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Les hémopathies malignes sont actuellement classées sur la base de données
multidisciplinaires cliniques, morphologiques, immunologiques, cytogénétiques et
moléculaires. La moelle osseuse est un prélévement essentiel dans le diagnostic et le suivi des
hémopathies.

L’étude immunologique en cytométrie en flux (CMF) est aujourd’hui un complément
incontournable de 1’analyse du myélogramme en cytologie. Elle permet un screening des
cellules anormales et leur caractérisation immunologique afin d’aider a leur classement dans
une entité, ainsi que I’étude de marqueurs pronostiques et de cibles thérapeutiques. Cette
¢tude nécessite 1’utilisation de panels d’anticorps qui dépendent de la pathologie (leucémies
aigiies, my¢lodysplasies, syndromes lymphoprolifératifs B ou T...). Il est donc important
d’avoir une orientation diagnostique pour faire le meilleur choix, sur la base de
renseignements fournis par le prescripteur ou d’aprés les données de 1’analyse cytologique. En
I’absence de ces données, ou en cas de mauvaise orientation, I’analyse cytométique n’est pas
possible dans de bonnes conditions. Pour pallier a ces difficultés fréquentes dans la pratique
quotidienne, nous cherchons a utiliser un panel d’anticorps dans un seul tube qui offre une
vision de I’ensemble des cellules présentes dans 1’échantillon et serve de screening des
cellules anormales.

Les objectifs de ce travail sont de définir une stratégie d’identification de la majorité des
sous-populations médullaires grace a une combinaison unique de huit anticorps, de valider la
quantification des sous-populations cellulaires a I’aide de la corrélation avec 1’analyse en
cytologie, et de valider les conditions techniques (volume des réactifs, conservation de
I’échantillon, reproductibilit¢). Nous avons également voulu définir des critéres d’alerte
permettant de suspecter des situations pathologiques et de déclencher des compléments
I’analyse. Cette étude a été réalisée dans des conditions de standardisation des moyennes de

fluorescence selon les valeurs du groupe européen EUROFlow.
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ANALYSE DE LA MOELLE OSSEUSE EN HEMATOLOGIE ET
EN IMMUNOLOGIE

A. Myélogramme par microscopie optique

1. Principe et indications

L’analyse par microscopie optique est considérée comme la méthode de référence pour
I’analyse de la moelle osseuse (1). Deux types de préparations sont classiquement acceptés,
I’écrasement du grain médullaire et le frottis de sang médullaire. La premicre présente
I’intérét d’étre le reflet réel de la composition de la niche hématopoiétique, tandis que la
seconde est issue d’un mélange avec du sang périphérique. Les frottis doivent étre fins
(couche monocellulaire), nombreux, permettant si nécessaire la réalisation de techniques
cytochimiques, et seront colorés au May Griimwald-Giemsa apres séchage a I’air (figure 1).

L’observation est d’abord effectuée a faible grossissement de manic¢re a évaluer la richesse
cellulaire, étape importante car c’est en fonction de ce critére que sont interprétés les
pourcentages respectifs de chaque lignée. La moelle est normo-cellulaire lorsque les frottis
montrent une surface d’hématies égale a celle recouverte par les cellules nucléées. Cette
richesse peut étre augmentée en cas de proliférations médullaires, réalisant alors une nappe de
cellules nucléées. Inversement les frottis peuvent étre hypo-cellulaires, un décompte devenant
alors impossible a établir lorsqu’ils sont désertiques. Le cytologiste doit alors éliminer la
cause d’erreur la plus importante de I’appréciation de la richesse médullaire qui est la dilution
du suc médullaire par des ¢léments d’origine sanguine. La formule leucocytaire est alors
constituée d’une majorité de polynucléaires et de lymphocytes, avec une formule leucocytaire
proche de celle du sang périphérique. Cette dilution est évaluée par le lecteur de fagon semi-
quantitative. En cas de tres forte dilution, le résultat du compte cellulaire ne sera pas rendu, le
prélevement étant considéré comme non informatif. Toujours au faible grossissement, on
apprécie de fagcon semi-quantitative la richesse des frottis en mégacaryocytes. On en
dénombre a I’état normal de 8 a 20 par lame, mais ici encore leur raréfaction n’est
interprétable qu’en I’absence d’hémodilution. Le faible grossissement permet aussi de
dépister des éléments normaux, de grande taille, et présents en petit nombre : ostéoblastes,
ostéoclastes, histiocytes-macrophages. En pathologie, c’est au faible grossissement que sont

décelés des groupements de cellules métastatiques ou de volumineuses cellules de surcharge.
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Aprés avoir choisi les zones les plus riches et les mieux étalées, 1’examen au fort
grossissement permet I’analyse cytologique a la recherche d’anomalies morphologiques. Le
pourcentage des différents ¢léments de chaque lignée sera ensuite réalisé aprés un décompte
de 100 a 300 éléments distribués dans des champs contigus, en éliminant les cellules en
mitose et les cellules écrasées, mal ou non identifiables. On dénombre classiquement 18 sous-
populations cellulaires en plus des mégacaryocytes (1). Ce décompte de chaque catégorie
cellulaire permet d’apprécier une maturation harmonieuse normale caractérisée par une
distribution pyramidale avec peu de cellules jeunes et davantage de cellules matures. Le
pourcentage global de chaque lignée permet de mettre en évidence un éventuel déséquilibre
dans leur répartition (hyper- ou hypoplasie érythroblastique ou granuleuse). A la différence de
la formule sanguine, le compte cellulaire dans la moelle inclut toutes les cellules nucléées. En
cas de plus de 50% d’érythroblastes, un compte corrigé est réalisé sur les leucocytes seuls.
Une conclusion synthétique est donnée par le cytologiste, en fonction des données
quantitatives ou qualitatives, aprés avoir pris connaissance de I’dge du sujet et de sa
présentation clinique et biologique.

Ce sont les anomalies de I’hémogramme qui conditionnent en premier lieu les indications du
myé¢logramme (2). En dehors de la présence dans la moelle de cellules anormales, le
myé¢logramme peut montrer des anomalies quantitatives dans la répartition des différentes
lignées ou des altérations qualitatives des ¢léments cellulaires. Il est nécessaire d’évaluer si
ces anomalies portent sélectivement sur une lignée ou sur plusieurs. Devant une cytopénie, le
myélogramme permet d’éliminer une origine centrale et il est de ce fait normal dans les
cytopénies de cause périphérique. En dehors de toutes anomalies de 1’hémogramme, le
myélogramme est aussi pratiqué au cours du bilan d’extension de certaines affections
malignes : lymphome, maladie de Hodgkin, cancers (1). Il peut étre faussement normal en
présence d’une localisation hodgkinienne ou d’une métastase de cancer lorsque celles-ci sont
entourées de fibrose et ne sont pas aspirées a la ponction. Elles ne sont alors détectables qu’en
histologie et la biopsie médullaire est plus appropriée que le myélogramme dans cette

indication.
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Frottis de Ecrasement
sang de grain
médullaire médullaire

Figure 1 Réalisation des lames de myélogramme : principes du frottis de sang médullaire et d’écrasement du grain
médullaire.

2. Avantages et limites

Gréce a un temps de préparation technique tres court, la cytologie est un examen réalisable en
urgence. Elle permet une évaluation précise de la richesse médullaire ainsi qu’une analyse
fine des caractéristiques morphologiques de toutes les lignées, avec plusieurs stades de
maturation : lignées érythroblastique, monocytaire, neutrophile, €osinophile, basophile et
lymphocytaire. Aucun critére morphologique ne permet la différenciation entre les sous-
classes de lymphocytes B, T et NK, ainsi que celle des hématogones. La lignée
mégacaryocytaire est évaluée de fagon semi-quantitative. On note la taille des cellules, leur
rapport-nucléocytoplasmique, la couleur du cytoplasme ainsi que la présence ou non de
granulations ou d’inclusions. L’analyse du noyau nous informera sur le degré de condensation
de la chromatine, la présence ou non de nucléoles ainsi que de lobes. Malgré ces avantages, la
cytologie souffre d’un fort coefficient de variation, mis en lumiére par les tables de Riimke
(3,4) (Annexe 1) ainsi que dans plusieurs travaux plus récents (5,6). Cela s’explique par
différents facteurs : la subjectivité du jugement du lecteur et la difficulté d’harmonisation des
pratiques, de fortes variations de répartition des cellules entre différentes zones de la lame et
entre différentes lames (7), voir des variations de coloration. Malgré une forte consommation
de temps de travail de biologiste, la cytologie n’offre qu’une faible sensibilité en cas de clone
pathologique faiblement représenté, due a un nombre peu important de cellules comptées

(classiquement 200 cellules sur deux lames), en particulier si la morphologie des cellules
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pathologiques est proche de celle des cellules normales. L’analyse cytologique du
myé¢logramme demande donc une grande expertise avec un temps d’apprentissage trés long.

Ces dernicres années, 1’utilisation d’automates pour le compte des cellules a révolutionné le
mode d’analyse du sang, mais différents problémes techniques ne permettent pas pour

I’instant une précision suffisante pour I’analyse de la moelle osseuse (8).

B. La cytométrie en flux (CMF)

1. Définition et historique

Les cellules hématopoiétiques présentent chacune un phénotype immunologique spécifique.
Une combinaison d’anticorps judicieusement choisis permet ainsi d’identifier et de
caractériser les sous-types cellulaires. La cytométrie en flux est une biotechnologie permettant
d’analyser les cellules individuellement en phase liquide. Elle offre la possibilité¢ de mesurer
plusieurs caractéristiques d’une méme cellule simultanément : sa taille relative (Forward
Scatter ou FSC), sa structure (Side Scatter ou SSC) et son expression d’antigénes. Pour cette
derniére caractéristique, on utilise un marquage par des anticorps spécifiques d’un antigene
(membranaire ou intracytoplasmique), sur lesquels sont fixés des fluorochromes.

L’histoire de la CMF est marquée de plusieurs étapes importantes.

1934 : Moldavan publie le premier article mentionnant la CMF dans Science. Il présente la
réalisation de numérations cellulaires en faisant défiler les cellules dans un fin capillaire. Le
compte des cellules est obtenu par mesure d’extinction des signaux lors du passage des
cellules devant un détecteur photoélectrique (9).

1949 : Coons et son équipe proposent I’utilisation d’anticorps couplé a une molécule
fluorescente (fluorochrome) (10).

1970 : De nouveaux appareils, nommés Cytograph et Cytofluorograph, sont mis au point. Ils
sont capables respectivement de mesurer la taille par collection de la lumiere diffusée aux
petits angles (forward scatter), ainsi que les fluorescences verte et rouge (11,12). Ces
appareils sont les premiers a étre équipés d’une source laser (13). Les chercheurs associent
des méthodes de mesure individuelle du volume, de la diffusion de la lumiére, et de la
fluorescence de cellules pour discriminer plusieurs types cellulaires (14).

1976 : L’analyse de multiples fluorescences devient possible grace a la conception de
cytomeétres €équipés de plusieurs lasers (15). Les analyseurs de cellules permettront la mesure

de trois couleurs (1985) puis quatre couleurs (1986) en laboratoire de routine.

20



1978 : La production des anticorps monoclonaux est facilitée par I’apparition des hybridomes.
Cela conduisant a une importante diversification des activités impliquant la CMF (16).

Par la suite, 1’utilisation des propriétés cellulaires intrinseques (diffusion, auto-fluorescence)
et le développement permanent de fluorochromes capables d’étudier de nombreuses
propriétés et fonctions cellulaires ont conduit a la mise en ceuvre de méthodes de plus en plus
fines pour 1’analyse de populations de cellules hétérogénes. En routine, les hémopathies
seront ainsi définies immunologiquement (17). Les laboratoires d’hématologie verront
¢galement D’apparition de formules sanguines automatisées basées sur le principe de la
cytométrie en flux (18).

A T’heure actuelle, il existe plus d’une vingtaine de compagnies fabriquant des appareils de
CMF. Certains appareils sont capables d’analyser les cellules a la vitesse de 100 000
éveénements par seconde, de trier en quatre voies, de trier des cellules a la vitesse de 70 000
événements par secondes ou d’analyser seize parametres simultanément, voir plus de 40 sur
des cytométres expérimentaux. Dans le domaine de 1’analyse médicale, la plupart des

laboratoires sont équipés a 1’heure actuelle de cytométres 8 a 10 couleurs.

2. Principes techniques

2.1 Les composantes d’un cytometre
Pour fonctionner, un cytométre nécessite une combinaison de trois

composantes : fluidique, optique et électronique (figure 2).
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Figure 2 Principe de fonctionnement d’un analyseur trieur. (Source : site internet de I'université Paris Diderot — Unité
BFA)

2.1.1 Fluidique

Grace a un principe de mécaniques des fluides appelé hydrofocalisation, les cellules en
suspension sont amenées les unes derriere les autres au centre de la buse de mesure par le
biais d’un injecteur (figure 3). Dans la buse, un liquide dit « de gaine » est poussé avec une
pression plus ou moins forte dont va dépendre la vitesse de défilement des cellules. Le liquide
de gaine subit une accélération progressive ce qui entraine un étirement du liquide échantillon
et ainsi aligne les cellules au centre du jet, afin d’étre excitées une par une par un faisceau
lumineux. Sur un analyseur, les cellules sont ensuite amenées dans une poubelle et ne peuvent
étre triées. Sur un trieur, les cellules sont collectées de facon séparées selon les critéres définis

par I'utilisateur, fonction qui n’est pas utilisée dans notre travail.



Liquide
Entraineur

Suspension
Entrainée

Jet contenant la suspension
centrée

Figure 3 Principe centrage hydrodynamique. (Source : site internet de I’Institut de Recherche en Biothérapies, Hopital St
Eloi, CHU de Montpellier)

2.1.2 Optique

Excitation lumineuse

En aval de la focalisation hydrodynamique, I’analyse des cellules est rendue possible par le
biais d’une source d’excitation lumineuse. Cette source vient frapper les cellules induisant
ainsi I’émission de fluorescence par les fluorochromes utilisés pour le marquage, elle doit
donc étre a une longueur d’onde proche du maximum d’absorption du fluorochrome. Elle doit
étre puissante et nécessite une bonne focalisation, qualités reconnues des faisceaux laser
monochromatiques. Un jeu de prismes et de lentilles permet de positionner avec précision le
point d’intersection entre le laser et le flux.

Plusieurs types de laser peuvent étre utilisés comme source d’excitation lumineuse, les plus
couramment utilisés sont les lasers Argon qui fournissent plusieurs raies d’excitation (488 et
514 nm). La quantit¢ de fluorescence émise par les fluorochromes est proportionnelle a
I’intensité de 1’excitation. La puissance du laser a donc une influence sur la sensibilité¢ de
détection d’un appareil. Les appareils de CMF peuvent étre équipés d’un ou plusieurs lasers
pour ¢largir le panel de fluorochromes utilisables et donc le nombre de parametres
analysables.

Le FACS Canto II du laboratoire d’immunophénotypage du CHU de Grenoble est équipé de

trois lasers : un rouge (488 nm), un bleu (633 nm) et un violet (405 nm).
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Systéme optique

Lorsque les cellules circulant dans la veine liquide sont frappées par le faisceau laser, elles
émettent des signaux lumineux qui sont collectés par un systéme optique, composé d’une
alternance de miroirs et de filtres, pour étre amenés jusqu’aux détecteurs. Le role d’un filtre
ou d’un miroir est fondamental car il permet de sélectionner la frange du signal lumineux a
transmettre, réfléchir, stopper ou atténuer afin que chaque détecteur capte uniquement les
longueurs d’onde qui lui sont destinées. La configuration du FACS Canto II est présentée

dans la table 1.

Lasers du Longueur Fluorochromes utilisés ~ Configuration Détecteurs (PMT)
FACS Canto  d’onde (nm)  dans notre combinaison  de la carte des Longueur d’onde des
II d’excitation Longueur d’onde détecteurs filtres

d’excitation (nm)
Longueur d’onde
d’émission (nm)

Coherent 488 — Bleu FITC 495 519 Octogonale PMTE 530/30
Saphire solid PE 496 576 PMT D 575/26
state PerCP 477 678 PMT B 695/40
PE-Cy7 496 778 PMT A 780/60

JDS Uniphase 633 — Rouge APC 650 660 Trigonale PMT C 660/20
HeNe air cooled APC-H7 650 767 PMT A 780/60
Point Source™ 405 — Violet VB421 407 421 Trigonale PMT B 450/500
iFLEX™ V500 415 500 PMT A 510/50

Table 1 Présentation de la configuration du FACS Canto Il et des caractéristiques optiques des fluorochromes utilisés dans
ce travail. (Source : site internet de BD biosciences)

Diffusion de la lumiére
De I’interaction entre le faisceau et les particules, résultent des signaux lumineux de plusieurs
natures :

- La diffusion aux petits angles (forward scatter ou FSC), correspondant a la diffraction,
donne une indication sur la taille des particules analysées. On mesure alors I’ombre
portée, qui dépend de la taille de la cellule mais aussi d’autres paramétres comme la
présence de prolongements cytoplasmiques (figure 4).

- La diffusion aux grands angles (side scatter ou SSC), collectée a 90° par rapport au
faisceau lumineux, est un mélange de diffusion, de réflexion et de réfraction et donne
des indications sur la structure interne des cellules (granularité, rapport

nucléocytoplasmique...) (figure 4).
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En associant les deux diffusions, il est ainsi possible de séparer grossierement les

différentes sous populations du sang ou de la moelle hématopoiétique.

- La fluorescence émise, collectée a 90° par rapport au faisceau lumineux. Cette
fluorescence peut étre spontanée ou apportée a la cellule grace a un marquage par un
ou plusieurs fluorochromes spécifiques de constituants cellulaires. Le fluorochrome
absorbe I’énergie du laser et réemet 1’énergie absorbée par émission de photons d’une
longueur d’onde plus élevée. Plusieurs signaux de fluorescence peuvent ainsi étre
collectés simultanément et séparés les uns des autres grace a I’emploi de filtres
optiques adéquats.

Les signaux sont ensuite collectés et dirigés vers les détecteurs grace au banc optique.

Side scatter

Laser . .
Forward scatter

Figure 4 Représentation du side scatter (SSC) et du forward scatter (FSC).

Les fluorochromes

La fluorescence est définie comme la luminescence €mise, résultant de 1’absorption de
lumieére a une certaine longueur d’onde et de sa ré-émission a une longueur d’onde plus
grande. Les fluorochromes sont des molécules capables de fluorescence, leur excitation
provoque le déplacement d’électrons du cortege électronique vers des niveaux d’énergie
supérieurs, créant un état instable. Lorsque ces électrons reviennent a leur état stable, de
I’énergie est libérée sous forme de lumicre. Chaque fluorochrome est caractérisé par un
spectre d’absorption (ou d’excitation) et un spectre d’émission de fluorescence. Grace a ces
caractéristiques, on peut choisir le laser le plus efficace pour I’excitation, c'est-a-dire celui
situ¢ le plus pres possible du pic du spectre d’absorption, ainsi que le filtre le mieux adapté
pour une collection spécifique de la fluorescence, c'est-a-dire celui situé le plus prés possible
du pic du spectre d’émission. Les caractéristiques optiques des fluorochromes utilisés dans ce

travail sont résumées dans la table 1. Nous analysons 4 couleurs avec le laser bleu et 2 avec

chacun des lasers rouge et violets, ce qui nous permet d’étudier 8 antigénes simultanément.
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488 nm blue laser 633 nm red laser 405 nm violet laser

Figure 5 Conformations des cartes de déctecteurs : trigonales pour les lasers rouge et violet (gauche) et octogonale pour
le laser bleu (droite).

Certains fluorochromes sont utilisés en tandem. L’excitation du premier fluorochrome
donneur transfert son énergie a un second fluorochromes accepteur (figure 6). Deux
conditions doivent étre respectées pour un couple de fluorochromes : la distance entre le
donneur et I’accepteur doit étre comprise entre 1 et 10 nm et les bandes spectrales d’émission
du donneur et d’absorption du receveur doivent se chevaucher. Deux fluorochormes tandem

sont utilisés dans la combinaison présentée dans ce travail : PE-Cy7 et APC-H7.

Fluorochome simple Fluorochomes en tandem
- m——
Es + :
Es H :
- Fluorescence Excitafi @ ® ¥ 0 Fluorescence
Excitation (Emission) cliation E E (Emission)
Laser w1 )= Gs Laser —(T)> s

Figure 6 Diagrammes de transitions énergétiques lors de I’excitation des fluorochromes : cas du fluorochrome simple et
des fluorochromes en tandem.
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2.1.3 Electronique

Le detecteur

Le role des photomultiplicateurs (PMT) est de transformer les signaux optiques en signaux
¢lectriques. Les photons émis sont alors transformés en voltages compris entre 0 et 10 volts.
Les PMT ont également la capacité d’amplifier le signal électrique, ce qui permet
d’augmenter la sensibilité. Pour le signal FSC, le détecteur n’est pas un PMT mais une
photodiode.

L’ensemble du signal électrique issu de 1’émission de fluorescence d’une cellule lors de son
passage devant le laser est appelé impulsion. La durée de cette impulsion est appelée temps de

vol, et est de I’ordre de quelques microsecondes.

La digitalisation du signal

Le role du convertisseur analogique-digital est de convertir un signal analogique (valeur d’un
voltage) en signal digital (valeur numérique) assimilable par I’ordinateur (figure 7). Les
systemes actuels sont extrémement performants. La sociét¢ BD Biosciences a développé un
systtme de traitement du signal entiérement digital. Le signal provenant des PMT est
directement et continuellement digitalis¢ 10 millions de fois par secondes. Pour la mesure de
I’aire de I’impulsion, les données obtenues correspondent a une résolution de 18 bits (262 128
canaux). Nous avons la possibilité de représenter ces données de deux fagons différentes : sur
une échelle logarithmique de 5 décades, ou avec la représentation biexponentielle qui utilise
une échelle logarithmique pour les fortes intensités de fluorescence et une échelle linéaire
pour les faibles intensités (2 décades autour de zéro), permettant une meilleurs visualisation

des marquages faible.
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Figure 7 Principe de fonctionnement d’un convertisseur analogique. (Source : site internet de I'Institut de Recherche en
Biothérapies, Hopital St Eloi, CHU de Montpellier)

2.1.4 Représentation des données

Les valeurs numériques fournies par le convertisseur peuvent étre présentées sous deux
formes. Les histogrammes monoparamétriques représentent 1’intensité de fluorescence en
abscisse et le nombre de cellules en ordonnée. Les histogrammes biparamétriques ou
cytogrammes présentent eux deux signaux simultanément, un sur chaque axe. Chaque point
représente une cellule, et est appelé un « événement » (figure 8). D’autres représentations sont

possibles, mais non détaillées ici ca non utilisées dans ce travail.

A A

Nombre de cellules
Intensité du signal 2

>

Intensité du sianal Intensité du sianal 1
Histogramme monoparamétrique Histogramme biparamétrique

Figure 8 Modes de présentation des résultats en CMF. (Source : site internet de I'Institut de Recherche en Biothérapies,
Hépital St Eloi, CHU de Montpellier)
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2.1.5 Les réglages de I'appareil

Avant analyse, il est nécessaire d’optimiser les réglages de I’instrument en adéquation avec le
type de marquage et le type de cellules utilisées (19).

- Le réglage des PMT est réalis¢ a 1’aide de cellules non marquées, et est ajusté afin de
visualiser I’ensemble des sous-populations cellulaires dans la premiére ou la seconde décade
(20,21).

- Les débris pourront étre éliminés grace au réglage du seuil (threshold), qui définit le niveau
minimum de fluorescence d’une particule pour qu’elle soit détectée comme un événement. Ce
seuil peut s’appliquer sur le FSC ou tout autre parametre de fluorescence.

- Les chevauchements des spectres de fluorescence émis par les différents fluorochromes
simultanément utilisés dans les protocoles multi-couleurs créent des interférences. Les
appareils de CMF possédent des algorithmes qui permettent de corriger ce phénomene, c’est
le réglage des compensations (21,22). Les nouveaux systemes de digitalisation du signal

permettent un réglage des compensations a posteriori, aprés I’acquisition des données.

2.2 Probléeme des doublets de cellules

11 arrive que les cellules s’associent deux par deux, formant des doublets, et soient analysées
sous forme d’une seule cellule. Cela constitue un artéfact qu’il faut éliminer. On peut repérer
les événements associés a des doublets de cellules grace au cytogramme FSC-H (hauteur du
pic) fonction de FSC-A (aire du pic). Pour une cellule seule, ces deux paramétres sont
proportionnels, le point représentant 1I’événement est donc sur I’axe médian x =y. Une cellule
seule est caractérisée par H et A. Une cellule deux fois plus grande est caractérisée par 2H et
2A. Un doublet de cellules est caractérisé par 2A et 2H-g, en d’autres termes la hauteur du pic
est moins importante qu’attendue car I’intégralité du doublet n’est pas inclus dans le faisceau
laser d’un seul coup. Le nuage des doublets de cellules est donc identifiable en dessous de

I’axe médian (figure 9).
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Figure 9 Représentation des doublets de cellules. Le nuage des doublets de cellules est dissociable de celui des cellules
isolées sur le graphe représentant la hauteur en fonction de I'aire.

2.3 Les échantillons cellulaires

Pour étre analysables, les cellules doivent étre en suspension. Les échantillons de sang ne
posent donc pas de problémes, mais les tissus cellulaires doivent étre préalablement dilacéreés.
Concernant 1’analyse de la moelle osseuse, nous travaillons pour cette raison sur le sang
médullaire et non les grains médullaires. Les cellules sont recueillies dans un tube avec
anticoagulant a I’état frais, le délai 1’avant analyse doit donc étre court, de I’ordre de 24
heures. Afin de travailler sur moelle totale, une étape préalable de lyse des érythrocytes est

indispensable.

3. Avantages et limites de la CMF

La CMF, relativement simple d’utilisation, présente des caractéristiques tres intéressantes.

- Elle donne la possibilit¢é d’une analyse simultanée de plusieurs parametres, dont le
nombre dépend des performances de 1’automate. Le FACS Canto II, dont le laboratoire de
Grenoble dispose, est équipé de huit canaux de fluorescence, permettant I’analyse simultanée
de 10 parametres (huit fluorescences associées aux mesures de taille et de granularité). Grace
a l'utilisation de multiples combinaisons d’anticorps, on peut identifier et dénombrer de tres
nombreux types de lignées cellulaires ainsi que leurs stades de maturation. Des marqueurs de
référence spécifiques de chaque sous classes de cellules ont ainsi été décrits dans la littérature
(23,24).

- Le grand nombre d’éveénements analysables en peu de temps, de I’ordre de plusieurs
dizaines de milliers par secondes, offre des résultats précis et la possibilit¢ de détection

d’événements rares.
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- On note peu de risques techniques, hormis le prétraitement des échantillons. Ces
¢tapes d’incubation, de lyse des érythrocytes et de lavage, indispensables a 1’analyse, peuvent
cependant conduire a la perte d’érythroblastes et/ou de cellules fragiles (25,26).

- Grace a une grande stabilité de I’automate, 1’analyse technique est trés reproductible.

- La standardisation des résultats entre différents automates, et donc entre laboratoires,

est réalisable grace a une procédure précise de réglage des détecteurs.

4. Place de la CMF dans le diagnostic des hémopathies

La CMF est un maillon aujourd’hui incontournable de I’exploration des hémopathies. Elle
répond a plusieurs interrogations au moment du diagnostic ou lors du suivi du patient,
essentielles a une prise en charge thérapeutique correcte :

- Rechercher, confirmer ou infirmer un diagnostic d’hémopathie maligne ;

- Préciser les caractéristiques du clone, c'est-a-dire déterminer la lignée impliquée et le

niveau du blocage de maturation ;

- Rechercher des marqueurs pronostics, thérapeutiques ou de progression tumorale ;

- Définir les sites atteints par les cellules malignes ;

- Suivre Pefficacité d’un traitement et/ou dépister précocement une rechute.
Ces analyses peuvent étre réalisées sur n’importe quel type de prélévement : sang, moelle
osseuse, liquides biologiques, ponctions de ganglions ou biopsies. Les populations cellulaires
normales sont détectées grace a leurs phénotypes spécifiques. Des populations cellulaires
phénotypiquement anormales ont été décrites dans de nombreuses hémopathies, notamment
au cours des syndromes lymphoprolifératifs T, B ou NK (lymphomes non Hodgkinien,
leucémie lymphoide chronique, maladie de Waldenstrom, leucémie a ticholeucocytes, a LGL,
syndrome de Sézary...), néoplasies plasmocytaires, leucémies aigiies lymphoides et
my¢loides, pathologies mastocytaires, pathologies a cellules dendritiques, syndromes
my¢élodysplasiques et/ou myéloprolifératifs et hémoglobinurie paroxystique nocturne
(21,24,27,28).
Ces applications sont soumises aux recommandations du Groupe franco-belge d’étude
immunologique des leucémies (GEIL), de I’European group for the Immunological
Characterisation of Leukemias (EGIL) (29), ainsi qu’a d’autres instances européennes ou
internationales. La conférence de consensus Bethesda International en CMF donne des
recommandations  précises concernant les indications médicales de [’analyse
immunophénotypique (28), ainsi que des panels de réactifs d’intérét selon le contexte clinique

(19). EuroFlow, qui est un groupe d’expert européen travaillant a 1’harmonisation des
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pratiques de cytométrie en flux et a la standardisation, propose également des panels
d’anticorps correspondants a des situations cliniques précises (30,31). Une synthése discutant
en détail des applications du typage cellulaire au cours des différentes hémopathies a été
publiée dans Blood en 2008 (24).

Utilisée quotidiennement pour la caractérisation des cellules malignes, la CMF n’est pas
utilisée a ce jour pour classer et effectuer un compte des cellules normales de la moelle
osseuse. L immunophénotypage des cellules malignes est a la nomenclature des actes de

biologie médicale.

C. Evolution vers I'automatisation : nécessité de I’association de
techniques complémentaires

La cytométrie en flux et la cytologie ont des intéréts trés complémentaires pour
I’identification des populations cellulaires. Concernant I’analyse du sang, la pratique courante
est d’associer les deux techniques (18). Aujourd’hui, la majorité¢ des automates de numération
fonctionnent sur le principe de la CMF, permettant une reconnaissance des différentes sous-
populations cellulaires et leur numération en peu de temps a partir d’un grand nombre
d’événements. En cas de difficultés de 1’automate, d’alarmes ou d’anomalies biologiques, la
cytologie est associée apportant 1’analyse morphologique des cellules (33).Les automates de
numération formule sanguine Sysmex XE, dont dispose le laboratoire d’hématologie de
Grenoble, proposent une formule leucocytaire sanguine basée sur la diffraction aux grands
angles (granularité) et aux petits angles (taille) ainsi que sur la fluorescence des cellules li¢e a
leur contenu en ARN et ADN (plus la cellule est immature, plus elle est riche en acide
nucléiques, plus I’intensité de fluorescence est €levée) (18). De nombreux autre automates
proposent des numérations formules sanguines basées sur la cytométrie en flux (ABBOTT
Cell Dyn Sapphire, BAYER Advia, BECKMANN-COULTER LH, HORIBA ABX Pentra).

Seul I’Hématoflow, systéme automatisé d’expertise cytologique proposé depuis 2005 par
Beckman Coulter, réalise réellement un immunophénotypage des cellules. Cette méthode
conjugue un analyseur de cellules classique et un cytometre en flux 5 couleurs, avec réactif
pré-mix de 6 anticorps en 5 couleurs associé¢ a une démarche analytique. Elle s’est avérée plus
reproductible et sensible que le comptage manuel, en particulier pour le compte des blastes.
Son intérét en tant que méthode de support en cas de leucocytes pathologiques ou de

leucopénies semble prouvé (32).
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Encore utilisé en recherche seulement, I’automate ImageStream™ Imaging Flow Cytometer
(amnis) associe I’immunophénotypage, avec un marquage par 10 fluorochromes, et la
cytologie grace a des images haute résolution des cellules dans le flux.

Concernant ’analyse de la moelle osseuse, I’apport d’une technique de comptage des
populations cellulaires en cytométrie semble donc trés intéressant. Son association a la
cytologie permettrait de cumuler les avantages des deux techniques : évaluation de la richesse
médullaire, analyse morphologique des cellules et évaluation de la lignée mégacaryocytaire
par la cytologie ; compte d’un grand nombre de cellules, reproductibilité et standardisation
inter-laboratoire des pratiques, ainsi que différenciation des sous types de lymphocytes pour la

cytométrie.
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OBJECTIFS DE CETTE ETUDE

Dans le quotidien du laboratoire, nous recevons de nombreux prélévements de moelle osseuse
pour bilan d’hémopathies, avec des orientations cliniques souvent incomplétes voir absentes.
Il est recommandé de commencer 1’é¢tude par une analyse cytologique rapide du méme tube
de moelle avant ’analyse immunologique. Cela permet d’apprécier la qualité du prélévement
(hémodilution) et de donner une orientation diagnostique afin de choisir au mieux le panel
d’anticorps a utiliser pour la caractérisation des cellules anormales. Nous souhaitons
remplacer cette étape afin d’éviter de doubler I’analyse cytologique, car les tubes de
prélévement ne sont pas les mémes pour I’hématologie et I’'immunologie, et d’optimiser les
renseignements fournis pour la poursuite de 1’analyse et le délai de rendu du résultat. Le panel

d’anticorps doit répondre a 4 objectifs :

identifier un maximum de cellules appartenant aux différentes lignées, a chacun des
stades de leur maturation, avec 8 anticorps en un seul tube ;

- compter chacune des catégories de cellules, normales ou pathologiques, par rapport a
une population référente, avec fiabilité, précision (méme pour des événements rares) et
reproductibilité ;

- détecter les moelles pathologiques, caractériser I’anomalie pour orienter vers un panel
complémentaire approprié ;

- apprécier la qualit¢ du préleévement, en particulier répondre a la question de
I’hémodilution.

Cette approche doit étre rapide, simple, et réalisable par des techniciens sous la responsabilité
du biologiste. A I’heure actuelle, de nombreuses combinaisons d’anticorps permettant de
cibler une pathologie sont validées, mais aucune méthode remplissant ces quatre objectifs

n’est publiée.

La mise au point de cette démarche analytique a nécessité plusieurs étapes.

* Le choix d’une combinaison unique de 8 anticorps, basée sur la connaissance de leur
spécificité rapportée dans la littérature, permettant de compter la majorité des sous
populations médullaires en un seul tube (travail préalablement réalisé¢ au laboratoire), et la
mise au point d’une stratégie d’identification de ces sous populations.

= La validation de la stratégie proposée pour P’identification et le comptage des
populations cellulaires normales ou pathologiques. Nous avons réalisé une étude

prospective et en aveugle d’une centaine d’échantillons normaux et pathologiques regus au
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laboratoire portant sur la comparaison du comptage cellulaire obtenu en CMF a celui de la

cytologie.

= La recherche de critéres d’alerte permettant de suspecter des situations pathologiques

et de déclencher des compléments d’analyse, a partir d’exemples.

* La mise en place d’une démarche qualité

La standardisation du FACS Canto-II selon les recommandations du groupe France-
Flow,

La validation des volumes d’anticorps utilisés,

La validation de la stabilit¢ du résultat aprés plusieurs jours de conservation des
prélevements,

L’¢tude de la reproductibilité de 1’analyse,

Le choix d’une méthode d’évaluation de I’hémodilution, indicateur de la qualité des

prélevements.
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ABSTRACT

Background. Bone marrow analysis by flow cytometry is part of the routine diagnosis of
hematological disorders in medical laboratories. Previous leukocyte differential and search for
abnormal subsets is yet usually performed through morphological examination on glass
smears by skilled microscopists. In the present work we propose a single 8-color tube aiming
at equivalent information using flow cytometry. Methods. 99 bone marrow samples were
classified in 2 groups, 1) 51 normal samples from healthy donors (3) or patients suffering from
different diseases at diagnosis or during remission (48), and ii) 48 pathological samples
involving quantitative and/or qualitative abnormalities. A panel of 8 antibodies — CD3-FITC /
CDI10-PE / CD38-PerCP-Cy5.5 / CD19-PECy7 / CD36-APC / CD16-APC-H7 / CD34-
BV421 / CD45-V500 - was tested for identification of the main cell subsets at different stages
of maturation using a FACSCanto-II analyzer. Results. We first proposed a strategy of
sequential regions leading to identification 14-part normal leukocyte differential, i.e.
erythroblasts, monocytes, B-cells from hematogones to plasma-cells (4 subsets), T- and NK-
cells, polymorphonuclear cells (neutrophils, eosinophils and basophils), myeloblasts and other
immature granular cells. We validated this approach by flow cytometry against microscopic
morphological examination, in case of normal as well as tumor cells. Very interestingly, we
showed that cell identification and numeration by flow cytometry was very easily performed
and highly reproducible. Conclusion. A very simple, rapid, and reproducible flow cytometric
approach is able to determine the bone marrow cell composition with high precision using a

combination of 8 antibodies.

Key words

Bone marrow, leukocyte differential, standardization, flow-cytometry
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INTRODUCTION

Bone marrow is a complex tissue where multiple haematopoietic lineages are
differentiating. Many cell subsets are thus normally present, at different stages of maturation.
As a central site of haematopoiesis, it is frequently disturbed in pathological conditions, and
quantitative as well as qualitative abnormalities are regularly tracked in medical practice.

With the aimed at excluding malignancies, investigating peripheral cytopenia at
diagnosis, or evaluating therapy, immunophenotyping using flow cytometry is nowadays part
of the diagnostic for numerous haematological diseases, including myeloid as well as
lymphoid lineage (1). Because of only vaguely defined diagnostic questions in many
instances, it is usually performed after manual examination of the stained sample smear by a
skilled microscopist, based on morphological criteria. Previous overview of cell composition
is indeed prerequisite to more accurate further investigation. In the present work, we propose
a unique combination of 8 antibodies, i.e. CD3 /CD10/CD38/CDI19/CD36/CD16/CD34
/ CD45 which, in addition to FSC and SSC parameters, is able to delineate reliable evaluation
of 14 normal bone marrow cell subsets, using a simple, reproducible, precise and standardized
approach. The antibodies have been chosen because of their well-known and complementary
specificities towards several hematopoietic cell subsets (table 1), and a sophisticated gating
strategy has been defined. Interestingly, we demonstrated that our approach is highly
correlated to microscopic cell differential count of the corresponding subsets i.e.
erythroblasts, monocytes, mature polymorphonuclear cells (neutrophils, eosinophils and
basophils), myeloblasts and other immature granular cells, plasma cells and lymphocytes. All
lineages can thus be examined by flow cytometry, except megakaryocytes. Delineation
between different stages of maturation within myeloid cells is possible, but less accurate by
flow cytometry. Conversely, lymphocytes can be separated as regards T-, NK- and B-cell
lineages, what is morphologically impossible. Furthermore, all stages of B-cell differentiation
from type 1 and 2 hematogones to transitional, then mature B cells and plasma cells are also
distinguishable. Such discrimination 1is indeed of great importance as regards
immunophenotyping applications of flow cytometry. Of note, the present work aimed at
correctly classify cell subsets within the adequate lineage and stage of maturation, whether
they are normal or abnormal. Discrimination between normal and pathologic cells was not

currently on purpose. This will be performed in a further study.
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Similar studies aiming at leukocyte differential by flow cytometry using only one tube
have rarely been reported in the literature (2,3). Four of them concerned only blood samples,
what corresponds to far less complex cell composition. They used 6 to 10 antibodies to
identify respectively 8 to 13 cell subsets (4-7). Only one study analyzed bone marrow,
allowing recognition of 4 subsets with 4 antibodies (8). The originality of the present study is
the distinction of a very large number of cell populations or stages of maturation, in particular
within the lymphoid lineages, what authorized better detection and characterization of
abnormal contexts.

Also very interesting, we demonstrated that the analysis is easy, quickly achieved,
highly reproducible between technicians in charge of the study, and requires far less

specialization than for microscopic examination.
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MATERIALS AND METHODS

Patients

At Grenoble hospital, 99 consecutive patients were prospectively included in the study from
March to August 2013, after information according to the protocol approved by the
Institutional Review Board. They consisted in 59 men and 40 women, with mean age of 61.3
years (minimum 4 months, maximum 91 years). They were classified in 2 groups according to
morphologic and immunological criteria: 1) 51 normal samples from healthy stem cell
transplantation donors (4), or from patients with various diseases (47) at diagnosis or at
remission during follow-up, 2) 48 abnormal samples including infiltration by tumor cells (38)

dysplasia (9) or other disorders (1). The precise diagnosis is shown on table 1.

Cell preparation and flow cytometric analysis

About 0.5 ml of bone marrow aspirate was collected in BD Vacutainer” 4 ml K2E (EDTA)
anticoagulant plastic tubes (Ref 368861) for routine analysis. Remaining cells were used for
the present study. Morphological examination by microscopy and immunophenotyping by

flow cytometry were performed within 8 hours, using the same sample tube.

Cell numeration.

Leucocyte concentration was obtained with an ABX MICROS 60 instrument.

Immunophenotyping.

The present panel consisted in one tube containing the following 8 antibodies from BD
Pharmingen™: CD3-FITC (SK7; Mouse IgG1,k; Ref 345763), CD10-PE (HI10a,’; Mouse
IgGl, «; Ref 332776), CD38-PerCP-Cy5.5 (HIT2; Mouse IgG1, k; Ref 551400), CD19-PE-
Cy7 (SJ25C1; Mouse IgG1, « Ref 341113), CD36-APC (CB38; Mouse IgM, «; Ref 550956),
CD16-APC-H7 (3G8; Mouse IgGl1, k; Ref 560195), CD34-BV421 (581; Mouse IgG1, «; Ref
562577), CD45-V500 (HI30; Mouse IgG1, «; Ref 560777). The specificity of these reagents
is presented in table 2.

Staining has been performed using direct immunofluorescence lyse and wash method. Briefly:
100 pl of bone marrow sample containing a maximum of 2 million cells were incubated with
the combination of antibodies at the supplier recommended concentration during 15 minutes

in the dark, at room temperature. Then, erythrocyte lysis and sample washing were achieved
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with BD FACS™ Lysing Solution (Ref 349202) and PBS (Gibco by lifetechnologies; Ref
18912-014) respectively, using a BD FACS Lyse/Wash Assistant device.

Analysis was performed using 3-laser, 8-color BD FACSCanto "™ II flow cytometer (BD
Biosciences, san Jose, CA, USA) and BD FACSDiva Software version 6. BD™ CompBeads
(Ref 552843) were used for compensation settings. In order to allow standardization (9), we
used the operating procedure from Euroflow group and PMT were adjusted using Rainbow
Calibration Particles (BD Sphero ™; Ref 559123), according to target values provided by this
group for each of the 8 fluorescence channels (9). Afterwards, 100 000 up to 300 000 events

were acquired.

Morphological analysis by microscopy.

A drop of bone marrow sample was spread on glass as a smear, and analyzed after May-
Griimwald-Giemsa coloration (AerosprayPro by ELITech using Thiazine SS-071B-EU and
Eosine SS-071C-EU) with an Axioskop microscope (ZEISS). At least two hundred cells were

counted by two different operators on two separated slides.

Statistical analysis

Differential cell counts by 2 techniques were compared using Spearman’s correlation test with
Statview software. Differences were considered significant for a p-value <0.05 and Rho
correlation coefficient was calculated. The dispersion of differences as regards mean values

was shown using Bland Altman graphs using Excel 2003.
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RESULTS

The combination of the following eight antibodies, i.e. CD3 / CD10 / CD38 / CD19 / CD36 /
CD16 / CD34 / CD45 was used to identify cell composition of bone marrow samples. Except
CD3 and CD19, which are specific for T- and B-cell lineage respectively, all other antibodies
have been selected because of their ability to recognize different subsets of several lineages,
or discrete stages of differentiation within a lineage (table 2). A precise gating strategy is thus

necessary to select the numerous bone marrow cell populations.

A precise gating strategy allows the identification of 14 normal cell subsets

Exclusion of undesirable events (Fig.1 A-E)

First, singlet cells were selected by eliminating doublets using FSC-area / FSC-height, as
classically performed. Then, platelets were gated as CD36+ CD45- events, and further
separated from erytroblasts on the basis of lower FSC and higher CD36 expression. A
separation between the two subsets was clearly visible in most instances. The following step
consisted in discriminating debris (FSC and SSC low within CD38 high) and erythrocytes
(CD36- CD45- CD19- CD38-). In normal bone marrows, negativity of both CD45 and CD36
is characteristic of erythrocytes. In pathologic conditions yet, this phenotype might be shared
by abnormal plasma cells and some leukemic B-blasts (10,11). Therefore CD38 high and
CD19 positive cells had to be excluded from this selection, in order to avoid elimination as
undesirable events. Metastatic cells, which are exceptionally present in bone marrow, can be
also discriminated from erythrocytes on the basis of their larger size. All undesirable events
were then joined as a single population and finally eliminated in order to select a definite

region of as pure as possible bone marrow nucleated cells (BMNC).

Erythroblasts, monocytes and plasma cells identification (Fig.1 F-H)

Erythroblasts were selected as CD36+ CD45- events. They were identified as a sole
population, but down regulation of CD36 was indicative of maturation towards erythrocytes
(12—14). Monocytic cells are CD36+ CD45+ (1). They were selected after further elimination
of CD36+ granular cells on the basis of intermediate SSC. Unfortunately, there was no
possible discrimination between stages of maturation, but expression of CD16 should be
noticed, as indicative of inflammatory monocytes (15,16). Next, plasma cells were selected on

the basis of CD45+ CD38 high and SSC intermediate phenotype. The gate was enlarged to

43



include abnormal myeloma plasma cells, which may be CD45 negative and express lower
CD38 levels (10). At this step of evaluation, all 3 subsets were joined and then eliminated for

subsequent analysis.

Lymphocytes identification (Fig.1 I-L)

CD19 was used to identify all B-cell lineage members. Interestingly, maturation could
precisely be followed from type-1 to type 2 hematogones (HG), then to transitional (Bt) and
more mature B (Bm) cells, using CD38 and CD45. Three spots are indeed clearly observed
within CD38high cells, with three different levels of CD45 intensity, corresponding to the
first three subsets. All of them were CD10+ and type-1 HG were CD34 + (data not shown), as
expected from the literature (17). Mature B-cells are CD45 high and heterogeneous regarding
CD38 intensities. Besides, T-cells were selected as CD3+, and NK-cells as CD16+ and CD3-
events. In these lineages, early stages of differentiation do not take place in the bone marrow
or are not recognizable. Finally, all lymphocytes were also selected as SSC low events, thus
eliminating non-specifically stained cells. Next step consisted in pooling erythroblasts,
monocytes, plasma cells, B- T- and NK-cells as mononuclear cells (MNC), and excluding

them from analysis.

Myeloid cells identification (Fig.1 N-R)

First, myeloblasts were identified as CD34+ SSC low events and then eliminated from further
analysis. Among remaining granular cells, eosinophils were selected as CD45 high, CD16 low
or negative, SSC high and FSC intermediate events (3,14). The analysis of CRTH2 expression
(18) demonstrated that such a gating strategy was indeed a good way for their identification
(data not shown). Opposite, basophils are known to rely within a region of SSC low, CD45
low and CD38 high characteristics (3,14). This is not specific of this subset, but normal cells
harboring the same phenotype are infrequent. So we assumed that such an evaluation is
satisfactory, if the subset remains rare. Precise identification needs to be performed only in
case of excess. Neutrophils were then recognized as SSC high, CD10+ and CD16 high events
(2, 3, 14, 19). The following step consisted in pooling all previously identified myeloblasts
and polymorphonuclear cells. After their exclusion from the granular populations, only
immature granulocytes (IGRA) i.e. promyelocytes, myelocytes and metamyelocytes,
remained. Although a maturation way from CD38 high / CD16 negative, towards CD38 low /

CD16 high was evident, there was no clear cut-off between different stages. As we could not
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manage to define a standardized strategy to discriminate between them, we enumerated them

as a whole, and only qualitatively appreciated maturation.

Unidentified cells (Fig.1 S)

At the end of analysis, we jointed all classified subsets and deduced the frequency of
unidentified events within the selected bone marrow nucleated cells. FSC/SSC and
CD45/SSC representations allowed us to determine whether they consisted in a well-defined

subset or were dispersed in different points of the graph.

Sample analysis

We thus applied this strategy to 51 normal and 48 pathological samples. In most instances, we
did not encounter any difficulty in positioning the successive gates. The final results consisted
in the differential count of the 14 aforementioned subsets in % within BMNC. They also
relied on qualitative appreciation of erythroblastic and granulocytic differentiation. The
presence of inflammatory monocytes too was noticed. Also very important was the evaluation
of the frequency of unidentified cells. In normal bone marrows it was very low, ranging from
0.4% to 2.5% (mean 1.2% +/- 0.5%), and cells were dispersed throughout the graph. In
pathological bone marrows, unidentified cells represented less than 3% (mean 1.4% +/- 0.6%)
of total cells in 90% of the cases (43/48). In 2 samples, they were moderately higher (3.3%
and 4.3%), but still consisted in isolated events. In the last 3 cases, they clearly corresponded
to homogeneous subsets of 7.6%, 22% and 45% of BMNC. Complementary investigations let
us classify these cells as CD34- CD117+ CD13+ myeloblasts in 2 samples, and CD20+ Ig
Kappa B-cells with low CD19 expression in one case. We thus consider that more than 3%
undefined cells that are grouped as a unique subset could be pathologic, and must be further
identified using more specific markers.

Since normal and pathological cells could have been identified in the same way, all samples

from both groups were consequently pooled for further analysis.

The flow cytometric approach is validated by microscopic examination

We validated our approach by comparing results obtained by flow cytometry and
morphological examination. Therefore, we grouped T-, NK-, B-cells and hematogones as
lymphocytes, since they are counted together by microscopists. We also grouped

promyelocytes, myelocytes and metamyelocytes as immature granulocytes because these
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stages were not separated by flow cytometer. We first pointed out that the presence of
unidentified cells did not indicate wrong classification, but just fail in classification of a cell
subset. When assigned to the proper lineage thanks to additional antibodies, a great
correlation with morphology could then be observed in the three samples revealing more than
7% unidentified cells. In the 2 first cases, CD34+ and unidentified cells reached 37 % and 49
%, whereas blasts cells represented 35 % and 45 % respectively by microscopic examination.
In the third case, 28.3 % lymphoid cells and undefined cells were counted by flow cytometry
and 34 % by morphology. Of note, in one case only, abnormal cells were misclassified. They
were categorized as immature granulocytes instead of immature monocytes, due to lack of
CD36 (20). For all other cases a very good correlation was demonstrated, in cases of normal
as well as pathologic samples (Fig.2). Evaluation of lymphocytes revealed to be highly similar
by both techniques (Rho = 0.91, p <0.001 and slope = 0.94). Three other subsets, i.e.
erythroblasts, neutrophils, and immature granular cells also were statistically well correlated
(Rho >0.80 and p <0.001), while there was a trend towards underestimation for the first two
populations (slope = 0.61 and 0.76 respectively) and towards overestimation for the last one
(slope = 1.28) by flow cytometry. Although statistically significant (p<0.001), correlation of
monocytes counts only reaches 0.66 for Rho, with a slope of 0.80. Myeloblasts, eosinophils,
basophils and plasma cells are rare cells in normal conditions (<5%). This was also observed
using the present approach. In one case only, eosinophils reached 5% by flow cytometry, and
only 1% by microscopy. Interestingly, expansions of these cells, as observed by
morphological examination (myeloblasts in 5 cases, eosinophils in 3 cases, basophils in 1

case, and plasma cells in 3 cases), have always been detected too by flow cytometry.

The enumeration of cell subsets by flow cytometry is highly reproducible

In order to appreciate the feasibility of the analysis in a medical laboratory, we randomly
selected 10 bone marrow samples, 5 within the normal group and 5 within the pathologic
group. All of them were blindly analyzed by 9 technicians, students or biologists after
entertainment on previous samples, using our well-defined template. Of note, gates had to be
only marginally adjusted in most cases, and results demonstrated great reproducibility of the
analysis (table 3). Concerning bone marrow cell subsets over 5% of total cells, CV was
indeed below 11% in 95% of the cases (41/43). It reached 17% and 18% for only two

neutrophil subsets. For populations representing less then 5% of total cells, CV was not a
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good indicator of reproducibility. In these cases, the little dispersion of the values was attested

by low standard deviations.
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DISCUSSION

Eight- or 10-color most recent medical flow cytometers offer inestimable opportunities
to easily and precisely analyze complex cell populations using reduced number of antibodies
thanks to multiparametric approaches. In the present work, we demonstrated that a unique
tube containing 8 antibodies allowed a detailed evaluation of bone marrow cell composition,
by identifying and enumerating at least 14 subsets within lymphoid and myeloid lineages.

Such a leukocyte differential was achieved using sophisticated sequential gating with
progressive elimination of identified cells. This strategy greatly facilitated selection of the
various subsets. Definition of a pure as possible referent population of nucleated cells was
also of major importance in the analysis. Differently from several reports, we did not use
DNA dyes that directly identify nucleated cells (4). We preferred to eliminate undesirable
events by a series of gates to spare fluorescent channels for antigenic markers. Therefore we
had to remove aggregated cells, platelets, erythrocytes and debris, as described in Fig.1. The
very low frequency of unidentified cells (<2% in normal samples) proved the high efficacy of
this method.

Our panel included 8 antibodies i.e. CD3 / CD10 / CD38 / CD19 / CD36 / CD16 /
CD34 / CD45. 1t allowed quantitative differential of 7 normal subsets within each of the
lymphoid and myeloid lineages. Concerning myeloid cells, the first identified cells were
erythroblasts (CD36+ CD45-) and monocytes (CD36+ CD45+). In contrast to morphological
examination, erythroblastic maturation was only qualitatively evaluated. Otherwise, immature
and mature monocytes were not separable, but inflammatory cells could be identified as
CD16+ events (15). All mature polymorphonuclear cells were classified too, i.e. neutrophils
(CD10+ CD16 high) and eosinophils (CD45high CD16-) within SSChigh events, and
basophils as SSClow CD45low events. Although not specific, this last phenotype 1is
essentially expressed by basophils, provided CD34+ immature cells had been previously
excluded. They are very rare cells, under 1% in normal conditions. More specific markers
such as CRTH2, CD123 or CD203 (1,14,18,21) have to be tested for definitive identification
only in cases of over representation, to formally discriminate them from other potentially
pathological cells like CD34 negative blasts. Opposite on the maturation direction,
myeloblasts were selected as CD34+ CD19- events. Interestingly, they were thus clearly
separated from CD34+ hematogones. Between blasts and mature cells, all steps from
promyelocytes to metamyelocytes could be observed on CD38/CDI16 representation.

Although clear discrimination could not be standardized, qualitative evaluation was

48



appreciable, and careful observation could reveal blockage of differentiation with
accumulation at early stages, or abnormal pathways. Of note, megacarycytic lineage was nor
observable.

Compared to morphological examination on glass smears, lymphoid cells were far
more precisely characterized. Within the CD45high SSClow events they can clearly be
separated in CD3+ T-cells, CD3- CD16+ NK-cells, and CD19+ B-cells. Opposite to mature
T- and B cells, which are all specifically recognized by CD3 or CD19, a minority of NK-cells
do not express CD16 (22). They will thus appear as CD45high unidentified events. Such a
subset is indeed always visible in the corresponding graphs (Fig.1 S). As a general rule with
our method, these cells have to be formally identified by CD56, CD2 or CD7 markers only in
case of overrepresentation. Of note, B-cells are differentiating in the bone marrow, and it is
remarkable that all the maturation steps from the most immature type-1 and 2 hematogones,
up to mature B-cells and plasma-cells via transitional B-cells could easily be identified using
CD45 and CD38 levels of expression (17).

To our knowledge, only one study reported bone marrow leukocyte differential using
flow cytometry and a single tube (8). It referred to 4 antibodies (CD66abce / CD14 / CD45 /
CD34) for the delineation of 4 subsets (granulocytes, monocytes, lymphocytes and immature
cells). This is obviously insufficient for bone marrow cell composition overview, as regards
its complexity. Four other reports proposed combinations of 6 (CD36 / CD2+CRTH2 / CD19
/ CD16 / CD45) (6), 7 (CD36 / CD203+CD138 / CD45 / CD16+CD56/ DRAQS) (4), and 10
(CD16+CD19 /CD123 /CD33+CD64 / HLA-DR / CD34+CD117 / CD45 / CD38+Hoechst)
(5), CD4+CD14 /CD16+CD56+CD34 / CD19 / CD45+CD138 / CD3+CD71) (7) antibodies
or dyes for the delineation of respectively 11, 10, 8 and 13 leukocyte subsets. All of them
identified monocytes, mature neutrophils, eosinophils and basophils, blasts, immature
granulocytes, and total lymphocytes. Only the first and last panels also identified T- B- and
NK-cells (6), only the second and third panels also identified erythroblasts (4,6), and only the
third and last panels counted plasma-cells (5,23). None of them appreciated early stages of B-
or myeloid- cell differentiation. Compared to our proposal, cell subsets differentiation was
thus less complete and adapted to bone marrow samples, and noteworthy, these combinations
have actually only been tested for blood samples. In such localizations, immature cells,
erythroblasts and plasma cells are only observed in pathological conditions, and notably,
never altogether. Conversely, all these cells are normal components of bone marrow, what
highly increased the difficulty of differentiation. Otherwise, several groups reported extended

bone marrow cell differentiation, but using several tubes of analysis (2,3).
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Importantly, we demonstrated that cell identification and counting using our strategy
was appropriate, as attested by comparison of flow cytometry to microscopic examination.
Indeed, using Spearman’s correlation, we obtained p values <0.001 and rho coefficients > 0.7
for most well represented subsets. This could be considered as a very interesting correlation
comforting our approach, given the difficulty and limited reproducibility in cell counting by
microscopy as discussed later. Indeed, lymphocytes were counted to the same extend by flow
cytometry as by morphology (linear correlation slope = 0.94). Erythroblasts and monocytes
were also well correlated, but with a trend towards underestimation using flow cytometry
(linear correlation slope = 0.61 and 0.80 respectively), probably because of loss of the most
mature subsets of erythroblasts following sample lysis, as reported from the literature (24),
and lack of CD36 on some monocytic subsets, such as very immature cells (25). Correlation
of both technics for immature and mature neutrophils was also quite good, with an inverse
trend, i.e. slight overestimation in the former case (linear correlation slope = 1.28), ad
underestimation in the second one (linear correlation slope = 0.80). This means that
microscopic and flow cytometric discrimination between both subsets did not exactly overlap,
what has already been noticed by other teams (4,5). However the difference observed with our
approach did not reach twofold for immature granulocytes as described. Concerning plasma
cells, we did not obtain lower cell counts by flow cytometry, as described in many reports
(26,27). It should be pointed out that both normal (group 1) and pathological subsets (group 2)
were correctly identified and counted (Fig. 2) using our approach. In 3 cases only,
unidentified cells were abnormally high (7.6%, 22% and 45%). They revealed to be immature
CD34- myeloid cells (2 cases) or abnormal B-cells with low expression of CD19 (1 case).
Importantly, such cells had not been missed as abnormal subsets. At present, only one
misclassification had been observed. This was due to lack of CD36 on pathological monocytic
cells. Because of high SSC and low CD45 expression, these cells did not revealed as
undifferentiated events, but were confused with immature granulocytes. Although very rare,
such an observation obliged to confirm the origin of all overexpressed subsets. Even if
obviously our single tube cytometric approach will not replace morphologic examination, it
should be pointed out that the rapidity, easiness and reproducibility of analysis should be
helpful for the precise enumeration of particular subsets.

Apart from quantitative evaluation, abnormal phenotypes could also be detected, for
example, CD10 expression by mature B-cells or T-cells, CD19 and CD45 negativity on
myeloma plasma cells... Likewise, all parameters allowing calculation of the Ogata score for

myelodysplasic syndrome diagnosis are too available (28). The ability of the present panel to
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detect quantitatively or qualitatively abnormal cells is of particular interest for a screening test
that could orientate the choice of antibodies for further characterization of hematological or
immunological disorders. This will be the subject of detailed further investigations.

The present flow cytometric approach revealed to be very precise for bone marrow cell
subsets quantification, even for rare cells, since at least 100,000 events were counted. It was
also very rapid and easy to perform since selecting gates had to be only marginally adapted
for each sample as far as a previously defined template was used. Consequently, cell counting
proved to be highly reproducible, as attested by the analysis of the same samples by 9
different individuals (Table 3). Riimke tables highlighted this is very different using
microscopic examination (29,30). There might be actually a large bias in the selection and
counting areas, a large statistical imprecision in microscopical classification due to the fact
there are many cell classes but relatively few cells counted in the sample, and color bias in
staining may affect the cellular classification. Nowadays, automated cell analysis may be
performed by computer software to reduce human subjectivity in cell classification, but they
only concern blood and not bone marrow.

Another very interesting point was the opportunity to standardize the technique thanks
to target values that were defined with beads for each of the 8 channels of fluorescence (31).
This might allow highly reproducible results along time within a same laboratory, or between
several flow cytometers from different laboratories. This has begun to be tested in the Saint
Etienne hospital, and results revealed to be highly reproducible, as expected (data not shown).
According to the aforementioned characteristics of the test, it might also be envisaged that
analysis should be automatized on flow cytometers, as it has been performed with blood
samples (32).

In conclusion, our combination of only 8 antibodies proved to accurately characterize
14 normal cell subsets actually representing bone marrow cell composition. The analysis is
rapid, reliable, highly reproducible, standardized, robust, and can probably be semi-
automatized. Interestingly it could detect quantitative as well as qualitative abnormalities, thus
providing a very interesting overview of bone marrow cell composition, and a screening test

for hematological or immunological disorders.
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Figure 2.
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Figure 1. Gating strategy. Step 1: exclusion of undesirable events (platelets, red blood cells
and debris), optimizing the bone marrow nucleated cells population (BMNC) characterization.
Step 2: identification of erythroblasts, monocytes and plasma cells. Step 3: identification of
lymphoid cells (T-, NK-cells and four B-cell maturation stages). Step 4: identification of
CD34+ myeloblasts, eosinophils, basophils, mature and immature neutrophils. Visualization
of a maturation way from promyelocyte towards metamyelocytes on a CD16/CD38 graph.
Step 5. Visualization of unidentified cells and final view. At the end of each step, all

identified cells were excluded for further analysis.

Figure 2. Comparison of bone marrow cell differential between flow cytometry and
microscopic examination for 99 normal or pathological samples. Values of the slopes and
Spearman’s correlation coefficient Rho and p are given in a separate table. The dispersion of
differences as regards mean values is shown using Bland Altman graphs. Values for basophils

are too low to be statistically used.
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Table 1. Clinical context for patients with studied bone marrow.

Nb (99)
Normal bone marrow samples
Healthy donors 4
ALL or AML during remission 11
B-cell lymphoma without bone marrow involvement 5
Myeloma during remission 1
Myeloproliferative syndrome during remission 2
Unexplained cytopenia and ITP 23
Polyclonal lymphocytosis 1
Others 4
Total 51
Pathological bone marrow samples
B-cell ALL and AML 8
B-cell LPD 18
T-cell LPD 2
Myeloma 8
MGUS 1
Myeloproliferative disease 1
Myelodysplastic syndrome 5
Folate deficiency 4
latrogenic pancytopenia 1
Total 48

ALL: Acute Lymphoid Leukemia; AML: Acute Myeloid Leukemia;
ITP: Idiopathic Thrombocytic Purpura; LPD: LymphoProliferative Disease;
MGUS: monoclonal gammapathy of unknown significance.
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Table 2. Flow cytometric approach for the identification of different cell subsets, used in
our gatting strategy.

Antibody Normal cellular expression
Anti-Human CD3 T-cell specific expression (on mature T-cells only)
Anti-Human CD10 Positive on precursors and transitional B-cells

Negative on mature B-cells in bone marrow

No expression in the T-cell lineage

Positive on mature polymorphonuclear cells

Anti-Human CD16 Positive in neutrophils lineage (metamyelocytes and matures cells)
Negative on eosinophils and basophils

Positive on 90% of NK-cells

Positive on a subset of T-cells

Positive on activated monocytes

Anti-Human CD19 B-cell specific expression (whole lineage from precursors to plasma-cells)
Anti-Human CD34 Positive on lymphoblastics and myeloblastics progenitors
Anti-Human CD36 Erythroblasts (decreased expression during maturation)

Megacaryoblast lineage

Positive on monocytes

Anti-Human CD38 Modulated expression during B-cell differentiation (identifies stages of
maturation)

Characteristic very high expression on plasma-cells

Positive on all myeloid cells (various intensities during myeloid differentiation)

Positive on monocytes

Anti-Human CD45 Pan-leucocytes specific expression (various intensities among hematopoietic cell
subsets and during differentiation within lineages)
Negative on megacaryoblast lineage and erythroblasts

Anti-Human CD13 Positive on all myeloid cells (various intensities during myeloid differentiation)

Anti-Human CD117 Positive on myeloid precursors (myeloblasts and promyelocytes)

Anti-Human CD294 Eosinophils, basophils and TH2 lymphocytes specific expression
(CRTH2)
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Table 3. Reproducibility of bone marrow cell differential analysis. Ten samples including 5 normal (A) and 5 pathologic (B) bone
marrows were analyzed by 9 different individuals. Coefficient of variation demonstrated great reproducibility for means over 5%. For
lower values, only standard deviations have been calculated and were also indicative of great reproducibility.

A Normal bone Patient 7 Patient 10 Patient 25 Patient 76 Patient 82
marrow samples sd sd sd sd sd
Erythroblasts 9,14 0,50 5 17,57 0,49 3 1541 083 5 13,66 0,56 4 12,86 0,18 1
Monocytes 3,44 0,08 - 11,37 0,78 7 4,47 0,16 - 2,52 0,09 - 4,53 0,23 -
Plasma-cells 0,10 0,00 - 0,40 0,00 - 0,28 0,04 - 040 0,00 - 0,14 0,05
T-cells 7,19 0,10 1 6,88 0,08 1 11,74 0,16 1 9,01 0,09 1 9,90 0,05 0
NK-cells 0,82 0,10 - 0,78 0,09 - 2,78 0,11 - 0,84 0,05 - 0,94 0,05 -
B-cells 4,64 0,22 - 0,00 0,00 - 9,59 0,14 2 2,50 0,00 - 1,90 0,00 -
Hematogones 8,64 0,36 4 1,68 0,04 - 2,51 0,17 - 0,19 0,03 - 1,00 0,00 -
Myeloblasts 0,84 0,15 - 1,43 0,22 - 2,06 0,17 - 0,57 0,09 - 0,99 0,11 -
Immature ganular cells 4441 144 3 36,49 1,32 4 29,73 227 8 4190 451 11 38.6 1.55 4
Mature neutrophils 1732 1,30 8 21,44 1,43 7 18,97 2,11 11 25,69 4,52 18 24,54 1,27 5
Eosinophils 2,53 0,14 - 0,26 0,11 - 0,59 0,03 - 1,88 0,17 - 3,56 1,05 -
Basophils 0,21 0,06 - 0,62 0,59 - 0,22 0,06 - 0,23 0,05 - 0,16 0,07
Unidentified cells 0,94 0,32 - 1,18 0,24 - 1,86 1,05 - 0,77 027 - 0,92 0,13 -

B Pathological bone Patient 11 Patient 15 Patient 33
marrow samples o sd 0 sd

%
Erythroblasts 14,83 123 8 30,76 1,45 5 18,86 132 7 2,07 084 - 33,72 1,01 3
Monocytes 333 0,13 - 10.5 0.54 5 436 0,42 - 131 094 - 4,54 0,63 -
Plasma-cells 12,13 0,38 3 0,12 0,06 - 0,50 0,00 - 0,99 0,03 - 1,34 0,07 -
T-cells 8,02 0,19 2 7,87 0,16 2 10,08 0,20 2 3.7 0.12 - 4,84 0,05 -
NK-cells 1,50 0,00 - 0,84 0,05 - 0,90 0,11 - 46 413 - 1,67 0,12 -
B-cells 0,70 0,00 - 2,03 0,07 - 19,89 0,44 2 0,79 0,03 - 1,90 0,37 -
Hematogones 0,10 0,00 - 0,00 0,00 - 0,10 0,00 - 0,01 0,03 - 0,10 0,00 -
Myeloblasts 0,84 0,08 - 3,63 0,33 - 0,61 0,07 - 812 456 6 0,73 0,17 -
Immature ganular cells 3423 1,12 3 9.10 0.60 7 33,72 181 5 238 027 - 33,16 1,91 6
Mature neutrophils 21,61 1,46 7 20,5 1,12 5 9,39 1,61 17 0,86 0,18 - 14,58 1,67 11
Eosinophils 148 008 - 6.50 0.74 1 1,00 0,15 - 023 005 - 1,03 0,29 -
Basophils 0,32 0,04 - 3,16 2,22 - 0,09 0,03 - 0,06 007 - 0,27 0,13 -
Unidentified cells 1,03 0,51 - 441 2,51 - 0,91 0,39 - 1,96 1,15 - 242 1,16 -

m : means, sd : standard deviation, cv : coefficient of variation.
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DONNEES COMPLEMENTAIRES
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S’INSCRIRE DANS UNE DEMARCHE QUALITE EN CMF

A. Réglage des settings et standardisation

1. Contrdles des performances du cytometre

Le cytometre est contrdlé au quotidien grace au passage de billes CST. Des regles de
validation de ces contrdles et la conduite a tenir en cas d’anomalie ont été définies selon les

recommandations du groupe FranceFlow.

2. Obtention des valeurs cibles de fluorescence

Avec l’avénement de la démarche qualit¢ en biologie médicale, la standardisation des
automates est devenue un prérequis indispensable a I’analyse en CMF (29). L’objectif est de
diminuer la variabilité¢ de I’analyse entre automates et donc entre laboratoires, mais également
d’un jour a I’autre sur un méme automate. De nombreuses recommandations ont ét¢ données
par plusieurs groupes d’experts. Parmi eux FEuroFlow propose une démarche de
standardisation basée sur I’obtention de mémes valeurs de fluorescence (valeurs cibles) pour
un méme lot de billes (20). Ce groupe propose d’utiliser des billes qui fluorescent dans tous
les canaux, les billes Rainbow. Pour un lot donné de billes, Euroflow fournit des valeurs
cibles de moyennes de fluorescence pour chaque fluorochrome. Il est alors nécessaire de
régler les voltages de chaque PMT de chaque instrument de fagon a obtenir des moyennes de
fluorescence dans I’intervalle cible pour chaque fluorochrome (moyenne +/- 15%) (figure 10
et table 2). Dans ces conditions, les résultats de [’analyse d’échantillons biologiques,
fréquences et moyennes de fluorescence, sont identiques sur tous les instruments si les mémes

réactifs sont utilisés (34).
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Figure 10 Réglage des voltages de PMT a I'aide des billes Rainbow. Exemples du réglage du détecteur FITC : la valeur cible
EuroFlow de MFI FITC est 56871, en fenétrant sur le huitieme pic, on modifie le voltage du détecteur jusqu’a obtenir une
MFI FITC dans l'intervalle accepté (48340 — 65401). Cette méthode doit étre appliquée a chaque détecteur.

Canaux de

fluorescence

MFI 57632 89205 219483 20741 205058 45113 181894 153816
Valeurs 56871 88544 219328 28495 206454 45530 182893 155453
cibles de MFI
(intervalle (48340 (75263 (186420 (24221 (175486 (38700 (15549 (132135
accopté - 101826) - - - - N B
65401 252227)  32769)  237422)  52359) 210327
+1- 15%) ) ) ) ) ) ) 178771

Table 2 MFI obtenues aprés réglages du cytométre, valeurs comprises entre +/- 15% des valeurs cibles EuroFlow. Le
réglage du voltage des détecteurs de fluorescence par rapport a des valeurs cibles de moyennes de fluorescence (MFI)
permet la standardisation entre différents automates et d’obtenir des mesures reproductibles.

3. Réglage des compensations

Les spectres d’émission des différents fluorochromes ont tendance a se superposer dans des
proportions variables conduisant, par exemple, a ce qu une proportion de FITC fluoresce dans
le canal PE et soit détectée par le photomultiplicateur comme un signal PE, et vice versa (29).
Avec Iutilisation de plusieurs anticorps fluorescents a la fois, le probléme des superpositions
de spectres devient significatif et altére la précision du résultat. Le logiciel FACS DIVA
permet une soustraction électronique des fuites optiques de fluorescence entre chaque canal.
Ce processus, appelé «réglage des compensations» permet de rendre les résultats

interprétables. Pour cela, nous utilisons des billes CompBeads. Ce sont des billes non
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fluorescentes sur lesquelles sont fixées des immunoglobulines anti-Kappa de souris
spécifiques de la fraction Fc des anticorps. Elles sont incubées avec chacun des 8 anticorps
fluorescents de notre combinaison séparément permettant un monomarquage, et avec des
billes non marquées. Pour chaque fluorochrome, le logiciel est capable d’éliminer la
fluorescence détectée dans les autres canaux, selon la méthode d’égalité des médianes de

fluorescence des populations négatives et positives (figure 11 et table3) (20,22).

Avant réglage

= )
P
Fluorochrome - %% Fluorochrome Spectral Overlap o
PE [FrTc | 5.00 i
s
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Figure 11 Réglage des compensations a I'aide des billes CompBeads. Exemple de FITC et PE : les événements fluorescents
en FITC peuvent également fluorescer dans le canal PE a cause de la superposition des spectres d’émission (P5). Aprés
soustraction de la fluorescence FITC dans le canal PE, on obtient des médianes de fluorescences en PE identiques pour les
évenements FITC négatifs (P4) et FITC positifs (P5). Cette méthode doit étre appliquée a chaque couple d’anticorps.
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Canaux de PE PerCP PE-Cy7 APC-H7 VB421 V500

fluorescence

-FITC / 13.77 4.11 0.33 0.00 0.00 0.15 8.91

- PE 1.52 / 35.75 2.89 0.04 0.01 0.08 0.12
- PerCP 0.00 0.00 / 17.40 1.24 5.32 0.02 0.02
- PE-Cy7 0.09 0.97 4.94 / 0.02 6.81 0.03 0.03

- APC 0.01 0.00 1.65 0.20 / 10.21 0.05 0.04
- APC-H7 0.04 0.00 0.08 1.77 1.44 / 0.20 0.20
- VB421 0.04 0.00 0.00 0.00 0.00 0.00 / 70.79
- V500 1.64 0.38 0.21 0.02 0.00 0.00 7.07 /

Table 3 Matrice de compensations. Le réglage des compensations permet de soustraire les fuites optiques de
fluorescence dans les canaux inappropriés.

4. Détermination du seuil ou threshold

Les débris cellulaires constituent ’'une des difficultés analytiques car ils peuvent étre marqués
non spécifiquement par les anticorps, et sont donc comptés comme des cellules. Ils pourront
étre ¢liminés en partie grace au réglage du seuil (threshold), qui définit le niveau minimum de
diffusion aux petits angles (ou FSC) d’une particule pour qu’elle soit détectée comme un

évenement et acquise par le cytometre.

B. Validation technique

1. Validation des volumes d’anticorps utilisés

L’analyse en CMF ¢étant basée sur la réaction antigéne-anticorps, il est nécessaire d’étre
systématiquement en exces d’anticorps pour assurer le marquage optimal des cellules. Les
fabricants d’anticorps recommandent des volumes a utiliser, entre 5 et 20 uL selon le réactif.

Pour des raisons de cott, nous avons souhaité valider I’utilisation de volumes inférieurs. Pour



cela nous avons décidé de traiter le méme jour 5 échantillons avec volume fournisseur
d’anticorps d’une part et 5 uL d’anticorps d’autre part. La quantité¢ de cellules est fixée a 2
millions dans 100 pL maximum dans les deux cas. L’objectif est de comparer les médianes de
fluorescence de populations sélectionnées pour leur positivité avec le marqueur. Nous avons
choisi les érythroblastes et les monocytes pour CD36 ; les hématogones 2 pour CD38 et
CD10, et les lymphocytes T pour CD3. Les anticorps anti CD34, CD45, CD19, CD16 sont
recommandés d’emblée par le fournisseur au volume de 5 pL.. L’absence d’excés d’anticorps
serait mise en évidence par une nette diminution de la médiane de fluorescence entre les
différentes concentrations.

L’analyse statistique peut se faire par un test de Student apparié, en admettant I’hypothése de
la normalité de la distribution malgré le faible nombre d’échantillons. On calcule la moyenne
des différences pour chaque paramétre ainsi que l’intervalle de confiance a 95% (table 4).
L’hypothese HO est que la différence entre les moyennes est nulle, I’hypothése H1 alternative
est que la différence entre les moyennes est différente de 0. Si 0 est inclus dans I’intervalle de
confiance alors on admet HO. Au wvu des résultats, on met en évidence une différence
significative pour CD36, qui doit étre utilis¢ au volume recommandé par le fournisseur de
20pL. Concernant les autres anticorps, on ne peut pas mettre en évidence de différence
significative, et HO peut étre admis. Cette analyse statistique demanderait un nombre
d’échantillon plus élevé pour étre confirmée.

L’analyse des courbes « dose-réponse » (figure 12) montre que SuL suffisent pour CD38,
CD10 et CD3. A I’inverse, on voit une nette baisse des MFI pour CD36, qui doit donc étre
utilis¢ au volume de 20 pL recommandé par le fournisseur. Au quotidien, la richesse des

prélevements sera vérifiée avant le marquage, et une dilution sera réalisée en cas de richesse

supérieur a 2 millions de cellules pour 100 pL.

Populations d’intérét / Moyennes des Intervalles de confiance a 95%
anticorps différences
Erythroblastes / CD36 -11628.8 -16834.6 -6423.0
Monocytes / CD36 -4933,6 -8322.8 -1544.4
Hématogones 2 / CD38 509 -723.2 1741.2
Hématogones 2 / CD10 -251,2 -525.2 22.8
Lymphocytes T / CD3 3322 -1040.7 1705.1

Table 4 Validation des volumes d’anticorps utilisés : Moyennes des différences des médianes de fluorescence pour
chaque population cellulaire référente, et intervalles de confiance a 95%, entre les deux volumes d’anticorps testés.
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Figure 12 Courbes de stabilité entre les différents volumes d’anticorps testés : volumes recommandés par le fournisseur
et 5 ulL.

2. Validation de la conservation des échantillons

Dans I’organisation pratique du laboratoire, en cas de week-end, de jours fériés ou de
compléments d’analyses, il arrive que les prélévements ne soient pas traités le jour méme du
recueil. Il est alors nécessaire de connaitre la durée de validité des résultats aprés conservation
du prélevement. Nous avons choisi d’observer les pourcentages des populations cellulaires
entre JO et J3 sur 5 échantillons, car c’est sous cette forme que le résultat est rendu au
clinicien. De cette fagcon, une éventuelle perte de cellules serait mise en évidence. Parce qu’il
est connu que les granuleux sont particulierement fragiles, nous avons également comparé les
médianes de SSC pour s’assurer que les cellules ne soient pas dégranulées. Le traitement de

I’échantillon est réalis¢ dans les mémes conditions de temps d’incubation et de volumes
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d’anticorps, et les tubes ont été conservés a +4°C jusqu’a moins d’une heure avant passage
dans le cytometre.

Tout comme pour la validation des volumes de réactifs, 1’analyse statistique peut se faire par
un test de Student apparié, en admettant I’hypothése de la normalité de la distribution malgré
le faible nombre d’échantillons. On calcule la moyenne des différences pour chaque
paramétre ainsi que l’intervalle de confiance a 95% (table 5). L’hypothese HO est que la
différence entre les moyennes est nulle, I’hypothése H1 alternative est que la différence entre
les moyennes est différente de 0. Si 0 est inclus dans ’intervalle de confiance alors on admet
HO. Au vu des résultats, on ne peut pas mettre en évidence de différence significative, et HO
peut étre admis. Cette analyse statistique demanderait un nombre d’échantillon plus élevé

pour étre confirmée.

Populations cellulaires Moyennes des Intervalles de confiance a 95%

différences

Erythroblastes 2,84 -0,4 6,0
Monocytes 0,4 -0,6 1,3
Plasmocytes 0,1 -0,4 0,1
Lymphocytes T 03 -1,1 0,5
Lymphocytes NK -0,1 -0,3 0,1
Lymphocytes B 0,1 -0,3 0,1
Myéloblastes 0,2 -0,1 0,4
Granuleux immatures 0,8 7,2 8,7
Polynucléaires neutrophiles 6.5 -15,1 2,0
Polynucléaires ¢osinophiles 20,7 1,4 0,0
Polynucléaires basophiles 0,0 0,1 0,1
SSC granuleux -13634,2 -27391,3 122,9

Table 5 Validation de la stabilité des résultats sur 3 jours. Moyennes des différences des pourcentages de chaque
population cellulaire référente et intervalles de confiance a 95%, entre JO et J3.

Ces résultats peuvent étre également représentés sous forme de courbes de stabilité (figure
13). En rapportant a 1’échelle, les lymphocytes T, B et NK, les plasmocytes, les monocytes,
les polynucléaires basophiles, les granuleux immatures et les myé¢loblastes sont
particulierement stable. Les polynucléaires neutrophiles matures accusent globalement une
trés légere baisse, mais les SSC est stable. Les érythroblastes présentent une 1égére
augmentation pour 4 des 5 patients, qui s’explique probablement par une meilleure

conservation induisant une augmentation de leur proportion relative.
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Figure 13 Courbes de stabilité entre JO et J3 des pourcentages de chaque population cellulaire, pour le SSC des granuleux
et le pourcentage des granuleux rapporté aux cellules totales.

Au cours de la conservation on peut s’attendre a une altération qualitative des cellules. On
peut donc également s’intéresser aux médianes de fluorescence, en choisissant les mémes que
pour la validation des volumes d’anticorps.

Pour I’analyse, il n’a pas été nécessaire de déplacer les fenétres ce qui montre qu’il n’y a pas
d’altération majeure des intensités de fluorescences. Malgré cela, on note des variations de
MFTI relativement importantes, notamment pour CD36, mises en évidence sur des courbes de

stabilité dans la figure 14.
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Figure 14 Courbes de stabilité dans le temps des moyennes de fluorescence des populations d’intérét entre JO et J3.

Ces observations nous permettent de conclure que les pourcentages de populations cellulaires

peuvent étre rendus a J3 sans altération de la qualité du résultat, mais nous incitent a la

prudence concernant d’éventuelles conclusions qualitatives basées sur les moyennes de

fluorescence.

C. Validation du fenétrage difficile de certaines populations : lignée

myéloide

La démarche d’identification des sous-populations cellulaires choisies dans ce travail est
décrite en détail dans la publication. Néanmoins, certaines fenétres difficiles a placer ont
demandé un travail complémentaire pour valider leur utilisation. C’est le cas des sous-
populations my¢loides, qui regroupent les lignées neutrophile, éosinophile et basophile, avec
au sein de chacune d’elles plusieurs étapes de différenciation jusqu’aux aux cellules matures.
La lignée neutrophile reste largement majoritaire dans la moelle osseuse, a tous les stades de

maturation, comparativement aux lignées ¢osinophiles et basophiles.
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1. Lignée neutrophile

Les précurseurs granuleux les plus immatures, appelés myéloblastes sont caractérisés par
I’expression de CD34 (23,35). Les promy¢locytes sont définis comme CD117 positifs, CD34
négatifs, CD13 et CD33 forts. Les my¢locytes perdent d’expression de CD117 et présentent
une expression de CD13 et CD33 nettement diminuée. Les métamyélocytes retrouvent une
expression de CD13 d’intensité moyenne et acquicrent I’expression de CD16. Pour finir, les
neutrophiles matures expriment CD13 et CD16 fortement, mais également CD10 (36,37).
CD13 est décrit comme un marqueur de la lignée granuleuse dont I’expression varie au cours
de la maturation, permettant une visualisation facile du chemin de maturation sur un graphe
CD13/CD16 (23).

Dans la combinaison choisie pour notre ¢tude de la moelle osseuse, nous disposons de CD34,
CD16 et CD10, mais pas de CD117 ni de CD13. CD38 est ¢galement présent et montre une
variation de I’expression au cours de la maturation granuleuse. Nous avons donc cherché a
savoir si les stades de maturation granuleuse pouvaient étre définis par les anticorps CD34,
CDI10, CD16 et CD38. Pour cela nous avons utilisé la combinaison complémentaire CD10-
PE/CD38-PerCP/CD13-PE-Cy7/CD117-APC/CD16-APC-H7/CD34-VB421/CD45-V500
(Figure 13). Une étape préliminaire a consisté a reconnaitre puis a éliminer les myéloblastes
grace a ’expression de CD34 et les polynucléaires neutrophiles matures grace a I’expression
de CDI10 (fenétre congue grice a 1’analyse de sang périphérique ne contenant pas de
précurseurs granuleux, sur 2 échantillons). Les promyélocytes sont ensuite identifiés sur la
base de I’expression forte de CD13 et de CD117. Parmi les cellules restantes, on différencie
les my¢locytes des métamyélocytes par 1I’expression de CD16 sur le graphe CD13/CD16.
Apres avoir défini précisément les stades de promyélocytes, myélocytes et métamyélocytes a
I’aide des marqueurs CD13, CD16 et CD117, une couleur a été attribuée de facon a visualiser
leurs caractéristiques sur le graphe CD38/CD16. Nous constatons que les promyélocytes
expriment trés fortement CD38. Cette expression diminue au niveau des myélocytes pour
devenir minimale et le rester aux stades suivants (figure 15). CD16 est acquis
progressivement par les métamyélocytes pour atteindre les niveaux trés élevés des
polynucléaires matures. Cette analyse nous permet de confirmer le chemin de maturation du
promyé¢locyte jusqu’au métamyélocyte sur le graphe CD16/CD38, mais ne permet pas
d’individualiser chaque stade, la maturation étant un continuum et non une juxtaposition de
nuages distincts entre les différents stades comme on peut 1I’observer pour les lymphocytes B.
Cette analyse a ¢été réalisée sur 13 échantillons, et nous n’avons pas trouvé de seuil

positionnable de maniére reproductible entre ces populations. Ainsi, seuls sont quantifiés les
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stades extrémes, my¢loblastes et polynucléaires matures, et [’ensemble des stades
intermédiaires est dénommé « granuleux immatures ». L’observation visuelle du graphe
permet cependant d’apprécier qualitativement la maturation et de mettre en évidence

d’éventuelles anomalies.

Promyélocytes Myélocytes Métamyélocytes
référence référence référence
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Figure 15 Démarche de validation de l'utilisation de CD38 dans I’étude de la maturation granuleuse, a I'aide des
marqueurs de référence CD117, CD16 et CD13.

2. Polynucléaires éosinophiles

La littérature définit des caractéristiques précises permettant de différencier les éosinophiles
des neutrophiles. Ils présentent un SSC plus ¢levé, une expression de CD45 plus forte, de
CD16 ainsi que de CDI13 abaissées (23). CRTH2 (ou CD294), marqueur décrit sur les
lymphocytes T helper de type 2, est aussi exprimé par les €éosinophiles (38).

Nous identifions les éosinophiles grace a I’intersection de deux fenétres, permettant de ne
compter que les cellules présentant trois caractéristiques cumulées : SSC fort, CD45 fort et
CD16 négatif. Cette démarche a été validée sur 9 échantillons grice a une combinaison
complémentaire incluant CRTH2-FITC/CD16-APC-H7/CD45-V500, en mettant en évidence
I’expression de CRTH2 par les cellules identifiées comme étant des €osinophiles (figure 16).
Les stades immatures de la lignée €osinophile ne sont pas identifiables dans notre travail. Ils
sont représentés en trés faibles proportions, et seul un compte global de la lignée éosinophile

est donné.
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Figure 16 Démarche de validation de la stratégie d’identification des polynucléaires éosinophiles a I'aide du marqueur de
référence CRTH2. La positivité pour CRTH2 des évenements comptés comme des éosinophiles confirme que la stratégie
d’identification est correcte.

3. Polynucléaires basophiles

Les basophiles se différencient des autres populations granuleuses notamment par un SSC
faible. Ils sont également décrits comme exprimant CD13 et CD45 avec une intensité
intermédiaire (23). CRTH2 est également décrit comme présent sur les basophiles (38).

Nous proposons d’identifier les basophiles grace a I’intersection de deux fenétres et sur la
base de quatre critéres : CD38 fort, CD16 négatif, SSC faible et CD45 intermédiaire (36,39),
apres ¢limination des cellules immatures CD34+ qui partagent aussi ces caractéristiques.
Malheureusement, la positivit¢ de CRTH2 s’est avérée trop faible pour étre utilisable et
valider cette stratégie. Pour placer les différentes fenétres, nous avons pu nous aider de
I’analyse de deux échantillons de sang périphérique, qui ne contient pas de granuleux

immatures.
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EVALUATION DE LA PURETE MEDULLAIRE

L’hémodilution des prélévements de moelle osseuse par du sang périphérique au moment du
recueil est un probléme important car il est une source d’erreur non négligeable dans la
numération des sous-populations médullaires. Son évaluation peut étre faite par une analyse
cytologique, mais seulement de facon semi-quantitative et peu reproductible. Plusieurs
travaux se sont donc penchés sur 1’évaluation de la pureté médullaire grace a la cytométrie en
flux. La méthode considérée comme référente a été proposée par 1’équipe de Holdrinet en
1980 (40,41). Elle est basée sur le ratio entre érythrocytes et leucocytes provenant de
prélevements de sang et de moelle osseuse. En pratique, cette méthode n’est parfois pas
réalisable car la numération sanguine n’est pas systématiquement prescrite en parallele du
my¢logramme. Elle nécessite également de réaliser une numération cellulaire de la moelle
osseuse sur un analyseur. Trois autres méthodes sont €galement publi€es, plus faciles de
réalisation car basées uniquement sur des données de cytométrie lors de I’analyse du
prélevement de moelle osseuse. Le principe est d’étudier les populations cellulaires qui sont
normalement représentées exclusivement dans le compartiment médullaire telles que les
¢érythroblastes, hématogones, plasmocytes, ou granuleux neutrophiles immatures, ou celles
qui sont majoritairement représentées dans le compartiment périphérique telles que les
lymphocytes T ou les polynucléaires neutrophiles matures. L’idée est qu’en cas de dilution de
la moelle par le sang, la proportion des cellules d’origine médullaire diminue alors que celle
des cellules d’origine sanguine augmente. Les trois méthodes publiées sont adaptables a notre
combinaison d’anticorps. Bjorlund propose de prendre en compte les érythroblastes (seuil >
15%) et les lymphocytes T (seuil < 20%) (42), Loken les polynucléaires neutrophiles matures
(seuil < 30%) (43), et Garand les polynucléaires neutrophiles matures (seuil < 40%), les
érythroblastes (seuil > 5%) et les lymphocytes T (seuil < 20%) (44).

Notre objectif est de comparer ces trois méthodes a celle de Holdrinet de fagon a pouvoir
évaluer leurs performances respectives pour nos échantillons. Pour cela, nous avons calculé
les taux de concordance avec la méthode de référence (vrais positifs + vrais négatifs / nombre
d’échantillons) sur 40 échantillons normaux. Les critéres et seuils choisis dans chaque
méthode, ainsi que les résultats de concordance sont présentés dans la table 6. La méthode qui
semble la plus concordante est celle de Bjorlund et al. Cependant, une concordance de 70%

n’est pas satisfaisante.
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Publication Criteres et seuils Se Sp Concordance

Holdrinet et al. (1 - (GRMO/GRSG)*(GBSG/GBMO))*100 >80% / / /
Bjorlund et al. Erythroblastes > 15% 0.50 0.79 0.70
et lymphocytes T <20%
Loken et al. Polynucléaires neutrophiles matures < 30% 092 0.54 0.65
Garand et al. Polynucléaires neutrophiles matures < 40% 0.83 0.32 0.48
et érythroblastes > 5%
et lymphocytes T < 20%

Table 6 Critéres d’évaluation de I’hémodilution et seuils choisis selon les publications. Résultats de concordance a la
méthode de Holdrinet considérée comme méthode de référence, pour 40 moelles osseuses normales de notre série.

Suite a ces conclusions, nous avons souhaité évaluer 1’intérét potentiel d’autres parametres,
accessibles avec combinaison d’anticorps, en choisissant les populations cellulaires qui sont
représentées majoritairement dans les compartiments médullaire ou périphérique, a savoir les
plasmocytes, les hématogones, les granuleux immatures neutrophiles, les polynuclaires
neutrophiles matures, les ratios (polynuclaires neutrophiles matures / granuleux immatures
neutrophiles), les lymphocytes T, les (lymphocytes T + lymphocytes NK), les érythroblastes
ainsi que les my¢loblastes. Le but est de trouver un ou des critéres qui serai(en)t corrélé(s) a la
méthode de Holdrinet. Nous avons choisi de présenter les courbes de corrélation entre le
pourcentage de cellules et le taux de pureté par la méthode Holdrinet (figure 17), dans le but
de rechercher une corrélation et d’essayer de trouver un seuil. Méme en 1’absence de tests
statistiques, il n’apparait pas de seuil évident sur aucun des parameétres. Aucun critére ne s’est
avéré bien corrélé, et nous avons choisi de conserver la méthode de Holdrinet dans notre
pratique quotidienne au laboratoire malgré ses difficultés et ses limites. On peut en effet se
poser la question de la pertinence de la méthode de Holdrinet. Sur ce groupe d’échantillons
normaux, 70% des prélévements ont une pureté inférieure a 80% et sont donc considérés
comme dilués. En prenant des exemples, on constate également des discordances : le patient
numéro 74 a une répartition leucocytaire qui évoque une hémodilution (6.8% d’érythroblastes,
0.1% de plasmocytes, 0.2% d’hématogones et 46,4% de polynucléaires neutrophiles matures)
mais est considéré comme pur avec le calcul de Holdrinet (pureté a 83.6%) ; alors que le
patient numéro 26 a une formule leucocytaire compatible avec de la moelle osseuse pure (4%
d’érythroblastes, 0.2% de plasmocytes, 13% d’hématogones et 5% de polynucléaires

neutrophiles matures) et obtient un taux de pureté faible par Holdrinet (pureté a 64%).
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Figure 17 Courbes de corrélation de parameétres potentiels d’évaluation de la pureté médullaire avec la méthode de
référence décrite par Holdrinet.



COMPARAISON DES POPULATIONS IDENTIFIEES PAR
CYTOLOGIE ET CYTOMETRIE DANS NOTRE
DEMARCHE

La table 7 présente les sous-populations identifiées par 1’analyse cytologique
comparativement a celle de I’analyse cytométrique de notre démarche. L’un des principaux
atouts de la cytométrie en flux est la différenciation possible entre les sous-populations
lymphocytaires T, B et NK, avec les étapes de la maturation B, qui fait son intérét tout
particulier dans le diagnostic et le suivi des syndromes lymphoprolifératifs. Elle permet
¢galement la différenciation entre les précurseurs myéloides et lymphoides, ce qui n’est pas

possible en cytologie a des stades trés immatures (45).

Sous populations cellulaires ~ Analyse cytométrique Analyse cytologique

identifiées

M¢gacaryoblastes Non Oui
et étapes de maturation Non Oui
Lignée érythroblastique Oui Oui
et étapes de maturation Non Oui
Monocytes Oui Oui
et étapes de maturation Non Oui
et monocytes inflammatoires Oui Non
Lignée lymphocytaire Oui Oui

Lymphocytes T Oui

Lymphocytes NK Oui

Lymphocytes B Oui Non
et étapes de maturation B Oui
Plasmocytes Oui Oui
Lignée polynucléaires ¢osinophiles Oui Oui
et étapes de maturation Non Oui
Lignée polunucléaires basophiles Oui Oui
Lignée polynucléaires neutrophiles Oui Oui
et étapes de maturation Oui Oui
Précurseurs : différenciation entre Oui Non
my¢loides et lymphoides

Table 7 Comparaison qualitative des sous-populations cellulaires médullaires identifiables par les deux techniques.
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ANOMALIES DETECTABLES DANS NOTRE DEMARCHE

Nos résultats montrent que cette stratégie d’identification est capable de dénombrer les sous
populations médullaires de fagon trés performante. Afin d’étre utilisée en tant que technique
de screening, il est nécessaire de définir des critéres d’alerte évoquant les situations
pathologiques, de facon a pourvoir compléter I’analyse par des combinaisons ciblées. Ces
criteres peuvent étre quantitatifs, détectant un exces de cellules d’une sous population, ou
qualitatifs, de par la variation d’expression d’antigenes. Dans la plupart des cas, les deux

types d’anomalies sont cumulées.

A. Anomalies quantitatives

De nombreuses pathologies peuvent étre suspectées grace a des anomalies quantitatives (46).
Une augmentation du pourcentage d’une sous-population peut orienter vers une hémopathie :
my¢éloblastes et myélodysplasies ou leucémie aigiie myéloide, lymphocytes B ou T et
syndromes lymphoprolifératifs B ou T (figure 18), monocytes et leucémie myélo-monocytaire

chronique, plasmocytes et myélome, par exemple.

Non (érythoblastes ou monocytes

Population d’intérét
ou plasmocytes)

8] ¥

Erythroblastes 0,5

J Monocytes 2,1

H Plasmocytes 0

Lymphocytes B 0
o Lymphocytes T 83,9
2 Lymphocytes NK 0,7
PNE 0,2

H PNB 0,1
PNN matures 7,6

W My¢loblastes 0
Granuleux immatures 4.6

Evénements non identifiés 0,3

w® ¥ CD3 FITC FSC o

Figure 18 Exemple de moelle osseuse pathologique. Cas de clone T (lymphome). On note I’excés de lymphocytes T.

Une diminution voir [’absence d’une sous-population doivent également peuvent étre
observés dans certains contextes cliniques : c’est le cas dans certains déficits immunitaires
(absence de lymphocytes B et de plasmocytes dans le syndrome de Bruton (21,47)), sous

traitement par Rituximab® (anticorps anti-CD20 conduisant a I’absence de lymphocytes B en
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cas d’efficacité thérapeutique (21,48)), ou encore en cas de toxicité médicamenteuse (blocage

de maturation myéloide (49)) (figure 19).
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Figure 19 Exemple de moelle osseuse pathologique. Cas de blocage toxique de maturation granuleuse. On ne note pas de
d’excés de cellules CD34 positives sur le premier scattergram. La maturation granuleuse est présente en quantité
normale mais on ne retrouve peu de polynucléaires neutrophiles matures, indiquant bien un blocage de la maturation
granuleuse

Un exces de cellules non identifiées par la stratégie décrite doit étre exploré car il nous alerte
sur la présence de cellules potentiellement pathologiques. Il est alors nécessaire de les
identifier dans un second temps par des marqueurs appropriés. En fonction de leur niveau de
FSC et SSC, de CD45 ou d’autres marqueurs de la combinaison, on s’orientera vers des
cellules matures ou immatures, myéloides ou lymphoides. Il est maintenant nécessaire de

définir des valeurs normales de pourcentages de chaque sous-populations cellulaire.



B. Anomalies qualitatives

Certaines hémopathies sont également détectées graces a des variations de [’expression de

certains marqueurs, soit par des variations d’intensité¢ de fluorescence soit par 1’expression

aberrante de marqueurs associés habituellement a d’autres lignées. Les anomalies qualitatives

se surajoutent la plupart du temps a des anomalies quantitatives.

1. Lignée lymphoide

1.1. Syndromes lymphoprolifératifs B

Les populations clonales de lymphocytes B matures peuvent étre mises en évidence de deux

manieres : par la restriction des chaines légeres d’immunoglobulines (50) ou par 1’expression

de marqueurs aberrants (51). Contrairement aux populations réactives de lymphocytes B, qui

présentent une expression hétérogene des chaines légeres d’immunoglobulines (2/3 kappa et

1/3 lambda), les populations clonales n’expriment qu’une seule classe, et I’étude de leur

expression associée au calcul du ratio permettent la détection du clone.

Dans notre démarche, en I’absence d’étude des chaines 1égéres, plusieurs indices s’offrent a

nous. Des anomalies qualitatives détectables par notre combinaison concernent 1’expression

de CD19, CDI10 (52), CD38, CD45 ou les paramétres de taille et de structure FSC et SSC. A

titre d’exemples :

L’expression faible de CD45 est par exemple observée dans la leucémie lymphoide
chronique.

L’expression faible de CD19 associée a I’expression aberrante de CD10 est observée
dans les cas de lymphomes folliculaires (53,54), ’expression forte de CD38 est
retrouvée dans les lymphomes de la zone marginale (24).

L’expression de CD38, facteur pronostic dans la LLC, sera variable au cours de
I’évolution de la maladie (55).

Des cellules de taille anormalement grande peuvent permettre la détection de
lymphomes a grande cellules (56).

L’expression forte de CD19 associée a des cellules de grande taille, et parfois une
expression aberrante de CD10 sur les lymphocytes B matures évoquera la leucémie a

tricholeucocytes (figure 20) (57-59).

Tous ces critéres, issus de la littérature, restent a évaluer dans notre méthode par une étude a

plus large échantillonnage. En cas de suspicion de syndrome lymphoprolifératif B, il est
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toujours nécessaire d’ajouter dans un second tube 1’étude des chaines 1égéres

d’immunoglobulines de fagon a prouver la clonalité de la population.

Non (érythroblastes ou
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Myéloblastes 0,1
Granuleux immatures 24,1
Evénements non identifiés 0,6

Figure 20 Exemple de moelle osseuse pathologique. Cas de clone B (leucémie a tricholeucocytes). On note I’excés de
lymphocytes B matures. Une partie d’entre eux exprime de fagon aberrante CD10.

1.2 Myélomes et M-GUS

Le my¢lome est une hémopathie touchant la sous-population cellulaire des plasmocytes. En
plus de Dl’exces de cellules, il est décrit que les plasmocytes pathologiques expriment
faiblement CD19 et CD45 (60). Dans notre combinaison, il est d’ailleurs aisé de dissocier le
nuage des plasmocytes normaux de celui des cellules clonales de fagon trés sensible sur ces
critéres (figure 21). Les plasmocytes sont également caractérisés par une expression de CD38
trés forte, et une diminution d’intensité de fluorescence de CD38 est aussi un marqueur

d’anomalie (60).
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Figure 21 Exemples de moelles osseuses pathologiques. Cas de myélome multiple (en haut) et de M-GUS (en bas). On
note un excés de plasmocytes, plus ou moins important selon le cas, accompagné d’'un nuage de plasmocytes
d’expression CD19 et CD45 diminuée, correspondant aux plasmocytes pathologiques.



1.3 Syndromes lymphoprolifératifs T

La seule anomalie qualitative détectable est I’expression aberrante de I’antigéne CD10 sur les
lymphocytes T. Elle orientera vers un lymphome angio-immunoblastique T (61). En cas de
forte suspicion clinique de lymphome T, il est nécessaire de compléter I’analyse par une étude

du répertoire du TCR pour prouver la clonalité de la population (62,63).

1.4 Leucémies aigiies lymphoides

Les leucémies aigilies lymphoides B sont détectables sur le graphe de la maturation lymphoide
B. On retrouvera un nuage quantitativement important de lymphocytes B immatures
d’expression CD45 faible (23,64). Comparativement aux hématogones, 1’expression de CD38
peut étre abaissée, et celle de CD10 augmentée (30,65). On pourra €galement visualiser
I’expression de CD34 sur cette sous population (30,66).

Dans les leucémies aigiies lymphoides T, les blastes, qui en majorité n’expriment pas CD3
(30,67), seront retrouvés parmi les cellules non identifiées, et formeront un nuage CD45
faiblement positif. IIs seront identifiés dans un second temps comme appartenant a la lignée

T.

2. Lignée myéloide

2.1 Myélodysplasies et score d’Ogata

Le diagnostic des my¢lodysplasies par la cytométrie en flux est actuellement source de
nombreux projets de recherche. Un score a été établi, le score d’Ogata, permettant de
diagnostiquer les my¢lodysplasies de bas grade sans marqueurs spécifiques (exces de blastes,
anomalies caryotypiques, sidéroblastes en couronnes). Il est basé sur quatre points résumés
dans la table 8. Un score supérieur ou égal a 2 est fortement prédictif de myélodyplasie (68).
Nous disposons dans notre combinaison des quatre anticorps nécessaires a son calcul, et il a
¢té mis en place au laboratoire. Son évaluation fait partie des perspectives intéressantes. Il a
¢été également décrit dans les myélodysplasies une diminution de I’expression de CD45, CD16
et CD10 sur les polynucléaires neutrophiles matures (69—71) et I’expression abaissée de
CD38 sur les myéloblastes (71). Une hétérogénéit¢ de d’expression de CD36 sur les

érythroblastes fait également partie des critéres d’orientation (71).
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Parametres

Seuils et points

Seuils et points

Pourcentage de myéloblastes CD34+ / événements CD45+ <24 % 0 >2.4% 1
Pourcentage d’hématogones CD34+ / événements CD34+ >5% 0 <5% 1
Ratio des MFI CD45 ( lymphocytes / myéloblastes) >40u<7.38 0 <4ou >78 1
Ratio des modes SSC (granuleux CD10- / lymphocytes) >6 0 <6 1

Table 8 Parameétres et seuils utilisés dans le calcul du score d’Ogata.

2.2 Leucémies aigiies myéloides

Dérivant d’un blocage de maturation, la leucémie aigiie myéloide se détecte dans notre

méthode par la mise en évidence d’un exces de cellules immatures CD34+ (supérieur a 20%

si I’on considére les critéres cytologiques) (figure 22). En cas de clone CD34 négatif, on

détecte un exces de cellules non identifiées (figure 23) (35). Par superposition des

my¢loblastes, granuleux immatures et neutrophiles matures sur un méme graphe CD16/CD38,

on visualise trés nettement le blocage de maturation ainsi que la maturation granuleuse

normale résiduelle.
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Figure 22 Exemple de moelle osseuse pathologique. Cas de leucémie aigiie avec myéloblastes CD34 positifs. L’exces de
cellules CD34 positives est visible sur le premier graphe. Les trois autres graphes montrent une maturation granuleuse
résiduelle quasiment inexistante.
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Figure 23 Exemple de moelle osseuse pathologique. Cas de leucémie aigiie avec myéloblastes CD34 négatifs. On ne note
un léger exces de cellules CD34 positives sur le premier graphe. La maturation granuleuse est présente en tres faible
quantité et on retrouve un nuage trés important de cellules non identifiées. Des compléments d’analyse ont permis de
typer cette population comme myéloide immature. Par superposition des événements non identifiés et de la maturation
granuleuse totale, le dernier graphe nous permet de visualiser trés nettement le blocage de maturation.

2.3 Syndromes myélodysplasiques/myéloprolifératifs
La diminution voir la perte totale d’expression de CD36 sur les monocytes peut étre détectée
grace a notre combinaison. Cas rare, elle est néanmoins décrite dans certains cas de leucémies

mye¢lo-monocytaires chroniques (72).

2.4 Monocytes inflammatoires

Deux sous-populations majoritaires de monocytes ont ét¢ décrites dans le sang chez I’homme,
I’'une CD14++ et CD16-, et la seconde CD14+ et CD16+. Il a été prouvé que ces deux
populations ont des fonctions différentes, et le groupe CD14+ CD16+ a été associé a une plus
forte production de cytokines pro-inflammatoires et un potentiel plus élevé de présentation de
I’antigéne, arguments suggérant un rdle crucial de ces cellules dans le processus
inflammatoire (73,74). La combinaison proposée dans ce travail inclue 1’anticorps anti-CD16,
ce qui donne la possibilité de visualiser cette sous population de monocytes inflammatoires, et

de la dénombrer (figure 24).
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Figure 24 Exemple de visualisation d’un nuage de monocytes inflammatoires CD16 positifs.

3. Difficultés analytiques

Au cours de cette étude, nous avons identifié¢ trois difficultés analytiques dans le contexte de

sous-populations pathologiques.

Les lymphocytes B matures exprimant CD19 trés faiblement voir négatifs, situation
possible dans certains lymphomes (24). Les cellules seront alors retrouvées dans le
groupe des cellules non identifiées, formant un nuage en SSC faible et CD45 fort.

Les my¢loblastes CD34 négatifs, situation retrouvée dans certaines leucémies aigiies
my¢loides (35). La population blastique est alors retrouvée parmi les cellules non-
identifiées.

Les monocytes CD36 négatifs, situation rare mais décrite dans le contexte
de leucémies myélomonocytaires chroniques (72). Etant relativement granuleuses et
d’expression CD45 intermédiaire, les cellules ont été¢ faussement identifiées comme

des granuleux neutrophiles immatures.

Un exces de cellules non identifiées ou un nuage anormal dans le graphe des cellules non

identifiées doit conduire a des analyses plus ciblées.

Deux situations sont a différencier :

La présence de cellules non identifiées, qu’il faut caractériser dans un second temps,

La présence de cellules mal identifiées, situation possible car on ne dispose parfois
que d’un seul anticorps pour identifier une population. La nature exacte de toute
population anormalement élevée doit &tre confirmée par un tube complémentaire avec

d’autres anticorps spécifiques.
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MEMOIRE SOUTENU PAR : Mile Alice SOUVIGNET

TITRE : Nouvelle démarche d'identification des sous-populations cellulaires de Ia moelle

osseuse par cytomeétrie en flux en un tube huit couleurs.

CONCLUSION

La cytoméfrie en flux, en permettant une étude immunologique trés sensible et
reproductible des sous-populations cellulaires, est un outil complémentaire de la cytelogie et

un maillon incontournable de I’exploration des hémopathies.

L’objectif de ce travail a été de valider une stratégie d’identification et de numération
des principales populations de la moelle osseuse, qu’elles soient normales ou pathologiques,
basée sur une combinaison de huit anticorps dans un seul tube, CD3-FITC/CD10-PE/CD38-
PerCP/CD19-PECy7/CD36-APC/CD16-APCH7/CD34-VB421/CD45-V500, choisis gréce
aux données de la littérature concernant leurs spécificités et complémentarités. La finalité de
cette approche est d’obtenir une méthode de screening des moelles osseuses pathologiques,
d’orientation du panel de caractérisation immunelogique des hémopathies, et d’appréciation

de la qualité des prélévements.

Nous avons commencé par mettre au point une stratégie optimisée et standardisée de
fenétrages successifs qui nous a permis d’identifier 14 sous-populations médullaires
(érythroblastes, monocytes, plasmocytes, lymphocytes B avec 4 étapes de maturation,
lymphocytes T, lymphocytes NK, myéloblastes, polynucléaires éosinophiles, polynucléaires
basophiles, polynucléaires neutrophiles matures et granuleux immatures). Nous avons ensuite
validé cette approche en comparant les résultats de la numération obtenue par cytométrie en
flux avec ceux de 'analyse cytologique lors d’une étude prospective et en aveugle de 99
¢chantillons normaux et pathologiques de moelle osseuse.

Nous avons moniré que cette approche conduisait a des résultats trés reproductibles,
ne requérant qu’une formation spécifique simple pour du personnel qualifié maitrisant la
cytométrie en flux. Nous avons également prouvé que les résultats obtenus restaient stables

aprés 3 jours de conservation de I’échantillon. Différentes méthodes d’évaluation de
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I’hémodilution, indicateur de la qualité du prélevement médullaire, ont été évaluées. En dépit
d’évidentes limitations, nous avons retenu la méthode de référence de Holdrinet.

Nous avons ensuite défini des criteres qualitatifs d’anomalies des cellules lymphoides
et myéloides, de fagon a détecter les moelles pathologiques. La possibilité d’une identification
séparée des lymphocytes T, B et NK et la représentation du chemin de maturation des cellules
granuleuses neutrophiles immatures sont des points particulierement intéressants dans cette
démarche. Nous avons comme objectif de rechercher également des criteres d’anomalies

quantitatifs, qui nécessiteront I’établissement de valeurs de référence lors d’un futur travail.

Cette démarche d’analyse de la moelle osseuse est utilisée en routine au laboratoire
d’Immunophénotypage de Grenoble depuis juillet 2013. La suite de ce travail visera a
déterminer dans quelle mesure ces critéres sont performants pour le screening des moelles
pathologiques correspondant a la grande variété de situations rencontrées, qu’elles concernent
la lignée lymphoide ou myéloide, qu’elles soient tumorales ou non. Les perspectives sont de
transférer la démarche a d’autres centres standardisés au sein du groupe FranceFlow, afin de
montrer que cette démarche analytique est facilement exportable et que la standardisation

permet d’obtenir des résultats identiques quelles que soient les équipes.
VU ET PERMIS D 'IMPRIMER

Grenoble,le A3 ‘G ( 9\9'(%

LE PRESIDENT DE THESE

Professeur J-Y. CESBRON
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La suite de ce travail consistera en une étude multicentrique avec deux objectifs principaux :
la standardisation et 1’établissement de valeurs normales, et I’évaluation des potentialités de

screening de pathologies.

ETABLISSEMENT DE VALEURS NORMALES

L’¢établissement de valeurs normales est maintenant une étape indispensable. Pour cela, il est
nécessaire d’obtenir des prélévements de moelle osseuse normale. Peuvent étre admis comme
normaux les prélévements issus de donneurs sains pour greffe de moelle osseuse (41) ainsi
que les prélevements issus des contextes de thrombopénies périphériques (PTI) ou bilans
initiaux de lymphomes sans envahissement médullaire (23). Il est également indispensable de
s’assurer de ’absence d’hémodilution (41). Les proportions relatives des sous-populations
variant au cours de la vie, il sera nécessaire de définir des valeurs normales par tranches
d’ages.

II peut étre intéressant de définir deux types de valeurs normales :

- Les pourcentages de chaque population, comme cela peut tre fait en cytologie, et
permettant de détecter des anomalies quantitatives ;

- Les moyennes de fluorescence de marqueurs pour différentes populations, connues
comme étant modifiées dans des situations pathologiques et permettant de détecter des
anomalies qualitatives. Ces derniéres pourront également é&tre utilisées comme
indicateurs de la qualit¢ du marquage, a la maniére d’un étalon interne, car I’oubli
d’un anticorps sera immédiatement détecté. Les moyennes de fluorescence d’intérét de
chaque sous-population, en situations normales et pahtologiques, sont représentées

dans 1’annexe 2.
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EVALUATION DES POTENTIALITES DE SCREENING
D’ANOMALIES DE NOTRE COMBINAISON

Afin d’évaluer les critéres d’alerte que nous venons de définir, il est maintenant nécessaire
d’étudier une importante cohorte d’échantillons, incluant un large panel de pathologies y
compris des cas rarement rencontrés.

Dans une étude prospective des moelles osseuses de routine regues au laboratoire, on
effectuera la recherche d’anomalies quantitatives et /ou qualitatives puis la comparaison des
résultats a I’ensemble des investigations incluant la cytologie, la biochimie, la cytogénétique,
la biologie moléculaire et la symptomatologie clinique. Le but sera d’évaluer pour chaque
pathologie les sensibilités et spécificités de 1’analyse en cytométrie, ainsi que la place de ce
tube au laboratoire (comparaison des potentialités de screening par rapport a celles de la
cytologie, évalutation de 1’aide au comptage des cellules de myélogramme...). Cette étude
devrait étre multi-centrique, permettant ainsi d’évaluer la standardisation de la technique ainsi

que la reproductibilité des conclusions biologiques.
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Annexe 1 — Tables de Rimke - Variations des valeurs relatives d'une
population leucocytaire selon le nombre de cellules comptées.

%| 100 | 00 |  s0C 10.000
0 0- 36 0- 18 0- 0.7 0- 04 0- 01
1| on- 54 01- 36 03- 23 05- 18 08- 1.3
2 02- 7.0 06- 50 10- 36 12- 31 17- 23
"% | 06- 85 11- 64 17- 439 20- 43 26- 34
4 1.1- 99 17- 7.7 25- 6.1 29- 54 36- 45
5| 16-113 24- 90 33- 73 Z7- 65 45- 55
6 22-126 31 -10.2 41- 85 46- 7.7 55- 65
7| 29-133 29-115 49- 98 55- 88 65- 76
2 35-15.2 46-127 58-10.7 64- 99 74- 86
9| 4z2-164 54-139 66-119 73-109 24- 96
10 49-176 6.2-15.0 75-13.0 82-120 94 -107
15| 86-235 104-207 | 120-184 128-174 | 143 -158
20 | 127-292 147-262 | 166-238 176 -226 | 192-208
25 | 16.9-34.7 192-316 | 213-290 | 223-278 | 241 -259
30 | 212-400 | 237-369 | 260-342 | 272-329 | 291 -31.0
35 | 257-452 | 284-420 | 308-394 | 320-380 | 340-36.0
40 | 303-503 | 33.2-47.1 357-444 | 369-431 | 390-410
45 | 350-553 | 380-522 | 406-495 | 419-481 | 440-460
s0 | 398-602 | 429-57.1 455-545 | 469-531 | 49.0-51.0




Annexe 2 — Moyennes de fluorescence d’intérét pour I’établissement de
valeurs normales.

Sous-populations
cellulaires

Expression caractéristique
des populations normales

Expression modifiée lors
de situations pathologiques,

et sens de variation

Erythroblastes CD36 -
Monocytes CD36 / CD45 CD16 positivité si cellules activées
CD36 diminution voir négativité
Plasmocytes CD19/CD38 CD38/CD19/CD45 diminution
Lymphocytes T CD3 CDI10 positivité aberrante
Lymphocytes NK CD16 CD16 -
Lymphocytes B CD19/CD45 CD10 positivité aberrante
CD19 diminution ou augmentation
CD45 diminution ou augmentation
Hematogones CD19/CD38/CD10/CD45 CD10 négativité aberrante /
diminution ou augmentation
CD19 diminution ou augmentation
CD38 diminution
Myeloblastes CD34 CD34 CD38 expression aberrante
Polynucléaires neutrophiles CD38/CD16/SSC CD16 diminution
immatures
Polynucléaires neutrophiles CD16/CDI10 CD10/CD16 diminution
matures
Polynucléaires éosinophiles SSC SSC diminution
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