ne	conduit	pas	forcément	à	une	situation	pathologique	(Hinds	et	al.	2016),	

suggérant	 l’intervention	 d’autres	 paramètres.	 L’expansion	 clonale	 est	 liée	 au	 sexe	 et	 à	 l’âge	 du	

patient	(Spivak	et	al.	2014;	Stein	et	al.	2010).	Une	prédisposition	génétique	est	probable,	même	si	

elle	n’a	été	identifiée	que	dans	7%	des	cas	dans	lesquels,	par	exemple,	un	polymorphisme	tel	que	

l’haplotype	‘46/1’	aussi	nommé	‘GGCC’	augmente	d’un	facteur	3	le	risque	d’acquérir	une	mutation	

activatrice	de	JAK2	(Jones	et	al.	2008).	Les	SMP	ont	une	faible	fréquence	de	mutations,	de	l’ordre	
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de	 0,2	 par	mégabase.	 Le	 nombre	 de	mutations	 est	 fonction	 de	 l’âge	 du	 patient	mais	 pas	 de	 la	

progression	de	la	maladie	ou	de	mutations	driver	particulières	(Nangalia	et	al.	2013).		

La	dérégulation	directe	ou	 indirecte	de	 l’activité	de	JAK2	par	 l’acquisition	d’une	mutation	

somatique	est	l’anomalie	la	plus	fréquemment	retrouvée	dans	les	SMP	classiques	non	BCR-ABL1.	

Les	principales	mutations	sont	celles	qui	affectent	JAK2,	CALR	et	MPL	(figure	9).	La	mutation	la	plus	

fréquente	est	JAK2V617F,	présente	dans	plus	de	95%	des	PV	et	50-60%	des	PMF	et	des	TE.	JAK2	est	

une	tyrosine	kinase	qui	 intervient	dans	 la	 transduction	du	signal	des	 récepteurs	de	cytokines	de	

classe	 I	 comme	 le	 récepteur	 à	 l’érythropoïétine,	 le	 récepteur	 à	 la	 thrombopoïétine	 (codé	par	 le	

gène	 MPL)	 et	 le	 récepteur	 au	 Granulocyte	 Colony	 Stimulating	 Factor	 [G-CSF,	 (Cross	 2011;	

Vainchenker	&	Constantinescu	2013)].	La	calréticuline	est	une	protéine	chaperonne	qui	contribue	

à	maintenir	les	protéines	dans	une	conformation	correcte	mais	joue	aussi	un	rôle	dans	le	trafic	de	

glycoprotéines	et	 le	contrôle	homéostatique	du	niveau	de	calcium.	De	manière	 intéressante,	 les	

mutations	 de	 CALR	 activent	 le	 récepteur	 de	 la	 thrombopoïétine	 en	 liant	 à	 son	 domaine	

extracellulaire	des	résidus	N-glycosylés,	ce	qui	active	JAK2	(Chachoua	et	al.	2016;	Elf	et	al.	2017;	

Marty	et	al.	2016).	

	

	

	

	
Figure	9	:	Représentation	graphique	des	différents	gènes	retrouvés	mutés	dans	les	syndromes	myéloprolifératifs.		
Principales	mutations	récurrentes	dans	les	SMP	classiques	BCR-ABL1	négatifs.	ET	:	thrombocytémie	essentielle,	PMF	:	
myélofibrose	primaire,	PV	:	la	maladie	de	Vaquez.	(Zoi	and	Cross	2017)	(numéro	de	liecence	:	4198920046295).	
 
 
 

 

Fig 1. Phenotype driver mutations in classic BCR-ABL1–negative myeloproliferative
neoplasms. ET, essential thrombocythemia; PMF, primary myelofibrosis; PV,
polycythemia vera.

© 2017 by American Society of Clinical Oncology
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II.	1.	2.	Les	syndromes	myélodysplasiques		
 

C’est	 en	 1982	 que	 le	 groupe	 coopératif	 FAB	 (French-American-British)	 défini	 les	 SMD	 et	

propose	 une	 classification	 en	 5	 catégories:	 l’anémie	 réfractaire	 (AR),	 l’anémie	 réfractaire	

sidéroblastique	 acquise	 idiopathique	 (AR-SC),	 l’anémie	 réfractaire	 avec	 excès	 de	 blastes	 (AREB),	

l’anémie	 réfractaire	 avec	 excès	 de	 blastes	 en	 transformation	 (AREB-T)	 et	 la	 leucémie	

myélomonocytaire	 chronique	 [LMMC,	 (Bennett	 et	 al.	 1982)].	 La	 caractéristique	 principale	 qui	

distingue	ces	entités	est	le	pourcentage	de	blastes	dans	la	moelle	osseuse	:	moins	de	5%	dans	les	

AR	et	ARSAI,	entre	5	à	20%	dans	les	AREB,	entre	21	et	30%	dans	les	AREB-T	et	entre	0	et	20	%	dans	

les	 LMMC.	 Les	 ARSAI	 ont	 au	 moins	 15%	 de	 sidéroblastes	 en	 couronne	 parmi	 les	 précurseurs	

érythrocytaires	 et	 les	 LMMC	 sont	 caractérisées	par	une	monocytose	 chronique.	 En	2001,	 l’OMS	

modifie	 cette	 classification	en	diminuant	 le	 niveau	de	blastes	 requis	 pour	 identifier	 une	 LAM	 (il	

passe	de	30	à	20%),	ce	qui	supprime	de	facto	l’entité	AREB-T,	en	reconnaissant	qu’il	est	possible	

d’avoir	 une	 dysplasie	 de	 plusieurs	 lignées	 myéloïdes,	 en	 isolant	 la	 del(5q)	 comme	 une	 entité	

indépendante	 avec	 un	 faible	 pourcentage	 de	 myéloblastes,	 et	 en	 plaçant	 la	 LMMC	 dans	 une	

nouvelle	catégorie	à	la	frontière	entre	SMP	et	SMD	(Vardiman,	Harris,	and	Brunning	2002).		

La	 classification	 de	 l’OMS	 reconnaît	 maintenant	 6	 entités.	 (1)	 Les	 SMD	 avec	 une	 seule	

lignée	dysplasique,	(2)	les	SMD	avec	sidéroblastes	en	couronnes,	(3)	les	SMD	avec	plusieurs	lignées	

dysplasiques,	(4)	les	SMD	avec	un	excès	de	blastes,	(5)	les	SMD	avec	une	del(5q)	isolée	et	(6)	les	

SMD	 non	 classifiables.	 Les	 SMD	 sont	 caractérisés	 par	 une	 hématopoïèse	 inefficace,	 des	

manifestations	 cytologiques	 de	 dysplasie	 dans	 les	 cellules	 hématopoïétiques	 et	 une	 ou	 des	

cytopénie(s)	périphérique(s).		

Tout	 comme	 les	 SMP,	 les	 SMD	 sont	 inhabituels	 avant	 l’âge	 de	 50	 ans	 en	 dehors	 des	

situations	de	prédispositions	génétiques,	de	mieux	en	mieux	identifiées	(figure	7a).	Par	exemple,	

une	 maladie	 plaquettaire	 familiale	 associée	 à	 une	 mutation	 germinale	 de	 RUNX1	 situé	 sur	 le	

chromosome	21q22	prédispose	à	la	survenue	de	translocations	chromosomiques	et	de	mutations	

somatiques	conduisant	à	l’émergence	d’une	LAM	ou	d’un	SMD		(Mikhail	et	al.	2006).	

Les	SMD	sont	parmi	 les	cancers	hématologiques	 les	plus	représentés	chez	 les	patients	de	

plus	de	70	ans	(Rollison	et	al.	2008).	L’incidence	est	1,8	fois	plus	importante	chez	les	hommes	que	

chez	les	femmes	[figure	7b,	(Rollison	et	al.	2008)].	La	survie	à	3	ans	est	très	hétérogène	:	les	SMD	

avec	un	excès	de	blastes	ont	un	très	mauvais	pronostic	dû	à	la	forte	progression	de	la	maladie	en	

LAM	(figure	10).		
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Figure	10	:	Courbe	de	la	survie	des	différents	syndromes	myélodysplasiques.	
3	ans	de	suivi	avec	estimation	de	la	survie	au	sein	des	syndromes	myélodysplasiques	(Roman	et	al.	2016)	(licence	CC-
BY).	

	
Les	 patients	 ayant	 un	 SMD	 présentent,	 de	 manière	 générale,	 une	 anémie	 et	 d’autres	

cytopénies.	 Une	 lignée	 érythrocytaire	 dysmorphique,	 des	 polynucléaires	 neutrophiles	 au	 noyau	

hyposegmenté	 (anomalie	 speudo-Pelger-Huët)	 et	 peu	 de	 granules.	 La	 dysplasie	 dans	 la	 moelle	

osseuse	 doit	 au	 moins	 toucher	 10%	 des	 cellules	 d’une	 lignée	 myéloïde	 spécifique.	 Des	

sidéroblastes	en	couronnes	 reflètent	une	accumulation	anormale	de	 fer	dans	 les	mitochondries,	

qui	est	parfois	accompagné	de	signes	de	dysérythropoïèse	(figure	11).	

	

	
Figure	11	:	Photos	des	différentes	anomalies	morphologiques	retrouvées	dans	les	syndromes	myélodysplasiques.		
Exemples	 représentatifs	 des	 anomalies	 morphologiques	 dans	 les	 syndromes	 myélodysplasiques.	 Coloration	 May	
Grünwald	Giemsa	dans	toutes	les	images	avec	la	seule	exception	des	sidéroblastes	en	couronne	(coloration	de	Perls).	
Grossissement	de	2003	à	10003		(Cazzola,	Porta,	and	Malcovati	2013)	(numéro	de	licence	:	501315828).	
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Environ	50%	des	patients	atteints	d’un	SMD	ont	une	anomalie	cytogénétique	dont	la	plus	

fréquente	est	la	del(5q),	suivie	de	la	trisomie	8,	de	la	monosomie	Y,	de	la	délétion	du	bras	long	du	

chromosome	 20	 [del(20q)]	 et	 de	 la	 monosomie	 7	 (Schanz	 et	 al.	 2012).	 Ces	 anomalies	

cytogénétiques	ne	sont	pas	spécifique	et	sont	fréquemment	trouvées	dans	d’autres	hémopathies	

myéloïdes	(Wassie	et	al.	2015).	Grâce	aux	avancées	des	techniques	de	séquençage,	des	mutations	

somatiques	récurrentes	sont	retrouvées	chez	les	patients	atteints	d’un	SMD	(Elli	Papaemmanuil	et	

al.	2013).	Les	gènes	mutés	de	manière	 récurrente	sont	 impliqués	notamment	dans	 la	 régulation	

épigénétique	(TET2,	ASXL1,	EZH2,	DMT3A,	IDH1,	IDH2),	l’épissage	des	pré-ARN	messagers	(SF3B1,	

SRSF2,	U2AF35,	 ZRSR2),	 la	 réparation	de	 l’ADN	 (TP53),	 la	 régulation	de	 la	 transcription	 (RUNX1,	

BCOR,	ETV6),	et	la	transduction	de	signal	(CBL,	NRAS,	KRAS,	JAK2).	

	

II.	1.	3.	Les	leucémies	aiguës	myéloïdes			
  

Les	LAM	sont	caractérisées	par	une	 infiltration	de	 la	moelle	osseuse,	du	sang	et	d’autres	

tissues	 par	 des	 myéloblastes,	 qui	 sont	 des	 progéniteurs	 hématopoïétique	 anormaux,	 très	 peu	

différenciés	et	très	prolifératifs.	Les	catégories	majeures	de	la	classification	OMS	sont	les	LAM	de	

novo,	 les	 LAM	 secondaires	 à	 une	 hémopathie	 myéloïde	 chronique,	 les	 LAM	 secondaires	 à	 un	

traitement	et	les	LAM	non	spécifiées.	

	

	
Figure	12	:	Courbe	de	la	survie	des	différentes	leucémies	aiguës	myéloïdes.		
3	ans	de	suivi	avec	estimation	de	la	survie	au	sein	des	leucémies	aiguë	myéloïdes	(Roman	et	al.	2016)	(licence	CC-BY).	
	
	 Une	 LAM	 apparaissant	 au	 cours	 de	 l’évolution	 d’un	 SMP	 ou	 d’un	 SMD	 est	 de	 mauvais	

pronostic	(J.	A.	Kennedy	et	al.	2013).	L’incidence	chez	patients	atteints	de	TE	est	estimée	à	1,5%,	

chez	les	patients	ayant	une	PV	à	7%	(Berk	et	al.	1981),	et	chez	les	patients	ayant	une	MFP	à	11%	

(Cervantes	et	al.	1991).	Les	blastes	de	LAM	secondaire	à	un	SMP	proviennent	la	plupart	du	temps	

d’un	sous-clone	et	non	du	clone	initial	(Gerber	et	al.	2011).	Au	sein	des	LAM,	il	y	a	une	très	forte	
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hétérogénéité	de	la	survie	à	3	ans,	allant	du	plus	faible	dans	les	LAM	secondaires	(quelques	%	de	

survie	à	3	ans)	au	plus	élevé	dans	la	LAM	promyélocytaire	ou	LAM3	(survie	supérieure	à	90%	à	3	

ans,	figure	12).		

	 L’incidence	des	LAM	est	particulièrement	élevée	chez	certains	SMD,	considérés	comme	des	

états	 pré-leucémiques.	 C’est	 le	 cas,	 par	 exemple,	 des	 AREB	 et	 des	 SMD	 avec	 anomalies	

cytogénétiques	 de	 mauvais	 pronostic	 (par	 exemple	 monosomie	 7,	 délétion	 du	 bras	 long	 du	

chromosome	 7,	 trisomie	 8	 et	 délétion	 du	 bras	 court	 17),	 le	 risque	 de	 transformation	 chez	 ces	

patients	étant	de	plus	de	50%	(figure	13	a	&	b,	Bernasconi	et	al.	2007).		

Une	étude	récente	de	l’expression	de	gènes	dans	les	cellules	mononuclées	de	patient	ayant	

un	SMD	a	montré	que	23	%	des	patients	avaient	un	profil	de	LAM,	50%	un	profil	SMD	et	24%	un	

profil	«	non-leucémique	».	Ces	données	confortent	le	concept	selon	lequel	il	existe	des	étapes	pré-

leucémiques	(K.	I.	Mills	et	al.	2009).	Le	profil	d’expression	typique	des	LAM	est	retrouvé	chez	plus	

de	68%	des	patients	ayant	une	AREB	avec	une	survie	plus	 faible	que	celle	des	patients	ayant	un	

profil	 «	non-leucémique	»	 qui	 ne	 développent	 pas,	 ou	 très	 rarement,	 une	 LAM	 (K.	 I.	Mills	 et	 al.	

2009).	

	
Figure	13	:	Courbes	de	la	progression	des	syndromes	myélodysplasiques	en	leucémies	aiguës	myéloïdes	ainsi	que	la	
survie	sans	progression.		
Syndromes	myélodysplasiques	a)	sans	progression	en	leucémie	aiguë	myéloïdes,	b)	survie	sans	progression	:	Réseau	
de	recherche	des	hémopathies	malignes,	diagnostics	de	septembre	2004	à	aout	2013	suivi	jusqu’en	février	2015	
(Roman	et	al.	2016)	(licence	CC-BY).	
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	 La	 plupart	 des	 LAM	 sont	 caractérisées	 par	 une	 hétérogénéité	 clonale,	 avec	 un	 clone	

fondateur	 et	 au	 moins	 un	 sous-clone	 (The	 Cancer	 Genome	 Atlas	 Research	 Network	 2013).	 La	

dynamique	 de	 cette	 hétérogénéité	 clonale	 serait	 à	 l’origine	 des	 rechutes	 et	 de	 la	 résistance	 au	

traitement	(Ding	et	al.	2012).	Le	séquençage	séquentiel	de	nombreuses	LAM	a	révélé	 l’existence	

de	 cellules	 souches	 pré-leucémiques.	 Les	 gènes	 impliqués	 dans	 la	 régulation	 épigénétique	 (i.e.,	

DNMT3A,	 ASXL1,	 IDH2	 et	 TET2)	 sont	 fréquemment	 mutés	 dans	 les	 cellules	 dites	 «	pré-

leucémiques	»,	 apparues	 au	 début	 de	 l’évolution	 clonale.	 Ces	 clones	 ancestraux,	 capables	 de	

générer	 plusieurs	 clones	 distincts	 de	 cellules	malades,	 peuvent	 survivre	 aux	 chimiothérapies	 et	

s’amplifier	 pendant	 les	 périodes	 de	 rémission,	 ce	 qui	 peut	 conduire	 à	 une	 rechute,	 parfois	 très	

différente	de	la	maladie	initiale	(Krönke	et	al.	2013;	Shlush	et	al.	2014;	Corces-Zimmerman	et	al.	

2014).		

 

II.	1.	4	Les	syndromes	myélodysplasiques	/	myéloprolifératifs	
	
	 La	 mise	 à	 jour	 de	 2016	 de	 la	 classification	 des	 hémopathies	 malignes	 a	 confirmé	

l’individualisation	 des	 SMD/SMP	 associant	 une	 dysplasie	 cellulaire	 et	 la	 prolifération	 anormale	

d’au	moins	une	lignée	myéloïde	(Arber	et	al.	2016;	Vardiman	JW,	Thiele	J	2008).	L’OMS	reconnaît	5	

entités	dans	cette	catégorie	d’hémopathies	myéloïdes	:	(1)	la	leucémie	myélomonocytaire	juvénile	

(LMMJ),	(2)	la	LMMC,	(3)	la	leucémie	myéloïde	chronique	atypique	(LMCa),	(4)	le	SMD/SMP	avec	

sidéroblastes	en	couronne	et	thrombocytose	(SMD/SMP-SC-T)	et	(5)	les	SMD/SMP	non	classables	

(SMD/SMP-i).	Certaines	anomalies	génétiques	doivent	être	exclues,	comme	la	fusion	BCR-ABL1,	la	

fusion	PCM1-JAK2	et	les	réarrangements	chromosomiques	impliquant	PDGFA,	PDFGB	et	FGFR1	car	

les	 hémopathies	 dans	 lesquelles	 ces	 anomalies	 sont	 présentes	 sont	 réunies	 dans	 un	 groupe	

distinct.	

	 Les	patients	atteints	de	LMCa	ont	une	survie	globale	plus	faible	que	ceux	atteints	de	LMMC	

ou	d’un	SMD/SMP-i	 tandis	que	 la	survie	des	patients	atteints	de	SMD/SMP-SC-T	est	plus	 longue	

(Patnaik	et	al.	2016;	Wang	et	al.	2015)	(figure	14a)	mais	ces	données	restent	controversées,	sans	

doute	du	 fait	 de	 la	 rareté	de	 ces	maladies	:	 une	 étude	 anglaise	 suggère	pourtant	 qu’il	 n’y	 avait	

aucune	différence	de	survie	globale	entre	LMCa,	LMMC	et	SMD/SMP-i	 (figure	14b,	Roman	et	al.	

2016).	
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Figure	14	:	Courbes	des	taux	de	survie	dans	les	syndromes	myélodysplasiques/syndromes	myéloprolifératifs.	
a)	Taux	de	survie	:	comparé	aux	SMD/SMP-i,	les	patients	avec	une	LMCa	montrent	une	diminution	significative	de	la	
survie	 globale	 (12.4	mois,	 95%	 IC	 [9.0-16.1]	 vs	 21.8	mois,	 95%	 IC	 [17.6-28.8])	 (S.	 A.	Wang	 et	 al.	 2015)	 (numéro	 de	
licence	:	501315830).	b)	3	ans	de	suivi	avec	estimation	de	la	survie	au	sein	des	SMD/SMP	(Roman	et	al.	2016)	(licence	
CC-BY).	

	
A	l’exception	de	la	LMMJ	qui	est	une	pathologie	typiquement	pédiatrique,	les	SMD/SMP	émergent	

chez	 les	sujets	âgés.	La	LMMJ	est	une	RASopathie	qui	survient	après	 l’acquisition	mutations	«	de	

novo	»	 ou	 dans	 le	 contexte	 de	 syndromes	 de	 prédisposition	 (syndrome	 de	 Noonan,	

neurofibromatose).	 Les	 LMMJ	 peuvent	 progresser	 en	 LAM	 (33%	 des	 cas)	 ou,	 beaucoup	 plus	

rarement	 (10%)	 régresser	 spontanément	 (Rauen	2013).	 Les	autres	SMD/SMP	sont	 liés	à	 l’âge	et	

combinent	des	mutations	dans	des	gènes	épigénétiques,	de	l’épissage	et	de	la	signalisation	(figure	

15).		

a) b)
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Figure	 15	:	 Fréquence	 des	 mutations	 somatiques	 dans	 les	 syndromes	 myélodysplasiques/syndromes	
myéloprolifératifs.	
La	fréquence	de	mutations	somatiques	dans	chaque	SMP/SMD	est	montrée	et	groupée	selon	 leur	fonction	:	ABCC9,	
ATP-binding	cassette	sub-family	C	member	9;	aCML,	atypical	chronic	myeloid	leukaemia;	ASXL,	additional	sex	combs-
like;	BCOR,	 BCL6	 co-repressor;	CALR,	 calreticulin;	CEBPA,	 CCAAT/enhancer	 binding	 protein	α;	 CMML,	 leucémie	
myélomonocytaire	 chronique;	CSF3R,	 granulocyte	 colony-stimulating	 factor	 3	 receptor;	CUX1,	 cut-like	 homeobox	
1;	DNMT3A,	 DNA	 methyltransferase	 3A;	DOCK2,	 dedicator	 of	 cytokinesis	 protein	 2;	ETNK1,	 ethanolamine	 kinase	
1;	EZH2,	 enhancer	 of	 zeste	 2;	FLT3-ITD,	 tyrosine	 kinase	 3-internal	 tandem	 duplication;	IDH,	 isocitrate	
dehydrogenase;	JAK,	 Janus	 kinase;	 JMML,	 leucémie	 myélomonocytaire	 juvénile	 ;	LUC7L2,	 LUC7-like	 2,	 pre-mRNA	
splicing	 factor;	MDS/MPN-RS-T,	SMD/SMP	avec	sidéroblastes	en	couronne	et	 thromcytose;	MDS/MPN-U,	SMD/SMP	
inclassifiable;	MPL,	 gene	 codant	 pour	 le	 récepteur	 à	 la	 thrombopoïétine;	NF1,	 neurofibromin	
1;	NPM1,nucleophosmin;	PHF6,	 PHD	 finger	 protein	 6;	PTPN11,	 protein	 tyrosine	 phosphatase,	 non-receptor	 type	
11;	RRAS2,	aussi	connu	comme	TC21;	RUNX1,	runt-related	transcription	factor	1;	SETBP1,	SET-binding	protein	1;	SF3B1,	
splicing	factor	3b	subunit	1;	SRSF2,	serine-	and	arginine-rich	splicing	factor	2;	STAG2,	stromal	antigen	2;	STAT,	signal	
transducer	 and	 activator	 of	 transcription;	TET,	 tet	 methylcytosine	 dioxygenase;	TTN,	 titin;	U2AF1,	U2	 small	 nuclear	
RNA	 auxiliary	 factor	 1;	UTX,	 also	 known	 as	KDM6A;	 ZRSR2,	 zinc	 finger	 CCCH-type,	 RNA	 binding	 motif	 and	
serine/arginine-rich	2	(Deininger,	Tyner,	and	Solary	2017)	(numéro	de	licence	:	4198911135746).	
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II.	2	Caractéristiques	cliniques	
	
	 Le	 diagnostic	 de	 la	 LMMC	 repose	 sur	 deux	 critères:	 la	 présence	 d’une	 monocytose	

supérieure	 à	 1	 x	 109/L	 et	 des	monocytes	 représentant	plus	de	10%	des	 leucocytes	 (Arber	 et	 al.	

2016).	 Cette	 pathologie	 est	 très	 hétérogène	 dans	 ses	 symptômes,	 son	 histoire	 naturelle,	 son	

diagnostic	 ainsi	 que	 dans	 la	 réponse	 aux	 traitements.	 Malgré	 cela,	 deux	 types	 de	 LMMC	 sont	

identifiés	:	les	LMMC	de	«	type	prolifératif	»	(leucocytose	supérieure	à	13	x	109/L)	et	les	LMMC	de	

«	type	dysplasique	»	(leucocytose	inférieure	à	13	x	109/L).	Les	LMMC	de	«	type	prolifératif	»	sont	

associées	 à	 la	 présence	 fréquente	 de	 mutations	 dans	 des	 gènes	 de	 la	 signalisation	 RAS/MAPK	

(Ricci	 et	 al.	 2010;	 Schuler	 et	 al.	 2014;	 Cervera	 et	 al.	 2014),	 entrainant	 une	 hypersensibilité	 des	

progéniteurs	granulo-monocytaires	au	GM-CSF,	attestée	par	la	phosphorylation	de	STAT5	(Padron	

et	al.	2013).	 Le	pourcentage	de	myéloblastes	a	aussi	une	 importance	pronostique	 reconnue	par	

l’OMS	 qui	 distingue	 3	 catégories	:	 LMMC-0	 (<	 2%	 de	 myéloblastes	 dans	 le	 sang	 et	 <	 5%	 de	

myéloblastes	dans	la	moelle	osseuse),	LMMC-1	(2-4%	de	myéloblastes	dans	le	sang	et	5-9%	dans	la	

moelle	 osseuse)	 et	 LMMC-2	 [5-19%	de	myéloblastes	 dans	 le	 sang	 et	 10	 à	 19%	de	myéloblastes	

dans	la	moelle	osseuse,	(Arber	et	al.	2016)].	La	médiane	de	l’âge	au	moment	du	diagnostic	est	de	

72	ans.	

Morphologiquement,	 les	monocytes	 et	 les	 polynucléaires	des	patients	 atteints	 de	 LMMC	

ont	une	apparence	parfois	dysplasique,	en	particulier	 les	cellules	granuleuses	sont	 immatures	et	

dégranulées	(R	Itzykson	and	Solary	2013).	Chez	certains	patients,	une	partie	des	cellules	identifiées	

comme	des	monocytes	se	révèlent	être	des	granulocytes	immatures	dysplasiques	appartenant	au	

clone.	 Ces	 cellules	 se	 comportent	 comme	 des	myeloid-derived	 suppressive	 cells	(MDSC)	 et	

possèdent	 diverses	 capacités	 immunosuppressives	 comme	 la	 sécrétion	 de	 grandes	 quantités	 de	

peptides	∝-défensines	capables	d’inhiber	la	différenciation	des	monocytes	en	interagissant	avec	le	

récepteur	 P2Y6	 (Droin,	 Jacquel,	 et	 al.	 2010)	 et	 de	 la	 capacité	 de	 supprimer	 l’activité	 des	

lymphocytes	T	autologues	via	la	production	de	radicaux	libres	de	l’oxygène	(Droin,	Itzykson,	et	al.	

2010)	.		

On	distingue	trois	types	de	monocytes:	classiques,	intermédiaires	et	non	classiques	[figure	

16a,	CD14+/CD16-,	CD14+,	CD16+	et	CD14low/CD16-,	respectivement	(Ziegler-heitbrock	et	al.	2014)].	

Après	 stimulation	 par	 des	 lipopolysaccharides	 (LPS),	 les	 monocytes	 classiques	 produisent	 de	

grandes	quantités	de	granulocyte-macrophage	colony-stimulating	factor	(GM-CSF),	 interleukin-10	

(IL-10),	 C-C	 motif	 ligand	 2	 (CCL2),	 interleukin-6	 (IL-6)	 et	 de	 protéines	 inflammatoires	 S100.	

L’expansion	des	monocytes	non-classiques	se	produit	la	plupart	du	temps	après	une	infection	ou	
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une	 inflammation.	 Ces	 monocytes	 non-classiques	 produisent	 une	 quantité	 élevée	 de	 cytokines	

pro-inflammatoires	 comme	 le	 tumor	necrosis	 factor	alpha	 (TNF-α)	 et	 l’interleukin-1	beta	 (IL-1β).	

Les	monocytes	intermédiaires	produisent	très	peu	de	cytokines	mais	expriment	très	fortement	les	

antigènes	d’histocompatibilité	de	type	II	à	leur	surface.		

Les	patients	atteints	de	LMMC	présentent	une	augmentation	de	la	fraction	des	monocytes	

classiques	 au	 détriment	 des	 monocytes	 intermédiaires	 et	 non-classiques	 (Selimoglu-Buet	 et	 al.	

2015).	 Cette	 répartition	 anormale	 permet	 de	 distinguer	 rapidement	 et	 efficacement	 la	 LMMC	

d’autres	 pathologies	 parfois	 proches	 du	 point	 de	 vue	 clinique,	 comme	 les	 monocytoses	

réactionnelles	(figure	16b).	Ce	diagnostic,	basé	sur	un	taux	de	monocytes	classiques	de	plus	de	94%	

des	monocytes	circulants,	permet	d’obtenir	une	spécificité	de	95,1%,	une	sensibilité	de	91,9%	avec	

une	aire	sous	la	courbe	de	spécificité/sensibilité	(courbe	ROC)	de	0.977	[95%	IC,	0.96-0.995,	figure	

16c,	(Selimoglu-Buet	et	al.	2015)].	L’incidence	de	la	LMMC	est	entre	3.5	et	4.1/1	000	000	par	an	

aux	 Etats-Unis	 et	 en	 Europe	 (Guru	 Murthya,	 Dhakalb,	 and	 Mehtac	 2017;	 Srour	 et	 al.	 2016;	

Maynadie	et	al.	2011;	Sant	et	al.	2010).		

Dans	la	continuité	de	leurs	travaux	et	avec	les	mêmes	paramètres,	Selimoglu-Buet	et	al.	ont	

montré	 que	 35%	 des	 SMD	«	pré-LMMC	»	 ont	 une	 augmentation	 signification	 du	 nombre	 de	

leucocytes	 et	 de	 monocytes	 SMD	 avaient	 une	 augmentation	 significative	 du	 pourcentage	 de	

monocytes	 classiques	 dans	 le	 sang.	 Ces	 comparativement	 aux	 autre	 SMD.	 En	moins	 d’un	 an	 de	

suivi,	44%	des	patients	SMD	«	pré-LMMC	»	ont	évolué	en	LMMC	(Selimoglu-Buet	et	al.	2017).	
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Figure	16	:	Représentation	graphique	en	cytométrie	de	flux	et	en	photos	des	trois	populations	monocytaires	ainsi	
que	la	courbe	ROC	de	diagnostic	de	la	leucémie	myélomonocytaire	chronique.		
a)	 Cytométrie	 de	 flux	 sur	 des	 cellules	 mononuclées	 du	 sang	 périphérique	 provenant	 d’un	 donneur	 sain	 avec	
marqueurs	:	anti-CD45,	-CD24,	-CD14,	-CD16,	-CD56,	-CD115,	-CD62L,	-CD64,	-CCR2,	and	-CX3CR1.	Les	monocytes	ont	
été	identifiés	en	utilisant	une	stratégie	de	«	fenêtres	d’exclusions	».	Les	différents	types	de	monocytes	à	droite	ont	été	
tout	 d’abord	 triés	 puis	 colorés	 avec	 la	 coloration	 de	May-Grünewald-Giemsa,	 MO1	:	 monocytes	 classiques,	 MO2	:	
monocytes	 intermédiaires,	 MO3	:	 monocytes	 non-classiques	 et	 DN	:	 cellules	 doubles	 négatives.	 b)	 Représentation	
multi-couleurs	 de	 différents	 donneurs.	 Co	:	 sang	 périphérique	 de	 contrôle,	 AgedCo	:	 sang	 périphérique	 de	 contrôle	
ayant	plus	de	70	ans,	CMML	:	leucémie	myélomonocytaire	chronique,	Reactive	monocytose	réactive,	MDS	:	syndrome	
myélodysplasique.	 c)	Courbe	ROC	 (aussi	appelée	courbe	de	 spécificité/sensibilité)	du	pourcentage	de	MO1	dans	 les	
monocytes	 de	 sang	 périphérique	 établie	 sur	 une	 cohorte	 d’apprentissage	 [(contrôles	 jeunes	 et	 âgés,	 autres	
hémopathies	 malignes,	 monocytoses	 réactives	 et	 LMMC,	 (Selimoglu-Buet	 et	 al.	 2015)]	 (numéro	 de	 licence	:	
501315832)	

	 	
	 	

a)

b) c)
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II.	3	Génétique	
	
	 Les	 patients	 atteints	 de	 LMMC	 ont	 en	 moyenne	 500	 mutations	 somatiques	 dans	 leur	

génome	 dont	 14	 dans	 des	 séquences	 codantes	 (Raphaël	 Itzykson,	 Kosmider,	 Renneville,	 Gelsi-

Boyer,	 et	 al.	 2013;	Merlevede	 et	 al.	 2016;	Meggendorfer	 et	 al.	 2012).	 Les	 gènes	 fréquemment	

mutés	peuvent	être	regroupés	en	quatre	grandes	catégories	:	1)	les	gènes	de	l’épigénétique	(TET2,	

ASXL1,	 EZH2,	 DMNT3A),	 les	 gènes	 de	 l’épissage	 (SRSF2,	 ZRSR2,	 SF3B1	 et	 U2AF1),	 les	 gènes	 de	

signalisations	(CBL,	KRAS,	NRAS	et	JAK2)	et	les	autres	(RUNX1,	PHF6,	BCOR	et	ETNK1)	(figure	17).	

Les	 mutations	 de	 gènes	 d’une	 même	 catégorie	 sont	 parfois	 mutuellement	 exclusives.	 Les	

mutations	les	plus	fréquentes	affectent	TET2	(60%),	SRSF2	(45%),	ASXL1	(35%)	et	 les	gènes	de	la	

voie	Ras/MAPK.	Aucune	n’est	 spécifique	de	 la	maladie,	mais	plusieurs	études	ont	montré	que	9	

mutations	 étaient	 retrouvées	 dans	 plus	 de	 90%	 des	 cas	 (Meggendorfer	 et	 al.	 2012)	 et	 que	

l’association	des	mutations	TET2/SRSF2	était	associée	à	une	monocytose	dans	plus	de	90%	des	cas	

(Malcovati	et	al.	2014).		

Ces	mutations	apparaissent	spontanément	à	cause	du	stress	réplicatif	présent	dans	les	CSH	

de	 personnes	 âgés	 (Merlevede	 et	 al.	 2016;	Mason	 et	 al.	 2016).	 Les	mutations	 s’accumulent	 de	

façon	 linéaire	 et	 les	 anomalies	 génétiques	 dans	 des	 gènes	 de	 l’épigénétique	 ou	 de	 l’épissage	

précèdent,	la	plupart	du	temps,	l’apparition	d’une	mutation	dans	un	gène	de	la	signalisation.	

Ce	 paysage	 génétique	 reflète	 mal	 l’hétérogénéité	 clinique	 de	 la	 maladie	 (Ball,	 List,	 and	

Padron	2016)	

	
Figure	 17	 :	 Représentation	 graphique	 des	 36	 gènes	 retrouvés	 fréquemment	 mutés	 dans	 la	 leucémie	
myélomonocytaire	chronique.		
Sur	36	gènes	 identifiés	 comme	 fréquemment	mutés	en	whole-exome	 sequencing	 (WES),	 26	 sont	 transcrits	dans	 les	
cellules	CD14+	et	 les	cellules	CD34+.	Ces	26	gènes	mutés	de	manière	récurrente	ont	été	classés	selon	 leur	fonction.	
Les	couleurs	 indiquent	 le	type	de	mutation.	Deux	couleurs	séparées	par	un	slash	 indiquent	qu’il	y	a	deux	mutations	
distinctes	dans	le	même	gène	(Merlevede	et	al.	2016)	(licence	CC-BY).	
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	 Des	études	moléculaires	et	 fonctionnelles	 suggèrent	qu’au	moins	2	mécanismes	distincts	

peuvent	conduire	à	l’expansion	de	la	lignée	granulo-monocytaire	qui	est	le	critère	clinique	phare	

de	la	LMMC.	Le	premier	a	été	identifié	grâce	aux	cultures	en	méthylcellulose	et	à	la	cytométrie	en	

flux.	 Ces	 deux	méthodes	 ont	 permis	 de	mettre	 en	 évidence	 l’hypersensibilité	 des	 progéniteurs	

myéloïdes	 au	 GM-CSF	 associée	 à	 une	 augmentation	 de	 l’expression	 de	 la	 forme	 phosphorylée,	

active,	de	STAT5.	Ce	mécanisme	opère	surtout	dans	les	LMMC	ayant	une	mutation	dans	une	voie	

de	signalisation	[30-50%	des	cas	de	LMMC,	(Geissler	et	al.	2016;	Padron	et	al.	2013;	Itzykson	et	al.	

2012]	et	généralement,	ces	cas	correspondent	aux	LMMC	de	«	type	proliférative	».	Le	deuxième	

mécanisme	a	été	suggéré	par	des	travaux	sur	des	modèles	murins	et	l’analyse	in	vitro	de	cellules	

primaires	 issues	de	patients.	Ces	 travaux	 suggèrent	que	 la	dominance	précoce	des	 clones	ayant	

une	mutation	dans	TET2	dans	le	compartiment	des	progéniteurs	immatures	multipotents	entraîne	

un	 biais	 significatif	 vers	 la	 lignée	 granulo-monocytaire	 ainsi	 qu’une	 érythropoïèse	 inefficace.	 Ce	

phénotype	 rappelle	 fortement	 le	 phénotype	 retrouvé	 dans	 les	 LMMC	 de	«	type	 dysplasique	»	

[figure	 18,	 (Madzo	 et	 al.	 2014;	 Itzykson	 &	 Solary	 2013)].	 Des	 mécanismes	 autonomes	 non-

cellulaires	impliquant	un	dialogue	entre	les	cellules	clonales	différentiées	et	 les	CSHs	clonales	ou	

entre	 les	cellules	 leucémiques	et	 le	microenvironnement	pourraient	aussi	contribuer	à	 la	genèse	

de	 la	 pathologie.	 Par	 exemple,	 la	 déficience	 de	 TET2	 dans	 les	 macrophages	 entraine	 une	

augmentation	de	la	sécrétion	d’IL-1b	(Fuster	et	al.	2017)	qui	pourrait	contribuer	à	l’expansion	des	

cellules	leucémiques	(Carey	et	al.	2017).	

	

	
Figure	18	:	Modèle	de	la	pathogénèse	de	la	leucémie	myélomonocytaire	chronique.	
Modèle	de	la	pathogenèse	des	LMMC	dû	à	un	biais	des	progéniteurs	immatures	multipotents	vers	la	lignée	granulo-
monocytaire	 et	 l’hypersenbilité	 des	 progéniteurs	myéloïdes	 au	GM-CSF.	 (Raphael	 Itzykson	 et	 al.	 2017)	 (numéro	 de	
licence	:	501315833)	
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II.	4.	1	SRSF2	
 
 L’épissage	des	ARN	pré-messagers	 (ARNpm)	est	essentiel	à	 la	maturation	de	plus	de	90%	

des	gènes	contenant	plus	d’un	exon	en	ARN	messager	 (ARNm)	mature	avant	 leur	 traduction	en	

protéine	 (Q.	 Pan	 et	 al.	 2008;	 E.	 T.	 Wang	 et	 al.	 2008).	 La	 première	 fonction	 de	 l’épissage	 est	

d’enlever	les	séquences	non-codantes,	les	introns.	Ce	processus	est	effectué	par	deux	très	grosses	

machines	 macromoléculaires	 connues	 sous	 le	 nom	 de	 	major	 spliceosome		 et	 de	 minor	

spliceosome		 (Wahl	 et	 al.	 2009).	 Le	major	 spliceosome	est	 composé	 de	 5	 complexes	 de	 petites	

ribonucléoproteines	nucléaires	(snRNPs),	U1,	U2,	U4,	U5	et	U6	qui	sont	responsables	de	l’excision	

de	plus	de	99%	des	 introns	humains.	 Le	 	minor	 spliceosome		 contient	 les	 snRNPs	U5,	U11,	U12,	

U4atac	 et	 U6atac,	 ces	 derniers	 étant	 des	 analogues	 fonctionnels	 des	 snRNPs	 du	 	major	

spliceosome		(revue	dans	Turunen	et	al.	2013).	

	 L’excision	 des	 introns	 est	 facilitée	 par	 de	 petits	 motifs	 de	 séquences	 dans	 l’ARNpm,	 en	

particulier	à	 la	 limite	entre	 l’exon	et	 l’intron	en	amont	(site	d’épissage	en	5’)	et	entre	 l’intron	et	

l’exon	 en	 aval	 (site	 d’épissage	 en	 3’,	 figure	 19a).	 L’épissage	 lui-même	 est	 catalysé	 par	 l’ARN,	 la	

reconnaissance	 du	 site	 d’épissage	 nécessite	 des	 interactions	 ARN-ARN,	 ARN-protéines	 et	

protéines-protéines.	U1	snRNP	reconnaît	le	site	et	se	fixe	sur	le	site	d’épissage	en	5’	alors	que	U2	

snRNP	se	fixe	sur	une	partie	de	 l’exon	proche	du	site	d’épissage	en	3’,	 le	point	de	branchement	

(branch	 point),	 grâce	 à	 l’interaction	 avec	 le	 facteur	 auxiliaire	 U2	 (U2AFs)	 qui	 se	 fixe	 au	 site	

d’épissage	en	3’	formant	ainsi	le	complexe	U2AF.	S’en	suit	la	formation	et	l’activation	du	complexe	

par	 le	 recrutement	 de	 U4/U6/U5.	 L’épissage	 commence	 par	 deux	 réactions	 séquentielles	 de	

transésterification	[(Matera	&	Wang	2014;	Wahl	et	al.	2009),	figure	19b].	

	 On	 distingue	 des	 sites	 d’épissage	 constitutifs,	 qui,	 par	 définition,	 sont	 constamment	

reconnus	en	tant	que	site	d’épissage	et	donc	épissés	dans	l’ARNm	mature,	et	des	sites	d’épissage	

alternatifs	 qui	 ne	 sont	 reconnus	 que	 dans	 certaines	 conditions	 et	 sont	 présents	 dans	 l’ARNm	

mature.	Ces	deux	catégories	utilisent	la	même	machine	moléculaire,	bien	que	les	sites	d’épissage	

alternatifs	 requièrent	 la	 plupart	 du	 temps	 le	 recrutement	 complémentaire	 de	 «	trans-acting	

factors	».	Les	transcrits	des	gènes	multi-exoniques	sont	épissés	de	manière	alternative	à	lorsqu’un	

site	d’épissage	en	5’	 peut	 être	 relié	 à	différents	 sites	d’épissage	en	3’	 (Q.	 Pan	et	 al.	 2008;	 E.	 T.	

Wang	et	al.	2008).	Ces	épissages	alternatifs	sont	classés	selon	la	structure	de	l’épissage	de	l’ARNm	

mature	(figure	19c).		

	 Comme	 décrit	 précédemment,	 l’épissage	 alternatif	 dépend	 de	trans-acting	 splicing	

factors	qui	se	fixent	sur	des	motifs	associés	à	la	promotion	(enhancers)	ou	à	la	répression	(silencers)	

de	 l’épissage.	Ces	motifs	sont	dans	 les	 introns	et	 les	exons	et	 leur	effet	est	 le	plus	fort	 lorsqu’ils	
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sont	 très	 proches	 des	 sites	 d’épissage	 (Z.	 Wang	 and	 Burge	 2008;	 Fu	 and	 Ares	 2014).	 Diverses	

protéines	 se	 liant	 à	 l’ARN	 se	 fixent	 sur	 ces	 motifs	 d’épissage	 comme	 les	 protéines	 riches	 en	

arginines	 et	 sérines	 (protéines	 SR)	 et	 les	 ribonucléoproteines	 nucléaires	 hétérogènes	 [hnRNPs,	

(Singh	&	Valcárcel	2005;	Long	&	Caceres	2009;	Zhou	&	Fu	2013;	Krecic	&	Swanson	1999)].		

Les	protéines	SR	possèdent	deux	parties	distinctes	:	une	première	 contenant	un	ou	deux	

domaines	de	reconnaissance	à	 l’ARN	(domaine	RMM)	qui	 leur	permettent	de	se	 lier	à	différents	

motifs	 et	 une	 seconde	 contenant	 un	 domaine	 riche	 en	 sérine	 et	 en	 arginines	 (domaine	 RS)	 qui	

contribue	à	l’interaction	protéine-protéine	(Zahler	et	al.	1992;	Krecic	and	Swanson	1999).		

Les	hnRNPs	possèdent	aussi	deux	parties	distinctes,	une	première	contenant	un	domaine	

RRM	et	une	deuxième	relativement	peu	structurée	qui	sert	probablement	à	l’interaction	protéine-

protéine	(Ule	et	al.	2006).		

Globalement,	 les	 protéines	 SR	 promeuvent	 l’épissage	 alternatif	 alors	 que	 les	 hnRNPs	 le	

répriment.	 Cependant	 des	 études	 ont	 montré	 que	 leur	 rôle	 était	 fortement	 dépendant	 du	

contexte.	Par	exemple,	les	protéines	SR	peuvent	promouvoir	ou	réprimer	l’épissage	selon	l’endroit	

où	elles	se	fixent	sur	l’ARNpm	(Pandit	et	al.	2013;	Han	et	al.	2011).	Certaines	hnRNPs	peuvent	aussi	

activer	 l’épissage	 alternatif	 selon	 le	 contexte	 (Xue	 et	 al.	 2009;	 Llorian	 et	 al.	 2010;	Huelga	 et	 al.	

2012).	Les	protéines	SR	et	les	hnRNPs	régulent	l’épissage	alternatif	de	diverses	façons	comme	en	

facilitant	le	recrutement	de	U1	ou	U2	snRNP	ou	en	bloquant	des	sites	d’épissage	(E.	T.	Wang	et	al.	

2008;	Fu	and	Ares	2014).		

La	 régulation	 de	 l’épissage	 alternatif	 joue	 un	 rôle	 essentiel	 dans	 la	 croissance	 et	 la	

différentiation	 cellulaires	 et	 le	 développement	des	 tissus.	De	nombreuses	 études	ont	 trouvé	un	

lien	entre	la	différence	d’expression	et/ou	d’activité	des	facteurs	d’épissage	et	l’émergence	d’une	

tumeur,	 la	 résistance	au	 traitement	et	 la	progression	 tumorale	 (Zhang	&	Manley	2013;	David	&	

Manley	2010).	
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Figure	19	:	Représentation	graphique	de	l’épissage	alternatif	des	gènes	ainsi	que	les	différentes	formes	d’épissage	
alternatif	ou	constitutif.		
a)	Les	principales	séquences	qui	gouvernent	l’épissage	sont	les	séquences	consensus	des	sites	d’épissage	en	5’	et	en	3’,	
et	 les	 motifs	 où	 se	 lient	 les	 trans-acting	 splicing	 factors	(les	 protéines	 riches	 en	 sérines	 et	 en	 arginine,	 les	
ribonucléoprotéines	 nucléaires	 hétérogènes	 (hnRNPs)	 et	 les	 autres).	 Les	 éléments	 de	 séquences	 nécessaires	 à	
l’assemblage	du	complexe	d’épissage	sur	l’ARNpm	sont	les	sites	d’épissages,	la	séquence	polypyrimidine	(poly(Y))	et	le	
point	de	branchement	(branch	point),	suivi	la	plupart	du	temps	par	la	séquence	consensus.	Les	séquences	consensus	
sont	représentées	par	des	séquence	«	logos	»	dans	lesquelles	la	taille	de	chaque	nucléotide	représente	sa	fréquence	
d’apparition	 dans	 les	 analyses	 de	 génome.	 Les	 séquences	 sont	 illustrées	 comme	 des	 séquences	 d’ADN	 génomique	
plutôt	que	comme	des	ARNpm	(T	à	 la	place	du	U).	b)	Schéma	simplifié	de	 l’excision	d’un	 intron	et	de	 la	 ligation	de	
deux	 exons	 adjacents.	 Les	 étapes	montrées	 sont	:	 la	 reconnaissance	 des	 sites	 d’épissage	 5’	 et	 3’	 par	 les	 U1	 et	 U2	
complexes	de	petites	 ribonucléoprotéines	nucléaires	 (snRNPs),	 l’assemblage	des	snRNPs	en	un	complexe	d’épissage	
actif,	 l’excision	de	 l’intron	et	 la	 ligation	des	deux	exons.	c)	Schéma	des	différentes	formes	d’épissage	constitutifs	ou	
alternatifs.	 Bleu	 clair	:	 séquence	 constitutive	 qui	 fait	 toujours	 partie	 de	 l’ARNm	 mature	;	 bleu	 foncé	:	 séquence	
alternative	 qui	 peut	 être	 incluse	 ou	 exclue	 de	 l’ARNm	 mature.	 (Dvinge	 et	 al.	 2016)	 (numéro	 de	 licence	:	
4198930094643).	

	
	

	 Certaines	protéines	SR	 jouent	 le	 rôle	d’oncoprotéine	quand	elles	sont	surexprimées	dans	

un	contexte	précis.	Par	exemple,	la	protéine	SR	1	(SRSF1,	aussi	connue	sous	le	nom	de	ASF	et	SF2)	

est	 surexprimée	dans	 certains	 cancers	 du	poumon,	du	 colon,	 et	 du	 sein	 (Anczuków	et	 al.	 2012;	

Karni	et	al.	2007).	Une	légère	surexpression	de	SRSF1	entraine	l’immortalisation	de	fibroblastes	de	

souris,	des	fibroblastes	humains,	et	des	cellules	épithéliales	mammaires	de	souris	(Anczuków	et	al.	

2012;	Karni	et	al.	2007).	SRSF3	est	aussi	une	oncoprotéine	 lorsqu’elle	est	 surexprimée	 (Jia	et	al.	

2010)	 ce	 qui	 concorde	 avec	 le	 fait	 que	 la	 diminution	 d’expression	 de	 SRSF3	 augmente	 la	

senescence	cellulaire	en	augmentant	 l’expression	de	 l’isoforme	𝛽	de	 la	protéine	p53	 (Tang	et	al.	

2013).	 Enfin,	 la	 surexpression	 de	 SRSF6	 augmente	 l’expression	 de	 certaines	 isoformes	 de	 la	

ténascine	 C,	 une	 protéine	 de	 la	matrice	 extracellulaire,	 dans	 des	 cancers	 de	 la	 peau	 invasifs	 et	

métastatiques	(Jensen,	Wilkinson,	and	Krainer	2014).		

	 Des	mutations	 dans	des	 protéines	 du	 complexe	d’épissage	ont	 été	 trouvées	 initialement	

a)

b)

c)
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dans	 les	 hémopathies	 myéloïdes	 (principalement	 les	 SMD,	 Yoshida	 et	 al.	 2011;	 Graubert	 et	 al.	

2011;	Papaemmanuil	et	al.	2011)	ainsi	que	dans	la	leucémie	lymphoïde	chronique	(L.	Wang	et	al.	

2011;	 Quesada	 et	 al.	 2011).	 Les	 mutations	 récurrentes	 le	 plus	 souvent	 répertoriées	 sont	

concentrées	 sur	4	 gènes	:	 le	 facteur	d’épissage	3B,	 sous-unité	1	 (SF3B1),	 le	 facteur	d’épissage	2	

riche	en	sérines	et	arginines	(SRSF2),	le	facteur	auxiliaire	1	de	U2	(U2AF1)	et	la	protéine	à	doigt	de	

zinc	avec	motif	de	liaison	à	l’ARN	et	motif	riche	en	sérines	et	arginines	[ZRSR2,	(Yoshida	et	al.	2011;	

Graubert	et	al.	2011;	Papaemmanuil	et	al.	2011)].	

A	 l’exception	 des	 mutations	 du	 gène	 ZRSR2	 dont	 la	 dispersion	 suggère	 une	 perte	 de	

fonction,	les	mutations	des	gènes	d’épissage	affectent	des	acides	aminés	précis,	suggérant	un	gain	

de	fonction.		

	
Figure	20	:	Résumé	graphique	du	papier	de	Kim	et	al.	2015.	
Les	 souris	mutées	 SRSF2P95H/sauvage	développent	 un	 SMD	 contrairement	 aux	 souris	 SRSF2KO/sauvage.	 La	mutation	 de	 la	
proline	 en	 position	 95	 change	 la	 spécificité	 de	 liaison	 de	 SRSF2	 à	 certains	motifs	 de	exonic	 splicing	 enhancer	 (ESE)	
entraînant	 l’augmentation	 de	 l’expression	 d’une	 isoforme	 d’EZH2.	 L’augmentation	 de	 cette	 isoforme	 entraîne	 la	
diminution	de	l’expression	d’EZH2.	(Kim	et	al.	2015)	(numéro	de	licence	:	4198930238098)	
	

Ces	 observations	 suggèrent	 que	 SF3B1,	 SRSF2	 et	 U2AF1	 sont	 des	 proto-oncogènes	 alors	

que	ZRSR2	est	un	suppresseur	de	tumeur	car	les	mutations	de	ZRSR2	décalent	le	cadre	de	lecture	

ou	introduisent	un	codon	stop	prématurément,	ce	qui	inactive	la	protéine.	C’est	pourquoi	il	existe	

une	différence	de	phénotype	entre	les	souris	mutées	SRSF2P95H/sauvage	qui	développent	un	SMD	et	



 

Université Paris-Saclay           
 

- 29 - 

les	 souris	 SRSF2KO/sauvage	 qui	 n’en	 développent	 pas	 (figure	 20).	 Les	 mutations	 des	 facteurs	

d’épissage	sont	mutuellement	exclusives,	ce	qui	peut	s’expliquer	par	la	redondance	fonctionnelle	

et	un	effet	de	létalité	synthétique	suite	à	la	perte	ou	d’un	changement	de	fonction	d’une	seconde	

protéine	du	complexe.		

	 Des	mutations	 de	 SRSF2	 sont	 trouvées	dans	 40-50%	des	 LMMC	 (Yoshida	 et	 al.	 2011).	 La	

protéine	SRSF2	contribue	à	la	fois	à	l’épissage	alternatif	et	à	l’épissage	constitutif	des	exons	en	se	

liant	 une	 séquence	 exonic	 splicing	 enhancer	 (ESE)	 sur	 l’ARNpm	 grâce	 à	 son	 domaine	 RRM	

(Graveley	 and	 Maniatis	 1998;	 Liu	 et	 al.	 2000;	 Schaal	 and	 Maniatis	 1999).	 Plus	 de	 95%	 des	

mutations	affectent	la	proline	en	position	95	(P95)	située	entre	les	domaines	RRM	et	SR.	L’étude	

du	transcriptome	des	CSH	de	souris	mutées	Srsf2P95H	(Kim	et	al.	2015)	et	de	cellules	de	 la	 lignée	

cellulaire	 K562	 exprimant	 SRSF2P95H	 (Jian	 Zhang	 et	 al.	 2015)	 révèle	 que	 les	 mutations	 SRSF2P95	

altèrent	 la	 reconnaissance	 du	 domaine	 RRM.	 Les	mutants	 reconnaissent	 préférentiellement	 les	

motifs	riches	en	C	(motif	CCNG)	par	rapport	aux	motifs	riches	en	G	(motif	GGNG),	alors	que	SRSF2	

sauvage	 se	 lie	 aux	 deux	motifs	 avec	 la	même	 affinité	 (Kim	 et	 al.	 2015;	 Jian	 Zhang	 et	 al.	 2015;	

Daubner	et	al.	2012).	Ce	changement	d’affinité	pour	la	reconnaissance	de	certains	motifs	entraine	

une	 répression	 ou	 une	 promotion	 des	 ESE	 riches	 en	 G	 ou	 en	 C	 (figure	 20).	 L’altération	 de	 la	

reconnaissance	des	motifs	 ESE	 change	 l’épissage	d’une	 centaine	de	gènes	 (Kim	et	 al.	 2015;	 Jian	

Zhang	et	al.	2015).	Nombreux	de	ces	gènes	mal	épissés	sont	des	gènes	fréquemment	mutés	dans	

les	hémopathies	myéloïdes,	comme	EZH2	(Ernst,	Chase,	Score,	et	al.	2010;	Nikoloski	et	al.	2010)	et	

BCOR	 (Frederik	 Damm	 et	 al.	 2013).	 Les	 mutations	 SRSF2P95	 entrainent	 l’inclusion	 d’un	 «	exon	

poison	»	qui	 introduit	un	codon	stop	prématuré	dans	l’ARNm	EZH2	et	diminue	l’expression	de	la	

protéine	 et	 la	 triméthylation	 de	 la	 lysine	 en	 position	 27	 de	 l’histone	 H3	 [H3K27me3,	 (Kim	 and	

Abdel-Wahab	 2013].	 Des	 mutations	 pertes	 de	 fonction	 d’EZH2	 ainsi	 que	 des	 pertes	

d’hétérozygotie	sont	 fonctionnellement	 liées	au	développement	des	SMD	(Muto	et	al.	2013).	 La	

diminution	 de	 l’expression	 d’EZH2	 pourrait	 partiellement	 expliquer	 comment	 les	 mutations	

ponctuelles	 de	 SRSF2	 déclenchent	 des	 SMD	 et	 pourquoi	 les	 mutations	 de	 SRSF2	 sont	

mutuellement	 exclusives	 des	mutations	 d’EZH2	 (Haferlach	 et	 al.	 2014;	 Elli	 Papaemmanuil	 et	 al.	

2013).		

En	 plus	 de	 déréguler	 l’épissage	 des	 ARNpm,	 les	mutations	 dans	 les	 protéines	 d’épissage	

pourraient	affecter	directement	ou	 indirectement	d’autres	processus	cellulaires.	Par	exemple,	 la	

déplétion	 de	 SRSF1	 ou	 SRSF2	 entraine	 une	 instabilité	 génomique	 avec	 une	 augmentation	 du	

nombre	de	dommages	à	 l’ADN	à	 cause	de	 la	 formation	de	boucles	hybrides	 (R	 loops)	ARN:ADN	

(Xialu	 Li	 and	 Manley	 2005;	 Xiao	 et	 al.	 2007).	 Un	 article	 élégant	 de	 Colla	 et	 al.	 montre	 que	 le	
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dysfonctionnement	 des	 télomères	 serait	 critique	 pour	 le	 développement	 des	 SMD.	 Les	 souris	

SRSF2	haploinsuffisantes	et	les	souris	SRSF2	mutées	ont	des	altérations	de	l’épissage	des	gènes	de	

la	 maintenance	 des	 télomères	 et	 récapitulent	 partiellement	 un	 phénotype	 propre	 aux	 SMD.	

Cependant,	 les	 souris	 SRSF2	 mutées	 et	 les	 souris	 SRSF2	 haploinsuffisantes	 possèdent	 une	

différence	dans	 l’épissage	des	 transcrits	et	 les	 souris	SRSF2	mutées	possèdent	un	phénotype	de	

SMD	plus	fort	que	les	souris	haploinsuffisantes	(Colla	et	al.	2015).	SRSF2	régule	aussi	l’élongation	

transcriptionnelle	via	 le	complexe	7SK	qui	gouverne	 l’ARN	polymérase	 II	 	pause	release		 (Ji	et	al.	

2013).		

	

	II.	4.	1	KRAS		
	
	 Les	protéines	RAS	sont	des	interrupteurs	moléculaires	qui	transitent	entre	un	état	actif	lié	à	

la	 guanosine	 triphosphate	 (GTP)	 et	 un	 état	 inactif	 lié	 à	 la	 guanosine	 diphosphate	 (GDP).	 Ce	

mécanisme	 est	 très	 conservé	 parmi	 l’ensemble	 des	 protéines	 qui	 se	 lient	 à	 GDP/GTP.	 La	

conversion	de	l’état	stable	inactif	lié	à	la	GDP	à	l’état	actif	lié	à	la	GTP	est	stimulée	par	les	guanine	

nucleotide	exchange-factors	(GEFs).	Le	retour	à	un	état	inactif	est	induit	par	les	GTPase-activating	

proteins		 (GAPs)	 (Cherfils	and	Zeghouf	2013).	 La	dépendance	des	protéines	RAS	aux	GEFs	et	aux	

GAPs	est	régulée	par	de	nombreux	signaux.	Mais	c’est	surtout	 leur	translocation	à	 la	membrane	

qui	régule	l’activation	des	protéines	RAS.	En	effet,	les	GEFs	et	les	GAPs	activent	ou	inactivent	RAS	

quand	 elles	 sont	 recrutées	 à	 la	 membrane	 cellulaire	 et	 placées	 directement	 au	 contact	 des	

protéines	 RAS,	 ce	 qui	 augmente	 l’interaction	 entre	 les	 protéines	 de	 RAS	 et	 ses	 protéines	

régulatrices	de	5	ordres	de	grandeur.		

	 Parmi	 les	 hémopathies	 malignes,	 à	 l’exception	 de	 la	 JMML	 qui	 est	 une	 RASopathie,	 la	

LMMC	possède	la	plus	forte	incidence	de	mutations	de	la	voie	de	signalisation	RAS	(plus	de	50%)	

(Gelsi-Boyer	 et	 al.	 2008).	 Les	 mutations	 ont	 été	 associées	 à	 la	 prolifération	 cellulaire	 et	 à	 la	

monocytose	 (Onida	and	Beran	2004)	et	 leur	 incidence	est	plus	élevée	dans	 les	LMMC	de	«	type	

prolifératif	»	que	celles	de	«	type	dysplasique	»	(Onida	and	Beran	2004;	Gelsi-Boyer	et	al.	2008).		

Parmi	toutes	les	isoformes	de	RAS,	les	mutations	faux-sens	sont	les	plus	fréquentes	et	sont	

observées	 dans	 KRAS	 (85%),	 NRAS	 (12%)	 et	 HRAS	 (3%)	 (Revue	 dans	 Simanshu	 et	 al.	 2017).	 La	

plupart	des	mutations	se	produisent	sur	les	codons	12,	13	et	61.	Le	remplacement	de	la	glycine	en	

position	 12	 ou	 13	 par	 un	 autre	 acide	 aminé,	 sauf	 la	 proline,	 entraine	 un	 blocage	 stérique	 qui	

empêche	les	GAPs	d’effectuer	l’hydrolyse	de	la	GTP	lié	aux	protéines	RAS	(Scheffzek	et	al.	1997).	

Ainsi,	 les	 protéines	 RAS	 restent	 actives	 plus	 longtemps	 (Patricelli	 et	 al.	 2016)	 entrainant	 une	

hyperactivation	 des	 voies	 RAF/MEK/ERK	 et	 PI3K/AKT	 qui	 jouent	 un	 rôle	 central	 dans	 la	
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prolifération,	la	survie	et	la	différenciation	cellulaire	(Mitin,	Rossman,	and	Der	2005;	Mendoza,	Er,	

and	Blenis	2011).		

	 Une	surexpression	de	HRASG12V	dans	des	fibroblastes	humaines	et	murins	entraine	un	arrêt	

permanent	du	cycle	cellulaire	en	G1,	du	fait	de	l’accumulation	de	P53	et	de	P16.	L’inactivation	de	

P53	et	P16	permet	de	restaurer	le	phénotype	et	relance	le	cycle	cellulaire	(Serrano	et	al.	1997).	La	

mutation	HRASG12V	 bloque	 la	 différenciation	 terminale	 de	 la	 lignée	 érythroïde	mais	 n’induit	 pas	

d’apoptose	(Jing	Zhang	et	al.	2003),	ce	qui	explique	pourquoi	 les	mutations	de	RAS	sont	souvent	

des	événements	secondaires	dans	l’évolution	de	la	LMMC	(Raphaël	Itzykson,	Kosmider,	Renneville,	

Morabito,	et	al.	2013).		

La	surexpression	des	formes	actives	KRAS,	NRAS	et	HRAS,	dans	la	moelle	osseuse	de	souris,	

induit	 une	 hémopathie	myéloïde.	 De	manière	 intéressante,	 les	 3	 oncogènes	 ont	 des	 potentiels	

leucémiques	 différents.	 Dans	 ce	 modèle,	 les	 souris	 où	 NRAS	 est	 surexprimé	 développent	 des	

pathologies	ressemblant	à	la	LMMC	ou	à	la	LAM,	les	souris	où	KRAS	est	surexprimé	développent	

des	pathologies	proches	de	la	LMMC,	alors	que	les	souris	où	HRAS	est	surexprimé	développent	des	

pathologies	 ressemblant	 aux	 LAM,	 démontrant	 une	 agressivité	 plus	 forte	 que	 les	mutations	 de	

NRAS	ou	KRAS	(Parikh,	Subrahmanyam,	and	Ren	2007).	L’expression	de	KRASG12D	dans	les	cellules	

myéloides	de	souris	induit	une	myéloprolifération	évoquant	une	LMMC	ou	une	JMML.	La	mutation	

KRASG12D	 induit	 un	 fort	 avantage	 prolifératif	 dans	 les	 cellules	 souches	 et	 progénitrices	

hématopoïétiques	murines	(Sabnis	et	al.	2009).	La	surexpression	de	NRASG13C	dans	des	CD34+	de	

sang	 de	 cordon	 en	 co-culture	 avec	 des	MS5	 augmente	 la	 différenciation	myéloïde.	 Ces	 cellules	

CD34+	surexprimant	NRASG13C	ont	une	meilleure	prise	de	greffe	et	génèrent	un	plus	grand	nombre	

de	cellules	myéloïdes	lorsqu’elles	sont	injectées	à	des	souris	NOD/SCID	(Shen	et	al.	2004).	

	

II.	5	Evolution	clonale	
 
 
 
   Nothing	in	biology	makes	sense	except	in	the	light	of	evolution.		

—Th.	Dobzhansky,	1973	
 
 

 
Dans	les	année	1970,	Peter	Nowell,	codécouvreur	du	chromosome	de	Philadelphie,	est	l’un	

des	premiers	à	émettre	 l’hypothèse	que	 les	cancers	 trouvent	 leur	origine	dans	une	seule	cellule	

(Fialkow	 1974)	 dont	 la	 descendance	 se	 diversifie	 génétiquement	 pour	 générer	 un	 ou	 plusieurs	

sous-clones	 ayant	 un	 avantage	 compétitif	 sur	 les	 cellules	 normales	 (Nowell	 1976).	 L’étude	 à	
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l’échelle	 unicellulaire	 des	 leucémies	 aiguës	 lymphoblastiques	 a	 révélé	 une	 évolution	 clonale	

branchée	et	non	linéaire	(Anderson	et	al.	2011).	Des	patterns	similaires	ont	été	observés	dans	les	

LAM	(Welch	et	al.	2012;	Klco	et	al.	2014),	la	leucémie	lymphoïde	chronique	(Shlush	et	al.	2014)	et	

les	mélanomes	(Egan	et	al.	2012).	Cette	architecture	clonale	est	encore	plus	prononcée	dans	 les	

tumeurs	solides	comme	dans	les	cancers	du	sein	(Yates	et	al.	2015),	les	glioblastomes	(A.	Sottoriva	

et	al.	2013),	 les	cancers	de	 la	prostate	(Gundem	et	al.	2015),	 les	cancers	rénaux	(Gerlinger	et	al.	

2014)	 ainsi	 que	 les	 cancers	 colorectaux	 (Andrea	 Sottoriva	 et	 al.	 2015).	 Dans	 ces	 tumeurs,	

contrairement	aux	leucémies,	les	sous-clones	sont	séparés	de	manière	topographique	dans	le	tissu	

d’origine	(A.	Sottoriva	et	al.	2013;	Gerlinger	et	al.	2012;	Boutros	et	al.	2015),	ce	qui	correspond	à	

l’évolution	spatio-temporelle	des	sous-clones.	Les	trajectoires	ou	les	évolutions	clonales	peuvent	

être	représentées	à	l’aide	d’un	arbre	phylogénétique	(figure	21a),	similaire	à	l’arbre	de	la	vie	qui	

apparaît	dans	On	the	Origin	of	Species	by	Natural	Selection,	1859		de	Darwin	(figure	21b,	Yates	et	

al.	2015;	Sottoriva	et	al.	2013).	

	
Figure	 21	 :	 Représentation	 graphique	 de	 l’évolution	 d’une	 architecture	 clonale	 branchée	 et	 représentation	 de	
l’arbre	de	la	vie	de	Darwin	(1837).	
L’évolution	d’une	architecture	branchée.	a)	Clones	du	cancer.	La	pression	de	sélection	permet	à	certains	sous-clones	
mutés	de	s’expandre	pendant	que	 les	autres	s’éteignent	ou	restent	dormants.	Les	 lignes	verticales	représentent	 les	
contraintes	 ou	 les	 pressions	de	 sélection.	 Ceci	 est	 une	 représentation	du	pattern	d’évolution	 classique	des	 cancers	
solides,	comme	l’imaginait	P.	Nowell.	Les	clones	leucémiques	pourraient	s’expandre	plus	rapidement	(années	contre	
décennies)	et	être	sujets	à	moins	de	contraintes	et	de	mutations.	Les	écosystèmes	1-4	(carrées	marrons)	représentent	
les	différents	écosystèmes	des	tissues.	Chaque	cercle	de	couleur	différente	représente	un	sous-clone	génétiquement	
distinct.	Tx	:	thérapie.	CIS	:	à	l’intérieur	du	carcinome.	b)	Représentation	de	l’arbre	de	la	vie	de	Darwin	(cahier	de	1837,	
Greaves	&	Maley	2012)	(numéro	de	licence	:	4198930339878)	
	
	 Dans	les	années	1990,	l’inactivation	aléatoire	du	chromosome	X	a	permis	l’observation	de	

la	présence	d’une	hématopoïèse	clonale	chez	30	à	40%	des	femmes	âgées	(Vogelstein	et	al.	1987;	

L	 Busque	 et	 al.	 1996;	 Puck,	 Stewart,	 and	 Nussbaum	 1992;	 Gale,	 Wheadon,	 and	 Linch	 1992).	
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L’origine	 de	 ce	 phénomène	 a	 été	 révélée	 en	 2014	 quand	 plusieurs	 équipes	 ont	 trouvé	 un	 très	

faible	niveau	de	mutations	somatiques	dans	des	cellules	de	donneurs	sains	(Genovese	et	al.	2014;	

McKerrell	et	al.	2015;	Xie	et	al.	2014;	Jaiswal	et	al.	2014).	Les	3	mutations	les	plus	fréquemment	

trouvées	dans	 ces	 cellules	 clonales	 (on	parle	d’hématopoïèse	 clonale	 liée	à	 l’âge	ou	ARCH)	 sont	

DNMT3a,	TET2	et	ASXL1	(Genovese	et	al.	2014;	Jaiswal	et	al.	2014;	Lambert	Busque	et	al.	2012).	

Des	mutations	dans	d’autres	 gènes	ont	 été	 retrouvées	 à	un	plus	 faible	 fréquence	 comme	 JAK2,	

SFB1	 et	 SRSF2	 (McKerrell	 et	 al.	 2015;	 Jaiswal	 et	 al.	 2014;	 Mason	 et	 al.	 2016).	 Les	 ARCH	 sont	

associées	à	un	plus	grand	risque	de	développer	une	hémopathie	maligne	ou	une	maladie	cardio-

vasculaire	 (Jaiswal	 et	 al.	 2014).	 Au	 cours	 du	 vieillissement,	 l’accumulation	 de	 modifications	 du	

génome,	 d’altérations	 des	 mitochondries,	 de	 dommages	 à	 l’ADN	 et	 de	 signes	 d’inflammation	

(Beerman	et	al.	2013;	Garrison	and	Rossi	2012)	favorise	l’expansion	lente	de	la	lignée	myéloïde	au	

détriment	de	la	lignée	lymphoïde	(Pang	et	al.	2011;	Nilsson	et	al.	2016;	Grover	et	al.	2016).		

	 Au	cours	de	la	vie,	les	cellules	somatiques	acquièrent	des	mutations.	Merlevede	et	al.	ont	

montré,	grâce	à	une	étude	de	séquençage	du	génome,	que	les	mutations	somatiques	des	LMMC	

provenaient	d’un	processus	mutationnel	 lié	à	l’âge	(figure	22,	Alexandrov	et	al.	2015;	Merlevede	

et	 al.	 2016).	 L’incidence	 de	 la	 LMMC	 augmente	 avec	 l’âge	 et	 se	 voit	 essentiellement	 chez	 des	

sujets	 âgés.	 	 La	 maladie	 apparaît	 lorsqu’un	 nombre	 suffisant	 de	 mutations	 stochastiques	 s’est	

accumulé	dans	les	CSHs	(Mason	et	al.	2016).	Ces	données	suggèrent	que	la	LMMC	est	l’expression	

d’un	biais	myélomonocytaire	des	CSHs	âgées	résultant	d’un	processus	d’adaptation	de	ces	cellules	

dans	un	environnement	inflammatoire.		

	
Figure	22	:	Accumulation	de	mutations	somatiques	au	travers	du	temps	avec	des	signatures	«	clock-like	».	
Accumulation	de	mutations	somatiques	dû	à	des	signatures	mutationnelles	clock-like	et	non	clock-like	dans	5	patients.	
La	corrélation	entre	l’âge	et	le	nombre	de	mutations	somatiques	dû	au	processus	mutationnel	clock-like	ayant	lieu	
dans	des	cellules	normales	post-natale	est	détectable	en	utilisant	les	mutations	retrouvées	dans	les	cancers.	Le	taux	
est	relativement	non-affecté.	Si	le	nombre	de	mutations	acquis	durant	la	phase	embryonnaire,	fœtale,	et	néoplasique	
est	limité	alors	le	taux	sera	relativement	peu	affecté.	Information	complémentaire	:	Cette	figure	est	une	simple	
illustration	du	processus	mutationnel	clock-like	et	n’a	pas	pour	but	d’être	une	représentation	réelle	d’échantillons	de	
patients.	En	réalité	le	nombre	de	division	cellulaire	dépendra	du	tissu	et	du	nombre	de	mutations	qui	pourrait	être	
très	supérieur.	(Alexandrov	et	al.	2015)	(numéro	de	licence	:	4198931117696)	
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	 Des	analyses	de	WES	de	 LMMC	montrent	en	moyenne	14	mutations	dans	 les	 séquences	

codantes	par	patient	(Mason	et	al.	2016;	Merlevede	et	al.	2016;	Yoshida	et	al.	2011;	Piazza	et	al.	

2012;	Ernst,	Chase,	Zoi,	et	al.	2010).	Plusieurs	évidences	suggèrent	que	la	mutation	TET2	serait	la	

mutation	initiale	dans	la	majorité	des	LMMC.	Cette	mutation	est	fréquente	[60%	des	cas,	(Smith	et	

al.	 2010;	 Meggendorfer	 et	 al.	 2012;	 Jankowska	 et	 al.	 2011],	 y	 compris	 dans	 les	 ARCH	 et	

l’invalidation	de	TET2	dans	ces	cellules	souches	ou	progénitrices	humaines	ou	murines	génère	une	

surproduction	 de	 cellules	 granulo-monocytaires	 par	 rapport	 aux	 cellules	 érythrocytaires	 et	

mégakaryocytaires	 (Pronier	 et	 al.	 2011;	 Quivoron	 et	 al.	 2011;	 Moran-Crusio	 et	 al.	 2011),	 La	

mutation	 TET2	 est	 fréquemment	 le	 premier	 événement	 mutationnel	 dans	 les	 expériences	

d’analyse	génomique	à	l’échelle	unicellulaire	(Itzykson	et	al.	2013).		

	 Ces	observations	suggèrent	un	modèle	en	deux	étapes,	une	première	mutation	dans	TET2	

fait	émerger	une	hématopoïèse	clonale	puis	une	seconde	mutation	engendre	une	différenciation	

anormale	 conduisant	 à	 une	 hémopathie	 myéloïde.	 Des	 modèles	 mathématiques	 prédisent	 une	

longue	 latence	 dans	 les	 hémopathies	 myéloïdes	 chroniques	 (Vickers	 2007)	 du	 fait	 que	 les	

mutations	 TET2,	 ou	 les	 autres	mutations	 	 récurrentes		 ne	 procurent	 qu’un	 très	 faible	 avantage	

compétitif	 aux	 CSHs	mutées.	 Un	 avantage	 compétitif	 aussi	 faible	 (0.4%	 de	 fitness)	 a	 déjà	 était	

décrit	 avec	 des	 mutations	 drivers	 dans	 des	 cancers	 solides	 conduisant	 à	 une	 fixation	 de	 la	

mutation	driver	sur	 une	 période	 longue	 [plus	 de	 10	 ans,	 (Bozic	 et	 al.	 2010)].	 Des	 mutations	

procurant	un	avantage	compétitif	très	faible	aux	celules	dans	lesquelles	elles	apparaissent	peuvent	

ne	pas	se	fixer	et	disparaître	spontanément	(Müller-Schmah	et	al.	2012).		

	 Dans	la	LMMC,	une	relation	épistatique	pourrait	exister	entre	les	mutations	de	SRSF2	et	de	

TET2.	Une	mutation	dans	un	gène	de	l’épissage	est	observée	dans	plus	de	75%	des	LMMC,	et	les	

mutations	 dans	 les	 divers	 gènes	 de	 l’épissage	 sont	 mutuellement	 exclusives	 (Merlevede	 et	 al.	

2016).	Dans	la	LMMC,	les	mutations	de	SRSF2	sont	très	souvent	combinées	aux	mutations	de	TET2	

(Raphaël	Itzykson,	Kosmider,	Renneville,	Morabito,	et	al.	2013;	Meggendorfer	et	al.	2012;	F	Damm	

et	 al.	 2012).	 Dans	 les	 cellules	 hématopoïétiques	 normales,	 les	 mutations	 dans	 des	 gènes	

d’épissage	entraînent	un	défaut	de	prolifération	et	un	désavantage	compétitif	in	vivo	(Yoshida	et	

al.	 2011).	 Les	mutations	 de	 SRSF2	 pourraient	 devenir	 un	 avantage	 que	 dans	 un	 contexte	 TET2	

muté,	 ce	 qui	 expliquerait	 pourquoi	 les	 mutations	 de	 TET2	 apparaissent	 souvent	 en	 premier	

(Raphaël	Itzykson,	Kosmider,	Renneville,	Morabito,	et	al.	2013).	

	 Dans	 la	plupart	des	LMMC	(figure	23),	 l’architecture	clonale	est	 linéaire,	comme	dans	 les	

SMD	et	 les	LAM	de	novo	(Walter	et	al.	2012;	Welch	et	al.	2012;	Jan	et	al.	2012).	Cependant	une	

architecture	clonale	branchée	peut	apparaître	à	partir	d’un	ancêtre	commun	à	la	suite	d’une	perte	
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d’hétérozygotie	(LOH)	au	niveau	des	loci	mutés	(figure	23).	Dans	les	LMMC,	les	LOH	impliquent,	la	

plupart	 du	 temps,	 une	 recombinaison	 mitotique	 (Raphaël	 Itzykson,	 Kosmider,	 Renneville,	

Morabito,	et	al.	2013),	générant	ainsi	deux	cellules	filles,	l’une	avec	une	mutation	homozygote	et	

l’autre	sans	la	mutation	(figure	23).	Pour	finir,	des	processus	d’interférence	clonale	sont	possibles	

mais	peu	fréquents	et	peuvent	aboutir	à	la	création	d’une	nouvelle	branche.	Par	exemple,	lorsque	

deux	 mutations	 «	drivers	»	 apportent	 le	 même	 avantage	 compétitif	 et	 apparaissent	

indépendamment	(Lasho	et	al.	2011).	Ceci	a	notamment	été	observé	dans	le	papier	de	Itzykson	et	

al.,	 où	 l’on	 observe	 une	 compétition	 entre	 des	 clones	 ayant	 une	mutation	 dans	 NRAS	 ou	 dans	

KRAS	(Raphaël	Itzykson,	Kosmider,	Renneville,	Morabito,	et	al.	2013).	

	

	
Figure	23	:	Représentation	de	l’architecture	clonale	dans	la	leucémie	myélomonocytaire	chronique.		
L’architecture	 clonale	 dans	 la	 LMMC.	 Dans	 la	 plupart	 des	 cas,	 l’architecture	 clonale	 est	 caractérisée	 par	 une	
accumulation	 linéaire	 des	 mutations	 (panel	 de	 gauche).	 De	 rares	 cas	 d’interférence	 clonale	 (CI)	 engendrent	
l’apparition	de	sous-clones	(panel	du	milieu).	Un	branchement	peut	se	produire	par	une	perte	d’hétérozygotie	(LOH)	
ou	par	une	recombinaison	mitotique	(MR)	d’un	locus	muté,	ce	dernier	générant	deux	cellules	filles	différentes,	l’une	
sans	la	mutation	et	l’autre	avec	les	deux	allèles	mutés	(panel	de	droite).	Chaque	triangle	représente	l’allèle	d’un	gène.	
Chaque	couleur	indique	un	gène	distinct.	(R	Itzykson	and	Solary	2013)	(numéro	de	licence	4198931220220)	
	

Cette	 hétérogénéité	 clonale	 et	 la	 persistance	 des	 clones	 ancestraux	 dans	 le	 compartiment	

immature	peut	 s’expliquer	par	4	hypothèses.	Premièrement,	 les	nouvelles	mutations	pourraient	

n’apporter	qu’un	très	faible	avantage	compétitif	à	ces	cellules	(Bozic	et	al.	2010).	Deuxièmement,	

chaque	 nouvelle	mutation	 pourrait	 perturber	 encore	 plus	 la	 signalisation	 cellulaire	 ainsi	 que	 la	

transcription,	ce	qui	rendrait	ces	nouveaux	clones	moins	flexibles	(Rozenblatt-Rosen	et	al.	2012).	

Plus	 les	mutations	s’accumulent,	plus	 les	mutations	compatibles	se	réduisent	 (Patel	et	al.	2012).	

Troisièmement,	des	mutations	 coopératrices	«	commensales	»	pourraient	exister	entre	 les	 sous-

clones	au	travers	d’une	signalisation	paracrine	ou	via	un	contact	direct	cellule-cellule	(Inda	et	al.	
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2010;	M.	Wu,	Pastor-Pareja,	and	Xu	2010).	Pour	finir,	les	sous-clones	mineurs	pourraient	être	plus	

adaptés	dans	un	contexte	de	changement	d’environnement	induit	par	l’hypoxie	ou	un	traitement	

(Andrea	Sottoriva,	Vermeulen,	and	Tavaré	2011). 

 

II.	6	Modèles	
	
	 L’identification	 des	 mutations	 somatiques	 récurrentes	 dans	 les	 SMD/SMP	 et	 le	

développement	 des	 techniques	 de	 mutagénèse	 ciblée	 ont	 permis	 la	 génération	 de	 nombreux	

modèles	 murins	 permettant	 des	 analyses	 de	 génomique	 fonctionnelle	 et	 récapitulant	 plus	 ou	

moins	certaines	des	caractéristiques	des	SMD/SMP.		

	 Les	pertes	de	fonction	de	TET2	ont	été	modélisées	en	supprimant	le	gène	(Delhommeau	et	

al.	2009).	De	manière	intéressante,	malgré	une	forte	occurrence	des	mutations	pertes	de	fonction	

de	TET2	dans	la	plupart	des	hémopathies	myéloïdes,	les	souris	TET2-/-	développent	principalement	

mais	pas	exclusivement	une	pathologie	myéloïde	évoquant	une	LMMC	de	«	type	prolifératif	»	avec	

une	splénomégalie,	une	monocytose	et	des	dysplasies	cellulaires	(Z.	Li	et	al.	2013;	Moran-Crusio	et	

al.	 2011).	 Itzykson	 et	 al.	 ont	 montré	 	 qu’il	 y	 avait	 une	 dominance	 clonale	 précoce	 de	 clones	

possédant	 des	 mutations	 dans	 TET2	 (Raphaël	 Itzykson,	 Kosmider,	 Renneville,	 Morabito,	 et	 al.	

2013).	En	revanche	les	souris	ASXL1-/-	ou	les	souris	SRSF2P95H	développent	des	pathologies	proches	

des	SMD.		

	 Les	 souris	 mutées	 dans	 la	 voie	 RAS	 comme	 NRAS,	 KRAS,	 SHP2,	 NF1,	 FLT3	 et	 CBL	

développent	 une	 hyperprolifération	 de	 la	 lignée	 myélomonocytaire,	 une	 splénomégalie	 ainsi	

qu’une	hypersensibilité	au	GM-CSF	qui	sont	des	caractéristiques	des	LMMJ	et	des	LMMC	(Chang	et	

al.	2013;	Goodwin	et	al.	2014;	Sanada	et	al.	2009;	J.	Wang	et	al.	2011;	B.	H.	Lee	et	al.	2007)	

	 Certains	modèles	murins	 développent	 de	manière	 inattendue	 un	 phénotype	 proche	 des	

LMMC	 comme,	 par	 exemple,	 les	 souris	 XIST-/-.	 XIST	 est	 un	 long	 ARN	 non	 codant	 qui	 est	

indispensable	 à	 l’inactivation	 du	 chromosome	 X.	 La	 délétion	 XIST	 est	 suffisant	 pour	 générer	 un	

SMD/SMP	très	agressif	avec	une	 forte	pénétrance	chez	 les	 souris	 femelles	 (Yildirim	et	al.	2013).	

Parmi	 les	modèles	 intéressants	 et	 inattendus,	 les	 souris	 NOTCH-/-,	 les	 souris	 CREBBP-/-,	 NR4A-/-,	

DIDO-/-,	 ARID4a-/-	 ARID4b-/-,	 TIF1γ-/-,	 BID-/-,	 qui	 développent	 aussi	 une	monocytose	 avec	d’autres	

caractéristiques	propres	aux	SMD/SMP	(Klinakis	et	al.	2011;	Zimmer	et	al.	2012;	Ramirez-Herrick	

et	al.	2015;	Fütterer	et	al.	2005;	M.	Y.	Wu,	Eldin,	and	Beaudet	2008;	Aucagne	et	al.	2011;	Zinkel	et	

al.	2003).	

	 Cependant	 ces	 modèles	 monogéniques	 ne	 récapitulent	 pas	 toutes	 les	 caractéristiques	

cliniques	et	génétiques	retrouvées	dans	 la	LMMC.	Les	modèles	de	xénogreffe	des	LAM	dans	des	
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souris	 immunodéprimées	 a	 permis	 l’identification,	 la	 caractérisation	 des	 CSH	 leucémiques	 et	 le	

développement	de	tests	précliniques	pour	l’identification	de	nouvelles	approches	thérapeutiques	

(Goyama,	Wunderlich,	and	Mulloy	2015).		

Les	modèles	de	xénogreffe	sont	moins	bien	développés.	Récemment,	Yoshimi	et	al.	et	Zhang	et	al.	

ont	 réussi	à	effectuer	des	xénogreffes	avec	 les	cellules	hématopoïétiques	provenant	de	patients	

atteints	de	 LMMC	dans	des	 souris	NOD/SCID-Il2rgcnull	 exprimant	des	 cytokines	humaines	 telles	

que	 stem	 cell	 factor	 (SCF),	 GM-CSF	 et	 interleukin-3	 (IL-3)	 (NSG-SGM3).	 Les	 cellules	 qui	 se	

développent	 chez	 ces	 souris	 ont	 des	 caractéristiques	 cliniques	 et	 génétiques	 similaires	 aux	

échantillons	 primaires	 des	 patients	 et	 ces	 modèles	 permettent	 de	 valider	 des	 molécules	

pharmacologiques.	Ces	modèles	permettent	aussi	de	reproduire	l’hétérogénéité	clonale	retrouvée	

dans	 ces	 pathologies	 hématopoïétiques.	 En	 revanche,	 les	 souris	 NSG-SGM3	 expriment	 trop	

fortement	 la	 cytokine	 humaine	 GM-CSF,	 ce	 qui	 masque	 sans	 doute	 l’efficacité	 de	 certains	

traitements	 (comme	 les	 traitements	 ciblant	 la	 voie	 GM-CSF/STAT5)	 ou	 change	 drastiquement	

l’hétérogénéité	clonale.	Le	développement	de	nouvelles	souris	exprimant	des	cytokines	humaines	

à	des	concentrations	plus	physiologiques,	comme	les	souris	MITRG/MISTRG,	devraient	faciliter	la	

prise	de	greffe	sans	pour	autant	sur-stimuler	la	signalisation	du	GM-CSF	(Rongvaux	et	al.	2014).	

	

II.	7	Approches	thérapeutiques	
 
 Contrairement	 à	 d’autres	 hémopathies	 malignes,	 comme	 la	 LMC,	 la	 LLC,	 le	 myélome	

multiple	 et	 les	 lymphomes	 malins	 non	 Hodgkiniens,	 les	 avancées	 thérapeutiques	 dans	 les	

SMD/SMP	restent	anciennes	et	limitées.	La	transplantation	de	CSH	(TCSH)	allogénique	est	la	seule	

approche	 curative	 pour	 les	 adultes	 atteints	 d’un	 SMD/SMP.	Malheureusement,	 seule	 une	 faible	

partie	des	patients	sont	éligibles	du	fait	de	leur	âge	avancé	et	des	comorbidités.	Les	rechutes	après	

une	TCSH	restent	élevées	et	le	taux	de	survie	à	long-terme	est	de	seulement	30-40%	(Eissa	et	al.	

2011;	S.	Park	et	al.	2013;	Symeonidis	et	al.	2015).	A	cause	de	ces	limitations,	le	management	des	

patients	 âgés	 avec	 un	 SMD/SMP	 a	 longtemps	 été	 basé	 sur	 des	 soins	 palliatifs	 et	 des	 agents	

cytotoxiques	 (le	 plus	 souvent	 l’hydroxyurée	 et	 la	 cytarabine)	 pour	 contrôler	 les	 symptômes	

associés	à	l’hyperprolifération	de	l’une	des	lignées	hématopoïétiques	(Mughal	et	al.	2015).		

Les	 agents	 hypométhylants	 5-aza-2’-deoxycytidine	 (decitabine)	 et	 5-azacytidine	 (azacytidine)	

sont	la	première	ligne	de	traitement	dans	les	SMD	à	haut-risque	non	éligibles	à	la	transplantation.	

Ces	deux	molécules	entrent	dans	la	cellule	grâce	à	3	transporteurs	:	hENT/SLC29A,	hCNT/SLC28A	

et	 SLC15/SLC22.	 Les	 deux	molécules	 sont	 ensuite	 activées	 par	 une	 série	 de	 3	 phosphorylations	

pour	générer	le	5-AZA-dCTP,	qui	peut	être	incorporé	dans	l’ADN	pendant	la	phase	S.	La	première	
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étape	 de	 phosphorylation	 est	 limitante	 et	 catalysée	 par	 la	 deoxycytidine	 kinase	 (DCK)	 pour	 la	

décitabine	 et	 par	 la	 uridine-cytidine	 kinase	 (UCK)	 pour	 l’azacytidine.	 Le	 métabolisme	 de	

l’azacytidine	est	plus	complexe	car	plus	de	80%	de	sa	 forme	active	est	 incorporée	dans	 l’ARN	et	

moins	de	20%	est	convertie	de	la	forme	5-aza-CTP	en	5-aza-dCTP	par	les	ribonucleotide	reductases	

avant	son	incorporation	dans	l’ADN.	Ces	deux	molécules	sont	actives	dans	les	LMMC	avec	un	taux	

de	réponse	global	entre	40	et	70	%	et	une	médiane	de	survie	de	12-22	mois.	Parmi	les	répondeurs,	

les	 agents	 déméthylants	 n’empêchent	 pas	 l’accumulation	 de	 nouvelles	mutations	 dans	 le	 clone	

leucémique	et	ne	réduisent	pas	la	fréquence	allélique	de	celui-ci	(Merlevede	et	al.	2016).	Même	si	

les	 agents	 déméthylants	 ont	 un	 effet	 cytotoxique,	 leur	 effet	 épigénétique	 de	 déméthylation	 de	

l’ADN	dans	les	cellules	du	clone	leucémique	semble	être	l’effet	principal	(Tsai	et	al.	2012;	Braun	et	

al.	 2011).	 La	 plupart	 des	 mutations	 épigénétiques	 observées	 dans	 la	 LMMC	 entrainent	 une	

hyperméthylation	et	un	changement	d’expression	de	gènes	liés	à	des	modifications	épigénétiques	

(Figueroa	et	al.	2009).		

	 Afin	de	d’essayer	de	détruire	les	cellules	souches	cancéreuses,	il	est	nécessaire	d’imaginer	

de	 nouvelles	 stratégies	 thérapeutiques.	 Un	 traitement	 qui	 corrigerait	 l’avantage	 prolifératif	 des	

différents	 sous-clones	 durant	 la	 différentiation	 n’altèrerait	 pas	 nécessairement	 le	 succès	

reproductif	 dans	 le	 compartiment	 des	 cellules	 souches.	 Idéalement,	 l’identification	 d’un	

événement	 oncogénique	 dont	 les	 cellules	 leucémiques	 seraient	 dépendantes	 permettrait	

d’éradiquer	 les	 sous-clones.	Cet	événement	pourrait	être	une	protéine	dégradée	ou	 inhibée,	ou	

une	perte	de	fonction	d’un	gène	qui	pourrait	être	ciblée	indirectement	si	une	létalité	synthétique	

peut	être	déclenchée.	Cependant,	ce	type	de	thérapie	ciblée	nécessite	une	réduction	drastique	du	

nombre	de	sous-clones	à	l’aide	d’une	cytoréduction	non	ciblée	pour	diminuer	le	risque	qu’un	sous-

clone	 soit	 sélectionné	 lors	 du	 traitement	 ciblé	 (M.	Wu,	 Pastor-Pareja,	 and	 Xu	 2010;	 Ding	 et	 al.	

2012).	

	 L’inhibition	 de	 la	 voie	 RAS	 a	 été	 décevante	 car	 les	 cellules	 leucémiques	 développement	

rapidement	des	mécanismes	d’échappement	au	traitement	en	substituant	 la	généranylation	à	 la	

farnesylation	de	NRAS	et/ou	KRAS	 (Fiordalisi	et	al.	2003).	De	plus,	 l’inhibition	de	 la	 liaison	entre	

RAF	et	d’autres	protéines	effectrices	de	RAS,	le	rigosertib,	n’a	pas	augmenté	la	survie	des	patients	

ayant	un	SMD	(Garcia-Manero	et	al.	2016;	Athuluri-Divakar	et	al.	2016).	Une	nouvelle	approche	

est	 l’inhibition	 de	 l’acyl-protein	 thioésterase	 1	 (APT1)	 qui	 empêche	 la	 prolifération	 des	 cellules	

mutées	NRASG12D	en	 inhibant	 le	 cycle	palmitoylation-depalmitoylation	de	NRAS	 (Xu	et	 al.	 2012).	

Cependant,	cibler	les	voies	de	signalisation	dans	les	SMD/SMP	ne	semble	pas	être	efficace	et	n’a	

pas	généré	d’avancée	thérapeutique	majeure.	Ceci	pourrait	être	dû	au	fait	que	les	mutations	des	
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voies	 de	 la	 signalisation	 sont	 souvent	 des	 événements	 tardives	 dans	 le	 développement	 de	 ces	

SMD/SMP.	

	 Par	 rapport,	aux	mutations	de	 la	signalisation,	 les	mutations	dans	 les	gènes	de	 l’épissage	

sont	 acquises	 tôt	 dans	 l’évolution	 de	 la	 pathologie	 ce	 qui	 pourrait	 être	 une	 opportunité	 pour	

éradiquer	 le	 clone	 fondateur	 et	 tous	 les	 sous-clones.	 De	 plus,	 les	 mutations	 dans	 les	 gènes	

d’épissage	 tels	que	SRSF2,	SF3B1	et	U2AF2	sont	 les	mutations	 les	plus	 fréquentes	dans	 les	SMD	

(Yoshida	et	 al.	 2011;	 E.	 Papaemmanuil	 et	 al.	 2011;	Graubert	 et	 al.	 2011)	et	 fréquentes	dans	 les	

SMD/SMP	à	l’exception	les	LMMJ.	De	manière	intéressante,	 les	mutations	touchant	les	gènes	de	

l’épissage	sont	exclusives	et	strictement	hétérozygotes	suggérant	une	forte	pression	de	sélection	

négative	contre	l’inactivation	du	second	allèle	et	suggérant	une	faible	tolérance	des	cellules	à	un	

épissage	des	gènes	anormal.	Une	récente	et	élégante	étude	de	Lee	et	al.	a	montré	qu’un	inhibiteur	

de	l’épissage,	 le	E7107,	prolonge	la	survie	de	souris	greffées	avec	des	cellules	MLL-AF9+	;SRSF2+/-	

mais	pas	la	survie	des	souris	greffées	avec	des	cellules	MLL-AF9+	;SRSF2+/+(S.	C.-W.	Lee	et	al.	2016).	

Cependant,	pour	que	 les	cellules	non	mutées	reprennent	 l’avantage,	 l’inhibiteur	E7107	doit	être	

dosé	avec	précision	pour	éviter	l’inhibition	totale	de	la	machinerie	de	l’épissage.	
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III. Les	cellules	pluripotentes	induites	
 
	 Les	 cellules	 souches	 sont	 définies	 par	 leur	 potentiel	 de	 différenciation	 et	 leur	 capacité	

d’auto-renouvèlement.	 Les	 cellules	 souches	 embryonnaires	 sont	 triées	 à	 partir	 de	 tissus	

embryonnaires	ou	post-nataux	et	 sont	classées	en	 fonction	de	 leur	potentiel	de	développement	

(figure	24).	Les	cellules	du	zygote	et	des	blastomères	sont	totipotentes	(Kelly	1977)	:	elles	peuvent	

donner	naissance	à	n’importe	quel	tissu	embryonnaire	et	extra-embryonnaire.	Ce	potentiel	n’est	

pas	 conservé	 in	 vitro.	 Les	 cellules	 souches	 pluripotentes	 (CSP)	 peuvent	 former	 les	 3	 feuillets	

embryonnaires	que	sont	l’ectoderme,	le	mésoderme,	et	l’endoderme	mais	ne	contribuent	que	très	

faiblement	à	la	formation	des	membranes	et	du	placenta	extra-embryonnaire.	Les	cellules	souches	

multipotentes,	comme	les	CSH,	ne	peuvent	générer,	dans	des	conditions	normales	physiologiques,	

que	 les	 cellules	 matures	 de	 leur	 tissu.	 Les	 cellules	 souches	 unipotentes,	 telles	 que	 les	 cellules	

souches	 spermatogoniales,	ont	une	 faible	 capacité	d’auto-renouvèlement	et	ne	peuvent	donner	

naissance	qu’à	un	seul	type	de	cellules,	les	spermatozoïdes.		

	 Les	premières	CSP	ont	été	obtenues	à	partir	de	blastocystes	de	souris.	Leur	étude	a	prouvé	

que	les	CSP	pouvaient	être	amplifiées	in	vitro	sans	limite	(Evans	and	Kaufman	1981;	Martin	1981).	

Puis	des	CSP	ont	aussi	été	obtenues	de	primates	non-humains	et	d’embryons	humains	 (James	A	

Thomson	 et	 al.	 1998;	 J	 A	 Thomson	 et	 al.	 1995).	 Finalement,	 les	 cellules	 somatiques	 ont	 été	

reprogrammées	en	cellules	pluripotentes	par	 l’expression	ectopique	de	facteurs	de	transcription	

(Takahashi	and	Yamanaka	2006).	 Les	propriétés	des	CSP	dépendent	de	 leur	 tissu	d’origine	et	de	

leurs	 conditions	 de	 culture.	 Les	 CSP	humaines	 expriment	 des	marqueurs	moléculaires	 similaires	

aux	cellules	souches	épiblastiques	(EpiSCs)	et	sont	classées	en	tant	que	CSP	engagées	(figure	24).		
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Figure	24	:	Représentation	graphique	montrant	les	différents	potentiels	de	pluripotence.		
Les	deux	expériences	démontrant	la	pluripotence	des	cellules	souches	sont	le	chimérisme	blastocytaire	et	la	formation	
de	 tératomes.	 Selon	 la	 performance	 des	 cellules	 souches	 pluripotentes,	 elles	 seront	 classées	 en	 tant	 que	 cellules	
totipotentes,	cellules	pluripotentes	naïves,	cellules	pluripotentes	engagées	ou	cellules	multipotentes.	(De	Los	Angeles	
et	al.	2015)	(numéro	de	licence	:	4198931370405)	

	

III.	1.	La	différenciation	hématopoïétique	
	
Durant	 l’embryogénèse	 des	 mammifères,	 le	 développement	 hématopoïétique	 se	 produit	 en	 2	

vagues.	 L’hématopoïèse	 embryonnaire	 ou	 primitive	 prend	 place	 dans	 le	 sac	 vitellin	 et	 génère	

principalement	 des	 cellules	 myéloïdes	 et	 des	 érythrocytes	 nucléées	 (Orkin	 and	 Zon	 2008).	 Le	

système	hématopoïétique	primitif	est	ensuite	 remplacé	par	 les	CSH	adultes	 intra-embryonnaires	

pour	générer	une	hématopoïèse	définitive.	Les	première	CSH	définitives	sont	détectées	au	stade	

embryonnaire,	au	jour	10.5,	au	niveau	de	l’aorte-gonade-mésonéphros.	Ces	CSH	émergent	d’une	

petite	population	de	cellules	endothéliales	«	hemogénique	»	à	la	suite	d’une	transition	endothélio-

hématopoïétique.	 Ensuite,	 ces	 CSH	 définitives	migreront	 dans	 le	 foie	 fœtal,	 le	 sac	 vitellin	 et	 le	

placenta	(Bertrand	et	al.	2010;	Boisset	et	al.	2010).	Pour	commencer	à	y	produire	l’ensemble	des	

cellules	du	sang	de	l’embryon	(Orkin	and	Zon	2008).	De	nombreux	groupes	se	sont	concentré	sur	

le	développement	de	modèles	récapitulant	de	manière	précise	et	reproductible	le	développement	

du	système	hématopoïétique	in	vitro	et	in	vivo.	Les	cellules	souches	pluripotentes	induites	(iPSCs)	
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offrent	 une	 nouvelle	 opportunité	 d’étudier	 le	 système	 hématopoïétique	 à	 l’aide	 de	 différents	

systèmes	(résumé	dans	la	figure	25)	:	

	
Figure	25	:	Illustration	des	stratégies	actuelles	pour	génération	de	cellules	souches	hématopoïétiques	humaines.	
Les	 flèches	 orange	 représentent	 la	 stratégie	 de	 différenciation	 dirigée.	 Cette	 stratégie	 a	 pour	 but	 de	 récapituler	 le	
développement	hématopoïétique	 in	vitro	grâce	à	l’ajout	séquentiel	de	différentes	cytokines	et	de	morphogènes.	Les	
flèches	 bleues	 représentent	 la	 stratégie	 de	 conversion	 directe	 permettant	 de	 changer	 «	le	 destin	 cellulaire	»	 d’une	
cellule	directement	vers	notre	cellule	d’intérêt	grâce	à	l’expression	de	facteurs	de	transcription	clés.	Les	flèches	vertes	
représentent	la	stratégie	hybride	qui	combine	la	différenciation	dirigée	et	la	conversion	directe	(adaptée	de	Wahlster	
and	Daley	2016).		
	

- Isolation	à	partir	de	teratoma	in	vivo	:	Amabile	et	al.	et	Suzuki	et	al.	ont	réussi	à	isoler	des	

cellules	 CD34+	 CD45+	 à	 partir	 de	 tératomes	 formés	 après	 une	 injection	 sous-cutanée	

d’iPSC	 indifférenciées.	Dans	 la	première	étude,	malgré	une	faible	prise	de	greffe,	 les	CSH	

générées	étaient	capables	de	greffer	et	de	reconstituer	l’hématopoïèse.	La	seconde	étude	

montrait	 que	 l’injection	 de	 cellules	 stromales	 avec	 les	 iPSC	 augmentait	 l’efficacité	 de	 la	

méthode	(Amabile	et	al.	2013;	Suzuki	et	al.	2013);	

	

- La	 différenciation	 dirigée	 (approche	 antérograde)	:	 Comme	 écrit	 précédemment,	

l’hématopoïèse	primitive	est	transitoire	et	est	caractérisée	par	des	érythrocytes	nucléés	et	

une	 majorité	 de	 cellules	 myéloïdes	 (Orkin	 and	 Zon	 2008)	 alors	 que	 l’hématopoïèse	

ERG,	HOX15,	HOXA9,	
HOX10,	LCOR,	RUNX1,	
SPI1
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définitive,	qui	est	dépendante	des	CSH	situées	dans	le	foie	fœtal	et	la	moelle	osseuse,	est	

caractérisée	 par	 une	 lymphopoïèse	 et	 par	 une	 capacité	 d’auto-renouvèlement	 de	 long	

terme	 (Slukvin	 2013;	 Orkin	 and	 Zon	 2008).	 En	 plus	 de	 manipulations	 génétiques,	 la	

différenciation	 dirigée	 est	 basée	 sur	 l’ajout	 de	 manière	 séquentielle	 de	 différentes	

cytokines	ou	de	morphogènes	tels	que	Bone	Morphogenetic	Protein	4	(BMP4),	Activin	A	et	

de	 NOTCH	 ligands	 ou	 sur	 un	 système	 de	 co-culture	 dans	 le	 but	 de	 mimer	 la	 niche	

hématopoïétique	 (Ledran	et	al.	2008;	Pick	et	al.	2007;	Chadwick	et	al.	2003).	Cependant,	

les	CSPH	générées	par	ces	systèmes	ne	permettent	pas	de	 faire	des	greffes	sériées	ni	de	

produire	une	lymphopoïèse	caractéristique	des	CSH	définitives.	Les	travaux	de	l’équipe	de	

Gordon	 Keller	 ont	montré	 que	 l’hématopoïèse	 primitive	 était	 dépendante	 de	 la	 voie	 de	

signalisation	Activin-nodal	(M.	Kennedy	et	al.	2012),	et	inversement,	l’inhibition	de	la	voie	

de	 signalisation	 Activin-nodal	 et	 l’activation	 de	 la	 voie	 de	 signalisation	Wnt-beta-catenin	

promouvaient	l’hématopoïèse	définitive	[figure	26,	(Sturgeon	et	al.	2014)].	Cependant,	ces	

différentes	 stratégies	 in	 vitro	 conduisent	 à	 une	 production	 de	 cellules	 hématopoïétiques	

définitives	mais	 non	 pas	 réussi	 à	 produire	 une	 bona	 fide	 CSH	 (M.	 Kennedy	 et	 al.	 2012;	

Sturgeon	et	al.	2014);	

	
Figure	26	:	Le	rôle	de	la	voie	Wnt-beta-catenin	et	Activin-nodal	dans	l’hématopoïèse	primitive	et	définitive.	
Après	 la	 formation	 d’une	 couche	 de	 cellules	 primitives,	 la	 conversion	 de	 ces	 cellules	 en	 cellules	 cellules	
mésodermiques	KDR+	CD235a+	est	spécifiée	par	l’activation	de	la	voie	de	signalisation	activin-nodal	et	l’inhibition	de	la	
voie	Wnt,	alors	que	l’activation	de	la	voie	Wnt-beta-catenin	induit	la	formation	de	cellules	mésodermiques	définitives	
KDR+	 D235a-.	 Les	 cellules	 KDR+	 CD235a+	 donnent	 rapidement	 (6	 jours)	 naissance	 à	 une	 expansion	 de	 cellules	
hématopoïétiques	 primitives,	 marqué	 par	 l’émergence	 d’une	 population	 CD43+.	 En	 revanche,	 les	 cellules	
mésodermiques	KDR+	CD235a-	ne	donnent	pas	naissance	durant	cette	même	période.	Après	encore	6	jours	de	culture,	
les	cellules	mésodermiques	CD34+	CD43-	donnent	naissance	à	des	cellules	hématopoïétiques	définitive.	(Sturgeon	et	
al.	2014)	
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- La	 conversion	 directe	:	 La	 conversion	 directe	 correspond	 à	 l’utilisation	 de	 facteurs	 de	

transcription	 pour	 reprogrammer	 directement	 des	 cellules	 en	 progéniteurs	

hématopoïétiques.	 La	 première	 étude	 à	 induire	 directement	 des	 progéniteurs	

hématopoïétique	 primitifs	 a	 réussi	 cette	 exploit	 en	 fusionnant	 des	 fibroblastes	

embryonnaires	 avec	 des	 cellules	 CD34+	 de	 foie	 fœtal	 (Sandler,	 Lailler,	 and	 Bouhassira	

2011).	 Par	 la	 suite,	 de	 nombreuses	 équipes	 ont	 identifié	 et	 transfecté	 des	 facteurs	 de	

transcription	 dans	 des	 fibroblastes	 pour	 générer	 des	 progéniteurs	 hématopoïétiques	

définitifs.	 ayant	 une	 faible	 capacité	 de	 prise	 de	 greffe	 (Szabo	 et	 al.	 2010;	Mitchell	 et	 al.	

2014;	Pulecio	et	al.	2014;	Pereira	et	al.	2013).	La	génération	de	CSH	est	dynamique	et	passe	

par	 une	 transition	 endothélio-hématopoïétique	 tout	 comme	 la	 naissance	 des	 première	

bone	 fide	 CSH.	 Elcheva	 et	 al.	 ont	 établi	 que	 deux	 groupes	 de	 facteurs	 de	 transcription	

pouvaient	générer	des	cellules	hématopoïétiques	à	partir	d’iPSC	humaines	:	ETS	variant	2	

(ETV2)	 et	 GATA	 binding	 protein	 2	 (GATA2)	 dirigent	 les	 cellules	 transduites	 vers	 un	

programme	 pan-myéloïde	 alors	 que	 GATA2	 et	 TAL	 bHLH	 transcription	 factor	 1	 (TAL1)	

dirigent	les	cellules	transduites	vers	un	progéniteur	érythro-mégacaryocytaire	encore	une	

fois	grâce	à	une	transition	endothélio-hématopoïétique	(Elcheva	et	al.	2014).	Une	étude	de	

l’équipe	 de	 Shahin	 Raffi	 a	montré	 qu’il	 était	 possible	 d’obtenir	 des	 CSH	 très	 proche	 des	

bona	 fide	 CSH	 humaines	 à	 l’aide	 de	 la	 transfection	 de	 seulement	 4	 facteurs	 de	

transcription	(FBJ	Murine	Osteosarcoma	Viral	Oncogene	Homolog	B	(FOSB),	Growth	Factor	

Independent	 1	 Transcriptional	 Repressor	 (GFI1),	 Runt	 Related	 Transcription	 Factor	 1	

(RUNX1)	 et	 SPI1	 ,	 [ci-après	 nommé	 «	FGRS	»])	 dans	 des	 cellules	 de	 veines	 ombilicales	

humaines	 (HUVECs)	 co-cultiver	 avec	 des	 HUVEC-E4ORF1,	 connues	 pour	 augmenter	 la	

capacité	 d’autorenouvèlement	 et	 de	 différenciation	 des	 CSH	 grâce	 à	 la	 production	 de	

Notch	 ligands,	de	Kit	 ligands,	de	BMPs	et	de	Wnts	(Kobayashi	et	al.	2010).	Ces	CSH-FGRS	

sont	 capables	 de	 greffer	 dans	 des	 souris	 immunodéficientes	 après	 une	 première	 et	 une	

seconde	transplantation	ainsi	que	de	produire	des	progéniteurs	myéloïdes	et	 lymphoïdes	

de	 long-termes.	 	 Cependant,	 ces	 CSH	 ne	 produisent	 que	 très	 peu	 de	 lymphocytes	 T	

matures,	 se	 distinguant	 ainsi	 des	 bona	 fide	 CSH	 (Sandler	 et	 al.	 2014).	 Une	 autre	 étude	

récente	de	cette	même	équipe	a	réussi	à	obtenir	dans	CSH-FGRS	murines	comparables	aux	

bona	fide	CSH	murines	en	n’exprimant	que	transitoirement	les	4	facteurs	de	transcription.	

Ainsi	ces	CSH-FGRS	sont	capables	de	greffer	dans	des	souris	immunodéficientes	après	une	

greffe	primaire	et	secondaire,	de	produire	des	progéniteurs	myéloïdes	et	lymphoïdes	mais	
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aussi	de	produire	des	lymphocytes	T	matures	immunocompétents	capables	d’engager	une	

réponse	immunitaire	adaptative	(Lis	et	al.	2017);		

	

- La	 stratégie	 hybride	:	 Comme	 décrit	 précédemment,	 il	 est	 possible	 d’obtenir	 des	

progéniteurs	hématopoïétiques	de	deux	façons	:	d’une	manière	antérograde	à	l’aide	de	la	

différenciation	dirigée	ou	d’une	conversion	direct	d’une	cellule	en	une	cellule	progénitrice	

hématopoïétique.	Développée	par	 l’équipe	de	George	Daley,	 la	stratégie	hybride	propose	

de	 combiner	 l’approche	 antérograde	 avec	 une	 approche	 rétrograde	 afin	 d’exploiter	 les	

atouts	 des	 deux	méthodes.	 Ainsi	 en	 2012,	 l’équipe	 de	 Daley	 émet	 l’hypothèse	 qu’il	 est	

préférable	de	reprogrammer	des	cellules	progénitrices	hématopoïétiques	 issues	des	 iPSC,	

plus	proche	épigénétiquement	des	CSH	que	 les	 fibroblastes	ou	 les	 cellules	endothéliales,	

pour	 obtenir	 des	 CSH	 capables	 de	 greffer	 et	 de	 rétablir	 l’hématopoïèse	 dans	 des	 souris	

immunodéprimées.	 L’équipe	 de	 Daley	 différencie	 des	 iPSC	 en	 cellules	 progénitrices	

hématopoïétiques	exprimant	les	marqueurs	CD45+	CD34+	et	les	transfecte	avec	5	facteurs	

de	transcriptions	HOX9,	ERG,	RORA,	SOX4	et	MYB	générant	ainsi	des	CSH	permettant	une	

greffe	primaire	de	court-terme	sans	lymphopoïèse	(Doulatov	et	al.	2013).	En	2017,	l’équipe	

de	Daley	 réalise	une	nouvelle	prouesse.	 Ils	différencient	 cette	 fois-ci	des	 iPSC	en	cellules	

endothéliales,	pour	ensuite	 les	 transfecter	avec	7	 facteurs	de	 transcription	 [ERG,	HOXA5,	

HOXA9,	HOXA10,	 LCOR,	 RUNX1	 et	 SPI1,	 (ci-après	 nommé	7TFs)].	 Avec	 cette	méthode	 ils	

réussissent	à	obtenir	des	CSH-7TF	proche	des	bona	fide	CSH.	En	effet,	ces	CSH-7TF	greffent	

de	manière	robuste	et	produisent	des	lymphocytes	T	matures	fonctionnelles	contrairement	

à	l’étude	de	2012	(Sugimura	et	al.	2017).	

	

Pour	notre	étude	nous	utiliserons	un	 système	de	différenciation	dirigée	en	deux	dimensions	

sans	 cellules	 stromales	 pour	 la	 production	 des	 progéniteurs	 hématopoïétiques	 (exprimant	 les	

marqueurs	CD43	et	CD34).	Ce	système	de	différentiation	a	été	développé	par	Mills	et	al.	en	2014	

et	 permet	 de	 différencier	 les	 iPSC	 en	 cellules	 progénitrices	 correspondant	 à	 la	 première	 vague	

hématopoïétique	 (hématopoïèse	primitive)	 retrouvée	au	cours	de	 l’embryogénèse.	Ce	protocole	

présente	 plusieurs	 avantages	:	 l’utilisation	 de	 milieux	 définis	 (figure	 27),	 l’absence	 de	 cellules	

stromales	et	 la	 libération	des	progéniteurs	hématopoïétiques	de	 la	couche	stromale	réduisant	 le	

nombre	d’étape	de	tri	cellulaire	(figure	28)	(J.	A.	Mills	et	al.	2014).	
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Figure	27	:	Représentation	schématique	du	protocole	«	monocouche	de	cellules	adhérentes	».	
Représentation	schématique	du	protocole	«	monocouche	de	cellules	adhérentes	»	montrant	les	différents	milieux	et	
cytokines	 utilisés	 pour	 l’émergence	 de	 cellules	 différentiées.	 (J.	 A.	 Mills	 et	 al.	 2014)	 (numéro	 de	 licence	:	
4198940076516).	
	

	
Figure	 28	:	 Photos	 à	 différents	 jours	 de	 la	 différentiation	 des	 cellules	 pluripotentes	 induites	 selon	 le	 protocole	
«	monocouche	de	cellules	adhérentes	».	
D0	:	Cellules	souches	pluripotentes	 indifférenciées	sur	une	couche	de	matrigel,	D4-5	:	 formation	d’une	monocouche	
de	 cellules	 mésodermiques,	 D6-10	:	 apparition	 des	 premières	 cellules	 hématopoïétiques	 sur	 la	 monocouche	 de	
cellules	endothéliales,	D7-12	:	les	grappes	de	cellules	progénitrices	hématopoïétiques	se	détachent	de	la	monocouche	
de	cellules	endothéliales.	(J.	A.	Mills	et	al.	2014)	(numéro	de	licence	:	4198940076516).	

	

III.	2.	Modélisation	des	hémopathies	myéloïdes	
	
	 Les	iPSC	ont	d’abord	été	générées	à	partir	de	lignées	cellulaires	immortalisées	(Carette	et	

al.	 2010;	 Utikal	 et	 al.	 2009;	 Miyoshi	 et	 al.	 2010;	 X.	 Zhang	 et	 al.	 2013;	 Stricker	 et	 al.	 2013;	

Corominas-Faja	 et	 al.	 2013),	 démontrant	 que	 le	 processus	 de	 reprogrammation	 était	 possible,	

même	 dans	 des	 cellules	 cancéreuses,	 ouvrant	 ainsi	 la	 voie	 à	 la	 reprogrammation	 de	 cellules	

primaires	 issues	 de	 patients.	 Jusqu'à	 présent,	 les	 iPSC	 dérivées	 de	 cellules	 malignes	 ou	 pré-

malignes	 ont	 été	 générées	 majoritairement	 à	 partir	 de	 néoplasmes	 myéloprolifératifs	 tels	 que	

LMC,	PV	et	MFP.	Seulement	trois	lignées	iPS	ont	été	générées	à	partir	de	SMD	[RA,	RAEB,	del(7)q].	

Quant	aux	SMD/SMP,	deux	lignées	iPS	ont	été	générées	à	partir	de	cellules	de	patients	atteints	de	

JMML	(K.	Hu	et	al.	2011;	Gandre-Babbe	et	al.	2013;	Hosoi	et	al.	2014;	Kotini	et	al.	2015;	Ye	et	al.	

2009;	 Ye	 et	 al.	 2014;	 Mulero-Navarro	 et	 al.	 2015).	 Les	 iPSC	 dérivées	 de	 ces	 pathologies	

récapitulent	 les	 caractéristiques	 de	 ces	 pathologies	 sur	 le	 plan	 moléculaire	 et	 phénotypique	 :	

défauts	 du	 potentiel	 de	 différenciation,	 de	 la	 formation	 de	 colonies	 en	 méthylcellulose,	 de	 la	

prolifération,	de	la	viabilité	et	de	l’expression	de	gènes.		

	 L’une	des	raisons	pour	lesquelles	il	y	a	peu	de	lignées	iPS	dérivées	de	cellules	primaires	de	

patients	est	que	les	cellules	cancéreuses	sont	plus	difficiles	à	reprogrammer		(Kotini	et	al.	2015).	

Cette	difficulté	dépend	du	type	de	cancer	car	de	nombreuses	lignées	iPS	ont	été	générées	à	partir	
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des	SMP	(K.	Hu	et	al.	2011;	Gandre-Babbe	et	al.	2013;	Hosoi	et	al.	2014;	Ye	et	al.	2009;	Ye	et	al.	

2014;	Mulero-Navarro	et	al.	2015)	et	très	peu	à	partir	de	SMD	ou	de	SMD/SMP	(Gandre-Babbe	et	

al.	 2013;	 Kotini	 et	 al.	 2017;	 Chao	 et	 al.	 2017).	 Une	 étude	 récente	 étude	 montre	 qu’il	 n’a	 été	

possible	de	reprogrammer	que	4	sur	8	échantillons	de	patients	atteints	d’un	SMD.	Les	échantillons	

possédant	 une	del(5)q	 et	 une	monosomie	 7,	 qui	 sont	 deux	 anomalies	 fréquemment	 retrouvées	

dans	les	SMD,	n’ont	pas	pu	être	reprogrammées	(Kotini	et	al.,	2017).		

	 Théoriquement,	 les	 iPSCs	sont	un	très	bon	modèle	pour	 les	études	mécanistiques	et	sont	

une	 source	 inépuisable	 de	 matériel	 cellulaire.	 Elles	 devraient	 permettre	 de	 comprendre	 les	

mécanismes	de	la	tumorigenèse	et	d’étudier	la	réponse	aux	traitements	(figure	29a).	Il	est	possible	

d’introduire	des	modifications	génétiques	stables	à	l’aide	d’outils	moléculaires	comme	le	système	

CRISPR-Cas9	 (Hockemeyer	and	 Jaenisch	2016)	:	des	mutations	 spécifiques	peuvent	être	 insérées	

dans	 des	 iPSC	 normales	 ou	 des	 iPSC	 dérivées	 de	 cellules	 cancéreuses	 (figure	 29b).	 Le	 système	

CRISPR-Cas9	permet	de	perturber	l’expression	des	gènes	par	l’introduction	d’un	décalage	du	cadre	

de	 lecture	 dans	 les	 régions	 codantes	 en	 utilisant	 le	 processus	 de	 NHEJ	 (nonhomologous	 end-

joining)	ou	d’introduire	une	mutation	spécifique	en	utilisant	le	processus	HDR	(homology-directed	

repair)	 (Sterneckert,	 Reinhardt,	 and	 Schöler	 2014;	 Cox,	 Platt,	 and	 Zhang	 2015).	 La	 technologie	

CRISPR-Cas9	 peut	 être	 utilisée	 pour	 introduire	 des	 lésions	 génétiques	 de	 plus	 grande	 taille,	

souvent	 détectées	 dans	 les	 cellules	 cancéreuses,	 comme	 la	 délétion,	 l’inversion,	 ou	 la	

translocation	d’un	chromosome	ou	d’un	fragment	de	chromosome	(Kotini	et	al.	2015;	Maddalo	et	

al.	 2014).	 La	 reprogrammation	 clonale	 capture	 des	 clones	 distincts	 correspondant	 à	 différentes	

étapes	de	l’évolution	cancéreuse	(Kotini	et	al.	2017;	Kotini	et	al.	2015)	(Figure	29c).	Pour	finir,	les	

iPSCs	 peuvent	 aussi	 être	 utilisées	 pour	 capter	 l’hétérogénéité	 génétique	 d’une	 tumeur	 et	

distinguer	 les	 altérations	 génétiques	 intervenant	 à	 l’étape	 pré-cancéreuse	 et	 celles	 induisant	 la	

transformation	(figure	29d).	
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Figure	29	:	L’utilisation	potentielle	des	iPSCs	dans	la	recherche	sur	le	cancer.	
a)	Les	iPSCs	dérivées	de	cellules	cancéreuses	traitées	avec	un	médicament	pendant	un	temps	prolongé	pourrait	servir	
à	étudier	 les	mécanismes	de	résistance	aux	médicaments.	b)	Les	iPSCs	dérivées	de	cellules	cancéreuses	et	des	iPSCs	
dérivées	 de	 cellules	 normales	 isogéniques	 couplées	 à	 l’utilisation	 de	 technique	 de	 modification	 du	 génome	
permettent	 d’étudier	 les	 effets	 cellulaires	 et	 moléculaires	 de	 mutations	 spécifiques.	 c)	 Les	 iPSCs	 permettent	 de	
capturer	 l’hétérogénéité	 clonale	 et	 les	 différentes	 étapes	 de	 l’évolution	 d’un	 clone	malin.	 d)	 Les	 iPSCs	 dérivées	 de	
cellules	précancéreuses	permettent	d’étudier	les	mécanismes	de	coopération	entre	certaines	mutations.	(Papapetrou	
2016)	(numéro	de	licence	:	4202000975209).	
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Concise Review: Induced Pluripotent Stem Cells asNew Model Systems in OncologyLUCIE LAPLANE,a,b,c,d ALLAN BEKE,a,b,c WILLIAM VAINCHENKER,a,b,c ERIC SOLARYa,b,cKey Words. Induced pluripotent stem cells • Cancer • Genetic predisposition • Clonal evolutionABSTRACTThe demonstration that pluripotent stem cells could be generated by somatic cell reprogram-ming led to wonder if these so-called induced pluripotent stem (iPS) cells would extend ourinvestigation capabilities in the cancer research field. The first iPS cells derived from cancer cellshave now revealed the benefits and potential pitfalls of this new model. iPS cells appear to bean innovative approach to decipher the steps of cell transformation as well as to screen theactivity and toxicity of anticancer drugs. A better understanding of the impact of reprogram-ming on cancer cell-specific features as well as improvements in culture conditions to integratethe role of the microenvironment in their behavior may strengthen the epistemic interest of iPScells as model systems in oncology. STEM CELLS 2015;33:2887–2892SIGNIFICANCE STATEMENT
The ability to reprogram any type of differentiated cell into a pluripotent cell, the so-called
induced pluripotent stem (iPS) cells, has opened new perspectives in cancer research. This
review discusses the already tested opportunities that using cancer cell-derived iPS clones has
created and proposes additional applications, especially when other models have failed. More
specifically, we discuss the possibility to capture various stages of the disease, including pre-
malignant steps and disease predisposition, and to model cancer stem cells. iPS cells could be
also appropriate models to test the activity of drugs and to detect some toxic effects.INTRODUCTION
The limits inherent to every model used in
cancer research restrict the scope of potential
investigations. Induced pluripotent stem (iPS)
cells, which are pluripotent stem cells gener-
ated by inducing somatic cell dedifferentiation,
have recently been tested as new models in
cancer research. We are just at the beginning
of understanding how this model could extend
our investigation capabilities in the cancer
field.

The technology allowing the generation of
iPS cells was first established by Kazutoshi
Takahashi and Shinya Yamanaka in mouse
fibroblasts [1], and was subsequently applied
to human cells [2]. Dedifferentiation and
reprogramming were made possible by
expressing in differentiated cells, four tran-
scription factors that are usually expressed in
pluripotent embryonic stem cells (ESCs),
namely Oct-4, Sox2, Klf4, and C-Myc. Following
retrovirus-mediated transduction of the genes
encoding these four transcription factors,
some fibroblasts in culture switched to a pluri-
potent undifferentiated state. By escaping the

fierce of controversy provoked by the use of
human ESC, the ability to generate iPS cells
was considered as a breakthrough offering
new potential opportunities for regenerative
medicine, genetic disorder modeling, drug dis-
covery, and drug safety testing.

Since 2009, the reprogramming technology
has been successfully applied to cancer cells.
Cancer iPS clones were generated from mela-
noma, chronic myeloid leukemia (CML), gastro-
intestinal carcinoma, squamous cell carcinoma,
and several other cancer-derived cell lines. iPS
clones were also obtained by reprogramming
CML, juvenile myelomonocytic leukemia, mye-
loproliferative neoplasm, prostate cancer, and
pancreatic ductal adenocarcinoma primary
cells. These studies provided the proof of prin-
ciple that cancer cell-derived iPS clones may
be useful models for oncology research.THE DEMONSTRATED ADVANTAGE OF USING IPSCELLS AS CANCER MODELS
iPS clones provide unique information on the
consequences of germline mutations that
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predispose to malignancies (Fig. 1). For example, FPD/AML
(familial platelet disorder with a predisposition to acute mye-
loid leukemia) is an autosomal dominant disease caused by
germline heterozygous mutations in RUNX1 gene. The
attempts to create FPD/AML animal models have been disap-
pointing. Heterozygous Runx1 mutation leading to haplo-
insufficiency does not induce any disease. The complete knock-
out of Runx1 gene in mice is embryonic lethal whereas knock-
out induced in adult animals generates a thrombocytopenia
and, in some cases, a myeloid malignancy. iPS clones have
been generated from FPD patient cells. These clones display
the defect in megakaryocytic differentiation that characterizes
FPD and the correction of RUNX1 mutation in these clones,
through either gene editing [3], or overexpression of wild-type
RUNX1 [4], normalizes megakaryopoiesis. These results enforce
the demonstration that RUNX1 mutations and RUNX1 dosage
are responsible for the defect in megakaryopoiesis observed in
FPD. Analysis of FPD/AML iPS clones demonstrated also, and
for the first time, the crucial role of RUNX1 in regulating the
first wave of human primitive hematopoiesis [5]. This predispo-
sition to leukemia appeared to involve an increased prolifera-
tion of myeloid progenitors and a genomic instability, which
were inversely related to RUNX1 expression level. The interest
of iPS clones to explore the consequences of transcription fac-
tor gene dosage was recently validated in other settings [6].

FPD/AML-derived iPS clones are now used in an attempt
to decipher initial steps of transformation. The proof-of-
concept that iPS clones could be helpful to identify the initial
steps of cell transformation has been obtained using iPS cells
derived from patients with a Fanconi anemia, another genetic
disease that predisposes to malignancies and cannot be fully
recapitulated in mice [7]. Fanconi anemia-derived iPS cells
demonstrate defects in their ability to generate hematopoi-
etic, mesenchymal, and neural cells. Methylation changes
were identified in the generated neural stem cells, leading to
the deregulation of tumor-promoting and tumor-suppressor
gene expression. Such deregulation may account for the for-
mation of medulloblastomas [8].

Constitutive trisomy 21 (T21) also affects diverse tissues
including the hematopoietic tissue. Approximately 10% of T21

newborns exhibit a clonal preleukemia, referred to as a tran-
sient myeloproliferative disease, which is always associated
with an acquired mutation in GATA-1 exon 2 leading to a
short form of this transcription factor (GATA-1s). This transient
situation evolves into acute megakaryoblastic leukemia in 30%
of cases through acquisition of additional mutations. The
impact of an additional chromosome 21 on embryonic and
fetal hematopoiesis is difficult to determine in animal models.
Interestingly, differentiation of iPS clones generated from T21
patients demonstrated the abnormal differentiation of iPS-
derived blood progenitors [9], providing models for further
mechanistic analyses. This approach, together with fetal liver
analyses, demonstrated that trisomy 21 alters fetal but not
adult hematopoiesis. Accordingly, the transient myeloprolifera-
tive disease observed in some T21 newborns disappears a
few months after birth when hematopoiesis switches from
the fetal liver to the bone marrow.

Finally, iPS clones were established from patients carrying
a constitutive mutation in BRCA1 or BRCA2 tumor-suppressor
genes. BRCA1 and BRCA2 are key players in DNA repair, gene
transcription, cell-cycle regulation, polyadenylation of messen-
ger RNA, and ubiquitinylation. Mice have been genetically
engineered to model BRCA1 and BRCA2 deficiencies. These
animal models demonstrated some limits, for example, muta-
tion in a single BRCA1 allele leads to genomic instability in
human cells but not in mouse cells [10]. Analysis of iPS clones
derived from patients carrying a BRCA1 mutation provided
new insights in their biological effects, such as the identifica-
tion of an increase in the expression level and activity of pro-
tein kinase-C-theta. Interestingly, the reprogramming-
associated de novo mutation rate was not higher in BRCA1

mutants than in control iPS cells. These clones were used to
screen therapeutic compounds that could prevent the devel-
opment of tumors in genetically predisposed patients [11].

Cancer-derived iPS clones have also been used to model
early stages of cancers in the absence of identified predisposi-
tion. Generation of cancer cell lines as well as serial trans-
plantation of cancer cells in the mouse usually require
features that are characteristic of the most aggressive cancer
types, such as a high proliferative index of disease

Figure 1. Generating iPS clones to study cancer predisposition. Adult somatic cells from patients carrying a genetic predisposition can
be reprogrammed into iPS cells. A phenotype will be observed at the iPS cells stage (e.g., abnormal proliferation rate and accumulation
of genomic damages) (A) or after inducing iPS cells in vitro differentiation into specialized cells (B). Abbreviation: iPS, induced pluripo-
tent stem.
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propagating cells. Modeling of early phases of cancer progres-
sion is a much more difficult task. iPS clones could be derived
from cancer cells at any stage, including the earliest. For
example, a pluripotent iPS cell lines established by reprogram-
ming human pancreatic ductal adenocarcinoma (PDAC) cells
were observed to generate pancreatic intraepithelial neoplasia
precursors to PDAC when injected to immunocompromised
mice. The generated tumor subsequently progressed to an
invasive stage [12]. This observation suggested that iPS cell
generation could be used to identify early stages of cancers,
providing new insights into disease progression mechanisms.

Last but not least, cancer-derived iPS clones were used to
explore the tumor cell response to anticancer drugs (Fig. 2A).
An exciting observation was made in iPS clones established
from CML [13–15]: the BCR-ABL fusion gene, which is a
molecular signature of CML, encodes a tyrosine kinase whose
chemical inhibition with tyrosine kinase inhibitors (TKI), such
as Imatinib, has dramatically improved the disease outcome. It
was established however that TKI do not eradicate CML stem
cells. Interestingly, iPS cells derived from patients responding
to Imatinib are resistant to the drug, and inducing their differ-
entiation into hematopoietic progenitors restores their sensi-
tivity. Thus, iPS cells recapitulate a characteristic feature of the

disease, providing a model to explore the mechanisms by
which leukemia propagating cells resist to TKI. Another disease
in which malignant cell-derived iPS clones were tested for
their ability to model the diseased cell response to various
drugs is juvenile myelomonocytic leukemia (JMML), an aggres-
sive myeloproliferative neoplasm/myelodysplastic syndrome in
which myeloid progenitors are hypersensitive to the granulo-
monocyte colony-stimulating factor. This characteristic feature
was conserved in hematopoietic cells generated by differentia-
tion of JMML-derived iPS cells, allowing to examine the activ-
ity of kinase inhibitors on these differentiated cells [16]. We
and others used a similar approach to explore the activity of
Janus-activated kinase 2 (JAK2), phosphatidylinositol-3-kinase,
and Heat Shock Protein 90 inhibitors on hematopoietic cells
generated by inducing the differentiation of JAK2V617F myelo-
proliferative neoplasm-derived iPS cells [17, 18].

Altogether, these models illustrate the ability of cancer-
derived iPS cells to model differentiation bias induced by
genetic alterations that predispose or contribute to cell trans-
formation and to explore cancer cell response to various anti-
cancer drugs. Their interest may further increase with the
development of gene editing techniques, allowing manipula-
tion of these cellular models.

Figure 2. Generating iPS clones to study drug efficacy and toxicity, and cancer progression. (A): iPS clones with different genetic back-
ground could be established from a tumor sample and used to explore the heterogeneity of tumor cell biology and sensitivity to drugs.
iPS clones generated from normal cells (control) of the same patient will be differentiated into specialized cell types to detect tissue-
specific toxicities of the studied drugs. (B): iPS clones could be used to model and explore various stages of disease progression, includ-
ing premalignant stages, malignant stages, therapeutic response, and relapse. Abbreviation: iPS, induced pluripotent stem.
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THE POTENTIAL BENEFITS OF IPS CELLS FOR FUTURE RESEARCH
A first issue will be to determine whether cancer-derived iPS
cells could bring an input to the cancer stem cell (CSC) con-
troversy. CSCs were proposed to be the driving force of can-
cer development and progression, and the cause of some
therapeutic failures [19, 20]. As they often represent a tiny
fraction of cancer cells, the possibility to generate a great
number of them using iPS technology would be of great inter-
est [21]. However, the existence and the role of CSCs remain
controversial issues. First, some cancers may not be hierarchi-
cally organized [22], and the challenge to model CSCs from
iPS clones in these cancers has limited relevance. Second, in
hierarchically organized tumors, some cancer non-stem cells
could dedifferentiate and acquire the properties of CSCs [23,
24]. In these latter cases, iPS cells may be useful to explore
the dedifferentiation of somatic cells following an oncogenic
insult [25, 26]. More generally, it might be informative to
identify the features that allow a minor fraction of transduced
cells to achieve reprogramming.

The challenge will be to determine the right stage of iPS
cell differentiation that reproduces CSC features. The fact
that, before any induction of differentiation, CML-derived iPS
clones resist to imatinib similarly to CML propagating cells
[14, 15] does not mean that they are CML stem cells, nor
that they resist through mechanisms that are similar to those
developed by primary leukemic stem cells. By reprogramming
a mammary epithelial cell line into iPS cells, then inducing
their differentiation, Nishi et al. obtained so-called CSC-like
cells that were used to screen compounds that selectively tar-
get CSCs such as salinomycin [27] and withaferin [28]. Several
other studies claimed they had reprogrammed tumor cells
[21, 29] and even normal cells [30] into CSC-like cells. While
all these studies remain insufficient to demonstrate the ability
to truly model CSCs, the research topic seems worthwhile to
be explored. If the generation and subsequent differentiation
of cancer iPS clones established from cancer cells can model
the disease, then one can legitimately expect that iPS clones
also model, and expand, the CSCs.

Another field in which iPS cell technology may open ave-
nues is the analysis of biological steps that forerun the clinical
development of cancers (Fig. 2). In these recently described
premalignant clones, somatic mutations in one or several genes
increase the rates of cancer development. For example, some
monozygous twins were observed to develop an acute leuke-
mia from a common preleukemic clone established in utero
[31]. Mel Greaves has recently proposed that, given the rate of
spontaneous mutations, the rate of cell divisions, and our life
duration, we may all grow premalignant cells [32]. Increasing
evidence indicate that hematopoiesis can become clonal with
ageing, in the absence of any overt disease [33–36]. There is
evidence that hematopoietic stem cells lose a part of their
capacities during aging, due to both intrinsic and extrinsic
changes. For example, mutations affecting TET2 and DNMT3A

genes could increase stem cell fitness while being the ground
for additional oncogenic mutations leading to malignancies [37,
38]. Importantly, these preleukemic (initiating) clones could
resist to treatment and regenerate malignant clones over time
through occurrence of new mutations [39].

Since all the clones do not evolve into a malignant dis-
ease, the challenge is to identify and to target premalignant

lesions with great propensity to evolve further into life-
threatening cancers. We lack models to study the biological
properties of premalignant clones and how the mutated cell
ultimately transforms into a malignant one. Due to their rela-
tively short life span, mouse models are poorly appropriate
for studying predisposition to cancer, and it is likely that it
will be the same to explore stepwise progression to malig-
nancy. Cell lines are generated from fully malignant cells, not
from premalignant stages. Therefore, establishing iPS clones
from premalignant cells that accumulate with age might offer
an unprecedented opportunity to explore their biological fea-
tures and to better identify the steps that precede cancer-
initiating events (Fig. 2B), that is, these models may distin-
guish the consequences of increased proliferation from those
of genetic instability and replicative stress.

We have shown that cancer-derived iPS clones could be
used to screen anticancer drugs. The causes of failure in the
development of an anticancer drug, either lack of efficacy or
toxicity to healthy tissues, have to be identified as early as
possible [40]. In addition to being a potential alternative to
animal models, cancer-derived iPS cells could be closer to
clinical situations than many other cancer models as they cap-
ture the complex genetic background of patient tumors. These
“diseases-in-a-dish” may be used early in the preclinical drug
development process [41]. Importantly, cancer cell reprogram-
ming could capture a part of tumor heterogeneity, underlining
the interest of testing several independent clones generated
from a same tumor. When needed, RNA interference technol-
ogy and gene editing can reproduce genetic alterations that
have not been captured by tumor cell reprogramming. Then,
the limitless expansion of cancer iPS cells allows to simultane-
ously test multiple compounds at multiple time points, and to
compare cancer-derived iPS cells to iPS cells derived from nor-
mal cells with the same genetic background. Finally, high
throughput screens could compare cancer cell-derived iPS
clones established from a number of patients to determine
whether a drug efficacy depends on the tumor cell genetic
background, the results of these screens being used to guide
the development of precision medicine [42, 43].

As their differentiation into specific cell types provides
opportunities to screen the toxic effects of the drugs on nor-
mal tissues, iPS clones established from healthy donor cells will
also facilitate anticancer drug development. For example, cardi-
omyocytes obtained by differentiation of iPS cells, which faith-
fully recapitulate adult human ventricular cardiomyocyte
properties, could be used to anticipate increase in QT interval
arrhythmias, and other cardiac side effects of a developed drug
[44]. Human iPS cells can also be differentiated into functional
hepatocytes that are promising tools to screen for drug hepato-
toxicity [45] (Fig. 2A). Early detection of a toxic effect may limit
the cost of drug development and provide opportunities to
modify chemically the candidate drug in order to suppress its
toxic effects without eliminating its therapeutic properties.HOW TO IMPROVE THE EPISTEMIC INTEREST OFCANCER-DERIVED IPS CLONES?
As every other cancer model, cancer iPS clones have intrinsic
limitations inherent to the model. The first one is that prob-
ably all the tumor cells cannot be reprogrammed. For
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example, TET2 is a 5-methylcytosine dioxygenase that could
be involved in complete reprogramming [46]. Homozygous
loss of function mutations in TET2 gene, which are frequently
observed in hematopoietic malignancies, is therefore sus-
pected to prevent leukemic cell reprogramming.

The second limitation is that cancer cell reprogramming
may alter their epigenetic landscape. These modifications
could potentially eliminate some of the characteristic features
of the cancer cell phenotype, creating a distance between the
cancer iPS model and the original cancer cell. According to
this hypothesis, it was even proposed that reprogramming
could be used therapeutically to revert the cancer phenotype
[47, 48], although it will not eliminate the gene mutations
that characterize the transformed cells. iPS cell technology
also faces some extrinsic limitations that may be overcome by
improving the culture conditions used to maintain or expand
cancer iPS clones, to induce their differentiation, and to
explore their ability to generate tumors in immune-
compromised animals. For example, using endothelial cells
that overexpress Notch ligands jagged-1 and delta-like ligand-
4 improves the formation of hematopoietic multipotent pro-
genitor from pluripotent stem cells and markedly increases
the engraftment of the iPS cells in NOD/SCID/IL-2 receptor Ç
chain-null mice [49].

Last but not least, as physiologically integrated and func-
tionally autonomous entities maintained in culture, cancer iPS
clones fail to model the role of the cancer cell interactions
with surrounding tissues in their development. Improvements
of in vitro culture conditions to partially model the tumor cell

environment would strengthen the epistemic interest of can-
cer iPS cells. For example, iPS cells could be used to form
organoids [50] and organ-on-a-chip, which are a multichannel
three-dimensional microfluidic cell culture chip aiming at
mimicking entire organs such as lung, heart, kidney, artery, or
gut, which are presented as “promising substitutes for animal
testing” [51]. However, organ-on-a-chip is not patient-on-a-
chip. Cancer iPS cells cannot answer all the questions raised
by tumor arising, development, and response to therapy, nei-
ther can any other model, but they may provide some new
clues that no other model offers.ACKNOWLEDGMENTS
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III.	4.		Lucie	Laplane	&	Allan	Beke.,	What	Can	We	Learn	From	
Stem	Cells?	Induced	Pluripotent	Stem	Cells	As	models	In	Cancer,	
oral	presentation,	ISHPSSB	Montréal,	2015	
	
Abstract:	Since	the	rise	of	 the	cell	 theory	 in	the	19th	century,	 the	cell	has	been	considered	as	a	

unit	 of	 structure,	 function,	 and	 reproduction.	 Cells	 are	 the	 elementary	 building	 block	 of	 life.	

Among	 cells,	 stem	 cells	 play	 a	 particular	 role	 and	 might	 be	 “units	 of	 development,”	 “units	 of	

regeneration,”	 and	 even	 “units	 in	 evolution”	 (Weissman	 2000).	What	 can	we	 learn	 from	 those	

cells?	And	does	stemness	make	stem	cells	a	unit	of	particular	interest	for	the	explanation	of	some	

biological	properties?	In	this	presentation,	we	will	focus	on	the	case	of	induced	pluripotent	stem	

cells	(iPSC)	in	oncology.	It	 is	now	possible	to	generate	pluripotent	stem	cells	from	patient	cancer	

cells.	 Those	 cancerous	 iPSC	 then	 provide	 an	 unlimited	 resource	 of	 cancer	 cells	 to	 study	 and	

experiment	with.	The	introduction	of	iPSC	technology	in	oncology	raises	the	question	of	whether	

and	how	 it	provides	an	adequate	 tool	 to	model,	experiment,	understand,	and	cure	cancers.	We	

will	 first	 highlight	 the	 advantages	 and	 pitfalls	 of	 the	 introduction	 of	 iPSC	 as	 a	 new	 model	 in	

oncology,	and	then	highlight	the	role	of	stemness	in	the	ability	of	iPSC	to	model	cancers.	
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IV. Objectifs	
 

Il	n’existe	pas	de	bon	modèle	de	leucémie	myélomonocytaire	chronique.	Comme	pour	les	autres	
hémopathies	 myéloïdes	 chroniques,	 il	 n’a	 jamais	 été	 possible	 d’établir	 une	 lignée	 cellulaire	
représentant	 la	 phase	 chronique	de	 la	maladie.	 Les	modèles	 animaux	 sont	 très	 imparfaits,	 qu’il	
s’agisse	des	modèles	de	xénogreffe	de	cellules	de	patients	chez	la	souris	immunodéprimée	(qui	ne	
s’amplifient	 pas)	 ou	 de	 modèles	 génétiquement	 modifiés	 (qui	 ne	 reproduisent	 que	 certains	
aspects	de	la	maladie).		

Le	premier	objectif	du	projet	qui	m’a	été	confié	était	d’établir	un	modèle	 in	vitro	de	 la	 leucémie	
myélomonocytaire	chronique	en	reprogrammant	des	cellules	CD34+	de	patients.	Ces	cellules	ont	
été	 préférées	 aux	 cellules	matures	 du	 clone	 leucémique	 comme	 les	monocytes	 car	 les	 travaux	
antérieurs	 de	 l’équipe	 avaient	 montré	 la	 persistance	 d’une	 hétérogénéité	 clonale	 dans	 le	
compartiment	CD34+,	hétérogénéité	perdue	dans	 le	compartiment	mature	du	fait	d’un	avantage	
compétitif	des	 cellules	 les	plus	mutées	 lors	de	 la	différenciation	 (Itzykson	et	al,	Blood	2013).	Ce	
premier	 objectif	 comportait	 aussi	 la	 mise	 au	 point	 d’un	 protocole	 de	 différenciation	
hématopoïétique	des	 cellules	 reprogrammées	 afin	 de	 déterminer	 si	 les	 clones	 générés	
récapitulaient	les	principales	caractéristiques	de	la	maladie.		

Le	 second	objectif	 était	 d’introduire	 une	 altération	 génétique	 supplémentaire	 dans	 certains	 des	
clones	 établis,	 en	 l’occurrence	 la	mutation	 SRSF2P95H,	 absente	 dans	 les	 cellules	 utilisées	 pour	 la	
reprogrammation,	afin	de	déterminer	l’impact	de	cette	mutation	sur	le	phénotype	cellulaire	et	de	
tester	 l’impact	 des	médicaments	 sur	 les	 lignées	 établies	 en	 fonction	 des	 altérations	 génétiques	
identifiées.	

La	thèse	que	je	défends	à	l’issue	de	ce	travail	est	que	1)	la	reprogrammation	de	cellules	CD34+	de	
patients	 atteints	 de	 leucémie	 myélomonocytaire	 chronique	 permet	 de	 capturer	 une	 partie	 de	
l’hétérogénéité	moléculaire	 de	 la	maladie	;	 2)	 la	 différenciation	 hématopoïétique	 de	 ces	 clones	
iPSC	reproduit	les	principales	caractéristiques	phénotypiques	de	la	maladie	;	3)	l’adjonction	d’une	
mutation	 SRSF2P95H	 dans	 ce	 contexte	 a	 un	 impact	 limité	 sur	 le	 phénotype	;	 4)	 les	 agents	
déméthylants	modifient	les	capacités	de	différenciation	des	cellules	sans	les	éliminer.	

Les	résultats	obtenus	sont	présentés	sous	la	forme	d’un	article	en	préparation. 
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Abstract	
The	respective	role	of	genetic	and	epigenetic	heterogeneity	in	the	functional	diversity	of	cells	that	

compose	human	malignancies	 remains	poorly	understood.	This	question	 is	addressed	 in	 chronic	

myelomonocytic	leukemia	(CMML),	a	myeloid	neoplasm	in	which	clinical	diversity	contrasts	with	a	

limited	genetic	heterogeneity.	By	reprogramming	CMML-patient	and	healthy	donor	CD34-positive	

cells,	we	generated	 induced	pluripotent	cell	clones	 (iPSC).	 In	one	of	 the	patients,	we	captured	a	

part	of	 the	genetic	heterogeneity	of	the	 leukemic	clone	and	analyzed	five	 iPSC	with	two	distinct	

genetic	 backgrounds,	 i.e.	with	 and	without	KRASG12D	mutation.	Hematopoietic	 differentiation	 of	

these	clones	recapitulated	the	main	 features	of	 the	patient	disease,	 including	overproduction	of	

granulomonocytes	 and	 dysmegakaryopoiesis.	 These	 analyses	 also	 disclosed	 significant	

discrepancies	in	the	behavior	as	well	as	the	DNA	methylation	pattern	and	gene	expression	profile	

of	 hematopoietic	 cells	 derived	 from	 iPSCs	 with	 similar	 genetic	 background.	 Introduction	 of	

SRSF2P95H	mutation	in	a	KRAS-mutated	iPSC	partially	suppressed	the	functional	and	epigenetic	gap	

with	 the	 other	 KRAS-mutated	 clone.	 Finally,	 the	 demethylating	 agent	 decitabine	 had	 limited	

cytotoxic	 effect	 but	 restored	 a	more	 balanced	 production	 of	 hematopoietic	 cells	 by	 genetically	

abnormal	 cells.	 These	 analyses	 unravel	 additional	 levels	 of	 intraclonal	 heterogeneity	 beyond	

genetic	discrepancies,	which	may	modulate	individual	cell	response	to	treatment.	

	

Highlights	
• Reprogramming	of	chronic	myelomonocytic	 leukemia	(CMML)	CD34+	cells	captures	a	part	

of	the	intraclonal	genetic	heterogeneity	of	the	disease.	

• Hematopoietic	 differentiation	 of	 CMML-derived	 induced	 pluripotent	 cell	 clones	 (iPSC)	

recapitulates	the	main	features	of	the	patient	disease.	

• Patient-derived	 iPSC	 demonstrate	 additional	 levels	 of	 clonal	 heterogeneity,	 including	

epigenetic	and	functional	heterogeneity	

• Hypomethylating	drugs	diversely	improve	the	hematopoietic	differentiation	of	patient	iPSC	

without	killing	these	cells		
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Graphical	abstract	
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Introduction	
	
Intratumoral	 genetic	 heterogeneity	 is	 a	major	 tenet	 of	 cancer	 biology.	 A	 tumor	 clone	 emerges	

from	a	single	cell	that	has	acquired	one	or	several	somatic	mutations.	Additional	driver	events	that	

occur	 in	 individual	daughter	 cells	 generate	 tumor	 subclones,	 each	of	 them	being	endowed	with	

specific	functional	properties	and	fitness	(Landau	et	al.	2013;	Klco	et	al.	2014;	Chesnais	et	al.	2016;	

da	Silva-Coelho	et	al.	2017).The	order	in	which	somatic	events	accumulate	influences	the	clinical	

outcome	(Ortmann	et	al.	2015),	and	evolutionary	constraints	modulate	the	order	in	which	driver	

events	 are	 acquired	 (Swanton	 2015).	 Epigenetic	 variation	 contributes	 to	 the	 functional	

heterogeneity	 of	 cells	 that	 form	 a	 tumor	 clone	 (S.	 Li	 et	 al.	 2016;	 Landau	 et	 al.	 2014).	 The	 links	

between	 genetic	 and	 epigenetic	 changes	 and	 how	 these	 abnormalities	 interact	 to	 generate	

functional	heterogeneity	among	the	cells	that	form	a	tumor	clone	remains	only	partly	understood.		

Chronic	 myelomonocytic	 leukemia	 (CMML)	 is	 a	 neoplastic	 disease	 whose	 limited	 genetic	

heterogeneity	 contrasts	 with	 its	 clinical	 diversity,	 arguing	 for	 additional	 epigenetic	 and	 cell	

extrinsic	 parameters	 that	modulate	 disease	 expression	 (Ball,	 List,	 and	Padron	2016).	 CMML	 is	 a	

myeloproliferative	 neoplasm	 (MPN)	 /	 myelodysplastic	 syndrome	 (MDS)	 defined	 by	 a	 persistent	

clonal	 monocytosis,	 with	 or	 without	 dysplasia	 (Deininger,	 Tyner,	 and	 Solary	 2017).	 Similarly	 to	

other	myeloid	malignancies,	the	mutatome	of	CMML	contains	a	relatively	small	number	of	somatic	

mutations	 (Merlevede	 et	 al.	 2016),	 many	 of	 them	 being	 associated	 with	 age-related	 clonal	

hematopoiesis	 (Mason	et	 al.	 2016).	 The	 key	 components	of	CMML	molecular	pathology	 include	

mutations	 in	 DNA	methylation	 (mostly	 TET2),	 histone	modifiers	 (mostly	ASXL1),	 pre-messenger	

RNA	splicing	factors	(mostly	SRSF2)	and	signaling	genes,	most	of	them	activating	the	Ras	pathway	

(Raphaël	Itzykson,	Kosmider,	Renneville,	Gelsi-Boyer,	et	al.	2013;	Merlevede	et	al.	2016).	Mapping	

of	CMML	clonal	architecture	 identified	early	clonal	dominance,	 intra-tumor	heterogeneity	 in	 the	

stem	and	progenitor	cell	compartment	in	which	mutations	accumulate	mostly	linearly,	and	growth	

advantage	to	the	most	mutated	cells,	as	the	main	characteristics	of	the	disease	(Raphaël	Itzykson,	

Kosmider,	Renneville,	Morabito,	et	al.	2013).	Hypomethylating	agents,	which	are	commonly	used	

in	 severe	 dysplastic	 forms	 of	 the	 disease	 (Solary	 and	 Itzykson	 2017),	 can	 restore	 a	 balanced	

hematopoiesis,	which	correlates	with	DNA	demethylation	without	any	decrease	in	mutation	allele	

burden	measured	in	circulating	monocytes	(Merlevede	et	al.	2016),	arguing	for	a	role	of	epigenetic	

alterations	in	disease	expression	and	outcome	(Meldi	et	al.	2015).	

The	generation	of	induced	pluripotent	stem	cell	(iPSC)	lines	has	been	recently	used	to	recapitulate	

the	clonal	variations	in	myeloid	malignancies	(Chao	et	al.	2017;	Kotini	et	al.	2017).	Since	the	most	
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mutated	cells	demonstrate	a	growth	advantage	with	myeloid	cell	differentiation	(Raphaël	Itzykson,	

Kosmider,	Renneville,	Morabito,	et	al.	2013),	the	clonal	heterogeneity	of	CMML	is	mostly	observed	

in	 the	CD34-positive	hematopoietic	 stem	and	progenitor	 cell	 (HSPC)	 compartment	 in	which	 this	

growth	advantage	appears	 limited.	We	therefore	reprogrammed	CD34-positive	cells	 from	CMML	

patients	 and	 healthy	 donors	 to	 characterize	 the	 hematopoiesis	 derived	 from	 genetically	

heterogeneous	 lines,	 explore	 the	 impact	 of	 introducing	 a	 new	mutated	 allele	 (SRSF2	 P95H)	 on	 a	

patient	background	and	determine	how	hypomethylating	drugs	affect	hematopoiesis	derived	from	

cells	 with	 heterogeneous	 patterns	 of	 genetic	 alterations,	 epigenetic	 modifications,	 gene	

expression	and	hematopoietic	differentiation.		

Patient	and	methods		
Human	samples.	Blood	was	collected	on	ethylenediaminetetraacetic	acid	from	a	healthy	blood	cell	

donor	and	 two	patients	with	a	CMML	according	 to	 the	World	Health	Organization	2016	 criteria	

(Arber	 et	 al.	 2016),	 following	procedures	 approved	by	 the	 relevant	 ethics	 committees,	with	 the	

written	 informed	 consent	 obtained	 from	 each	 patient	 or	 donor.	 Patient	 A	 was	 a	 85-year	 old	

woman	with	 a	 past	 history	 of	 ischemic	 cardiopathy	who	was	 referred	 to	 our	 Center	 in	 January	

2012.	A	monocytosis,	which	had	appeared	in	2008,	had	been	neglected	during	4	years.	At	the	end	

of	2011,	the	occurrence	of	several	infectious	events	and	bone	pains	induced	a	dramatic	decrease	

of	her	performance	status,	associated	with	a	rapid	increase	in	white	blood	cell	count	(22.8	x	109/L)	

with	29%	monocytes	and	a	drop	 in	hemoglobin	 level	 to	104	g/L	and	platelet	count	 to	62x109/L.	

Bone	 marrow	 investigation	 showed	 12%	 blast	 cells	 including	 promonocytes,	 with	

dysgranulopoiesis,	 and	 megakaryocytic	 hyperplasia	 and	 dyplasia.	 Diagnosis	 was	 CMML-2.	 No	

splenomegaly	was	detected.	 Flow	cytometry	analysis	of	peripheral	blood	monocytes	 showed	an	

increase	 in	 the	 classical,	 CD14+,CD16-	 monocyte	 subset	 (>94%)	 (Selimoglu-Buet	 et	 al.	 2015).	

Cytogenetic	 analysis	 of	 bone	 marrow	 cells	 was	 normal.	 Whole	 exome	 sequencing	 (WES)	 of	

peripheral	 blood	 monocytes	 identified	 10	 gene	 mutations,	 including	 a	 founding	 mutation	 in	

KDM6A,	2	heterozygous	mutations	in	TET2,	and	a	KRASG12D	mutation.	The	patient	was	treated	with	

Azacytidine,	 75mg/m2	 /day,	 7	 days	 every	 28	 days.	 After	 6	 cycles,	 she	 was	 classified	 as	 partial	

responder	 with	 a	 dramatic	 improvement	 of	 her	 blood	 cell	 count	 that	 had	 become	 normal,	

excepted	 a	 persistent	monocytosis	 at	 1.1	 x	 109/L	 (18%	 of	WBC),	with	 a	 disappearance	 of	 bone	

marrow	blast	cell	excess	but	no	change	in	genetic	alterations	analyzed	by	WES	of	sorted	monocyte	

DNA	(Merlevede	et	al.	2016).	The	treatment	was	discontinued	after	6	cycles,	due	to	poor	tolerance.	

After	 3	 months,	 the	 patient	 received	 Hydroxyurea	 to	 normalize	 her	 WBC.	 In	 April	 2013,	 bone	

marrow	control	showed	an	increase	in	blast	cell	count	to	19%,	leading	to	re-introduce	Azacytidine	
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treatment	that	 induced	a	partial	 response.	After	19	cycles	however,	 the	disease	progressed,	her	

general	conditions	degraded,	and	she	died	after	six	months	of	palliative	care.		

Patient	B	was	a	84-year	old	man	with	a	chronic	renal	failure	who	was	referred	in	July	2012	for	a	

monoclonal	gammopathy	of	undetermined	significance	and	a	monocytosis.	Exploration	identified	

a	CMML-0	in	the	WHO	2016	classification,	with	bone	marrow	analysis	showing	1%	blast	cells,	19%	

monocytes,	dysgranulopoiesis	and	dysmagakaryopoiesis,	and	a	normal	karyotype.	The	white	blood	

cell	count	was	17.6	x	109/L	including	11%	monocytes	and	4%	immature	myeloid	cells.	Hemoglobin	

level	was	96	g/L	and	platelet	count	was	147	x	109/L.	There	was	no	splenomegaly.	WES	of	sorted	

monocyte	DNA	identified	19	mutations,	including	heterozygous	mutations	in	TET2,	ASXL1	and	CBL	

U2AF2	and	the	SRSF2P95L	mutation.	In	January,	the	patient	condition	degraded	rapidly,	due	mostly	

to	comorbidities,	leading	to	death	in	March	2013.	

Generation	of	iPSCs	from	CD34-positive	cells.	

On	day	-4,	primary	cryopreserved	CMML	or	age-matched	healthy	donor	CD34+	cells	were	thawed	

and	 cultured	 in	 CD34+	 medium	 with	 complete	 StemPro-34	 (ThermoFisher,	 Cat.	 No.	 10639011)	

supplemented	 with	 50	 ng/ml	 stem	 cell	 factor	 (SCF,	 Peprotech,	 Cat.	 No.	 300-07),	 1U/ml	

erythropoietin	(EPO,	Peprotech,	Cat.	No.	100-64),	10	ng/ml	interleukin-3	(IL-3,	Peprotech,	Cat.	No.	

200-03),	10	ng/ml	interleukin-6	(IL-6,	Peprotech,	Cat.	No.	200-06),	10	ng/ml	Fms-related	tyrosine	

kinase	 3	 ligand	 (FLT3LG,	 Peprotech,	 Cat.	 No.	 300-19),	 1%	 non-essential	 amino	 acids	 (NEAA,	

ThermoFisher	Scientific,	Cat.	No.	11140035)	and	1	mM	L-glutamine	(ThermoFisher	Scientific,	Cat.	

No.	 25030081)	 for	 5	 days	 at	 37°C	 at	 5%	O2	 to	 ensure	 active	proliferation	before	being	 infected	

with	non-integrated	Sendai	virus	encoding	the	Yamanaka	human	reprogramming	factors	Klf4,	Oct4,	

Sox2,	 and	 c-Myc	 follwoing	 the	 manufacturer’s	 protocol	 (CytoTune™	 -iPS	 2.0	 Sendai	

Reprogramming	 Kit,	 reprogram	 CD34+	 cells	 feeder-dependent,	 ThermoFisher	 Scientific,	 Cat.	 No.	

A16518).	 CMML	 cells	 were	 initially	 cultured	 at	 a	 density	 of	 5x106	 cells/ml	 in	 a	 24-well	 plate	 in	

CD34+	medium.	On	day	-3,	0.5	ml	of	the	supernatant	was	gently	removed	and	replaced	by	0.5	ml	

of	fresh	CD34+	medium.	On	day	0,	Cytotune™	sendai	virus	was	added	at	an	MOI	of	5	for	12	hours	

with	4	μg/ml	of	Polybrene	(Sigma-Aldrich,	Cat.	No.	H9268)	at	37°	at	5%	of	O2.	On	day	1,	cells	were	

centrifuged	at	200	x	g	for	10	min	at	room	temperature	and	suspended	in	0.5	ml	of	CD34+	medium.	

On	day	3,	these	cells	were	centrifuged,	suspended	in	complete	StemPro-34	without	cytokines,	and	

plated	on	murine	embryonic	fibroblast	(MEF)	inactivated	by	gamma	irradiation	(RnDSystems,	Cat.	

No.	 PSC001).	 On	 day	 7,	 medium	 was	 changed	 to	 1:1	 ratio	 of	 complete	 StemPro-34	 and	 iPSC	

medium	containing	DMEM/F12	GlutaMAX	supplement	(ThermoFisher,	Cat.	No.	10565018)	with	20%	
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of	KnockOut	Serum	Replacement	(KSR,	ThermoFisher,	Cat.	No.	10828028),	1%	nonessential	amino	

acids,	1mM	L-glutamine,	0.5mg/ml	Penicillin-Streptomycin	(ThermoFisher,	Cat.	No.10378016),	10	

ng/ml	Basic	Fibroblast	Growth	Factor	(bFGF,	Cat.	No.	13256029),	and	0.1	mM	β-Mercaptoethanol	

(Sigma-Aldrich,	 Cat.	 No.	M6250-10ML).	 On	 day	 8,	 then	 every	 2	 days,	 the	medium	was	 entirely	

replaced	 with	 fresh	 iPSC	 medium.	 After	 3-4	 weeks,	 colonies	 with	 human	 pluripotent	 stem	 cell	

morphology	were	manually	 picked	 and	 expanded.	 Finally,	 an	 iPSC	 control	 cell	 line	 (here	 named	

Co6	for	control	6),	which	has	been	previously	characterized	and	referred	as	C1/CHOPWT2.2,(Mills	

et	al.	2013,,Antony-Debré	et	al.	2015).	was	kindly	provided	by	Dr	Weiss	

iPSCs	maintenance	culture	

iPSCs	 were	 cultured	 on	 irradiated	 inactivated	 MEFs	 with	 iPSC	 medium	 for	 20	 passages,	 then	

seeded	 in	 feeder-free	 conditions	 on	 Vitronectin	 recombinant	 human	 protein	 (VTN-N,	

ThermoFisher,	 Cat.	 No.	 A14700)	 culture	 dishes	 with	 StemMACS	 iPS-Brew	 XF	 medium	 (Miltenyi	

Biotec,	Cat.	No.	130-104-368)(Kirkeby	et	al.	2017).	and	passaged	to	yield	a	cell	suspension	of	small	

colonies	 (3-10	 cells	 in	 each)	 with	 0.5	 mM	 EDTA	 (ThermoFisher,	 Cat.	 No.	 AM9260G)	 once	

weekly.(Kirkeby	 et	 al.	 2017)	 All	 iPSCs	 cell	 lines	 used	 have	 been	 repeatedly	 tested	 negative	 for	

mycoplasma	by	PlasmoTest	(InvivoGen,	Cat.	No.	rep-pt1).	

Cytospin	preparation	and	staining		

Sorted	 cell	 populations	 were	 centrifuged	 onto	 Polysine®	 slides	 (Thermo,	 Cat.	 No.	 P4981)	 for	 3	

minutes	at	500g	(Cytospin	II;	Thermo).		Slides	were	air-dried	for	1	hour.	For	May-Grünwald-Giemsa	

staining,	cells	were	fixed	in	absolute	methanol	for	5	min	at	room	temperature,	then	stained	for	20	

min	with	1:1	ratio	of	May-Grünwald	solution	(Sigma-Aldrich,	Cat.	No.	63590-1L):	phosphate	buffer	

pH	 6.4,	washed	 in	H2O	 and	 transferred	 to	 1:9	 ratio	 of	Giemsa	 solution	 (Sigma-Aldrich,	 Cat.	No.	

R03055-82):	 phosphate	 buffer	 for	 20	min	 and	 analyzed	 (Dr	 Véronique	 Saada	 in	 Gustave	 Roussy	

hospital).(Klimchenko	et	al.	2009)	

Characterization	of	pluripotency	and	karyotype	assays	

Flow	 cytometry	 analysis	 of	 intracellular	 pluripotency	 markers	 was	 performed	 under	 the	

manufacturer’s	protocol	 (Human	Pluripotent	Stem	Cell	Transcription	Factor	Analysis	Kit,	Cat.	No.	

560589)	 with	 the	 following	 conjugated-monoclonal	 antibodies:	 Nanog-PE	 (BDbiosciences,	 clone	

N31-355,	Cat.	No.	560873),	Oct3/4-PerCP-Cy™5.5	(BDbiosciences,	clone	40/oct-3,	Cat.	No.	560794)	

and	 Sox2-Alexa	 Fluor®	 647	 (BDbiosciences,	 clone	 245610,	 Cat.	 No.	 560302).	 Analysis	 of	

extracellular	 pluripotency	 markers	 was	 performed	 with	 the	 following	 conjugated-monoclonal	

antibodies:	 SSEA-4-PE	 (BDbiosciences,	 clone	 MC813-70,	 Cat.	 No.	 560128),	 Tra-1-60-FITC	
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(BDbiosciences,	clone	TRA-1-60,	Cat.	No.	560380)	and	TRA-1-81-	Alexa	Fluor®	647	(BDbiosciences,	

clone	 TRA-1-81,	 Cat.	 No.	 560793).	Mouse	 studies	 were	 performed	 in	 compliance	 with	 Gustave	

Roussy	 laboratory	 animal	 care	 regulations.	 Teratoma	 formation	 assay	was	performed	by	 adding	

10μM	 Y-27632	 (Miltenyi,	 Cat.	 No.	 130-103-922)	 to	 fresh	 iPSC	 medium	 one	 hour	 before	

intramuscular	 injection	of	~2	×	106	undifferentiated	 iPSC	 in	140	µL	 iPSC	medium	with	undiluted	

Geltrex™	 (60	 µL,	 ThermoFisher,	 Cat.	 No.	 A1413302)	 to	 NOD/SCID/IL2rγ−/−	 mice.	 After	 8	 to	 12	

weeks,	 tumors	 were	 surgically	 dissected	 and	 fixed	 in	 4%	 formaldehyde,	 and	 stained	 with	

hematoxylin	and	eosin	for	histological	analysis(Saliba	et	al.	2013).	Undifferentiated	iPSCs	were	also	

analyzed	by	standard	cytogenetic	methods	including	mitotic	arrest,	hypotonic	shock	and	fixation.	

Briefly,	cells	incubated	with	hypotonic	solution	(0.075M	KCL)	at	37°C	for	20	min	were	spun	down,	

suspended	 in	 fixative	 solution	 and	 incubated	 at	 room	 temperature	 for	 30	min	 before	 analyzing	

metaphases	on	cytospin	slides	using	the	GTW	banding	method	(Dr.	Bilhou-Nabera,	Saint-Antoine	

Hospital).(Saliba	et	al.	2013).	

Hematopoietic	differentiation	
	
We	 used	 a	 two-dimensional	 “monolayer”	 system	 to	 differentiate	 human	 pluripotent	 stem	 cells	

(iPSCs)	into	“primitive”	hematopoietic	progenitor	cells	(hHPCs)	as	described.(J.	A.	Mills	et	al.	2014)	

On	day	-1,	 iPSCs	were	cultured	 in	100	x	20	mm	petri	dishes	 in	the	presence	of	0.5	mM	EDTA	to	

reach	a	5-10%	confluency.	On	day	0,	StemMACS	iPS-Brew	XF	medium	was	replaced	by	complete	

hematopoietic	 differentiation	 medium	 supplemented	 with	 5	 ng/ml	 BMP4	 (Peprotech,	 Cat.	 No.	

120-05),	50	ng/ml	VEGF165	 (Peprotech,	Cat.	No.	100-20)	and	1	μM	GSK-3β	 inhibitor	 (CHIR99021,	

Sigma	Aldrich,	 Cat.	No.	 SML1046-5MG).	On	 day	 2,	 this	medium	was	 replaced	 by	 hematopoietic	

differentiation	 medium	 [Serum	 free	 medium(Casadevall	 et	 al.	 1982)	 mixed	 1:1	 with	 complete	

StemPro34	 medium	 and	 supplemented	 with	 1%	 nonessential	 amino	 acids,	 1mM	 L-glutamine,	

0.5mg/ml	 Penicillin-Streptomycin,	 0.1mM	 β-Mercaptoethanol,	 1%	 Insulin-Transferrin-Selenium	

(ThermoFisher,	Cat.	No.	41400045),	10%	bovine	serum	albumin	(BSA,	Hyclone)	fraction	V,	and	50	

μg/ml	ascorbic	acid	(Sigma	Aldrich,	Cat.	No.	A4403)].	This	medium	was	further	supplemented	with	

5ng/ml	 BMP4,	 50ng/ml	 VEGF165	and	 20ng/ml	 of	 bFGF.	 This	 medium	was	 replaced	 on	 day	 4	 by	

hematopoietic	differentiation	medium	supplemented	with	50ng/ml	VEGF165	and	5ng/ml	bFGF,	on	

day	 6	 by	 hematopoietic	 differentiation	 medium	 supplemented	 with	 50ng/ml	 VEGF165,	 50ng/ml	

bFGF,	 50ng/ml	 SCF,	 and	 5ng/ml	 Flt3LG,	 and	 on	 day	 8	 by	 hematopoietic	 differentiation	medium	

supplemented	 with	 50	 ng/ml	 VEGF165,	 50ng/ml	 bFGF,	 50ng/ml	 SCF,	 5ng/ml	 Flt3LG,	 10ng/ml	

Interleukin-6	(IL-6,	Peprotech,	Cat.	No.	200-06)	and	50ng/ml	thrombopoietin	(TPO,	kindly	provided	

by	Kirin,	Japon).	hHPCs	sorted	at	day	10-16	(depending	on	the	readout)	were	suspended	in	serum-
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free	 medium	 supplemented	 with	 50ng/ml	 SCF,	 5ng/ml	 FLT3LG,	 10ng/ml	 IL-3,	 10ng/ml	 IL-6,	

50ng/ml	 TPO,	 1U/ml	 EPO,	 10ng/ml	 GM-CSF	 (Peprotech,	 Cat.	 No.	 300-03),	 10ng/ml	 G-CSF	

(Peprotech,	Cat.	No.	300-23)	and	10ng/ml	M-CSF	 (Peprotech,	Cat.	No.	300-25)	 for	10	days,	with	

this	medium	being	renewed	every	2	days.	

Flow	cytometry	antibodies		
	
Flow	 cytometry	 antibodies	 for	 differentiation	 analysis	 were	 purchased	 from	 Sony	 [CD33-BV711	

(clone	WM53	Cat.	No.	2117120),	CD16-BV650	(clone	3G8,	Cat.	No.	2110210),	CD15-BV605	(clone	

W6D3,	Cat.	No.	2215160),	CD34-Pe-Cy7	(clone	581,	Cat.	No.	2317580),	CD36-APC	(clone	5-271,	Cat.	

No.	2281040),	CD13-APC-Cy7	(clone	WM15,	Cat.	No.	2108550),	CD235a-PE	(clone	HI264,	Cat.	No.	

2345530)],	 BD	 horizon™	 [HLA-DR-BUV395	 (clone	 G46-6,	 Cat.	 No.	 564040),	 CD14-BUV737	 (clone	

M5E2,	 Cat.	 No.	 564444),	 CD71-BV786	 (clone	M-A712,	 Cat.	 No.	 563768),	 CD86-APC-R700	 (clone	

2331,	Cat.	No.	565149),	CD41-PerCP-Cy™5.5	(clone	HIP8,	Cat.	No.	340931)	CD42-FITC	(clone	HIP1,	

Cat.	 No.	 555472)],	 and	 BioLegend	 [CD123-BV510	 (clone	 6H6,	 Cat.	 No.	 306022),	 CD163-PE-

Dazzle™594	 (clone	 GHI/61,	 Cat.	 No.	 333624)].	 DAPI	 solution	 was	 from	 BDbiosciences	 (Cat.	 No.	

564907).	Cells	were	analyzed	using	a	BD	LSRFortessa™	X-20	(BDbiosciences)	and	BD	LSRFortessa™	

(BDbiosciences)	 on	 the	 imagery	 and	 cytometry	 platform	 of	 Gustave	 Roussy	 hospital	 (AMMICa,	

CNRS	3655	&	INSERM	US23).	Data	were	analyzed	with	Kaluza	analysis	software	(Beckman	Coulter).	

Cell	sorting	
	
Flow	cytometry	antibodies	for	sorting	hHPCs	include	CD34-Pe-Cy7,	CD43-APC	(BD	horizon™,	clone	

1G10,	 Cat.	 No.	 560198),	 and	 CD14-PE	 (Sony,	 clone	 M5E2,	 Cat.	 No.	 2109030).	 Flow	 cytometry	

antibodies	for	monocytes/macrophages	cell	sorting	include	CD14-APC	(Sony,	clone	M5E2,	Cat.	No.	

2109040),	CD33-BV711,	CD16-BV650,	CD235a-PE,	CD41-BB515	(BD	horizon™,	clone	HIP8,	Cat.	No.	

565237),	and	CD163-PE-Dazzle™594.	Flow	cytometry	antibodies	for	megakaryocyte	sorting	include,	

CD11b-PE	(Sony,	clone	ICRF44,	Cat.	No.	2106530),	CD13-PE	(Sony,	clone	WM15,	Cat.	No.	2108520),	

CD14-PE,	 CD16-PE	 (Sony,	 clone	 3G8,	 Cat.	 No.	 2110040),	 CD33-PE	 (Sony,	 clone	WM53,	 Cat.	 No.	

2117020),	CD41-BB515,	and	CD235a-PE.	Sorting	of	hHPCs	(CD34+,CD43+,CD14-,DAPI-),	monocytic	

cells	 (CD14+,CD33+,CD16+/-,CD163+/-,CD41-,CD235a-,DAPI-)	 and	 megakaryocytes	 (CD41a+,	

CD11b-,CD13-,CD16-,CD14-,CD33-,CD235a-,DAPI-)	 was	 performed	 on	 a	 BD	 Influx™	 Cell	 sorter	

(BDbiosciences).	

Clonogenic	assays		
	
Sorted	 CD34+,	 CD43+	 cells	 (hHPCs)	 were	 suspended	 in	 complete	 serum	 free	 medium	 without	



 

Université Paris-Saclay           
 

- 67 - 

cytokines	 at	 a	 concentration	 of	 1.25×103/ml,	 500μl	 of	 cell	 suspension	 were	 mixed	 with	 2	 mL	

MethoCult	 H4434	 classic	 (Stem	 cell	 technologies,	 Cat.	 No.	 #04434)	 and	 1mL	 was	 plated	 in	

duplicate	 35-mm	 dishes.(Antony-Debré	 et	 al.	 2015)	 Colonies	 were	 scored	 after	 14	 days	 and	

averaged	 between	 duplicates.	 Images	 were	 obtained	 with	 AxioVision	 4.6	 software.	 For	 flow	

cytometry	analyses,	methocult	was	solubilized	with	PBS	and	analysed	with	the	BD	LSRFortessa	X-

20	cell	analyzer.	For	megakaryocyte	progenitor	assays,	3	×	103	sorted	hHPCs	were	mixed	with	2	ml	

serum-free	 fibrin	 clots	 in	 the	 presence	 of	 TPO	 (10	 ng/mL)	 and	 SCF	 (50	 ng/mL)	 and	 plated	 in	

duplicate	 35-mm	 dishes.	 Colonies	 were	 stained	 with	 an	 anti-CD41a	 monoclonal	 antibody	 (BD	

Pharmingen™,	clone	HIP8,	Cat.	No.	555465)	and	a	goat	anti	mouse	igG	(H+L)	alkaline	phosphatase	

conjugate	 polyclonal	 antibody	 (Thermofisher,	 Cat.	 No.	 A24527)	 as	 described(Klimchenko	 et	 al.	

2009;	 Antony-Debré	 et	 al.	 2015).	 CFU-Mk	 colonies	 were	 scored	 after	 10	 days	 and	 averaged	

between	duplicated.	Images	were	obtained	with	AxioVision	4.6	software.	

Treatment	with	5-azacytidine			
	
On	day	0-2,	sorted	hHPCs	were	suspended	in	complete	serum	free	medium	supplemented	with	50	

ng/ml	SCF,	5ng/ml	FLT3LG,	10ng/ml	IL-3,	10ng/ml	IL-6,	50ng/ml	TPO,	1U/ml	EPO,	10ng/ml	GM-CSF,	

10ng/ml	G-CSF	and	10ng/ml	M-CSF	for	10	days.	10	nM	decitabine	(5-Aza-2ʹ-deoxycytidine;	Sigma	

Aldrich,	Cat.	No.	13656)	were	added	every	day	 for	3	days.	On	day	10,	hematopoietic	 cells	were	

analyzed	by	flow	cytometry	using	the	BD	LSRFortessa	X-20	cell	analyzer.	

Whole	exome	sequencing		
	
We	 collected	 DNA	 from	 sorted	 CD14+	monocytes	 and	 sorted	 CD3+	 T	 cells.	 Two	 hundred	 ng	 of	

genomic	 DNA	 was	 sheared	 with	 the	 Covaris	 S2	 system	 (LGC	 Genomics	 /	 Kbioscience).	 DNA	

fragments	were	 end-repaired,	 extended	with	 an	 'A'	 base	on	 the	 3’	end,	 ligated	with	paired-end	

adaptors	with	the	Bravo	Platform	(Agilent)	and	amplified	(six	cycles).	Exome-containing	adaptor-

ligated	 libraries	 were	 hybridized	 for	 24	 h	 with	 biotinylated	 oligo	 RNA	 baits,	 and	 enriched	 with	

streptavidin-conjugated	magnetic	beads	using	SureSelect	V5	no	UTR	 (Agilent).	 The	 final	 libraries	

were	 indexed,	 pooled	 and	 sequenced	 on	 Illumina	 HiSeq-2000	 sequencer	 (Genomic	 platform,	

AMMICa,	CNRS	3655	&	INSERM	US23).	Raw	reads	in	FASTQ	format	from	each	exome	sequencing	

lane	were	aligned	to	the	reference	human	genome	hg19	(Genome	Reference	Consortium	GRCh37)	

using	 BWA	 0.5.9	 (Burrows–Wheeler	 Aligner)	 backtrack	 algorithm	 with	 default	 parameters.	 PCR	

duplicates	 were	 removed	 with	 Picard	 (http://picard.sourceforge.net)	 version	 1.76.	 Local	

realignment	around	indels	and	base	quality	score	recalibration	were	performed	using	GATK	2.0.39	

(Genome	Analysis	ToolKit).	Statistics	on	alignment	and	coverage	are	given	in	Supplementary	Table	
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2.	SNVs	and	indels	were	called	with	VarScan2	somatic	2.3.2.	Reads	and	bases	with	a	Phred-based	

quality	 score	 ≤20	were	 ignored.	 Variants	with	 somatic	P	value	 below	 10−4	(or	 10−3	for	 samples	

with	mean	 coverage	 <100	 ×	 or	 contamination	 >15%	 in	 CD3+	control	 sample)	were	 reported.	 In	

addition	to	the	Fisher’s	exact	test	of	VarScan,	we	required	(variant	allele	frequency	in	the	tumour	

sample–variant	allele	frequency	in	the	normal	sample)	≥15%	to	distinguish	somatic	from	germline	

variations.	Variants	were	annotated	with	Annovar.	Mutations	were	searched	in	1000G	(April	2012)	

and	Exome	Sequencing	Project	 (ESP5400).	Conservation	of	 the	position	was	predicted	by	PhyloP	

and	 the	 effect	 of	 the	mutation	was	 predicted	 by	 SIFT,	 Polyphen2,	 LRT	 and	MutationTaster.	We	

excluded	variants	reported	 in	dbSNP	version	129,	filtered	variants	 located	 in	 intergenic,	 intronic,	

untranslated	 regions	and	non-coding	RNA	 regions,	and	 removed	synonymous	SNVs	and	variants	

with	mapping	ambiguities.	A	mutation	was	reported	as	present	if	variant	allele	frequency	(VAF)	≥4%	

already	described(Merlevede	et	al.	2016).	

Genome-wide	DNA	methylation	by	Enhanced	Reduced	Representation	Bisulfite	Sequencing	(eRRBS)	

Twenty-five	 ng	 of	 high-molecular	 weight	 genomic	 DNA	 were	 used	 to	 perform	 the	 ERRBS	 assay	 as	

described(Y.	Park	et	al.	2014)	and	sequenced	on	a	HiSeq2000	Illumina	sequencer.	50 bp	reads	were	aligned	

against	a	bisulfite-converted	human	genome	(hg19)	using	Bowtie	and	Bismark.(Krueger	and	Andrews	2011)	

Downstream	 analysis	 was	 performed	 using	 R	 version	 3.0.3,	 Bioconductor	 2.13	 and	 the	 MethylSig	 0.1.3	

package.	 Only	 genomic	 regions	 with	 coverage	 between	 10	 and	 500	 ×	 were	 used	 for	 the	 downstream	

analysis.	DMR	were	 identified	by	 first	 summarizing	 the	methylation	status	of	genomic	 regions	 into	25-bp	

tiles	and	 then	 identifying	 regions	with	absolute	methylation	difference	≥25%	and	FDR	<10%.	DMRs	were	

annotated	 to	 the	 RefSeq	 genes	 using	 the	 following	 criteria:	 (i)	 DMRs	 overlapping	 with	 a	 gene	 were	

annotated	 to	 that	 gene,	 (ii)	 intergenic	 DMRs	 were	 annotated	 to	 all	 neighbouring	 genes	 within	 a	 50-kb	

window,	 and	 (iii)	 if	 no	 gene	was	 detected	within	 a	 50-kb	window,	 then	 the	 DMR	was	 annotated	 to	 the	

nearest	TSS,	already	described	(Merlevede	et	al.	2016).	

Mutational	analysis		
	
DNA	was	extracted	with	QIAamp	DNA	Mini	Kit	(Qiagen,	Hilden,	Germany).	After	PCR	amplification	

of	 target	 exons,	 sequencing	 reactions	 were	 carried	 out	 using	 the	 BigDye®	 Terminator	 Cycle	

Sequencing	 Kit	 (Applied	 Biosystems,	 Forster	 City,	 CA).	 Sequencing	 reactions	 were	 run	 on	 a	 96-

capillary	 3130xl	 DNA	 Analyzer®	 (Applied	 Biosystems).	 Sequence	 analysis	 and	 alignment	 was	

performed	with	ApE®	software.	Digital	images	were	taken	with	ApE®	software.	

CRISPR/Cas9-mediated	SRSF2	P95H	knock-in			
	
We	introduced	SRSF2P95H	in	2	wild-type	iPSC	(Co3,	Co5)	and	2	CMML-iPSC	(A2,	A3)	lines.	On	day	-1,	

iPSC	cell	lines	were	dissociated	with	0.5	mM	EDTA	solution	into	single	cells	and	plated	on	Matrigel.	



 

Université Paris-Saclay           
 

- 69 - 

On	day	0,	these	cells	were	transfected	with	2	vectors	gRNA/Cas9	(Supplemental	figure	9).	On	day	1,	

medium	was	 replaced	 by	 fresh	 StemMACS-iPS	 Brew	medium.	 On	 day	 3,	 transfected-cells	 were	

dissociated	and	only	viable	GFP-positive	cells	were	sorted	and	replated	on	Matrigel.	On	day	10-14,	

transfected	cells	were	dissociated	and	only	viable	mCherry-positive	cells	were	sorted	and	replated	

on	Matrigel.	 On	 day	 28,	mCherry-positive	 cells	were	 dissociated	 into	 single	 cells	 and	 plated	 on	

matrigel.	 On	 day	 29,	 mCherry-positive	 cells	 were	 transfected	 with	 flippase	 vector.	 On	 day	 30,	

medium	was	 replaced	by	 fresh	 StemMACS-iPS	Brew	medium.	On	day	31,	 cells	were	dissociated	

and	only	viable	GFP	negative	mCherry	negative	were	sorted.	GFP	negative	and	mCherry	negative	

cells	were	replated	on	matrigel.	On	day	45,	12	GFP	and	mCherry	negative	colonies	were	manually	

picked	 and	 expanded	 in	 order	 to	 screen	 the	 insertion	 of	 the	 SRSF2P95H	 mutation	 by	 Sanger	

sequencing.	

Oligonucleotide	aCGH	

A	male	or	 female	 control	was	always	used	as	 the	 reference.	Genomic	DNA	was	extracted	using	

Qiagen	QIAamp	DNA	Mini	 kit	 (Qiagen,	Hilden,	Germany)	and	digested	with	 restriction	enzymes,	

which	was	checked	by	Agilent	Bioanalyzer	on	DNA	7500	chips	(Agilent	Technologies,	Santa	Clara,	

CA,	 USA).	 After	 labeling	 with	 Cy3-dUTP	 or	 Cy5-dUTP,	 respectively,	 using	 Agilent	 Genomic	 DNA	

Labeling	Kit	 PLUS,	 samples	were	purified	using	Microcon	YM-30	 filters	 (Millipore,	Billerica,	MA).	

Hybridization	 was	 carried	 out	 on	 Agilent	 244K	 arrays	 for	 24	 hours	 at	 65°C	 in	 a	 rotating	 oven	

(Robbins	 Scientific,	 Mountain	 View,	 CA)	 at	 20	 rpm,	 followed	 by	 appropriate	 washing	 steps.	

Scanning	 was	 performed	 with	 an	 Agilent	 G2505C	 DNA	 Microarray	 scanner	 using	 default	

parameters.	 Quantification	 of	 Cy5	 and	 Cy3	 signals	 from	 scans	 was	 performed	 with	 Feature	

Extraction	v10.5.1.1	(Agilent	Technologies)	using	default	parameters.	

RNA	sequencing		

RNA	 integrity	 (Score	≥	7.0)	was	 checked	on	Agilent	2100	Bioanalyzer	 (Agilent)	and	quantity	was	

determined	 using	 Qubit	 (Invitrogen).	 SureSelect	 Automated	 Strand	 Specific	 RNA	 Library	

Preparation	Kit	was	used	according	to	manufacturer's	instructions	with	the	Bravo	Platform.	Briefly,	

50	 ng	 of	 total	 RNA	 sample	 was	 used	 for	 poly-A	 mRNA	 selection	 using	 oligo(dT)	 beads	 and	

subjected	 to	 thermal	 mRNA	 fragmentation.	 The	 fragmented	mRNA	 samples	 were	 subjected	 to	

cDNA	synthesis	and	were	further	converted	into	double	stranded	DNA	using	the	reagents	supplied	

in	the	kit,	and	the	resulting	dsDNA	was	used	for	 library	preparation.	The	final	 libraries	were	bar-

coded,	purified,	pooled	together	in	equal	concentrations	and	subjected	to	paired-end	sequencing	

on	HiSeq-2000	sequencer	(Illumina).	
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Statistical	analysis	(Allan)	

Statistical	 analysis	was	 performed	with	GraphPad	 Prism	 software.	Data	 are	 shown	 as	 the	mean	

with	 standard	 deviation	 (SD).	 Different	 statistical	 tests	 were	 performed	 depending	 of	 the	

experiment.	 Each	 statistical	 test	 is	 described	 in	 the	 legend	of	 the	 figure.	 Investigators	were	not	

blinded	to	the	different	groups.	

Data	and	Software	Availability	(Allan)	

The	accession	numbers	for	the	RNA-seq	and	ERRBS	data	reported	in	this	paper	are	XXXX	

Results	
Reprogramming	of	CD34-positive	 cells	 from	CMML	patients	 captures	a	part	of	disease	genetic	

heterogeneity.	We	collected	CD34-positive	bone	marrow	cells	from	two	CMML	patients.	Somatic	

gene	mutations	had	been	identified	by	whole	exome	sequencing	in	peripheral	blood	monocytes	of	

these	patients,	using	sorted	CD3+	T	cell	as	controls	(Merlevede,	2016).	Patient	A	demonstrated	13	

mutations	 in	 coding	 sequences	 of	 her	monocyte	DNA,	 including	 two	 distinct	mutations	 in	TET2	

gene	(frameshift	deletion,	S1691fs	and	stopgain	SNV,	R1516X),	a	heterozygous	mutation	in	KRAS	

(nonsynonymous	 SNV,	 G12D)	 and	 a	 heterozygous	 mutation	 in	 KDM6A	 (stopgain	 SNV,	 R61X).	

Patient	B	demonstrated	23	somatic	mutations	in	coding	sequences	of	his	monocyte	DNA,	including	

heterozygous	 mutations	 in	 TET2	 gene	 (frameshift	 deletion,	 1282-1288del),	 ASXL1	 (frameshift	

mutation,	G643fs),	SRSF2	 (nonsynonymous	SNV,	P95L)	and	U2AF2	 (nonsynonymous	SNV,	L187V)	

and	two	heterozygous	mutations	in	CBL	(stopgain	SNV,	R206X	and	nonsynonymous	SNV,	H398Q).	

We	collected	also	CD34-positive	cells	from	an	age-matched	healthy	donor	without	detected	age-

related	 clonal	 hematopoiesis.	 Using	 non-integrating	 Sendai	 virus,	 we	 transduced	 CD34-positive	

cells	of	these	3	donors	with	iPSC	reprogramming	factors	(Sox2,	Klf4,	Oct4	and	c-Myc)	to	generate	

iPSC	 lines	 (figure	 1a).	 All	 the	 clones	 demonstrated	 pluripotency	 features,	 including	morphology	

(figure	 S1a),	 expression	 of	 pluripotency	markers	 (figure	 1b)	 and	 formation	 of	 teratomas	 when	

injected	subcutaneously	into	immunodeficient	mice	(figure	1c	&	S1b).	We	discarded	the	clones	in	

which	cytogenetic	analyses	identified	abnormalities	induced	by	reprogramming,	e.g.	a	number	of	

clones	generated	from	patient	B	demonstrated	a	trisomy	17	(figure	S1c).	We	selected	10	clones	

without	induced	chromosome	abnormality	(figure	1d)	for	further	analysis	(patient	1,	N=5;	patient	

B,	N=	1;	Healthy	donor	A,	N	=	4).	We	used	an	additional,	 independently	generated	control	 iPSC	

clone	kindly	provided	by	Dr	Weiss	(Mills	et	al,	Blood	2013).	Whole	exome	sequencing	of	patient	A	

clones	indicated	that	we	had	captured	a	part	of	the	genetic	heterogeneity	of	her	leukemic	clone	

(figure	1e	&	figure	S1d).	Serial	genetic	analyses	of	the	unique	iPSC	clone	established	from	patient	
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B	cells,	which	shown	a	SRSF2	P95H	mutation,	detected	a	deletion	of	the	mutated	allele	located	in	

17q25.1	 between	 passage	 15	 and	 20	 (figure	 1f),	 generating	 cells	 haplo-insufficient	 for	 SRSF2	

(figure	1g).	Because	of	this	spontaneous	deletion	and	the	difficulties	 in	expanding	this	clone,	we	

focused	 subsequent	analyses	on	 those	established	 from	patient	A	 (5	 lines)	 and	 the	 two	healthy	

donors	as	 controls	 (5	 lines).	 From	patients	A,	we	distinguished	2	genetic	backgrounds,	with	and	

without	KRASG12D	mutation	and	from	patient	B,	we	distinguished	3	genetic	backgrounds	(figure	S2a	

&	figure	S2b).	Variant	allele	frequencies	in	the	various	genes	are	shown	on	figure	1e.	Altogether,	

CMML	 cells	 can	 be	 successfully	 reprogrammed	 into	 iPSCs,	which	 captures	 a	 part	 of	 the	 disease	

genetic	heterogeneity.	

CMML-iPSCs	 derived	 hematopoietic	 cells	 recapitulate	 the	 main	 features	 of	 the	 disease	 in	

methylcellulose.	We	next	induced	the	differentiation	of	healthy	donor-iPSCs	and	CMML-iPSCs	into	

hematopoietic	progenitors	using	a	previously	described	two-dimensional	monolayer	system	(REF).	

After	14	days,	a	population	of	cells	with	a	down-regulated	expression	of	pluripotent	markers	(not	

shown)	and	CD34	and	CD43	expression	was	observed	(figure	S3a).	CD34+,	CD43+	cells	were	sorted	

by	fluorescence-activated	cell	sorting	(FACS)	and	plated	for	10	days	in	methylcellulose	to	evaluate	

hematopoietic	colony	forming	potential	in	the	presence	of	stem	cell	factor	(SCF),	interleukin-3	(IL-

3),	erythropoietin	(EPO),	and	granulocyte	macrophage-colony	stimulating	factor	(GM-CSF)	(figure	

2a).	 The	 total	 number	 of	 colonies	 generated	 by	 healthy	 donor-	 and	 CMML-iPSC	 derived	

hematopoietic	progenitors	was	similar	(figure	2b	&	S4a)	but	the	fraction	of	clusters	(colonies	<	50	

cells)	 generated	 by	KRAS	 wildtype	 cells	was	 significantly	 higher	 than	 that	 generated	 by	 healthy	

donor-	and	KRASG12D-mutated	cells	 (figure	2c,	2d,	S4b	&	S4c).	These	 latter	clones	also	produced	

larger	 granulocyte-macrophage	 (CFU-GM)	 and	 macrophage	 (CFU-M)	 colonies	 (figure	 2d).	

Distinctive	analysis	of	CFU-GEMM,	CFU-GM,	BFU-E/CFU-E,	CFU-G	and	CFU-M	revealed	a	significant	

increase	 in	 the	 number	 of	 granulocyte-macrophage	 colonies	 (figure	 2e),	 while	 the	 number	 of	

granulocytic,	erythroid	and	multipotent	progenitor	colonies	was	decreased	in	CMML-	compared	to	

healthy	donor	iPSC	derived	colonies,	respectively	(figure	2e,	2f	&	S4d).	Flow	cytometry	analysis	of	

the	cells	collected	from	these	colony	assays	demonstrated	a	dramatic	 increase	 in	the	fraction	of	

CD14+	 cells	 among	 colonies	 derived	 from	 CMML-iPSC	 compared	 to	 healthy	 donor	 iPSCs	 at	 the	

expense	 of	 CD33+	 &	 CD123+,	 CD235a+	 or	 CD41+	 populations,	 whatever	 the	 KRAS	 gene	 status	

(figure	2g	&	S4e).	A	summary	of	these	colony	assays	is	shown	on	figure	2h.		

Phase	 contrast	 microscopy	 analysis	 of	 colonies	 identified	 cells	 with	 a	 fibroblast-like,	 fusiform	

shape	in	CFU-M	generated	by	healthy	donor-derived	iPSCs	while	such	cells	were	hardly	detected	in	

CFU-M	 generated	 from	 CMML-derived	 iPSCs	 (Figure	 3a,	 3b	 &	 S5a),	 suggesting	 a	 defect	 in	
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macrophage	differentiation	of	CMML-derived	clones.	Flow	cytometry	analysis	of	cells	growing	 in	

methylcellulose	 indicated	 that	 CMML-derived	 iPSCs	 generated	 significantly	 less	 CD14+	 cells	

expressing	also	CD16	and	CD163,	a	characteristic	phenotype	of	macrophages,	than	healthy	donor	

iPSC-derived	cells	(Figure	3c,	S5b	&	S5c).	Importantly,	the	same	defect	in	the	generation	of	CD14+	

cells	expressing	both	CD16	and	CD163	was	detected	when	iPSC-derived	hematopoietic	cells	were	

induced	to	differentiate	in	liquid	culture	(Figure	3d,	3e,	S5d	&	S5e).	

Since	 the	 CMML	patient	whose	 CD34+	 cells	were	 used	 to	 generate	 iPSC	 clones	 demonstrated	 a	

thrombocytosis	and	a	megakaryocytic	dysplasia,	we	performed	coagulum	assays	 in	the	presence	

of	SCF	and	TPO	to	analyze	the	clone	ability	to	generate	megakaryocytes	and	platelets	(figure	4a).	

CMML-derived	 clones	 were	 observed	 to	 generate	 a	 similar	 number	 of	 colonies	 (figure	 4b).	

However,	 these	 colonies	 were	 much	 larger	 in	 size	 with	 CMML-derived	 clones	 as	 compared	 to	

controls	(figure	4c):	the	fraction	of	clones	with	more	than	50	cells	and	10	to	50	cells	generated	by	

CMML-derived	cells	was	significantly	higher	than	those	generated	by	wild-type	clones	(Figure	4d,	

4e	&	S6a).	We	did	not	detect	any	significant	difference	in	the	fraction	of	CD42+	cells	among	CD41+	

cells	(Figure	4f	&	S5b).	We	also	analyzed	the	fraction	of	iPSC-derived	megakaryocytes	that	produce	

platelet,	which	was	lower	in	CMML	iPSC-derived	cells	(Figure	4g,	4h	&	S6c).	

CMML-iPSCs	 derived	 hematopoietic	 cells	 also	 recapitulate	 the	 features	 of	 patient	 disease	 in	

liquid	 culture.	CD34+,	CD43+	cells	generated	 from	 iPSC	 lines	and	sorted	by	 flow	cytometry	were	

also	 cultured	 in	 liquid	medium	 in	 the	 presence	 of	 SCF,	 IL-3,	 IL-6,	 EPO,	GM-CSF,	 thrombopoietin	

(TPO),	Fms-related	tyrosine	kinase	3	ligand	(FLT3L),	granulocyte-colony	stimulating	factor	(G-CSF)	

and	macrophage-colony	stimulating	factor	(M-CSF)	for	10	days	 in	 liquid	medium	(figure	5a).	The	

quantity	of	 cells	generated	by	each	clone	after	10	days	 in	culture	was	not	 significantly	different	

and	the	number	of	viable	cells	at	the	end	of	the	culture	was	also	similar,	except	for	patient-derived	

clone	A1	that	demonstrated	more	dead	cells,	as	demonstrated	using	DAPI	staining	(figure	5b	&	5c).	

A	 multiparameter	 flow	 cytometry	 analysis	 was	 used	 to	 measure	 the	 fraction	 of	 each	 cell	

population	obtained	in	these	cultures	(figure	S2b).	Patient-derived	clones,	excepted	A1,	generated	

mostly	 CD14+,	 CD33+	 monocytic	 cells	 (figure	 5d,	 5e	 &	 S7a),	 representing	 ~40%	 of	 the	 whole	

population	 of	 cells.	 Wild-type	 clones	 generated	 a	 majority	 of	 CD33+	 or	 CD123+,	 CD14-,	 CD41-,	

CD235a-	 cells	 (figure	 5f,	 5g,	 S7b	 &	 S7c)	 while	 A1	 clone	 showed	 a	 specific	 behavior	 with	 an	

increased	production	of	CD235a+,	CD14-,	CD41-	erythroid	cells	as	compared	to	healthy	donor	and	

other	CMML-derived	clones	(figure	5h	&	S7d).	Finally,	in	these	culture	conditions,	the	generation	

of	CD41+	 cells	was	not	 significantly	different	between	healthy	donor	 and	patient-derived	 clones	

(figure	 5h	 &	 S7e).	 Altogether,	 these	 results	 indicated	 a	 bias	 of	 patient-derived	 cells	 towards	
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monocyte	production	in	these	liquid	culture	conditions,	excepted	for	the	markedly	distinct	clone	

A1	that	demonstrates	a	bias	towards	erythroid	cell	production	(figure	S7d).	As	a	reminder,	these	

liquid	cultures	also	detected	the	defective	differentiation	of	monocytes	into	macrophages	(figure	

3c,	3d,	3e,	S5b,	S5c,	S5d,	S5e)	and	the	patient	characteristic	dysmegakaryopoiesis	with	a	defective	

generation	 of	 platelets	 (figure	 4f,	 4g,	 4h,	 S6b,	 S6C).	 A	 summary	 of	 this	 clonal	 heterogeneity	 is	

shown	on	figure	5j	(figure	S7f	&	S7g).		

Hypersensitivity	 to	GM-CSF,	attested	by	an	 increased	 formation	of	CFU-GM	when	bone	marrow	

mononucleated	 cells	 are	 cultured	 in	methylcellulose,	 is	 a	 frequently	 observed	 feature	of	 CMML	

progenitors,	 especially	 those	 with	 mutations	 in	 signaling	 genes	 (Padron	 et	 al.	 2013;	 Raphaël	

Itzykson,	 Kosmider,	 Renneville,	 Morabito,	 et	 al.	 2013).	 We	 tested	 the	 proliferation	 and	

differentiation	of	healthy	donor	and	CMML-iPSC	derived	hematopoietic	progenitors	when	cultured	

in	liquid	medium	in	the	presence	of	SCF	and	increasing	doses	of	GM-CSF,	alone	or	in	combination	

with	M-CSF,	 or	 G-CSF	 alone,	 or	M-CSF	 alone.	We	 did	 not	 detect	 any	 significant	 increase	 in	 cell	

proliferation,	 whatever	 the	 iPSC	 clone,	 the	 cytokine,	 and	 the	 GM-CSF	 concentration	 in	 these	

cultures	 condition	 (Figure	 6a).	 KRAS-mutated	 clones	 differentiated	 also	 into	 CD14+	 monocytes,	

even	 in	 the	 absence	 of	 GM-CSF	 or	 M-CSF	 (figure	 6b	 &	 S8a).	 M-CSF	 added	 to	 SCF	 promoted	

monocytic	 differentiation	of	 every	 cell	 clone,	 derived	 from	either	healthy	donor	or	CMML	 cells,	

whereas	 the	 combination	 of	M-CSF	 and	GM-CSF	 promoted	monocytic	 differentiation	 of	 CMML-

derived	 cells	 only	 (figure	 6b	 &	 S8a).	 Actually,	 except	 clone	 A1,	 CMML-derived	 clones	

demonstrated	 an	 increased	 differentiation	 into	 granulocytes,	 even	 in	 the	 absence	 of	 cytokines	

added	 to	 SCF	 (Figure	 6c	 &	 S8a).	 This	 increased	 differentiation	 could	 explain	 the	 decreased	

proliferation	of	cells	in	liquid	medium	(Figure	6a	&	S8a).	

SRSF2P95H	mutation	modifies	the	phenotype	of	CMML-iPSC	derived	hematopoietic	progenitors.	

We	then	explored	if	knock-in	of	SRSF2P95H	(figure	S9a,	S9b	&	S9c),	a	mutation	observed	in	~50%	of	

CMML	patients	but	absent	in	our	reprogrammed	cells,	 in	a	CMML-derived	iPSC	could	modify	the	

differentiation	 of	 hematopoietic	 progenitors	 generated	 from	 these	 iPSCs.	 Using	 the	 CRIPR/Cas9	

technology,	the	mutation	was	introduced	in	A3	clone	that	otherwise	exhibits	a	KRASG12D	mutation	

(figure	 1e).	 In	 liquid	 culture,	 SRSF2	mutation	 did	 not	 decrease	 the	 number	 of	 generated	 cells	

(figure	 1a)	 but	 decreased	 the	 fraction	 of	 viable	 cells	 as	 compared	 to	 parental	 cells	 cultured	 in	

parallel	conditions	(figure	7b).	SRSF2	mutation	also	significantly	promoted	the	generation	of	CD14+	

monocytes	at	the	expanse	of	immature	CD123+	cells	(figure	7c	&	7d)	without	affecting	other	cell	

populations	 (figure	 S10a,	 S10b	 &	 S10c).	 When	 plated	 in	 methylcellulose,	 cells	 with	 SRSF2P95H	

mutation	generated	more	colonies	 (figure	 7e)	whose	 size	 remained	unchanged	 (figure	 7f).	Cells	
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with	SRSF2P95H	mutation	did	not	change	 the	 fraction	of	CFU-GM,	CFU-E,	CFU-M	and	CFU-GEMM	

(figure	7g,	7h	&	7i).	Altogether,	especially	in	liquid	culture,	the	phenotype	of	A3	clones	expressing	

SRSF2P95H	became	closer	of	that	observed	with	A5	clone	(figure	7j).	

The	 hypomethylating	 agent	 decitabine	 modifies	 the	 phenotype	 of	 CMML-iPSC-derived	

hematopoietic	 progenitors.	 Hypomethylating	 agents	 are	 commonly	 used	 to	 treat	 severe,	

dysplastic	 forms	 of	 CMML	 	 and	 restore	 a	 balanced	 hematopoiesis,	 which	 correlates	 with	 DNA	

demethylation,	while	 having	 limited	 impact	 on	mutation	 allele	 burden	 in	 circulating	monocytes	

and	myeloid	 progenitors	 (Solary	 and	 Itzykson	 2017;	Merlevede	 et	 al.	 2016).	We	 treated	 CD34+	

CD43+	cells	generated	from	healthy	donor	and	CMML-iPSCs	with	10	nM,	20	nM,	50	nM	and	100	

nM	decitabine	for	3	days	in	liquid	myeloid	differentiation	culture	containing	all	the	hematopoietic	

cytokines,	and	harvested	the	cells	at	day	3	to	measure	the	demethylating	effect	and	the	toxicity	of	

the	drug.	At	10	nM,	decitabine	demonstrated	a	demethylating	effect	while	having	limited	toxicity	

(figure	S11a	and	S11b).	Importantly,	iPS	clones	demonstrated	a	similar	level	of	demethylation	as	

compared	 to	 primary	 CD34+CMML	 cells.	 (figure	 S11a).	 Then,	 CD34+	 CD43+	 cells	 generated	 from	

healthy	donor	and	CMML-iPSCs	were	treated	with	10	nM	decitabine	for	3	days	and	harvested	at	

day	7	for	flow	cytometry	analysis.	The	drug	reduced	the	number	of	generated	cells	(figure	S11c)	

but	 did	 not	 affect	 the	 number	 of	 viable	 cells	 (figure	 S11d).	 Upon	 treatment,	 hematopoietic	

differentiation,	especially	the	production	of	CD14+	cells,	remained	unchanged	in	healthy	donor-iPS	

derived	 cells	 and	 cells	 derived	 from	 clone	 A1	 and	 clone	 A5	whereas	 their	 number	 dramatically	

decreased	 in	 A3S	 clone	 (figure	 8a	 &	 S11e).	 In	 clone	 A3S,	 hematopoietic	 repartition	 at	 day	 7	

became	closer	to	that	observed	with	healthy	donor	iPSC-derived	clones	(figure	8a),	in	accordance	

with	 the	 more	 balanced	 hematopoiesis	 observed	 in	 responding	 patients.	 For	 example,	 we	

observed	 less	 monocytic	 differentiation	 and	 more	 granulocytic	 differentiation	 with	 a	 slightly	

increased	ratio	of	megakaryocytic	and	erythrocytic	differentiation	compared	to	untreated	A3S.		

		

Genetic,	epigenetic	and	functional	heterogeneity	among	CMML-iPS	clones.	

Supplemental	figure	12	

Figure	encore	incomplète,	résultats	de	RNAseq	en	attente	
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Discussion	

By	 capturing	 two	 genetically	 distinct	 subclones	 through	 reprogramming	 CD34-positive	 cells	 of	 a	

CMML	patient	into	iPSCs,	we	demonstrate	that	epigenetic	and	functional	heterogeneity,	including	

response	 to	hypomethylating	drugs,	goes	well	beyond	the	genetic	 features,	as	suggested	by	 the	

heterogeneous	presentation	of	the	disease	(Ball,	List,	and	Padron	2016).	These	multiple	levels	of	

clonal	 heterogeneity	 suggest	 that	 the	 complete	 eradication	 of	 a	malignant	 clone	may	 require	 a	

combination	of	complementary	strategies.	

Somatic	mutations	 in	epigenetic	genes	can	be	detected	 in	 leukemic	cells	of	almost	every	CMML	

patient	(Merlevede	et	al.	2016)	and	epigenetic	modifications	are	a	constant	feature	of	these	cells	

(Meldi	et	al.	2015).	TET2	in	the	most	frequently	mutated	gene	in	this	disease	and	the	role	of	TET2	

enzyme	in	the	expression	of	pluripotency	genes	such	as	NANOG	(Doege	et	al.	2012;	P.	Wang	et	al.	

2013;	Bagci	 and	Fisher	2013)	 could	have	precluded	 the	 reprogramming	of	TET2-mutated	CMML	

cells.	 We	 show	 here	 that	 TET2	 mutations	 do	 not	 preclude	 the	 reprogramming	 of	 CD34+	

hematopoietic	cells,	which	enforce	the	recent	demonstration	that	TET	enzymes	are	involved	in	the	

mesenchymal-epithelial	 transition	 required	 for	 reprogramming	 of	 specific	 cell	 types	 but	

dispensable	for	reprogramming	of	other	cells	(L.	David	and	Hirsch	2014).		

By	reprogramming	CMML	CD34+	cells	of	another	patient	with	pathogenic	variants	in	two	distinct	

splicing	genes,	we	demonstrate	that	two	such	variants	can	coexist	in	a	unique	leukemic	cell,	which	

remained	an	open	question	(S.	C.-W.	Lee	and	Abdel-Wahab	2016).	However,	iPSC	established	from	

this	 patient	 cells	 hardly	 differentiated	 into	 hematopoietic	 cells	 and	 developed	 kind	 of	 clearing	

mechanisms,	 either	 through	 acquisition	 of	 an	 additional	 chromosome	 17	 or	 through	 loss	 of	

heterozygosity	 at	 SRSF2	 locus.	 Mutated	 U2AF1	 (also	 known	 as	 U2AF35)	 was	 shown	 to	 be	

requested	 for	 establishment	 but	 not	maintenance	 of	 transformation	 and	 its	 ability	 to	 interfere	

with	cell	differentiation	through	causing	a	partial	defect	in	autophagy	machinery	(S.	M.	Park	et	al.	

2016)	could	possibly	account	for	the	difficulties	in	keeping	these	cells	in	culture.	The	instability	and	

limited	differentiation	capabilities	of	clones	generated	from	this	second	patient	led	us	to	focus	our	

efforts	on	those	established	from	the	first	patient.		

Hematopoietic	differentiation	of	CD34+,	CD43+	progenitors	generated	from	iPSCs	established	from	

patient	 A	 CD34+	 cells	 demonstrated	 an	 increased	 production	 of	 granulomonocytic	 colonies,	 a	

defective	differentiation	of	monocytes	into	macrophages,	and	an	increase	in	the	number	and	size	

of	megakaryocytes,	 but	 a	 decrease	 in	 the	 production	 of	 platelets	 by	 these	megakaryocytes,	 as	

compared	 to	 healthy	 donor	 iPSCs.	 All	 these	 observations	 recapitulate	 the	 disease	 features	
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observed	 in	 the	patient.	The	 increased	number	of	granulo-monocyte	colonies	may	be	related	to	

GM-CSF	hypersensitivity	of	myeloid	progenitors,	which	was	shown	to	promote	STAT5	transcription	

factor	 phosphorylation	 (Kotecha	 et	 al.	 2008;	 Padron	 et	 al.	 2013).	 While	 this	 effect	 may	 be	

increased	by	activating	mutations	of	Ras	pathway	genes	such	as	KRASG12D,	as	suggested	by	clinical	

correlations	 (Padron	 et	 al.	 2013;	 Raphaël	 Itzykson,	 Kosmider,	 Renneville,	Morabito,	 et	 al.	 2013)	

and	 further	 supported	 by	 analysis	 of	 JMML-derived	 iPSCs	 (Gandre-Babbe	 et	 al.	 2013;	 Mulero-

Navarro	 et	 al.	 2015),	 we	 did	 not	 observe	 any	 increase	 in	 the	 proliferation	 of	 iPSC-derived	

hematopoietic	cells	in	the	presence	of	stem	cell	factor	and	increasing	concentration	of	GM-CSF	in	

liquid	 culture.	 Furthermore,	 in	 the	 presence	 KRASG12D,	 the	 number	 of	 cells	 generated	 in	 liquid	

culture	 was	 decreased,	 which	 was	 related	 to	 an	 increased	 granulomonocytic	 differentiation	 in	

these	culture	conditions.		

While	 hematopoietic	 cells	 generated	 by	 reprogrammed	 cells	 recapitulated	 the	main	 features	 of	

the	patient	disease,	they	also	demonstrated	significant	intraclonal	heterogeneity	that	could	not	be	

explained	by	the	sole	genetic	alterations.	Since	genetic	analyses	have	been	focused	on	DNA	coding	

regions,	 we	 cannot	 exclude	 some	 genetic	 heterogeneity	 in	 non-coding	 regions.	 However,	 while	

recurrent	and	functionally	relevant	somatic	mutations	were	detected	in	solid	tumors,	e.g.	in	TERT	

promoter	(Horn	et	al.	2013;	Nault	et	al.	2013),	whole	genome	sequencing	of	CMML	cells	failed	to	

identify	such	a	recurrent	event	so	far	(Merlevede	et	al.	2016).	A	role	for	epigenetic	effects	of	cell	

reprogramming	 (Chao	 et	 al.	 2017)	 in	 this	 heterogeneity	 is	 also	 unlikely	 as	 iPSCs	 established	

independently	 from	 two	 healthy	 donors	 have	 a	 very	 similar	 and	 reproducible	 behavior,	 even	

though	the	methylation	pattern	of	one	of	them	(clone	Co1)	appears	to	differ	 from	that	of	other	

healthy	donor-derived	clones.	Finally,	another	unlikely	hypothesis	is	the	reprogrammation	of	cells	

with	intrinsic	initial	heterogeneity	in	their	differentiation	potential	(Perié	et	al.	2014;	Velten	et	al.	

2017;	Yu	et	al.	2017)	as	these	discrepancies	might	be	erased	by	reprogrammation.	

A	more	likely	explanation	is	the	epigenetic	heterogeneity	of	the	leukemic	clone,	as	it	was	shown	

recently	 that	 maturation	 of	 pluripotent	 stem	 cell-derived	 hematopoietic	 precursors	 to	 mature	

blood	 largely	 depends	 on	 the	 amount	 and	 pattern	 of	 DNA	 methylation	 acquired	 during	

reprogramming	(Nishizawa	et	al.	2016).	In	addition,	intraclonal	epigenetic	heterogeneity	may	exist	

before	 reprogramming	as	 a	marker	of	 clonal	 evolution	 (Landau	et	 al.	 2015;	H.	 Pan	et	 al.	 2015).	

Accordingly,	we	have	 shown	 the	potential	 role	of	DNA	methylation	 in	CMML	clinical	 expression	

(Aucagne	 et	 al.	 2011).	 We	 have	 also	 demonstrated	 that	 treatment	 of	 CMML	 patients	 with	 a	

demethylating	 agent	 could	 restore	 a	 balanced	 hematopoiesis	 without	 eradicating	 the	 mutated	

clone	(Merlevede	et	al.	2016;	Unnikrishnan	et	al.	2017)	and	that	the	DNA	methylation	pattern	by	
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itself	could	predict	the	response	to	demethylating	drugs	(Meldi	et	al.	2015).		

To	further	explore	the	impact	of	genetic	abnormalities	in	the	behavior	of	hematopoietic	cells,	we	

used	 gene	 editing	 techniques	 to	 introduce	 SRSF2P95H	mutation	 in	 one	 of	 the	 patient	 clones.	 By	

exploring	the	clone	architecture	by	single	cell	analyses	in	CMML	patients,	we	have	shown	that	the	

most	 mutated	 cells	 co-existed	 with	 less	 mutated	 cells	 in	 the	 stem	 and	 progenitor	 cell	

compartment	 and	 demonstrated	 a	 dramatic	 growth	 advantage	 with	 differentiation	 (Raphaël	

Itzykson,	Kosmider,	Renneville,	Morabito,	et	al.	2013).	Accordingly,	introduction	of	a	new	mutation	

in	 one	 of	 the	 clones,	 although	 slightly	 weakening	 these	 cells	 whose	 death	 rate	 was	 increased,	

promoted	 their	 differentiation	 and	 the	 generation	 of	 CD14+	 monocytes	 in	 liquid	 culture,	

mimicking	the	situation	observed	in	patient	cells.	Of	interest,	this	effect	was	partially	corrected	by	

a	 short	 exposure	 to	 the	 demethylating	 agent	 decitabine,	 which	 otherwise	 demonstrate	 limited	

effects	on	control	and	the	other	patient-derived	clones.	

Taken	 together,	our	 investigations	highlight	 the	multiple	 levels	of	 intraclonal	heterogeneity	 that	

exist	 in	 a	malignancy	whose	 genetic	 heterogeneity	 remains	 limited.	 Patient	 cell	 reprogramming	

allows	understanding	how	this	cell-autonomous	heterogeneity,	which	may	be	 further	 influenced	

by	 clonal	 interference	and	non-cell	 autonomous	 factors	 (Marusyk	et	 al.	 2014),	 generate	disease	

phenotypic	traits.	Such	investigations	will	be	essential	to	generate	therapeutic	strategies	aiming	at	

eradicating	a	malignant	clone.			
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Figure	legends	
	
Figure	1.	CD34-positive	cells	 from	CMML	patients	can	be	reprogrammed	 into	pluripotent	stem	
cells.	a.	CD34-positive	cells	 from	two	patients	diagnosed	with	chronic	myelomonocytic	 leukemia	
(CMML)	and	one	age-matched	healthy	donor	were	reprogrammed	through	infection	with	Sendai	
virus	 encoding	 the	 transcription	 factors	 Sox2,	 Klf4,	 Oct4,	 and	 c-Myc	 (SKOM)	 before	
characterization	and	selection	of	indicated	induced-pluripotent	stem	clones	(iPSCs).	Another	iPSC	
control	cell	line	(Co6	for	control	6)	was	kindly	provided	by	Dr.	Weiss;	b.	Flow	cytometry	analysis	of	
intracellular	 (Nanog,	 Oct4,	 Sox2)	 and	 extracellular	 (Tra-1-81,	 SSEA-4,	 Tra-1-60)	 pluripotency	
markers	by	flow	cytometry	in	each	selected	clone;	c.	Each	iPSC	injected	subcutaneously	into	NSG	
mice	generated	a	teratoma,	as	observed	after	H&E	staining,	e.g.	 light	microscopy	analysis	of	the	
tumor	 generated	 by	 A1	 clone	 identifies	 mesoderm,	 including	 bone	 and	 cartilage,	 endoderm,	
including	intestinal-like	mucin-secreting	cells,	and	ectoderm	(neural	tubes);	d.	Cytogenetic	analysis	
of	 A1	 clone	 showing	 the	 lack	 of	 chromosomal	 aberration;	 e.	Whole	 exome	 sequencing	 of	 DNA	
collected	 from	sorted	peripheral	blood	monocytes	 (in	black)	 and	 from	 the	5	 iPS	 clones	 selected	
from	patient	A	(each	color	indicates	a	specific	clone),	showing	the	detection	of	two	genotypes	with	
10	 and	 13	 somatic	 variants,	 respectively;	 f.	 Sanger	 sequencing	 of	 SRSF2	 gene	 in	 B2	 clone	 at	
passage	 15	 and	 passage	 20,	 showing	 the	 loss	 of	 initially	 detected	 SRSF2P95L	 mutation;	 g.	
Comparative	genomic	hybridization	of	B2	iPS	clone	at	passage	20,	showing	a	deletion	in	17q25.2.		
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Figure	 2.	 Hematopoietic	 cells	 derived	 from	 CMML	 patient	 are	 biased	 toward	 the	 monocytic	
lineage.	a.	Healthy	donor-	and	CMML-iPSC	derived	CD34+,	CD43+	hematopoietic	cells	were	sorted	
and	plated	 for	14	days	 in	methylcellulose	 in	 the	presence	of	50	ng/ml	stem	cell	 factor	 (SCF),	10	
ng/ml	 interleukin-3	 (IL-3),	 1U/ml	 erythropoietin	 (EPO),	 and	 10	 ng/ml	 granulocyte	 macrophage-
colony	 stimulating	 factor	 (GM-CSF)	before	analyzing	 the	generated	 colonies;	b.	 Total	number	of	
colonies	generated	by	plating	5,000	cells	in	methylcellulose	for	14	days.	Co	represents	five	healthy	
control	 iPSCs	(Co1,	Co3,	Co4,	Co5,	Co6)	and	A	represents	the	five	patient	A-derived	 iPSCs	(A1	to	
A5),	unpaired	test	T;	c.		Fraction	of	clusters,	as	defined	by	colonies	<	50	cells,	among	total	colonies	
shown	in	B,	separating	results	obtained	with	KRAS	wildtype	(A1,A2,A4)	and	KRAS	mutated	(A3,A5)	
iPSC-derived	hematopoietic	cells,	Kruskal-Wallis	 test;	d.	Representative	CFU-GM	(colony	 forming	
unit-granulocyte	 macrophage)	 and	 CFU-M	 (colony	 forming	 unit	 -	 macrophage)	 generated	 by	
indicated	 iPSC	 clones	 and	 visualized	 by	 light	 microscopy.	 Scale	 bars	 indicate	 magnification;	 e.	
Fraction	of	CFU-GM,	CFU-M	and	CFU-G	(colony-forming	unit-granulocyte)	among	colonies	shown	
in	b	(Co	and	A	as	in	b);	f.	Fraction	of	erythroid	colonies	(CFU-E:	colony-forming	unit-erythroid.	BFU-
E:	 burst-forming	 unit-erythroid)	 and	 CFU-GEMM	 (colony-forming	 unit-granulocyte-erythroid-
monocyte-megakaryocyte)	among	colonies	shown	in	b	(Co	and	A	as	in	b),	unpaired	test	T;	g.	Flow	
cytometry	 analysis	 of	 CD14+	 cells	 in	 colonies	 generated	 by	 indicated	 clones	 in	methylcellulose,	
Kruskal-Wallis	test;	h.	Summary	of	the	colonies	generated	by	five	healthy	donors	and	five	CMML	
patient-iPSC	derived	hematopoietic	progenitors.	(Bars	indicate	mean	+/-	SD.	*,	P<0.05;	**	P<0.01;	
***,	P<0,001	****,	P<0.0001)	
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Figure	3.	Defective	maturation	of	CMML-iPSC	derived	hematopoietic	cells	into	macrophages.	a.	
Representative	morphology	 of	 CFU-M	 generated	 by	 control-	 (Co6)	 and	 CMML-	 (clone	 A5)	 iPSC-
derived	hematopoietic	cells	cultured	in	methylcellulose	as	described	in	Figure	2a.	Light	microscopy	
visualization;	scale	bar	indicates	magnification.	The	rectangle	is	a	zoom	on	the	fibroblast-like	shape	
of	macrophages	in	the	Co6	culture,	which	was	not	observed	in	A5-derived	colonies;	b.	Fraction	of	
cells	with	a.	fibroblast-like	shape	in	CFU-M	derived	from	four	control	and	five	CMML	iPSC-derived	
hematopoietic	cells;	unpaired	test	T;	c.	Flow	cytometry	analysis	of	cells	expressing	both	CD16	and	
CD163	in	CD14+	cells	collected	from	colonies	generated	by	five	healthy	donor-(Co1,	Co3,	Co4,	Co5,	
Co6)	 and	 five	 CMML	 (A1	 to	 A5)	 -iPSC	 derived	 hematopoietic	 cells	 plated	 in	 methylcellulose,	
Kruskal-Wallis	test;	d.	Representative	flow	cytometry	analysis	of	cells	expressing	CD16	and	CD163	
among	CD14+	cells	collected	from	control	(Co3)	and	CMML	(clone	A2)	iPSC-derived	hematopoietic	
cells	 cultured	 in	 liquid	medium;	e.	 Flow	 cytometry	 analysis	 of	 cells	 expressing	 CD16	 and	CD163	
among	CD14+	 cells	 collected	 from	 the	 five	healthy	donor,	 three	KRAS	wiltype	and	 two	KRASG12D	
CMML	 iPSC-derived	 hematopoietic	 cell	 samples	 in	 liquid	 culture.	 Green	 dots,	 healthy	 donor	
derived	clones;	Blue	squares,	KRAS	wildtype	CMML-derived	clones;	Red	squares,	KRASG12D	CMML-
derived	clones,	Kruskal-Wallis	test.	(Bars	indicate	mean	+/-	SD.	*,	P<0.05;	**	P<0.01;	***,	P<0,001	
****,	P<0.0001)		
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Figure	 4:	 CMML-iPSC	 derived	 hematopoietic	 cells	 generate	 dysplastic	 megakaryocytes.	 a.	
Healthy	donor-	and	CMML-iPSC	derived	CD34+,	CD43+	hematopoietic	cells	were	sorted	and	plated	
in	 coagulum	 for	 10	 days	 in	 the	 presence	 of	 50	 ng/ml	 stem	 cell	 factor	 (SCF)	 and	 10	 ng/ml	
thrombopoietin	(TPO)	to	generate	colony-forming	unit-megakaryocyte	(CFU-Mk);	b.	Total	number	
of	 colonies	 generated	 by	 plating	 1,500	 hematopoietic	 cells	 derived	 from	 indicated	 iPSCs;	 c.	
Representative	experiments	showing	the	differential	morphology	of	CFU-Mk	generated	by	plating	
healthy	donor-	(Co1	clone)	or	CMML-	(A2	clone)	iPSC	derived	hematopoietic	cells	(scale	bar,	100	
µm);	d.	Fraction	of	large	colonies,	>	50	cells,	among	the	total	number	of	colonies	shown	on	panel	c,	
Kruskal-Wallis	 test;	e.	 Fraction	of	 intermediate	colonies,	10-50	cells,	among	 the	 total	number	of	
colonies	shown	on	panel	c,	Kruskal-Wallis	test;	f.	Fraction	of	CD41+	megakaryocytes	generated	in	
liquid	 culture	 with	 all	 cytokine	 for	 10	 days	 and	 expressing	 the	 cell	 surface	 marker	 CD42,	 as	
detected	 by	 flow	 cytometry,	 Kruskal-Wallis	 test;	 g.	 Upper	 panels	 show	 May-Grünwald-Giemsa	
stained	 cytospins	 of	 CD41+	 cells	 generated	 in	 liquid	 culture,	 five	 days	 after	 cell	 sorting,	 with	 a	
normal	 (Co3)	 or	 dysplastic	 (A3)	 morphology.	 Lower	 panels:	 representative	 images	 of	 platelet	
producing	Mks	generated	by	hematopoietic	cells	derived	from	indicated	clones;	scale	bars,	50	µm;	
h.	Fraction	of	platelet-producing	Mks	 in	CD41+	cells	 sorted	 from	 liquid	culture	of	CD34+,	CD43+	
with	all	 cytokines	 for	10	days,	 then	culture	 for	6	days	with	SCF	and	TPO.	Mk	=	megakaryocytes,	
Kruskal-Wallis	test	(Bars	indicate	mean	+/-	SD.	*,	P<0.05;	**	P<0.01;	***,	P<0,001	****,	P<0.0001)	
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Figure	 5.	 KRASG12D	 mutation	 differentially	 amplifies	 the	 generation	 of	 cells	 of	 the	 monocytic	
lineage.	a.	Healthy	donor-	and	CMML-iPSC	derived	CD34+,	CD43+	hematopoietic	cells	were	sorted	
and	cultured	in	 liquid	medium	for	10	days	 in	the	presence	of	50	ng/ml	SCF	(stem	cell	factor),	10	
ng/ml	FMS-like	tyrosine	kinase	3	ligand	(FLT3L),	10	ng/ml	interleukin-3	(IL-3),	10	ng/ml	interleukin-
6	 (IL-6),	 50	 ng/ml	 thrombopoietin	 (TPO),	 1	 U/ml	 erythropoietin	 (EPO),	 10	 ng/ml	 granulocyte-
macrophage	 colony-stimulating	 factor	 (GM-CSF),	 10	ng/ml	 granulocyte	 colony-stimulating	 factor	
(G-CSF),	 10	 ng/ml	 macrophage	 colony-stimulating	 factor	 (M-CSF);	 b.	 Total	 number	 of	
hematopoietic	cells	generated	by	5,000	CD34+	CD43+	cells	cultured	in	liquid	medium	for	10	days,	
Kruskal-Wallis	test.	c.	Percentage	of	viable,	DAPI-negative	cells	measured	on	day	10	of	culture	by	
indicated	 clones,	 Kruskal-Wallis	 test;	 d.	 Representative	 flow	 cytometry	 analysis	 of	 CD33+,CD14+	
cells	generated	in	liquid	culture	by	Co3	and	A2	clones,	respectively,	Kruskal-Wallis	test;	e.	Fraction	
of	CD33+,CD14+	cells	generated	in	liquid	culture	by	indicated	clones,	Kruskal-Wallis	test;	f.	Fraction	
of	CD33+,CD14-,CD41-	cells	generated	in	liquid	culture	by	indicated	clones;		g.	Fraction	of	CD123+	
CD33-,CD235a-,CD14-,CD41-	 cells	 generated	 in	 liquid	 culture	 by	 indicated	 clones,	 Kruskal-Wallis	
test;	h.	 Fraction	 of	 CD235a+,	 CD14-,	 CD41-	 cells	 generated	 in	 liquid	 culture	 by	 indicated	 clones,	
Kruskal-Wallis	test.		i.	Fraction	of	CD41+,	CD14-	cells	generated	in	liquid	culture	by	indicated	clones;	
j.	Radar	representation	of	the	differentiation	potential	of	healthy	donor-	(green)	and	KRASwt	(blue)	
CMML-	and	KRASG12D	 (red)	CMML-iPSC	derived	CD34+,	CD43+	hematopoietic	 cells.	 (Bars	 indicate	
mean	+/-	SD.	*,	P<0.05;	**	P<0.01;	***,	P<0,001	****,	P<0.0001)	
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Figure	 6.	 GM-CSF	 hypersensitivity	 increases	 the	 differentiation	 of	 CMML-iPSC	 derived	
hematopoietic	cells.		a.	Total	number	of	hematopoietic	cells	generated	by	culturing	5,000	healthy	
donor-,	KRASwt	CMML-	and	KRASG12D	CMML-iPSC	derived	CD34+,	CD43+	hematopoietic	cells	in	the	
presence	of	50	ng/ml	SCF	and	either	increasing	concentrations	of	GM-CSF	(from	0	to	10	ng/ml)	or	
10	ng/ml	M-CSF	or	10	ng/ml	G-CSF	or	a	combination	of	10	ng/ml	M-CSF	and	10	ng/ml	GM-CSF	for	
7	 days;	 b.	 Mean	 fraction	 of	 CD14+	 cells	 generated	 by	 indicated	 clones	 cultured	 in	 cytokine	
conditions	described	in	a,	Kruskal-Wallis	test;	c.	Mean	fraction	of	CD33+	CD14-	cells	generated	by	
indicated	clones	cultured	in	cytokine	conditions	described	in	a,	Kruskal-Wallis	test.	(Bars	indicate	
mean	+/-	SD.	*,	P<0.05;	**	P<0.01;	***,	P<0,001	****,	P<0.0001)	
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Figure	 7.	 SRSF2P95H	 mutation	 amplifies	 the	 bias	 of	 A3	 clone	 towards	 monocyte	 lineage	
differentiation.	 SRSF2P95H	 was	 knocked	 in	 by	 gene	 editing	 using	 CRISPR/Cas9	 technology	 in	 A3	
clone	 (figure	 S8a,	 S8b,	 S8c);	 a.	 Total	 number	 of	 hematopoietic	 cells	 generated	 by	 5,000	 A3-	 or	
A3P95	(A3S)-derived	CD34+,CD43+	cells	seeded	in	liquid	culture	with	50	ng/ml	SCF,	10	ng/ml	FLT3L,	
10	ng/ml	IL-3,	10	ng/ml	IL-6,	50	ng/ml	TPO,	1	U/ml	EPO,	10	ng/ml	GM-CSF,	10	ng/ml	G-CSF,	and	10	
ng/ml	M-CSF	for	10	days,	unpaired	T	test;	b.	Fraction	of	viable,	DAPI-negative	cells	after	10	days	in	
culture;	,	unpaired	T	test;	c.	Fraction	of	CD14+	cells	in	liquid	culture;	,	unpaired	T	test;	d.	Fraction	of	
CD123+	 CD14-,	 CD41-,CD235a-and	 CD33-	 cells	 after	 10	 days	 in	 culture,	 unpaired	 T	 test;	e.	 Total	
number	of	colonies	or	clusters	by	5,	000	A3-	or	A3P95	(A3S)-derived	CD34+,CD43+	cells	seeded	in	
methylcellulose	 in	 the	presence	of	50	ng/ml	stem	cell	 factor	 (SCF),	10	ng/ml	 interleukin-3	 (IL-3),	
1U/ml	erythropoietin	(EPO),	and	10	ng/ml	granulocyte	macrophage-colony	stimulating	factor	(GM-
CSF),	Mann-Whitney	 test;	 f.	 Fraction	 of	 clusters,	 as	 defined	 by	 colonies	 <	 50	 cells,	 among	 total	
colonies	shown	in	e,	Mann-Whitney	test;	g,	Fraction	of	CFU-GM	(colony-forming	unit-granulocyte-
macrophages	among	colonies	shown	in	b,	Mann-Whitney	test;	h.	Fraction	CFU-M	(colony-forming	
unit-macrophages)	among	colonies	shown	in	b,	Mann-Whitney	test;	i.	Fraction	of	CFU-G	(colony-
forming	unit-granulocyte)	among	colonies	 shown	 in	b,	Mann-Whitney	 test;	 j.	Radar	 summary	of	
the	differentiation	of	A3	and	A3P95	(A3S)	derived	CD34+,	CD43+	cells	seeded	in	liquid	culture.	(Bars	
indicate	mean	+/-	SD.	*,	P<0.05;	**	P<0.01;	***,	P<0,001	****,	P<0.0001)	
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Figure	8.	 Impact	of	the	demethylating	agent	decitabine	on	 iPSC	differentiation.	Healthy	donor-	
(Co1,	 Co3,	 Co6)	 or	 patient-	 (A1	 and	 A3S	 clones)	 iPSC-derived	 CD34+,	 CD43+	 hematopoietic	 cells	
were	cultured	in	liquid	medium	as	in	Figure	5a,	without	or	with	10	nM	decitabine	(DAC)	for	3	days.	
After	 removing	 the	 drug,	 the	 cells	were	 further	 cultured	 in	 liquid	medium	 for	 4	 days.	 a.	Mean	
fraction	 of	 CD14+	 (blue),	 CD41+	 CD14-	 (orange),	 CD235a+	 CD41-	 CD14-	 (red),	 CD33+	 CD14-	 CD41-	
CD235a-	and	CD123+	CD33-	CD14-	CD235a-	CD41-	(grey)	at	day	7.	
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Functional	heterogeneity	exceeds	genetic	heterogeneity	in	chronic	myelomonocytic	leukemia	
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Supplemental	 Figure	 1.	 Characterization	 of	 induced	 pluripotent	 stem	 cells.	 a.	 Light	 microscopy	
visualization	of	an	iPSC	(clone	A4)	is	shown.	Scale	bar	200	µm;	b.	H&E	staining	of	teratomas	developed	in	
NSG	mice	injected	subcutaneously	with	indicated	clones,	showing	mesoderm,	including	bone	and	cartilage	
(Co1,	 Co4,	 Co5,	 A2,	 A4)	 or	 cartilage	 alone	 (Co3,	 A3,	 A5,	 B2),	 endoderm,	 including	 intestinal-like	 mucin-
secreting	cells	in	every	clone	but	B2	(renal	glomerus),	and	ectoderm,	showing	neural	tubes	in	every	clone	
but	Co3	(glial	nodule).	c.	Cytogenetic	analysis	of	iPSCs	generated	by	reprogramming	patient	B	CD34-positive	
cells	showing	a	trisomy	17	(red	arrow)	in	clone	B1	(shown	here)	as	well	as	clone	B3	and	B4	(not	shown);	d.	
Sanger	sequencing	of	TET2	and	KRAS	genes,	showing	TET2R1516X	and	TET2S1691fs	mutations	 in	every	clone	A	
and	a	KRASG12D	mutation	in	only	two	of	them	(A3	and	A5).	
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Supplemental	 Figure	 2.	 Characterization	 of	 induced	 pluripotent	 stem	 cells	 established	 from	
patient	B.	a.		Whole	exome	sequencing	of	DNA	collect	from	peripheral	blood	monocytes	(Patient	B)	
and	 the	 4	 iPS	 clones	 established	 by	 reprogramming	 patient	 B	 CD34-positive	 cells,	 	 showing	 the	
detection	 of	 20	 common	 somatic	 variants	 and	 three	 gentotypes	 defined	 by	 three	 distinctive	
variants.	Each	color	indicates	a	specific	clone;	b.	Schematic	representation	of	clonal	heterogeneity	
captured	by	CD34-positive	cell	reprogramming.						
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Supplemental	 Figure	 3:	 Flow	 cytometry	 analysis	 and	 sorting	 of	 hematopoietic	 cells	 generated	 by	 iPSC	
differentiation.	a.	Gating	strategy	used	to	 identify	hematopoietic	stem	and	progenitor	cells	generated	by	
differentiation	 of	 iPSCs;	 After	 labeling	 with	 antibodies	 targeting	 CD14,	 CD34,	 and	 CD43	 and	 with	 DAPI,	
hematopoietic	cells	were	 roughly	 selected	on	morphological	parameters	before	excluding	DAPI-	doublets	
using	FSC-width	and	selecting	CD34+	CD43+	cells,	of	which	only	CD14-negative	cells	were	sorted	in	a	sterile	
tube	with	0.5	ml	of	medium.	b.	Gaiting	 strategy	used	 to	 identify	 differentiated	hematopoietic	 cells	 after	
labeling	with	12	antibodies	 targeting	CD11b,	CD13,	CD14,	CD16,	CD33,	CD34,	CD41,	CD42,	CD71,	CD123,	
CD163	and	CD235a	and	with	DAPI.	Hematopoietic	cells	were	initially	selected	on	morphological	parameters	
before	excluding	DAPI-labeled	cells.	Cells	of	the	monocytic	lineage,	which	expressed	CD33	and	CD14,	were	
counted	and	excluded	from	subsequent	analyses.	Cells	of	the	megakaryocytic	lineage	expressing	CD41	but	
not	 CD235a	 were	 counted	 and	 excluded	 from	 subsequent	 analysis.	 Cells	 of	 the	 erythroid	 lineage	 were	
identified	 as	 those	 expressing	 CD235a	 or	 CD71	 but	 not	 CD33,	 counted,	 and	 excluded	 from	 subsequent	
analysis.	The	remaining	cells	expressing	CD33	were	considered	as	granulocytes	whereas	 those	expressing	
CD123	were	counted	as	myeloid	progenitors.	c.	Gaiting	strategy	to	identify	CD16+,	CD163+	macrophages	in	
the	CD14+	cell	population.	Hematopoietic	cells	were	 labeled	with	antibodies	targeting	CD14,	CD16,	CD33,	
and	CD163	and	stained	with	DAPI.	Hematopoietic	cells	were	selected	on	morphological	parameters,	DAPI-
labeled	 cells	 were	 excluded,	 and	 cells	 of	 the	 monocyte	 lineage	 expressing	 both	 CD33	 and	 CD14	 were	
selected.	These	cells	were	separated	in	four	subsets	based	on	CD16	and	CD163	expression,	namely	CD16-	
CD163-,	CD16+	CD163-,	CD16-	CD163+	and	CD16+	CD163+	cells.	
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Supplemental	figure	4.	Hematopoietic	cells	derived	from	CMML	patient	are	biased	toward	the	monocyte	
lineage.	Details	of	results	shown	on	Figure	2	are	depicted.	a.	Total	number	of	colonies	generated	by	plating	
5,000	iPSC-derived	CD34+,	CD43+	hematopoietic	cells	in	methylcellulose	for	14	days,	Kruskal-Wallis	test;	b.		
Fraction	of	clusters,	as	defined	by	colonies	<	50	cells,	among	colonies,	Kruskal-Wallis	test;		c.	Representative	
CFU-G	 (colony-forming	 unit-granulocyte),	 erythroid	 colonies	 (CFU-E:	 colony-forming	 unit-erythroid	 and	
BFU-E:	 burst-forming	 unit-erythroid)	 and	 CFU-GEMM	 (colony-forming	 unit-granulocyte-erythroid-
monocyte-megakaryocyte)	 generated	 by	 indicated	 iPSC	 clones	 and	 visualized	 by	 light	 microscopy.	 Scale	
bars	indicate	magnification,	Kruskal-Wallis	test;	d.	Fraction	of	indicated	colonies	among	colonies	shown	in	b.	
e.	 Fractions	 of	 CD33+	 or	 CD123+,	 CD14-,	 CD41-,	 CD235a-	 cells	 (upper	 panel),	 CD235a+,	 CD41-,	 CD14-	 cells	
(middle	 panel)	 and	 CD41+,	 CD14-	 cells	 (lower	 panel)	 in	 cells	 collected	 from	 colonies	 grown	 in	
methylcellulose	 from	healthy	donor-	 (Co3,	Co5,	Co6)	or	CMML	patient-	 (A1,	A2,	A3,	A4,	A5)	 iPSC-derived	
hematopoietic	cells,	unpaired	T	test.	(Bars	indicate	mean	+/-	SD.	*,	P<0.05;	**	P<0.01;	***,	P<0,001	****,	
P<0.0001)	
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Supplemental	 Figure	 5.	 Defective	 maturation	 of	 CMML-iPSC	 derived	 hematopoietic	 cells	 into	
macrophages.	Details	of	 results	shown	on	Figure	3	are	depicted.	 a.	Fraction	of	cells	with	a	 fibroblast-like	
shape	in	CFU-M	derived	from	five	healthy	donor-(Co1,	Co3,	Co4,	Co5,	Co6)	and	five	CMML	(A1	to	A5)	iPSC-
derived	 hematopoietic	 cells;	 Kruskal-Wallis	 test	 b,c,d,e.	 Flow	 cytometry	 analysis	 of	 CD16	 and	 CD163	
expression	at	the	surface	of	CD14+	cells	collected	from	indicated	iPSC-derived	hematopoietic	cells	cultured	
in	methylcellulose	(b,c)	or	in	liquid	medium	(d,e).	Green	dots,	healthy	donor	derived	clones;	Blue	squares,	
KRAS	 wildtype	 CMML-derived	 clones;	 Red	 squares,	 KRASG12D	 CMML-derived	 clones,	 Kruskal-Wallis	 tests	
(Bars	indicate	mean	+/-	SD.	*,	P<0.05;	**	P<0.01;	***,	P<0,001	****,	P<0.0001)	
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Supplemental	 Figure	 6.	 CMML-iPSC	 derived	 hematopoietic	 cells	 generate	 dysplastic	 megakaryocytes.	
Details	of	results	shown	on	Figure	4	are	depicted.	a.	Fraction	of	large	Mk	colonies,	>	50	cells	(upper	panel),	
and	intermediate	colonies,	10-50	cells	(lower	panel),	among	Mk	colonies	generated	by	indicated	iPS	clones;	
Kruskal-Wallis	 tests	 b.	 Flow	 cytometry	 analysis	 of	 the	 fraction	 of	 CD41+	 Mk	 expressing	 the	 cell	 surface	
marker	 after	 10	 days	 in	 liquid	 culture	with	 all	 cytokines;	 Kruskal-Wallis	 test	 c.	 Platelet-producing	Mks	 in	
CD41+	cells	sorted	from	liquid	culture	of	CD34+,CD43+	with	all	cytokines	for	10	days,	then	culture	for	6	days	
with	SCF	and	TPO;	Kruskal-Wallis	test	(Bars	indicate	mean	+/-	SD.	*,	P<0.05;	**	P<0.01;	***,	P<0,001	****,	
P<0.0001)	
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Supplemental	figure	7.	KRASG12D	mutation	differentially	amplifies	the	generation	of	cells	of	the	monocytic	
lineage.	Details	 of	 results	 shown	on	 Figure	5	 are	 shown.	Healthy	donor-	 and	CMML-iPSC	derived	CD34+,	
CD43+	hematopoietic	 cells	were	cultured	 in	 liquid	medium	 for	10	days	as	described	on	Figure	5;	Kruskal-
Wallis	test;	a.	Fraction	of	CD33+,CD14+	cells	generated	in	 liquid	culture	by	indicated	clones;	Kruskal-Wallis	
test;		b.	Fraction	of	CD123+	CD33-,CD235a-,CD14-,CD41-	cells	generated	in	liquid	culture	by	indicated	clones;	
Kruskal-Wallis	test;		c.	Fraction	of	CD235a+,CD14-,CD41-	cells	generated	in	liquid	culture	by	indicated	clones;	
Kruskal-Wallis	test;	 	d.	Fraction	of	CD33+,CD14-,CD41-	cells	generated	in	liquid	culture	by	indicated	clones;	
Kruskal-Wallis	 test;	 	 e.	 Fraction	 of	 CD41+,	 CD14-	 cells	 generated	 in	 liquid	 culture	 by	 indicated	 clones;	 f.	
Summary	of	the	cells	generated	in	liquid	culture	by	indicated	clones;	g.	Summary	of	the	cells	generated	by	
healthy	donor-	and	CMML-iPSC	derived	CD34+,	CD43+	hematopoietic	 cells.	 (Bars	 indicate	mean	+/-	SD.	*,	
P<0.05;	**	P<0.01;	***,	P<0,001	****,	P<0.0001)	
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Supplemental	 figure	 8.	 GM-CSF	 hypersensitivity	 increases	 the	 differentiation	 of	 CMML-iPSC	
derived	hematopoietic	cells.	a.	Mean	fraction	of	CD34+	or	CD41+	CD33-	CD14-		cells	(black),	CD123+	
or	 CD13+,CD34-,CD41-,CD33-,CD41-		 cells	 (grey),	 CD33+,CD14-		 cells	 (green)	 and	CD14+	 cells	 (blue)	
generated	by	indicated	clones	cultured	in	cytokine	conditions	described	in	figure	6.	
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Supplemental	 Figure	 9.	 CRISPR/Cas9-induced	 homologous	 recombination	 to	 introduce	 SRSF2P95H	
mutation	 in	 IPS	clones.	 a.	 Schematic	 representation	 of	 the	 vector	 constructed	 from	 the	 LentiCRISPR-
V2puro	 (addgene#52961)	 to	 co-express	 Streptococcus	 pyogenes	 Cas9	 linked	 to	 the	 Green	 Fluorescence	
Protein	 (GFP)	 sequence	by	 a	 P2A	peptide	driven	by	Elongation	 Factor	 1	 Short	 (EFS)	promoter	 and	SRSF2	
intron	 targeting	 gRNA3	 (selected	 for	 efficacy	 by	 deep	 sequencing)	 driven	 by	 the	 U6	 promoter;	 b.	 The	
homologous	recombination	template	was	delivered	using	a	lentiCRISPR	backbone	in	which	the	expression	
cassette	 was	 replaced	 by	 a	 mutiple	 cloning	 site	 containing	 a	 BsmBI	 restriction	 site.	 The	 matrix	 was	
generated	using	 a	 «	BsmBI	 golden	 gate	»	 cloning	 strategy	 to	 associate	 five	 fragments:	 part	 1,	 part	 2	 and	
part	4	were	amplified	from	human	genomic	DNA	and	site-directed	mutagenesis	was	used	to	introduce	P95	
mutation	 in	 part	 1,	 a	 silent	 mutation	 generating	 a	 BsmBI	 site	 in	 part	 2,	 and	 a	 flag	 sequence	 in	 part	 4,	
respectively,	 before	 cloning	 the	 fragments	 into	 pCR-TOPO	 plasmid	 for	 sequence	 verification.	 The	 left	
homology	 (part1	 +	 part2)	 was	 758bp	 long,	 the	 right	 homology	 (part4)	 was	 795bp	 long.	 Part	 3	 was	 an	
excisable	mCherry	 cassette	with	 two	 flippase	 recognition	 target	 (FRT)	 sites	 (1934bp)	 allowing	 us	 to	 sort	
mCherry-expressing	 cells	 before	 removing	 the	 cassette	 with	 a	 flippase.	 Part	 5	 corresponds	 to	 the	
lentiCRISPR	backbone.	 c.	 Each	 step	of	 the	homologous	 recombination	process	was	 controlled	by	 specific	
PCR	on	clone	A3P95	genomic	DNA.	PCR	3+4	amplified	a	934bp	band	indicating	the	specific	 insertion	as	the	
primer	3	is	outside	the	recombination	matrix.	PCR	1+2	amplified	a	2337bp	band	(indicating	HR	of	one	allele)	
and	a	421bp	band	(wildtype	sequence	of	the	other	allele).	After	flippase	activation,	PCR	1+2	combined	with	
BsmBI	digestion	 identified	the	430	bp	mutated	allele	and	the	digested	WT	allele	 (	238+180bp):	d.	Sanger	
sequencing	showing	 that	 the	A3P95	clone	 is	heterozygote	 for	P95,	BsmBI,	 the	 flag	 insertion	and	the	gRNA	
location	 where	 the	 cut	 take	 place.	 PCRs	 were	 performed	 using	 primer	 P95-fwd/P95-rev,	 1/2	 and	 FLAG-
fwd/FLAG-rev	and	sequenced	with	primer	1,	P95-fwd	and	FLAG-fwd	(see	table)	then	analysed	on	4-Peaks	
(WPRE	:	Woodchuck	 hepatitis	 virus	 Posttranscriptional	 Regulatory	 Element;	 AS	:	 Acceptor	 Site;	 Pa	:	 Poly	
adenylation	signal	;	Ψ	:	Psi,	encapsidation	signal	;	1,	2,	3,	4:	primer	location).	
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Supplemental	 Figure	 10.	 SRSF2P95H	mutation	 amplifies	 the	 bias	 of	 A3	 clone	 towards	monocyte	 lineage	
differentiation.	A3-	and	A3S-derived	CD34+,	CD43+	cells	were	seeded	in	methylcellulose	for	14	days	in	the	
presence	of	 	 50	ng/ml	 SCF,	 10	ng/ml	 IL-3,	 10	ng/ml	GM-CSF,	 and	1	U/ml	 EPO	before	 collecting	 the	 cells	
forming	colonies	and	analyzing	these	cells	by	flow	cytometry	to	measure	the	fraction	of	CD33+	(a),	CD235a+	
(b)	 and	 CD41+	 (c)	 cells.	 A	 summary	 is	 shown	 on	 panel;	 unpaired	 T	 tests.	 (Bars	 indicate	mean	 +/-	 SD.	 *,	
P<0.05;	**	P<0.01;	***,	P<0,001	****,	P<0.0001)	
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Supplemental	figure	11.	DNA	demethylating	effect	of	decitabine	on	cultured	cells.	a.	iPSC-derived	CD34+,	
CD43+	hematopoietic	cells	or	CMML	peripheral	blood	monocytes	were	cultured	for	3	days	in	the	presence	
of	indicated	concentration	of	decitabine	(DAC)	before	measuring	the	fraction	of	methylated	using	an	ELISA	
that	measures	the	methylation	level	of	LINE1	sequences;	unpaired	T	tests;	b.	Fraction	of	dead	cells	after	3	
days	of	treatment	with	DAC	10	nM;	unpaired	T	tests.	(Bars	indicate	mean	+/-	SD.	*,	P<0.05;	**	P<0.01;	***,	
P<0,001	****,	P<0.0001).	
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Supplemental	figure	12.	Illustration	of	the	clonal	heterogeneity.	Ascending	Hierarchical	Classification	(AHC)	
relied	on	(left	to	right)	the	genetic,	the	liquid	hematopoietic	differentiation	and	the	epigenetic	(eRRBS).	
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Le	travail	réalisé	au	cours	de	cette	thèse	a	permis	de	montrer	que	la	reprogrammation	de	cellules	

CD34+	 issues	 de	 patients	 atteints	 de	 LMMC	 permet	 de	 capturer	 une	 partie	 de	 l’hétérogénéité	

génétique	 du	 clone	 leucémique.	 L’analyse	 comparative	 des	 clones	 de	 cellules	 reprogrammées	

révèle	 des	 degrés	 d’hétérogénéité	 supplémentaires,	 épigénétiques	 et	 fonctionnels.	 Si	 cette	

hétérogénéité	multi-niveaux	 n’est	 pas	 générée	 par	 la	 reprogrammation	 et	 reflète	 fidèlement	 la	

structure	 du	 clone	 leucémique	 chez	 les	 patients,	 elle	 devrait	 singulièrement	 compliquer	

l’éradication	de	la	maladie.	Ces	observations	suggèrent	un	certain	nombre	de	questions	et	ouvrent	

la	porte	à	de	nouvelles	investigations.	

Les	mutations	du	gène	TET2	n’interdisent	pas	la	
reprogrammation	des	cellules	hématopoïétiques	
 

L’une	 des	 questions	 que	 nous	 nous	 posions	 au	 début	 de	 ce	 travail	 était	 l’impact	 des	

mutations	de	TET2	sur	la	reprogrammation	des	cellules	CD34+	des	patients	atteints	de	LMMC.		

Les	 gènes	 TET	 (Ten-Eleven	 Translocation)	 ont	 été	 identifiés	 comme	 partenaires	 du	 gène	

MLL	 dans	 des	 réarrangements	 chromosomiques	 détectés	 dans	 des	 cellules	 de	 leucémie	 aiguë	

myéloïde.	Les	3	protéines	TET	(TET1,	2	et	3)	sont	des	ADN	hydroxylases	qui	catalysent	l’oxydation	

des	 méthylcytosines	 en	 5-hydroxyméthylcytosines	 et	 celle	 de	 ses	 dérivés	 dans	 les	 cellules	 de	

mammifères,	 une	 étape	 du	 processus	 de	 déméthylation	 (Ito	 et	 al.	 2011).	 Cette	 activité	

enzymatique	implique	une	région	conservée	en	région	C-terminale	de	ces	protéines	(figure	30).	La	

méthylation/déméthylation	 des	 cytosines	 de	 l’ADN	 est	 une	 modification	 épigénétique	

d’importance	majeure,	 impliqué	dans	 l’inactivation	du	 chromosome	X,	 l’empreinte	parentale,	 la	

régulation	de	l’expression	des	gènes	au	cours	du	développement	et	de	la	différenciation	cellulaire,	

et	 leur	 dérégulation	 dans	 des	 circonstances	 pathologiques.	 Les	 protéines	 de	 la	 famille	 TET	 ont	

d’autres	 fonctions.	Ces	protéines,	en	particulier	TET2,	 interagissent	avec	 l’enzyme	OGT	(O-linked	

β-N-acetylglucosamine	(O-GlcNAc)	transferase)	(Chen	et	al.	2013;	Deplus	et	al.	2013)	une	enzyme	

qui	catalyse	le	transfert	d’une	molécule	d’O-GlcNAc	sur	des	résidus	sérine/thréonine	de	centaines	

de	protéines	dont	les	histones	pour	réguler	la	transduction	du	signal	et	la	transcription	des	gènes.	

En	 outre,	 TET2	 régule	 l’expression	 des	 gènes	 spécifiques,	 par	 exemple	 en	 recrutant	 l’histone	

déacétylase	HDAC2	sur	 le	promoteur	de	gènes	codant	des	cytokines	dans	 les	macrophages,	plus	

particulièrement	les	gènes	codant	l’IL-6	(Q.	Zhang	et	al.	2015)	et	le	macrophage	inhibitory	factor	

(N	Droin,	résultats	non	publiés).	

Les	protéines	TET	régulent	la	méthylation	de	gènes	de	pluripotence	(Williams	et	al.	2011;	H.	

Wu	 et	 al.	 2011).	 Un	 rôle	 essentiel	 de	 TET1	 a	 été	 décrit	 initialement	 dans	 la	 maintenance	 du	
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caractère	pluripotent	des	cellules	souches	embryonnaires	murines	(H.	Wu	et	al.	2011)	et	 la	mise	

en	place	de	contextes	chromatiniens	associés	à	la	pluripotence	(Szulwach	et	al.	2011).	TET1	(Costa	

et	al.	2013)	et	TET2	(Doege	et	al.	2012)	interagissent	avec	NANOG,	un	facteur	de	maintenance	du	

caractère	pluripotent,	et	la	surexpression	de	NANOG	et	de	TET1	et	TET2	augmente	l’efficacité	de	

reprogrammation,	NANOG	guidant	le	recrutement	des	enzymes	TET	au	niveau	de	loci	spécifiques	

de	 l’ADN.	 En	 outre,	 TET2	 interagit	 avec	 la	 poly(ADP-ribose)	 polymérase	 1	 (PARP1)	 pour	 réguler	

l’expression	 de	 NANOG	 et	 d’autres	 gènes	 de	 pluripotence	 à	 la	 phase	 précoce	 de	 la	

reprogrammation	 (Doege	et	al.	2012).	TET1	pourrait	 remplacer	OCT4	pour	générer	des	 iPSCs	en	

induisant	la	déméthylation	du	promoteur	endogène	d’OCT4	(Gao	et	al.	2013).	Enfin,	 l’interaction	

des	 enzymes	 TET	 avec	 l’histone	 déacétylase	 Sirtuin	 6	 (SIRT6)	 régulerait	 la	 balance	 entre	

pluripotence	et	différenciation	 (Etchegaray	et	 al.	 2015).	 Tous	 ces	 travaux	 suggèrent	un	 rôle	des	

protéines	de	la	famille	TET	à	différents	stades	de	la	reprogrammation	des	cellules	somatiques	et	

dans	la	maintenance	des	cellules	reprogrammées	(P.	Wang	et	al.	2013).	Ils	posaient	la	question	de	

savoir	 si	 les	mutations	de	TET2	 allaient	 bloquer	 la	 reprogrammation	des	 cellules	 CD34-positives	

des	patients	atteints	de	LMMC.		

	

Figure	30	:	Représentation	schématique	des	protéines	TET.		
Les	trois	membres	de	la	famille	TET	partagent	une	région	carboxy-terminale	hautement	conservée	au	cours	de	
l’évolution.	Cette	région	comprend	un	domaine	riche	en	cystéines	suivi	d’une	séquence	en	double	hélice	avec	feuillets	
E	(DSBH)	qui	est	le	domaine	catalytique	de	ces	protéines.	TET1	et	TET3	présentent,	à	leur	extrémité	aminoterminale,	
un	domaine	de	liaison	à	la	chromatine	(CXXC),	alors	que	TET2	en	est	démuni	;	mais	TET2	agit	en	partenariat	avec	IDAX	
(CXXC4,	une	protéine	à	domaine	CXXC).	B.	Le	domaine	DSBH	des	protéines	TET	comprend	deux	sites	de	fixation	au	Fe	
II	et	un	site	de	liaison	au	2-oxoglutarate	(2OG)	(Mahfoudhi	et	al.	2015)	
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L’activation	des	gènes	endogènes	de	pluripotence	impose	leur	déméthylation.	Les	

protéines	TET	ont	été	impliquées	dans	la	reprogrammation	par	leur	capacité	à	induire	

l’hydroxyméthylation	des	méthylcytosines	et	d’activer	les	gènes	de	pluripotence	comme	Nanog,	

Essrb	et	Oct	4	(Bagci	and	Fisher	2013).	La	question	s’est	posée	de	savoir	si	les	enzymes	TET	étaient	

indispensables	à	la	reprogrammation	des	cellules	somatiques,	si	elles	participaient	à	la	

déméthylation	des	loci	de	pluripotence,	et	si	elles	étaient	redondantes	dans	cette	fonction.	Une	

équipe	a	montré	en	2014	(X.	Hu	et	al.	2014)	que	la	délétion	des	3	gènes	TET	(TET1,	TET2,	TET3)	

n’avait	aucun	impact	sur	la	morphologie	des	cellules	souches	embryonnaires	mais	bloquait	la	

phase	d’initiation	de	la	reprogrammation	des	fibroblastes	embryonnaires	murins	qui	implique	une	

transition	mésenchymato-épithéliale.	Le	rôle	des	enzymes	de	la	famille	TET	(et	de	la	glycosylase	

TDG)	dans	cette	transition	mésenchymato-épithéliale	est	d’assurer	l’hydroxyméthylation	des	

méthylcytosines	des	gènes	de	la	famille	miR200.	En	revanche,	la	déplétion	des	3	gènes	TET	n’a	

aucun	impact	sur	la	reprogrammation	des	kératinocytes	et	des	progéniteurs	neuronaux.	Les	

enzymes	TET	ne	sont	donc	pas	indispensables	au	processus	de	reprogrammation	de	tous	les	types	

cellulaires	(L.	David	and	Hirsch	2014).	

	

Deux	 mutations	 du	 gène	 TET2	 avaient	 été	 identifiées	 dans	 les	 cellules	 patient	 A,	 TET2R1516X	 et	
TET2S1691fs,	cette	dernière	étant	localisée	dans	le	domaine	C-terminal	qui	semble	le	plus	important	
dans	 la	 fonction	 de	 ces	 protéines.	 La	 présence	 de	 ces	 mutations	 n’a	 pas	 empêché	 la	
reprogrammation	des	cellules	de	ce	patient,	indiquant	qu’une	perte	de	fonction	de	TET2	n’est	pas	
un	obstacle	à	la	reprogrammation	des	cellules	hématopoïétiques	en	cellules	pluripotentes.		
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La	reprogrammation	des	cellules	CD34+	de	patients	atteints	de	
LMMC	capture	une	partie	de	l’hétérogénéité	génétique	de	la	
maladie	
	

Dans	 son	 travail	 de	 thèse,	 Raphael	 Itzykson	 avait	 déchiffré	 l’architecture	 clonale	 de	 la	

LMMC	 (Raphaël	 Itzykson,	 Kosmider,	 Renneville,	 Morabito,	 et	 al.	 2013).	 Le	 séquençage	 des	

monocytes	 triés	 dans	 le	 sang	 circulant	 permet	 d’identifier	 un	 clone	 souvent	 unique	 associant	

l’ensemble	des	mutations	somatiques	du	clone,	même	si	un	sous-clone	apparaît	parfois	au	cours	

de	 l’évolution	(Merlevede	et	al.	2016).	Par	une	analyse	des	progéniteurs	à	 l’échelle	unicellulaire,	

Raphaël	 Itzykson	 avait	 identifié	 une	 dominance	 du	 clone	 leucémique	 dès	 ce	 compartiment	

cellulaire,	 la	 plupart	 des	 cellules	 CD34+,	 CD38-,	 CD90+	 étant	 mutées.	 Pourtant,	 dans	 ce	

compartiment,	 persistaient	 des	 cellules	 à	 différents	 stades	 de	 l’évolution	 clonale,	 ce	 qui	

permettait	 d’ailleurs	 de	 reconstituer	 l’ordre	 d’apparition	 des	 mutations	 conductrices	 de	 la	

maladie	:	la	première	est	le	plus	souvent	une	mutation	d’un	gène	codant	une	protéine	régulatrice	

de	 l’épigénétique	 (TET2	 étant	 le	 plus	 fréquemment	muté),	 la	 seconde	 une	mutation	 d’un	 gène	

codant	une	protéine	de	la	machinerie	d’épissage	(SRSF2	dans	la	majorité	des	cas)	et	la	troisième	

une	mutation	d’un	gène	de	la	transduction	du	signal,	et	plus	particulièrement	de	la	voie	RAS.	Lors	

du	processus	de	différenciation,	 les	cellules	 les	plus	mutées	prennent	toujours	 l’avantage	sur	 les	

autres	 cellules,	 expliquant	 que	 toutes	 les	 mutations	 soient	 retrouvées	 ensemble	 dans	 les	

monocytes.	 Cette	 architecture	 suggère	 que	 la	 compétition	 entre	 sous-clones	 nécessite	 que	 le	

processus	de	différenciation	 soit	 initié	 et	 que	 toute	nouvelle	mutation	qui	 se	 fixe	dans	 le	 clone	

donne	 à	 la	 cellule	 mutée	 un	 avantage	 compétitif	 sur	 les	 cellules	 moins	 mutées	 lors	 de	 la	

différenciation	(R	Itzykson	and	Solary	2013).		

Cette	architecture	n’est	pas	observée	dans	 toutes	 les	hémopathies	myéloïdes	dans	 lesquelles	 la	

dominance	 du	 clone	 peut	 se	 manifester	 à	 des	 étapes	 plus	 tardives,	 lors	 de	 la	 différenciation,	

comme	dans	la	polyglobulie	de	Vaquez	due	à	la	mutation	JAK2V617F	(Dupont	et	al.	2007;	Anand	et	

al.	 2011;	 Godfrey	 et	 al.	 2012;	 Hasan	 et	 al.	 2013),	 ou	 dès	 les	 étapes	 précoces,	 comme	 dans	 la	

myélofibrose	primitive	dans	lesquelles	d’autres	mutations,	notamment	dans	TET2,	ASXL1	et	SRSF2,	

sont	 fréquemment	 associées	 à	 JAK2V617F	 (Delhommeau	 et	 al.	 2009;	 Stein	 et	 al.	 2011;	 William	

Vainchenker	et	al.	2011).			

Pour	 des	 raisons	 techniques,	 les	 cellules	 que	 nous	 avons	 reprogrammées	 étaient	 des	

cellules	CD34+,	quelle	que	soit	 l’expression	de	CD38	et	CD90.	Même	si	cette	population	est	plus	

hétérogène	que	la	population	CD34+,	CD38-,	CD90+,	nous	espérions	reprogrammer	des	cellules	de	
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génotype	 distinct,	 reproduisant	 les	 étapes	 de	 l’évolution	 du	 clone	 leucémique.	 Nous	 avons	

effectivement	capturé	une	partie	de	cette	hétérogénéité	génétique	des	cellules	 immatures	chez	

les	deux	patients	étudiés	(figure	de	l’article	:	figure	1	et	supplemental	figure	1,	2).	Nous	n’avions	

pas	assez	de	matériel	cellulaire	pour	étudier	leur	architecture	clonale	à	l’échelle	unicellulaire	mais	

nous	 avions	 réalisé	 le	 séquençage	 des	 régions	 codantes	 du	 génome	dans	 leurs	monocytes	 triés	

afin	d’avoir	un	 inventaire	précis	et	exhaustif	des	altérations	somatiques	de	ces	régions	codantes	

caractérisant	 la	 maladie.	 Chez	 le	 patient	 que	 nous	 appelons	 «	patient	 A	»,	 nous	 avons	 eu	 la	

surprise	de	constater	que,	seuls	2	des	20	clones	 iPSC	génotypés	étaient	porteurs	de	 la	mutation	

KRASG12D	(figure	de	l’article	:	figure	1),	ce	qui	peut	s’expliquer	de	trois	façons	:	les	cellules	mutées	

KRAS	ne	représentaient	que	10%	des	cellules	CD34+	de	cette	patiente,	ce	qui	semble	peu	probable,	

ou	 la	reprogrammation	en	 iPSCs	à	contre-sélectionné	 les	cellules	présentant	des	mutations	dans	

KRAS,	 ce	 qui	 reste	 à	 expliquer,	 ou	 ce	 résultat	 n’est	 que	 le	 fruit	 d’une	 reprogrammation	

stochastique.	

	

La	 reprogrammation	 de	 cellules	 CD34+	 de	 patients	 atteints	 de	 LMMC	 permet	 de	 capturer	 une	
partie	 de	 l’hétérogénéité	 moléculaire	 de	 la	 maladie.	 Il	 serait	 utile	 de	 comparer	 l’architecture	
clonale	avant	reprogrammation	à	la	répartition	des	clones	obtenus	pour	déterminer	si	et	comment	
la	reprogrammation	est	influencée	par	le	contexte	génétique	et	identifier	d’éventuelles	altérations	
somatiques	qui	favorisent	ou	inhibent	ce	processus.		
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Le	maintien	en	culture	de	cellules	leucémiques	porteuses	de	
mutations	des	gènes	d’épissage	s’avère	délicat.	
	

Chez	le	patient	que	nous	avons	appelé	«	patient	B	»,	l’analyse	des	séquences	codantes	du	

génome	 de	 ses	 monocytes	 circulants	 avait	 permis	 d’identifier	 23	 variants.	 Cette	 analyse	 avait	

retenu	notre	attention	en	révélant	la	présence	de	deux	mutations	hétérozygotes	dans	des	gènes	

d’épissage	:	 U2AF65L187V	 et	 SRSF2P95L	 (figure	 de	 l’article	 :	 Supplemental	 figure	 3).	 La	 fréquence	

allélique	 de	 ces	 variants	 indiquait	 leur	 coexistence	 au	 sein	 des	 mêmes	 cellules.	 Il	 s’agit	 d’une	

situation	rare	(1,4%	des	patients)	puisque	les	mutations	hétérozygotes	des	gènes	du	spliceosome	

sont	 habituellement	mutuellement	 exclusives	 (figure	 31,	 [Yoshida	 et	 al.	 2011;	Merlevede	 et	 al.	

2016]).		

	
Figure	31	:	Distribution	des	mutations	dans	8	gènes	de	l’épissage.		
	

Le	doute	persistait	sur	 leur	capacité	à	coexister	au	sein	d’une	même	cellule	 (S.	C.-W.	Lee	

and	 Abdel-Wahab	 2016).	 Cette	 coexistence	 implique	 en	 effet	 le	 développement,	 dans	 le	 clone	

leucémique,	 de	 mécanismes	 de	 compensation	 d’une	 altération	 très	 sévère	 de	 la	 machinerie	

d’épissage.	La	perte	de	fonction	d’une	protéine	de	la	machinerie	d’épissage	est	supposée	activer	

un	 processus	 de	 létalité	 synthétique	 dans	 les	 cellules	 dans	 lesquelles	 une	 autre	 protéine	 du	

complexe	d’épissage	est	déjà	mutée.	Dans	le	contexte	actuel	de	développement	d’inhibiteurs	de	la	

machinerie	 d’épissage	 à	 visée	 thérapeutique,	 la	 coexistence	 de	 deux	 mutations	 de	 cette	

machinerie	devrait	être	un	facteur	de	résistance	au	traitement.	

La	 survenue	de	mutations	des	gènes	d’épissage	dans	 les	hémopathies	myéloïdes	 soulève	

de	 très	 nombreuses	 questions.	 Elles	 affectent	 principalement	 4	 gènes	 (SF3B1,	 SRSF2,	 U2AF1	 et	

ZRSR2)	dans	une	machinerie	qui	implique	plus	de	300	protéines.	Certaines	de	ces	mutations	sont	

préférentiellement	associées	à	d’autres	altérations	géniques	affectant	des	gènes	de	 la	régulation	

épigénétique	:	U2AF1	et	ASXL1,	SF3B1	et	DNMT3A,	SRSF2	et	TET2.	Certaines	de	ces	mutations	sont	

aussi	 préférentiellement	 associées	 à	 un	 phénotype,	 par	 exemple	 les	 mutations	 de	 SF3B1	 sont	
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associées	dans	75%	des	cas	à	la	présence	d’une	anémie	sidéroblastique	(Malcovati	et	al.	2015)	et	

l’association	 de	mutations	 dans	 SRSF2	 et	 TET2	 est	 caractéristique	 de	 la	 LMMC	 (Malcovati	 et	 al.	

2014).	Chaque	mutation	a	un	effet	différent	 sur	 les	 fonctions	de	 la	protéine	 correspondante	au	

sein	 de	 la	 machinerie	 d’épissage	:	 les	 mutations	 d’U2AF1	 affectent	 l’inclusion	 d’exons	 lors	 de	

l’épissage	 des	 pré–ARN	messagers,	 celles	 de	 SRSF2	 modifient	 l’affinité	 de	 la	 protéine	 pour	 les	

séquences	d’ARN	sur	 lesquelles	 la	protéine	se	fixe.	En	conséquence,	 les	altérations	de	 l’épissage	

détectées	 dans	 les	 cellules	 leucémiques	 varient	 en	 fonction	 du	 gène	muté	 et	 il	 ne	 semble	 pas	

exister	un	patron	d’altérations	caractéristique	de	la	dysplasie	myéloïde.	Il	est	possible	que	d’autres	

fonctions	de	ces	protéines,	par	exemple	dans	la	régulation	transcriptionnelle	et	la	réparation	des	

dommages	de	l’ADN,	expliquent	plus	 les	conséquences	de	leur	mutation	sur	 l’hématopoïèse	que	

l’effet	de	ces	mutations	sur	l’épissage	des	pré-ARN	messagers.		

L’obtention	 de	 clones	 de	 cellules	 reprogrammées	 exprimant	 simultanément	 deux	 de	 ces	

gènes	 mutés	 dans	 le	 contexte	 d’autres	 altérations	 génétiques	 accumulées	 au	 cours	 de	 la	

leucémogénèse	permettait	de	tenter	de	répondre	à	ces	diverses	questions.	Nous	avons	dérivé	de	

ce	patient	quatre	clones	iPS.	Tous	portaient	la	mutation	U2AF65L187Vet	trois	d’entre	eux	(B2,	B3,	B4)	

étaient	 également	porteurs	de	 la	mutation	 SRSF2P95L.	 Cette	observation	 répond	à	une	première	

question	:	les	mutations	U2AF65L187V	et	SRSF2P95L	peuvent	coexister	au	sein	d’une	même	cellule.		

Le	 caryotype	 des	 clones	 B1,	 B3	 et	 B4	 a	 révélé	 l’acquisition	 d’une	 trisomie	 17	 lors	 de	 la	

reprogrammation.	L’acquisition	d’une	trisomie	17,	en	particulier	dans	 la	région	17q21.3-qter,	est	

un	événement	observé	dans	10	à	30%	des	 lignées	de	cellules	 souches	embryonnaires	humaines	

(cellules	ES)	et	des	 clones	de	cellules	pluripotentes	 induites	au	cours	de	 leur	 culture.	 Les	autres	

chromosomes	 fréquemment	 concernés	 sont	 les	 chromosomes	 1,	 12	 et	 20.	 Sur	 ce	 dernier	

chromosome,	l’amplification	de	la	région	20q11.21	dans	laquelle	sont	codés	ID1,	BCL2L1	et	HM13,	

est	observée	dans	plus	20%	des	clones	et	l’amplification	du	gène	BCL2L1	contribuerait	au	maintien	

des	clones	en	culture	(Amps	et	al.	2011).	Le	gène	SRSF2	est	codé	par	le	chromosome	17	en	17q25.	

Il	est	possible	que	l’acquisition	d’un	chromosome	supplémentaire,	supposé	porter	une	version	non	

mutée	du	gène	SRSF2	(ce	qui	reste	à	vérifier),	permette	de	compenser	les	effets	de	la	mutation	de	

SRSF2	qui	induit	une	haplo-insuffisance.	

Dans	 le	clone	B2,	nous	avons	observé	un	autre	phénomène	:	 l’élimination	de	 la	mutation	

SRSF2P95L	 par	 perte	 d’hétérozygotie	 dans	 la	 région	 17q25	 détectée	 par	 hybridation	 génomique	

comparative.	La	persistance	de	la	mutation	des	gènes	de	l’épissage	ne	semble	pas	nécessaire	à	la	

maintenance	de	la	maladie.	Par	exemple,	les	cellules	Ba/F3	dans	lesquelles	U2AF1S34F	est	exprimé	
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deviennent	indépendantes	des	cytokines	et	cette	caractéristique	persiste	lorsque	le	gène	muté	est	

secondairement	 éliminé	 du	 clone	 (S.	 M.	 Park	 et	 al.	 2016).	 Ces	 mutations	 seraient	 donc	 plus	

importantes	pour	l’installation	de	la	maladie	que	pour	sa	maintenance	(Joshi,	Halene,	and	Abdel-

Wahab	2017).	Elles	font	d’ailleurs	partie	des	mutations	communément	identifiées	dans	les	clones	

pré-leucémiques	 liés	 à	 l’âge	 dont	 l’apparition	 précède	 le	 plus	 souvent	 l’émergence	 d’une	

hémopathie	myéloïde	chronique,	en	particulier	d’un	syndrome	myélodysplasique	ou	d’une	LMMC	

(Sperling,	Gibson,	and	Ebert	2016;	Mason	et	al.	2016).		

Nous	n’avons	pas	réussi	à	capturer	de	cellules	non	mutées	en	reprogrammant	les	cellules	

CD34+	des	2	patients	atteints	de	LMMC.	Ceci	peut	être	expliqué	par	la	dominance	clonale	précoce	

observée	dans	cette	maladie	:	chez	la	plupart	des	patients,	la	majorité	des	cellules	CD34+,	CD38-,	

CD90+	 sont	 des	 cellules	 porteuses	 d’au	 moins	 une	 mutation	 somatique	 récurrente	 et	 il	 est	

généralement	 difficile	 de	 détecter	 une	 cellule	 non	 mutée	 au	 sein	 de	 100	 cellules	 analysées	

(Raphaël	 Itzykson,	 Kosmider,	 Renneville,	Morabito,	 et	 al.	 2013).	Outre	 l’intérêt	 de	 comparer	 les	

cellules	sauvages	et	 les	cellules	mutées	d’un	même	patient,	 la	 reprogrammation	de	cellules	non	

mutées	ouvrirait	théoriquement	la	porte	à	une	thérapie	cellulaire	autologue.	En	septembre	2014,	

une	 patiente	 japonaise	 de	 70	 ans	 est	 devenue	 la	 première	 patiente	 au	 monde	 à	 recevoir	 une	

greffe	de	cellules	dérivées	d’iPSC	humaines,	en	l’occurrence	des	cellules	épithéliales	pigmentaires	

rétiniennes	 (Reardon	and	Cyranoski	2014).	 	Après	une	pause	transitoire	pour	différentes	raisons	

(Garber	2015),	un	second	patient	a	été	inclus	et	les	résultats	rapportés	cette	année,	un	an	après	la	

seconde	 greffe	 (Mandai	 et	 al.	 2017).	 Outre	 le	 fait	 que	 l’on	 peut	 discuter	 la	 pertinence	 d’une	

thérapie	 cellulaire	 autologue	 dans	 une	 hémopathie	 myéloïde	 chronique	 comme	 la	 LMMC,	

l’utilisation	 clinique	 des	 iPSC	 en	 hématologie	 s’orientent	 plus	 activement	 vers	 la	 correction	 de	

déficits	 génétiques	 constitutifs	 (Noh	et	 al.	 2015)	 et	 la	 production	de	 cellules	 sanguines	matures	

susceptibles	d’être	utilisées	en	transfusion	(Hirose	et	al.	2013;	Nakamura	et	al.	2014;	Ackermann	

et	al.	2015).	

Nos	travaux	ont	confirmé	que	 la	coexistence	de	deux	mutations	somatiques	affectant	des	gènes	
d’épissage	au	sein	d’une	même	cellule	est	possible.	Ils	ont	aussi	montré	que	les	cellules	porteuses	
de	mutations	de	gènes	d’épissage	semblent	mettre	en	jeu	de	multiples	mécanismes	pour	éliminer,	
par	recombinaison	ou	délétion,	ou	compenser,	par	duplication	de	l’allèle	sain,	ces	altérations.	Les	
clones	établis	à	partir	de	ce	patient	se	sont	révélés	difficiles	à	entretenir	et	à	conserver	en	culture,	
sans	qu’il	soit	possible	d’affirmer	que	cela	est	dû	aux	mutations	des	gènes	d’épissage.		

La	 compréhension	 de	 l’impact	 de	 ces	 mutations	 d’identification	 récente	 est	 encore	 très	
incomplète	 et	 les	 modèles	 imparfaits	 pour	 distinguer	 leur	 impact	 sur	 l’épissage	 de	 celui	 sur	 la	
réparation	de	l’ADN,	l’expression	des	gènes	ou	d’autres	fonctions	cellulaires.	
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Les	clones	reproduisent	les	caractéristiques	de	la	maladie	du	
patient.		
	

La	différenciation	des	iPSCs	en	cellules	hématopoïétiques	CD34+,	CD43+	est	bien	codifiée	et	

s’accompagne	 d’une	 extinction	 des	 gènes	 de	 pluripotence.	 Cette	 population	 est	 enrichie	 en	

cellules	souches	et	progénitrices	hématopoïétiques.	

Au	 cours	 du	 développement	 embryonnaire	 des	 mammifères,	 une	 hématopoïèse	 dite	

«	primitive	»	 précède	 l’émergence	 d’une	 hématopoïèse	 «	définitive	»	 qui	 se	 distingue	 par	 la	

capacité	des	cellules	souches	hématopoïétiques	à	générer	des	lymphocytes	T	et	B	et	à	reconstituer	

une	hématopoïèse	normale	après	greffe	à	un	animal	irradié	(Yoder	2014).	En	culture,	les	cellules	

souches	 pluripotentes	 forment	 des	 cellules	 du	 mésoderme	 qui	 génèrent	 secondairement	 des	

cellules	 hématopoïétiques	 à	 partir	 d’un	 progéniteur	 hémato-endothélial.	 Dans	 ce	 contexte,	 la	

distinction	entre	hématopoïèse	primitive	 et	 définitive	 est	 plus	 floue,	 les	 deux	 coexistent	 et	 leur	

place	dépend	des	conditions	expérimentales	(Ackermann	et	al.	2015).	Par	exemple,	les	cellules	du	

mésoderme	 KDR+/CD235a+	 sont	 les	 précurseurs	 d’une	 hématopoïèse	 primitive	 alors	 que	 les	

cellules	KDR+/CD235a-	sont	le	précurseurs	d’une	hématopoïèse	définitive	capable	de	produire	des	

cellules	T	sur	des	cellules	OP-9	(Sturgeon	et	al.	2014).		

La	 génération	 de	 cellules	 sanguines	 matures	 à	 partir	 des	 cellules	 progénitrices	

hématopoïétiques	 CD34+,	 CD43+	 issues	 d’iPSC	 humaines	 est	 également	 bien	 établie	 et	 il	 est	

envisagé	 d'optimiser	 la	 génération	 de	 cellules	 matures	 pour	 la	 production	 de	 globules	 rouges	

(Olivier	 et	 al.	 2016)	et	 surtout	de	plaquettes	 (Sugimoto	and	Eto	2017)	utilisables	en	 transfusion	

sanguine.	 La	 génération	 de	 cellules	 sanguines	 matures	 à	 partir	 des	 cellules	 progénitrices	

hématopoïétiques	CD34+,	CD43+	nécessite	quelques	cytokines	clefs	dont	 le	SCF,	 	 l’EPO	et	 la	TPO		

pour	 la	 différenciation	 érythro-mégacaryocytaire	 ou	 le	 SCF,	 l’IL3	 et	 l’IL6	 pour	 la	 différenciation	

myéloïde.	La	génération	de	progéniteurs	lymphoïdes	implique	quant	à	elle	une	autre	combinaison	

de	cytokines	(SCF,	FLT3L,	IL3,	IL7,	IL15)	et	des	cellules	stromales	OP9	(Ackermann	et	al.	2015).	

En	 induisant	 la	 différenciation	 hématopoïétique	 des	 cellules	 progénitrices	 CD34+,	 CD43+	

issues	d’iPSC,	nous	avons	observé	une	augmentation	du	nombre	de	CFU-GM	générées	en	milieu	

semi-solide,	 un	 défaut	 de	 différenciation	 macrophagique	 des	 CFU-M,	 et	 une	 augmentation	 du	

nombre	 et	 de	 la	 taille	 des	 CFU-MK,	 faites	 de	mégacaryocytes	 peu	 plaquettogènes.	 En	 outre,	 la	

décitabine	affecte	 la	production	de	cellules	hématopoïétiques	matures	à	partir	des	progéniteurs	

issus	 d’iPS	 dérivées	 de	 cellules	 de	 patients.	 Ces	 caractéristiques	 générales	 reproduisent	 les	

caractéristiques	cliniques	et	biologiques	de	la	maladie	chez	la	patiente	A.				
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Le	caractère	prolifératif	d’une	LMMC	est	habituellement	attribué	à	la	présence	de	

mutations	induisant	une	activation	constitutive	de	la	signalisation	intracellulaire	et/ou	une	

hypersensibilité	à	certaines	cytokines.	La	LMMJ	se	caractérise	par	une	hypersensibilité	des	

progéniteurs	myéloïdes	au	GM-CSF	induisant	une	hyperphosphorylation	de	STAT5	(Kotecha	N	et	al,	

Cancer	Cell	2008).	Les	iPSCs	établies	à	partir	de	cellules	de	patients	atteints	de	LMMJ	avec	

mutation	PTPN11E76K	reproduisent	cette	caractéristique	:	les	tests	en	méthylcellulose	révèlent	une	

augmentation	d’un	facteur	2	à	3	du	nombre	de	colonies	myéloïdes	générées	à	partir	des	

progéniteurs	hématopoïétiques	dérivés	de	ces	iPSCs.	Ces	progéniteurs	prolifèrent	aussi	en	milieu	

liquide	avec	activation	de	STAT5	et	sont	sensibles	aux	inhibiteurs	de	la	voie	MEK	(Chan	and	Yoder	

2013;	Mulero-Navarro	et	al.	2015;	Gandre-Babbe	et	al.	2013).	L’hypersensibilité	des	progéniteurs	

hématopoïétiques	au	GM-CSF	est	réputée	plus	inconstante	dans	la	LMMC	et	corrélée	à	la	

présence	de	mutations	de	gènes	de	la	signalisation	(Raphaël	Itzykson,	Kosmider,	Renneville,	

Morabito,	et	al.	2013),	même	si	l’analyse	de	la	phosphorylation	de	STAT5	suggère	que	

l’hypersensibilité	des	progéniteurs	myéloïdes	au	GM-CSF	n’est	pas	limitée	aux	formes	mutées	sur	

la	voie	Ras	(Padron	et	al.	2013).	De	manière	un	peu	inattendue,	nous	n’avons	pas	observé	

d’impact	de	la	mutation	KRASG12D	sur	la	prolifération	des	progéniteurs	hématopoïétiques	en	

présence	de	SCF	et	de	concentrations	croissantes	de	GM-CSF.	En	revanche,	les	colonies	générées	

par	les	cellules	mutées	KRASG12D	sont	de	plus	grande	taille,	et	la	quantité	de	monocytes	générés	en	

culture	liquide	est	plus	élevée	en	présence	de	cette	mutation.	

	

La	génération	de	cellules	hématopoïétiques	matures	à	partir	de	cellules	progénitrices	CD34+,CD43+	
issues	d’iPSCs	de	patients	atteints	de	LMMC,	en	milieu	semi-solide	ou	en	milieu	liquide,	récapitule	
certaines	des	caractéristiques	de	 la	maladie.	La	réponse	au	GM-CSF	mériterait	d’être	étudiée	de	
façon	 plus	 précise,	 notamment	 en	 associant,	 au	 phénotypage	 des	 cellules	 formées	 en	 milieu	
liquide,	une	étude	cinétique	plus	prolongée	et	un	marquage	phospho-STAT5	intracellulaire.		
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L’hétérogénéité	fonctionnelle	et	épigénétique	ne	reflète	pas	la	
seule	hétérogénéité	génétique	
	

Si	 les	 clones	 iPSC	 établis	 à	 partir	 de	 cellules	 de	 patients	 reproduisent	 globalement	 les	

caractéristiques	de	 la	maladie,	 ils	démontrent	aussi	une	certaine	hétérogénéité	phénotypique,	y	

compris	 entre	 clones	 génétiquement	 homogènes,	 suggérant	 que	 des	 facteurs	 additionnels	

influencent	leur	comportement	en	culture.	Une	classification	ascendante	hiérarchique	basée	sur	la	

mesure	de	la	diversité	phénotypique	entre	les	clones	en	milieu	liquide	montre	plus	de	similitudes	

entre	 A2	 et	 A3,	 qui	 ont	 deux	 fonds	 génétiques	 distincts,	 qu’entre	 A3	 et	 A5	 qui	 ont	 un	 fond	

génétique	en	apparence	identique,	incluant	la	mutation	de	KRAS	mutés	(supplemental	figure	11).	

Cette	observation	est	à	rapprocher	du	fait	que	l’hétérogénéité	de	l’expression	clinique	de	la	LMMC	

est	 très	 supérieure	 à	 son	 hétérogénéité	 génétique	 (Ball,	 List,	 and	 Padron	 2016).	 Plusieurs	

hypothèses	peuvent	être	proposées	pour	expliquer	cette	hétérogénéité	phénotypique.		

La	 première	 est	 que	 les	 effets	 épigénétiques	 de	 la	 reprogrammation	 (Chao	 et	 al.	 2017)	

génèrent	 in	 fine	 une	 hétérogénéité	 épigénétique	 supérieur	 à	 l’hétérogénéité	 génétique.	 Cette	

hypothèse	 est	 rendue	 peu	 vraisemblable	 par	 l’homogénéité	 non	 seulement	 du	 comportement	

phénotypique	des	clones	établis	à	partir	de	cellules	de	sujets	sains,	mais	aussi	de	l’homogénéité	de	

la	 méthylation	 de	 leur	 ADN	 analysé	 en	 enhanced	 reduced	 representation	 bisulfite	 sequencing	

(eRRBS),	à	l’exception	toutefois	du	clone	Co1.		

La	 seconde	 s’appuie	 sur	 le	 fait	 que	 l’analyse	 génétique	 des	 clones	 n’a	 porté	 que	 sur	 les	

régions	codantes	du	génome;	même	si	aucune	mutation	récurrente	des	régions	non	codantes	n’a	

été	détectée	jusqu’alors	dans	la	LMMC	(Merlevede	et	al.	2016),	on	ne	peut	exclure	définitivement	

l’existence	 de	 variants	 non	 codants,	 comme	 les	 mutations	 récurrentes	 du	 promoteur	 de	 la	

télomérase	identifiées	dans	des	tumeurs	solides	(Mélanome,	hépatocarcinomes)	et	les	mutations	

de	promoteurs	de	gènes	conducteurs	identifiées	dans	les	cancer	du	sein	(Rheinbay	et	al.	2017).	

La	troisième	se	base	sur	la	notion	d’hétérogénéité	épigénétique	au	sein	d’un	clone	malin.	

Les	variations	épigénétiques	influencent	la	capacité	de	différenciation	des	iPSCs	(Nishizawa	et	al.	

2016).	Le	lien	entre	anomalies	génétiques	et	épigénéiques	au	sein	d’un	clone	malin	reste	un	sujet	

de	controverses	:	certains	plaident	en	faveur	d’une	evolution	conjointe	(Brocks	et	al.	2014;	Oakes	

et	 al.	 2014;	 Mazor	 et	 al.	 2016;	 Hao	 et	 al.	 2016),	 d’autres	 en	 faveur	 d’une	 évolution	 disjointe,	

l’hétérogénéité	épigénétique	étant	 indépendante	de	 la	présence	de	mutations	 somatiques	dans	

des	gènes	codant	des	régulateurs	comme	TET2,	IDH1/2	ou	DNMT3A	(S.	Li	et	al.	2016).	Beaucoup	

d’auteurs	s’accordent	cependant	sur	 le	 fait	que	 l’hétérogénéité	épigénétique	 intraclonale	est	un	
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marqueur	 de	 l’évolution	 clonale	 (Landau	 et	 al.	 2015;	 H.	 Pan	 et	 al.	 2015;	 Guièze	 and	Wu	 2015;	

Shaknovich,	 De,	 and	 Michor	 2014).	 La	 capacité	 des	 agents	 déméthylants	 à	 restaurer	 une	

hématopoïèse	 équilibrée	 sans	 éradiquer	 les	 cellules	 mutées	 (Merlevede	 et	 al.	 2016)	 souligne	

l’importance	des	 altérations	épigénétiques	dans	 l’expression	 clinique	de	 la	 LMMC.	 Le	patron	de	

méthylation	de	certaines	régions	régulatrices	de	l’ADN	prédit	la	réponse	aux	agents	déméthylants	

(Meldi	 et	 al.	 2015;	 Unnikrishnan	 et	 al.	 2017).	 En	 outre,	 la	 délétion	 dans	 les	 cellules	myéloïdes	

murines	du	gène	trim33,	dont	le	promoteur	des	méthylé	chez	40%	des	patients	atteints	de	LMMC,	

induit	 un	 phénotype	 qui	 mime	 la	 LMMC,	 suggérant	 qu’une	 altération	 épigénétique	 suffit	 à	

reproduire	 la	 maladie	 (Aucagne	 et	 al.	 2011).	 Enfin,	 un	 rôle	 des	 ARN	 non	 codants	 dans	 la	

reprogrammation	et	la	différenciation	des	clones	iPS	ne	peut	être	définitivement	écarté	(Vitaloni	

et	al.	2014).		

La	quatrième	est	celle	d’une	dérive	génétique	des	clones	iPS	en	culture.	Nous	avons	écarté	

les	 clones	 dans	 lesquels	 la	 reprogrammation	 proprement	 dite	 avait	 induit	 des	 altérations	

chromosomiques	comme	une	trisomie	17	et	observé	 la	délétion	d’un	allèle	SRSF2	muté	dans	un	

clone	 B,	 indiquant	 qu’une	 évolution	 génétique	 des	 clones	 est	 possible	 et	 pourrait	 contribuer	 à	

l’hétérogénéité	phénotypique	observée.			

La	 cinquième	 et	 dernière	 hypothèse	 est	 que	 la	 reprogrammation	 des	 cellules	 CD34+	

concerne	des	cellules	 initialement	hétérogènes	dans	 leur	capacité	de	différenciation	(Perié	et	al.	

2014;	 Velten	 et	 al.	 2017;	 Yu	 et	 al.	 2017)	 et	 que	 cette	 hétérogénéité	 est	 conservée	 après	

reprogrammation.	Cette	situation,	qui	devrait	aussi	être	observée	lors	de	la	reprogrammation	des	

cellules	de	sujets	sains,	ne	peut	être	définitivement	écartée.	

	

Les	 raisons	 de	 l’hétérogénéité	 du	 phénotype	 de	 clones	 iPSC	 génétiquement	 identique	 restent	
hypothétiques.	 Il	 sera	 nécessaire	 de	 vérifier	 la	 séquence	 des	 clones	 utilisés	 après	 3	 années	 de	
culture	continue	afin	de	s’assurer	de	l’absence	d’acquisition	de	variants	significatifs	et	de	réaliser	
un	séquençage	complet	du	génome	à	 la	 recherche	de	variants	des	régions	non	codantes,	ce	qui	
nécessitera	le	séquençage	du	génome	complet	des	cellules	CD3+	des	patients	en	parallèle.		
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L’introduction	de	la	mutation	SRSF2P95H	dans	les	cellules	du	
patient	A	modifie	le	phénotype	
	
Les	 progrès	 des	 technologies	 de	 «	gene	 editing	»	 permettent	 de	 modifier	 les	 clones	 iPSC,	 par	

exemple	 de	 corriger	 une	 anomalie	 génétique	 constitutive	 en	 vue	 d’une	 thérapie	 cellulaire	

réparatrice	comme	dans	la	béta-thalassémie	(Niu	et	al.	2016)	ou	la	maladie	plaquettaire	familiale	

prédisposant	 aux	 hémopathies	 myéloïdes	[FPD-AML,	 (Iizuka	 et	 al.	 2015)],	 ou	 d’induire	 des	

modifications	 stimulant	 la	 production	 de	 cellules	 sanguines	 matures	 à	 des	 fins	 de	 transfusion	

(Nakamura	 et	 al.	 2014;	Hirose	 et	 al.	 2013).	Nous	 avons	 utilisé	 la	 technologie	 CRISPR/Cas9	 pour	

introduire	la	mutation	SRSF2P95H	dans	des	clones	sauvages	ou	mutés	ne	l’exprimant	pas.		

L’impact	de	la	mutation	sur	la	différenciation	hématopoïétique	n’a	été	étudiée	que	dans	un	

seul	 clone,	 le	 clone	 A3	 porteur	 de	 la	 mutation	 KRASG12D.	 Si	 nous	 avons	 observé	 une	 certaine	

toxicité	 de	 la	 mutation	 avec	 un	 nombre	 un	 peu	 plus	 élevé	 de	 cellules	 DAPI+	 à	 la	 fin	 de	 la	

différenciation	 hématopoïétique	 des	 cellules	 mutées	 SRSF2P95H	 comparées	 aux	 cellules	 A3	

parentales,	 le	 nombre	 total	 de	 cellules	 générées	 n’était	 pas	 significativement	 diminué.	 Cela	

indique	 que,	 dans	 un	 contexte	 d’altérations	 génétiques	 caractéristiques	 de	 la	 LMMC,	 l’addition	

d’un	 allèle	 muté	 SRSF2	 est	 compatible	 avec	 la	 survie	 du	 clone.	 Nous	 avons	 observé	 que	 la	

mutation	 augmentait	 la	 production	 de	 cellules	 CD14+	 en	 milieu	 liquide,	 aux	 dépends	 des	

progéniteurs	CD123+,	modifiant	significativement	le	profil	de	différenciation	hématopoïétique	du	

clone.	En	milieu	semi-solide,	cette	mutation	a	un	impact	limité	sur	le	nombre	de	colonies	générées	

mais	augmente	très	 fortement	 le	nombre	de	cellules	CD14+	au	sein	des	CFU-GM.	L’ensemble	de	

ces	 résultats	 suggère	 que	 la	 mutation	 SRSF2	 contribue	 fortement	 au	 biais	 de	 production	 des	

monocytes	chez	les	patients	atteints	de	LMMC.	

	

Si	nos	résultats	suggèrent	fortement	que	la	mutation	SRSF2P95H	amplifie	le	biais	de	différenciation	
monocytaire	 lorsqu’elle	 est	 introduite	 dans	 les	 cellules	 du	 clone	 A3	 portant	 deux	mutations	 de	
TET2	et	une	mutation	de	KRAS,	il	serait	très	utile	d’évaluer	l’impact	de	la	mutation	dans	d’autres	
contextes	génétiques,	par	exemple	dans	le	clone	A5	dont	le	fond	génétique	est	similaire	mais	dont	
la	 différenciation	 monocytaire	 est	 déjà	 très	 amplifiée,	 et	 dans	 des	 cellules	 sauvages,	 afin	
d’explorer	 la	 tolérance	 de	 la	 mutation	 et	 son	 impact	 lorsqu’elle	 est	 isolée,	 mimant	 une	
hématopoïèse	clonale	liée	à	l’âge.	
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Les	agents	hypométhylants	ont	un	effet	direct	sur	les	cellules	du	
clone	leucémique	
	

Les	agents	hypométhylants	5-azacytidine	(azacytidine)	et,	dans	le	cadre	d’essais	cliniques,	

5-aza-2’-deoxycytidine	 (decitabine),	 sont	 actuellement	 le	 traitement	 de	 première	 ligne	 des	

patients	atteints	de	LMMC	dysplasique	sévère	non	éligibles	à	la	transplantation.	Ce	traitement	ne	

guérit	 pas	 la	 maladie	 car	 il	 n’élimine	 pas	 les	 cellules	 mutées	 et	 ne	 prévient	 pas	 l’évolution	

génétique	du	clone,	mais	il	restaure	une	hématopoïèse	plus	équilibrée	chez	les	sujets	répondeurs,	

ce	qui	est	associé	à	une	déméthylation	efficace	de	l’ADN	(Merlevede	et	al.	2016).		

Le	mécanisme	d’action	des	agents	déméthylants	reste	un	sujet	de	controverses.	Ces	médicaments	

peuvent	avoir	des	effets	cytotoxiques	ou	cytostatiques	et	différenciant	sur	les	cellules	malades.	Ils	

peuvent	 aussi	 modifier	 le	 comportement	 des	 cellules	 du	 microenvironnement	 médullaire,	

notamment	 des	 cellules	 de	 la	 réponse	 immunitaire.	 L’azacytidine	 a	 d’abord	 été	 développée	

comme	un	agent	cytotoxique	classique	et	utilisée	à	fortes	doses	mais	cette	stratégie	s’est	révélée	

peu	efficace.	Les	agents	hypométhylants	sont	maintenant	utilisés	à	 faibles	doses	pour	 inhiber	 la	

méthylation	de	 l’ADN	au	cours	du	cycle	cellulaire.	De	ce	 fait,	 il	 faut	attendre	plusieurs	cycles	de	

traitement	pour	évaluer	leur	effet	thérapeutique.	

Le	 traitement	des	 cellules	CD34+,	 CD43+	 issues	de	 la	 différenciation	des	 iPSCs	dérivés	de	

nos	clones	par	10	nM	de	décitabine	pendant	72	heures	n’a	pas	d’effet	cytotoxique	significatif	par	

rapport	 aux	 cellules	 non-traitées.	 Ce	 traitement	module	 les	 capacités	 de	 différenciation	 de	 ces	

cellules	de	façon	hétérogène.	La	différence	de	réponse	entre	clones,	par	exemple	entre	A1	(pas	de	

réponse)	et	A3S	(modulation	des	capacités	de	différenciation),	suggère	que	toutes	les	cellules	d’un	

clone	leucémique	ne	répondent	pas	de	manière	identique.		

Il	est	intéressant	de	constater	l’efficacité	du	traitement	sur	le	clone	A3S	:	après	seulement	

3	 jours	 d’exposition	 à	 une	 dose	 non	 cytotoxique	 du	médicament,	 on	 observe	 un	 phénotype	 se	

rapprochant	de	celui	des	cellules	contrôles.	Ce	résultat	est	d’autant	plus	significatif	que	les	effets	

du	médicament	nécessitent	entre	5	(décitabine)	et	7	(azacytidine)	jours	de	traitement	tous	les	28	

jours	pendant	plusieurs	mois	avant	d’observer	d’éventuels	effets	bénéfiques	(40-60%	des	patients).	

En	clinique,	 il	est	recommandé	d’attendre	d’avoir	réalisé	6	cycles	de	traitement	avant	d’affirmer	

l’échec	thérapeutique.			

Si	ces	résultats	sont	validés	par	des	études	complémentaires,	ils	signifient	que	les	effets	de	

ces	 médicaments	 sur	 les	 cellules	 tumorales	 sont	 suffisants	 pour	 générer	 une	 réponse	
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thérapeutique.	Plusieurs	équipes	suggèrent	que	l’efficacité	des	agents	hypométhylants	passe	par	

la	diminution	du	nombre	des	lymphocytes	T	régulateurs	(Diesch	et	al.	2016)	ou	l’induction	d’une	

réponse	immunitaire	via	la	réexpression,	par	les	cellules	leucémiques,	d’antigènes	tumoraux	et	la	

mobilisation	de	rétrovirus	endogènes	(ERV)	induisant	une	réponse	interféron	(Diesch	et	al.	2016;	

Wolff	et	al.	2017;	Chiappinelli	et	al.	2015;	Roulois	et	al.	2015;	Licht	2015;	Tobiasson	et	al.	2017).	

Un	effet	de	ces	médicaments	sur	 le	microenvironnement	n’est	donc	pas	exclu	pour	 rétablir	une	

hématopoïèse	plus	équilibrée,	ce	que	le	modèle	iPS	ne	permet	pas	d’explorer.	

	

Les	modèles	iPS	peuvent	permettre	l’étude	des	effets	intrinsèques	des	agents	hypométhylants	sur	
chaque	sous-clone.	En	utilisant	une	dose	non-cytotoxique,	nous	 isolons	 la	 réponse	épigénétique	
des	cellules	du	clone	leucémique	avec	une	réponse	hétérogène.	Il	serait	intéressant	d’étendre	ce	
travail	 à	 l’ensemble	 des	 clones	 et	 d’explorer	 l’activité	 d’autres	 molécules,	 en	 particulier	 des	
inhibiteurs	du	spliceosome	et	des	inhibiteurs	de	la	transduction	du	signal.	
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L’analyse	des	clones	de	cellules	reprogrammées	devrait	
permettre	d’explorer	une	partie	des	facteurs	extrinsèques	
contribuant	à	l’évolution	du	clone	leucémique	
	

La	 trisomie	17	et	 la	 LOH	en	17q25	apparues	dans	 les	 clones	 iPSC	du	patient	B	 suggèrent	

une	 forte	 pression	 de	 sélection	 vis-à-vis	 de	 la	 mutation	 SRSF2P95L.	 La	 difficulté	 à	 maintenir	 ces	

clones	en	culture	in	vitro,	même	après	la	survenue	ces	réarrangements	chromosomiques,	suggère	

que	 leur	succès	reproductif	 in	vivo	 implique	 le	soutien	du	microenvironnement	médullaire	et/ou	

des	coopérations	entres	sous-clones.	

Le	microenvironnement	joue	un	rôle	important	dans	l’émergence	et	le	développement	des	

cancers	en	général	et	des	hémopathies	myéloïdes	en	particulier	 (Schepers	et	al.	2013;	Medyouf	

2017).	 Inversement,	 les	 cellules	 myéloïdes	 mutées	 constituent	 en	 elles-mêmes	 un	

microenvironnement	favorable	au	développement	de	maladies,	par	exemple	neuro-dégénératives	

(Mass	 et	 al.	 2017),	 et	 l’hématopoïèse	 clonale	 TET2	 mutée	 favorise	 le	 développement	 de	

l’athérosclérose,	vraisemblablement	par	son	impact	sur	les	macrophages	(Fuster	et	al.	2017).		

Un	 dialogue	 entre	 cellules	 du	 clone	 leucémique	 et	 un	 dialogue	 entre	 ces	 cellules	 et	 le	

microenvironnement	médullaire	 peuvent	 avoir	 un	 effet	 d’amplification	 dans	 la	 progression	 des	

hémopathies	myéloïdes	chroniques	:	un	clone	émerge	et	génère	des	cellules	matures	altérées	qui	

participent	à	 la	constitution	d’un	microenvironnement	dégradé	qui	promeut	l’évolution	du	clone	

malade.	 L’étude	 de	 modèles	 murins	 de	 leucémie	 myéloïde	 chronique	 suggère	 l’existence	 de	

boucles	de	rétrocontrôle	entre	cellules	matures	du	clone	leucémique	et	cellules	souches	normales	

et	leucémiques	via	la	production	de	cytokines,	et	en	particulier	d’IL-6	(Reynaud	et	al.	2011).	Dans	

ce	modèle,	la	neutralisation	de	l’IL-6	prévient	l’installation	de	la	maladie	(Welner	et	al.	2015).		

Dans	 la	 LMMC,	 il	 serait	 intéressant	 de	 connaître	 le	 rôle	 des	 macrophages	 et	 des	

ostéoclastes	générés	par	les	cellules	du	clone	et	intégrés	au	microenvironnement	médullaire	dans	

la	progression	de	la	maladie.	Des	travaux	en	cours	dans	notre	équipe	indiquent	1)	que	les	cellules	

dendritiques	 plasmacytoïdes	 (pDC)	 qui	 forment	 des	 îlots	 dans	 la	 moelle	 de	 20%	 des	 patients	

atteints	 de	 LMMC	 font	 partie	 du	 clone	 leucémique,	 modulent	 la	 prolifération	 de	 cellules	

médullaires	 CD34+	 en	 co-culture,	 et	 modifient	 l’environnement	 immunologique	 en	 favorisant	

l’accumulation	 de	 cellules	 T	 régulatrices	 (Nolwenn	 Lucas,	Matthieu	 Duchmann,	 non	 publié)	;	 2)	

que	 les	 souris	 dans	 lesquelles	 le	 gène	 tet2	 est	 supprimé	 produisent	 plus	 de	 la	 cytokine	

macrophage-inhibitory	 factor	 (MIF)	 car	 la	 transcription	 du	 gène	 est	 réprimée	 par	 TET2	 et	MIF,	

produit	en	excès	par	 les	monocytes	de	patients	ayant	une	mutation	de	TET2,	 induit	un	biais	de	
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différenciation	 granulomonocytaire	 des	 cellules	 souches	 hématopoïétiques	 (Nathalie	 Droin,	 non	

publié).		

Au-delà	 des	 cellules	 dérivées	 du	 clone	 leucémique,	 d’autres	 cellules	 constituent	 ce	

microenvironnement.	 Il	 s’agit	 de	 cellules	 souches	 mésenchymateuses	 et	 de	 cellules	 qui	 en	

dérivent	 (adipocytes,	 ostéoblastes,	 chondrocytes),	 de	 fibroblastes,	 de	 cellules	 nerveuses	 et	 de	

cellules	endothéliales.				

L’observation	 la	 plus	 intrigante,	 étayée	 par	 plusieurs	 modèles	 murins	 génétiquement	

modifiés,	 est	 que	 des	 mutations	 de	 cellules	 stromales	 peuvent	 générer	 l’émergence	 de	 clones	

leucémiques.	 Ce	 concept	 est	 apparu	 en	 2005	 quand	 la	 délétion	 du	 gène	 codant	 I𝜅𝐵𝛼	dans	 les	

cellules	 myéloides	 de	 souris	 s’est	 avérée	 ne	 pas	 reproduire	 le	 syndrome	 myéloprolifératif	

développé	par	les	souris	dans	lesquelles	la	délétion	est	constitutive	(Rupec	et	al.	2005).	Deux	ans	

plus	tard,	il	était	montré	que	la	délétion	du	gène	codant	le	récepteur	gamma	de	l’acide	rétinoïque	

dans	 les	 cellules	 stromales	 mésenchymateuses	 induit	 une	 surproduction	 de	 TNF𝛼	conduisant	 à	

l’émergence	d’un	syndrome	myéloprolifératif	 (Walkley	et	al.	2007).	En	2010,	c’est	 la	délétion	de	

l’enzyme	 Dicer	 1	 dans	 les	 cellules	 stromales	 mésenchymateuses	 qui	 induisait,	 dans	 certaines	

conditions,	 une	 myélodysplasie	 (Raaijmakers	 et	 al.	 2010).	 Plus	 récemment,	 les	 mutations	

constitutives	de	PTPN11	(Dong	et	al.	2016)	et	SBDS	(Zambetti	et	al.	2016),	qui	prédisposent	à	 la	

survenue	de	néoplasmes	myéloïdes,	induisaient	l’émergence	de	ces	maladies	en	n’étant	présentes	

que	 dans	 certaines	 cellules	 du	 microenvironnement	 médullaire.	 Très	 souvent,	 les	 effets	 des	

cellules	mutées	du	microenvironnement	sont	générés	par	des	cytokines	inflammatoires	comme	le	

TNF,	 l’IL-6	 et	 S100A9,	 qui	 induisent,	 au	 niveau	 des	 cellules	 souches	 et	 progénitrices,	 une	

surproduction	 de	 radicaux	 libres	 de	 l’oxygènes	 qui	 endommagent	 l’ADN	 et	 conduisent	 à	

l’émergence	de	cellules	mutées	(García-Fernández	and	Méndez-Ferrer	2016).				

Diverses	interactions	ont	été	décrites	entre	cellules	du	clone	et	cellules	de	l’environnement	

dans	 les	 hémopathies	 myéloïdes.	 Dans	 les	 néoplasmes	 myéloprolifératifs	 JAK2V617F,	 les	 cellules	

souches	et	progénitrices	mutées	produisent	de	l’interleukine-1	beta	(IL-1ß),	laquelle	provoque	des	

dommages	 au	 niveau	 des	 fibres	 nerveuses	 sympathiques	 du	 microenvironnement	 médullaire,	

conduisant	 à	 une	 perte	 de	 cellules	 stromales	mésenchymateuses	 (Arranz	 et	 al.	 2014).	 Dans	 les	

syndromes	 myélodysplasiques,	 les	 cellules	 souches	 mésenchymateuses	 altérées	 freinent	 la	

prolifération	des	cellules	souches	et	progénitrices	normales	et	 favorisent	 l’expansion	clonale	des	

cellules	souches	et	progénitrices	mutées	in	vitro	(Geyh	et	al.	2013;	Ferrer	et	al.	2013;	Tennant	et	al.	

2000)	et	 in	vivo	 (Sacchetti	et	al.	2007;	X	Li	et	al.	2013;	Kerbauy	et	al.	2017).	Ces	cellules	souches	
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mésenchymateuses	pourraient	jouer	aussi	un	rôle	immunosuppresseur	par	inhibition	des	cellules	

T	 (Zhao	 et	 al.	 2010;	 Duffy	 et	 al.	 2011)	 ou	 sécrétion	 de	 nombreuses	 cytokines	 (Haddad	 and	

Saldanha-Araujo	2014;	M.	Li	et	al.	2014;	Sato	et	al.	2015;	Luz-Crawford	et	al.	2016)	.	Les	données	

préliminaires	 de	 notre	 équipe	montrent	 que	 les	MSCs	 de	 LMMC	ont	 un	 défaut	 de	 prolifération	

similaire	à	celui	décrit	dans	les	syndromes	myélodysplasiques.		

Les	 cellules	 endothéliales	 des	 patients	 atteints	 d’hémopathie	 myéloïde	 diffèrent	 des	

cellules	des	sujets	sains	sur	le	plan	génétique	et	épigénétique	(Teofili	et	al.	2015).	Les	cellules	du	

clone	peuvent	 induire	 l’expansion	des	 cellules	 endothéliales	 (Hanoun	et	 al.	 2014;	Hatfield	 et	 al.	

2009)	et	modifier	 leur	phénotype,	par	exemple	 induire	 l’expression	de	molécules	d’adhésion	qui	

permettent	 le	maintien	des	cellules	souches	et	progénitrices	dans	un	état	quiescent	 les	 rendant	

résistantes	aux	chimiothérapies	(Pezeshkian	et	al.	2013;	Sipkins	et	al.	2005).	

Enfin,	 au	 sein	 d’un	 clone	 malin,	 les	 sous-clones	 peuvent	 entretenir	 des	 relations	 de	

coopération	:	les	cytokines	produites	par	un	sous-clone	de	cellules	cancéreuses	peuvent	favoriser	

l’expansion	 d’autres	 sous-clones	 (mutualisme),	 voire	 permettre	 le	 maintien	 de	 sous-clones	

dépendant	 de	 cette	 interaction	 (commensalisme).	 Dans	 les	 deux	 cas,	 le	 succès	 reproductif	 des	

sous-clones	 concernés	 n’est	 pas	 réductible	 à	 leurs	 propriétés	 intrinsèques	 et	 dépend	 dans	 une	

large	mesure	 de	 la	 présence	 d’autres	 sous-clones	 (Marusyk	 et	 al.	 2014).	 De	 telles	 relations	 de	

coopération	et	de	dépendance	entre	sous-clones	ont	été	identifiées	dans	des	cancers	solides	(Lim	

et	al.	2017;	Cleary	et	al.	2014).	Dans	les	hémopathies	myéloïdes,	la	perte	de	fonction	de	TET2	dans	

les	macrophages	entraine	l’augmentation	de	la	sécrétion	d’IL-6	(Q.	Zhang	et	al.	2015)	et	d’lL-1	qui,	

directement	ou	indirectement,	augmente	l’avantage	prolifératif	des	CSH	mutées	dans	les	SMP	(cf	

Arranz	et	al.	2014).	

	

L’importance	 des	 interactions	 entre	 cellules	 du	 clone	 et	 entre	 clone	 leucémique	 et	 son	
environnement	 dans	 l’émergence	 et	 la	 progression	 des	 hémopathies	myéloïdes	 indique	 que	 les	
résultats	 de	 l’analyse	 des	 cellules	 pluripotentes	 induites	 cultivées	 isolément	 devront	 être	
complétés	 par	 l’étude	 des	 interactions	 de	 ces	 clones	 avec	 des	 cellules	 stromales	 et	 d’autres	
cellules	du	microenvironnement,	in	vitro	et	in	vivo,	et	par	des	expériences	de	co-cuture	de	clones	
de	fond	génétique	différent	à	la	recherche	d’interactions	et	de	compétitions.		
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Titre	:	Modélisation	de	la	leucémie	myelomonocytaire	chronique	par	reprogrammation	de	cellules	
de	patients.	

Mots	clés	:	SRSF2,	cellules	pluripotentes	induites,	leucémie,	LMMC,	modélisation	

Résumé	:	 La	 leucémie	 myélomonocytaire	 chronique	
(LMMC)	 est	 une	 hémopathie	 myéloïde	 rare	 attribuée	 à	
l’accumulation	 d’évènements	 génétiques	 et	
épigénétiques	 dans	 une	 cellule	 souche	 ou	 progénitrice	
hématopoïétique.	 Les	 altérations	 génétiques	 somatiques	
récurrentes	 qui	 caractérisent	 cette	 maladie	 ont	 été	
identifiées	:	elles	associent	des	altérations	cytogénétiques	
non	 spécifiques	 chez	 30%	 des	 patients	 et	 des	mutations	
des	gènes	de	la	régulation	épigénétique,	de	l’épissage,	de	
la	 signalisation	 et	 de	 la	 transcription.	 Si	 certaines	
mutations	 influencent	 le	 phénotype	 (les	 mutations	 de	
RUNX1	 génèrent	 une	 thrombopénie,	 celles	 de	 la	
signalisation	 une	maladie	 proliférative,	 celles	 de	KIT	 une	
mastocytose),	 elles	 ne	 sauraient	 résumer	 à	 elles	 seules	
l’expression	 phénotypique	 de	 la	 maladie.	 D’ailleurs,	 les	
médicaments	 hypométhylants	 restaurent	 une	
hématopoïèse	 équilibrée	 en	 modifiant	 le	 contexte	
épigénétique	 des	 cellules	 malades	 sans	 les	 éliminer.	 Il	
n’existe	pas	de	 lignée	cellulaire	de	LMMC	et	 les	modèles	
murins	 n’en	 récapitulent	 que	 très	 partiellement	 les	
caractéristiques.	 L’objectif	 de	mon	 travail	 de	 thèse	 a	 été	
de	générer	des	cellules	modélisant	la	maladie.		

J’ai	 transformé	les	cellules	CD34+	de	2	patients	en	clones	
de	 cellules	 souches	 induites	 reprogrammées.	 Les	 clones	
obtenus	 à	 partir	 de	 l’un	 des	 patients	 ont	 été	 écartés	 du	
fait	 d’altérations	 génétiques	 supplémentaires	 acquises	
lors	 de	 la	 reprogrammation.	 Nous	 avons	 focalisé	 nos	
travaux	sur	5	clones	établis	à	partir	des	cellules	CD34+	de	
l’autre	 patient	 et	 de	 5	 clones	 établis	 à	 partir	 de	 cellules	
CD34+	de	deux	sujets	sains.	Nous	avons	capturé	2	étapes	
de	 l’évolution	 moléculaire	 du	 clone,	 sans	 puis	 avec	
mutation	KRASV12G.	La	différenciation	hématopoïétique	de	
ces	clones	en	milieu	 semi-solide	ou	 liquide	 récapitule	 les	
principales	caractéristiques	phénotypiques	de	 la	maladie.	
Par	 édition	 de	 gènes,	 nous	 avons	 ajouté	 dans	 certains	
clones	la	mutation	SRSF2P95H	observée	dans	les	cellules	de	
50%	 des	 patients	 atteints	 de	 LMMC	 mais	 absente	 des	
cellules	 de	 la	 patiente	 étudiée.	 Nous	 montrons	 que	
l’hétérogénéité	 fonctionnelle	 et	 épigénétique	 des	 clones	
obtenus	dépasse	la	seule	hétérogénéité	génétique	et	que	
la	 decitabine,	 un	 agent	 hypométhylant,	 a	 un	 effet	
cytotoxique	 faible	 mais	 améliorer	 l’équilibre	 de	 la	
production	 des	 cellules	 hématopoïétiques	 matures	 par	
des	cellules	génétiquement	altérées	
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Abstract:	Chronic	myelomonocytic	leukemia	(CMML)	is	a	
rare	 hematological	malignancy	 that	 has	 been	 related	 to	
the	accumulation	of	genetic	and	epigenetic	alterations	in	
a	 hematopoietic	 stem	 or	 progenitor	 cell.	 Somatic	
recurrent	mutations	of	coding	DNA	sequences	have	been	
in	 CMML	 cells,	 combining	 non-specific	 cytogenetic	
aberrations	 in	 30%	 of	 the	 patients	 and	 mutations	 in	
epigenetic	 regulator,	 signal	 transduction,	 spliceosome	
and	 transcription	 factor	 genes.	 While	 some	 of	 these	
mutations	 directly	 affect	 disease	 phenotype	 (mutations	
in	RUNX1	 and	 thrombocytopeny,	mutations	 in	 signaling	
pathways	and	proliferative	disease,	mutations	in	KIT	and	
mastocytosis),	 they	do	not	 sum	up	 the	 complex	disease	
phenotype	 of	 this	 pathology	 on	 their	 own.	 Accordingly,	
hypomethylating	 agents	 restore	 a	 balanced	
hematopoiesis	 without	 eliminating	 clonal	 cells.	 There	 is	
no	 CMML	 cell	 line	 and	 murine	 models	 only	 partially	
recapitulate	the	disease.	The	objective	of	my	thesis	work	
was	to	reprogram	hematopoietic	stem/progenitor	cells	in	
order	to	model	the	disease	heterogeneous	expression.	

The	 clones	 established	 from	 one	 patient	 cells	 were	
discarded	as	 their	 genetic	background	had	been	altered	
by	reprogramming	and	cell	culture.	We	analyzed	in	more	
details	 the	 behavior	 of	 5	 induced	 pluripotent	 stem	 cell	
lines	 established	 from	 a	 second	 patient	 and	 5	 other	
clones	 established	 from	 2	 healthy	 donor	 cells.	 We	 had	
captured	 2	 distinct	 genetic	 backgrounds	 of	 the	 patient	
clone,	without	or	with	KRASG12D	mutation.	Hematopoietic	
differentiation	 of	 these	 clones	 in	 semi-solid	 and	 liquid	
medium	recapitulated	the	main	characteristics	of	disease	
phenotype.	 With	 a	 gene	 editing	 tool,	 we	 introduced	 in	
some	clones	the	SRSF2P95H	mutation,	observed	in	50%	of	
patient	 with	 CMML	 but	 missing	 in	 the	 studied	 patient.	
We	noticed	that	functional	and	epigenetic	heterogeneity	
of	 the	 clones	 exceeded	 their	 genetic	 heterogeneity	 and	
that	 the	 demethylating	 agent	 decitabine	 had	 limited	
cytotoxic	effect	but	restored	a	more	balanced	production	
of	hematopoietic	cells	by	genetically	abnormal	cells.	

	

 


