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INTRODUCTION 

 

La cytométrie en flux (CMF) s'est aujourd’hui imposée comme une technique de choix aussi 

bien pour quantifier les cellules hématopoïétiques que pour étudier leur différentes caractéristiques 

biologiques comme leur niveau de maturation,  d’activation ou leurs fonctions, grâce à l’étude 

d’antigènes cytoplasmiques, d’antigènes de membrane ou du contenu en ARN et en ADN. Les quinze 

dernières années ont vu apparaître des avancées considérables aussi bien dans le domaine de 

l’instrumentation que dans la mise à disposition d’une large gamme d’anticorps et de fluorochromes. 

Toutes ces nouveautés ont largement amélioré la capacité à identifier les différentes lignées et les sous-

populations cellulaires ainsi qu’à reconnaitre les aberrations phénotypiques même celles présentes sur 

une toute petite partie de la population cellulaire analysée. 

L’immunophénotypage par CMF est devenu un outil indispensable pour le diagnostic, le 

classement et le suivi des hémopathies malignes. Les caractéristiques phénotypiques et les anomalies 

observées ont été largement documentées dans de nombreuses hémopathies malignes ou désordres de 

l’immunité. Ainsi la nouvelle classification OMS 2008  prône une approche multiparamétrique lors du 

diagnostic et souligne l’intérêt majeur d’associer chacune des disciplines clinique, cytologie, 

immunophénotypage, génétique et biologie moléculaire pour définir les différentes entités clinico-

biologiques. 

La moelle osseuse est régulièrement investiguée car fréquemment le siège d’hémopathies. 

L’analyse en CMF s’appuie sur des panels d’anticorps qui dépendent de la pathologie recherchée. 

Cette pathologie n’est pas toujours connue, elle peut être différente de celle qui est à priori évoquée et 

plusieurs pathologies peuvent être associées. C’est pourquoi, nous avons développé au laboratoire une 

méthodologie avec un tube en 8 couleurs : CD3-FITC / CD10-PE / CD38-PerCP-Cy5.5 / CD19-PECy7 

/ CD36-APC / CD16-APC-H7 / CD34 VB421 / CD45-V500  destiné à détecter un grand nombre 

d’anomalies et orienter ensuite le choix des panels d’anticorps. Ce tube est complémentaire de 

l’analyse morphologique du myélogramme. Nous avons dans un premier temps validé la capacité de 

cette approche à compter 14 sous-populations myéloïdes (7) et lymphoïdes (7) normales ou 

pathologiques  en comparant les résultats obtenus à ceux d’un frottis médullaire (1)(2). Notre objectif 

dans le travail actuel est d’établir des valeurs de référence en fonction de l’âge pour les différentes 

populations identifiables. Elles sont indispensables pour détecter ensuite des anomalies quantitatives 

en pathologie. Ces informations n’existent pas dans la littérature, sauf pour quelques populations 

cellulaires (au plus huit) (3)(4)(5) et sans considération de l’âge sauf pour une référence (4). 
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La première difficulté a été de sélectionner des moelles « normales ». En dehors des donneurs 

volontaires pour allogreffe, nous avons constaté l’impossibilité d’obtenir des prélèvements d’individus 

sains, sans pathologie et sans traitement. Bien que très intéressants pour ce travail, ceux-ci sont des 

adultes de moins de 60 ans et ne correspondent qu’à une seule tranche d’âge. Nous avons donc décidé 

d’établir ces références sur des moelles cytologiquement normales, comme cela est habituel dans la 

littérature (6)(7). 

La seconde difficulté rencontrée est le problème de la dilution médullaire par le sang qui vient 

interférer sur les valeurs quantitatives des différentes populations. Son appréciation la plus « validée » 

est basée sur la méthode d’Holdrinet (8) qui nécessite une numération conjointe des GR et GB du sang 

et de la moelle sur un automate d’hématologie. Devant les difficultés que peut poser cette démarche 

en pratique, nous avons dans la première partie de notre travail, déterminé un paramètre d’évaluation 

par CMF uniquement, facilement applicable, adapté aux moelles normales aussi bien que 

pathologiques. Nous l’avons ensuite utilisé pour sélectionner les prélèvements peu ou pas dilués.  

 

Dans la seconde partie de notre travail nous avons alors étudié 97 moelle osseuses 

cytologiquement normales et non diluées pour établir des valeurs de référence pour 16 populations (13 

citées précédemment + 3 autres)  pour 5 tranches d’âge, depuis le bébé jusqu’à l’adulte de plus de 70 

ans.  

Notre étude est l’étape ultime avant l’évaluation des capacités de ce tube en 8 couleurs à 

détecter des hémopathies dans la moelle osseuse. Elle a été conduite en oligocentrique, en collaboration 

avec les CHU de Saint-Etienne et de Lyon afin d’augmenter le nombre d’échantillons médullaires et 

de montrer la reproductibilité de la méthode. A l’heure ou la qualité est au cœur des préoccupations 

des laboratoires de biologie médicale, nous avons choisi une approche standardisée des protocoles de 

marquage, d’analyse et de réglage des cytomètres. Cette approche s’inscrit ainsi dans une démarche 

de qualité selon les recommandations établies par un groupe d’experts  européens (EuroFlow) et 

français (France Flow). 
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I. GENERALITES ET REVUE BIBLIOGRAPHIQUE 

A. La moelle osseuse 

1. Rôle physiologique 

a) Définition 

L’hématopoïèse est l’ensemble des mécanismes assurant la production, le développement et la 

maturation des cellules sanguines à partir des cellules souches, permettant le renouvellement et 

l’adaptation aux besoins. Les cellules sanguines sont pour la plupart d'entre elles très différenciées, 

éléments terminaux et fonctionnels de lignées. Elles n'ont pas ou peu de possibilités de synthèse 

protéique et de division cellulaire (les hématies et les plaquettes n'ont pas de noyau). Cependant leur 

durée de vie est courte : quelques heures pour les polynucléaires, quelques jours pour les plaquettes, 

quelques semaines pour les hématies. L’hématopoïèse assure donc une production journalière 

d’environ 1013 cellules sanguines. 

b) Organisation fonctionnelle de l’hématopoïèse 

Dans le schéma général de l’hématopoïèse les cellules souches constituent le premier 

compartiment. Elles ont la capacité d’autorenouvellement et de totipotence : elles peuvent donner 

naissance à toutes les lignées myéloïdes (pour la cellule souche myéloïde) et lymphoïdes (pour la 

cellule souche lymphoïde). Il est possible d’évaluer par cytométrie le compartiment des CSH en 

mettant en évidence les cellules CD45+, CD34+, HLA DR-, CD38-, CD33- ne présentant pas de 

marqueurs de différenciation de lignée (Lin-) dans le sang circulant de patients avant collecte par 

cytaphérèse ou dans des produits de thérapie cellulaire ou dans la moelle osseuse (9). 

Par des mécanismes complexes où interviennent l’environnement cellulaire et diverses cytokines, 

les cellules souches peuvent être stimulées et produire des progéniteurs : les CFU pour Colony - 

Forming Unit. Les CFU constituent le 2ème compartiment de l’hématopoïèse. Ce sont des cellules 

programmées, multipotentes (CFU-GEMM) ou seulement monopotentes, capables d’une importante 

prolifération, mais ayant perdu la propriété d’autorenouvellement. Elles sont cultivables in vitro, et ont 

une croissance exponentielle. C’est à leur niveau qu’agissent les principales cytokines régulatrices de 

l’hématopoïèse. Elles sont CD34+, CD33+, CD38+ HLA-DR+, Lin-. 

  

http://fmc.med.univ-tours.fr/Pages/Hemato/Hematopoiese/hematopoiese4.html
http://fmc.med.univ-tours.fr/Pages/Hemato/Hematopoiese/hematopoiese2.html
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Le 3ème  compartiment est celui des lignées cellulaires morphologiquement identifiables : les 

précurseurs. Ces cellules sont celles observables au microscope sur un myélogramme.  

Pour chaque lignée les cellules se différencient, acquièrent des fonctions spécialisées et une 

morphologie particulière pour donner naissance aux cellules matures observables dans le sang. Elles 

constituent le 4ème et dernier compartiment. 

Figure 1 : Les compartiments de l’hématopoïèse (d’après (10)) 

CFU-L : Colony Forming Unit – Lymphoid; CFU-GEMM : Colony Forming Unit - Granulo-Erythro-

Mono-Megakaryocyte; CFU-Eo (éosinophiles) et CFU-Baso (basophiles); BFU-E : Burst Forming 

Unit – Erythroid  (les plus immatures) ; CFU-E : Colony Forming Unit –Erythroid (plus matures) ; 

BFU-MK : Burst Forming Unit – Megakaryocyte (les plus immatures) ; CFU-MK : Colony Forming 

Unit –Megakaryocyte (plus matures) 

 

2. Sites de productions de la moelle osseuse 

L'hématopoïèse fœtale lors de la vie intra-utérine s'effectue au niveau du tissu conjonctif 

embryonnaire jusqu'au 2ème  mois. Elle est hépatique et splénique du 2ème au 6ème mois et devient 

médullaire à partir du 4ème mois, période à partir de laquelle les ébauches osseuses commencent à se 

développer. Après la naissance l'hématopoïèse normale est localisée exclusivement dans la moelle 

osseuse. Jusque l'âge de 5 ans tous les os ont une activité hématopoïétique. Ensuite cette activité va 

progressivement se limiter au niveau des os courts et plats (sternum, cotes, vertèbres, os iliaques). En 

situations pathologiques il peut exister une hématopoïèse extra-médullaire qui se traduit alors par une 

augmentation de la taille de l’organe qui en est le siège. 
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Figure 2 : Les sièges de l’hématopoïèse au cours de la vie (d’après (11)) 

 

3. Le prélèvement de moelle osseuse : La ponction-aspiration ou myélogramme 

C’est un moyen d’investigation de routine en hématologie. Il permet d’effectuer des examens 

spécialisés comme l’analyse cytologique et cytochimique, l’étude immunophénotypique et 

cytogénétique, la culture de progéniteurs médullaires ou l’analyse en biologie moléculaire. (12) 

a) Choix du site de ponction : 

Le patient se positionne de décubitus dorsal (ponction sternale) ou ventral (ponction iliaque), puis 

le prélèvement est réalisé aux niveaux suivants : 

- Manubrium sternal 

- Epine iliaque postéro-supérieure : le site iliaque peut être choisi d’emblée par le préleveur 

car cette localisation comporte théoriquement moins de risques, ou lors de contre-indication à 

la ponction sternale, notamment chez les sujets avec antécédents de sternotomie, ou 

d’irradiation dans cette zone.  

- Crête iliaque antéro-supérieure : ce site est plus rarement choisi pour une ponction car non 

dénué de risques (perforation osseuse, hémorragie rétro péritonéale). 

 

Chez l’enfant, les prélèvements sont réalisés en localisation iliaque postérieure ou 

antérieure. Chez le bébé, il est possible de prélever l’extrémité proximale antérieure du tibia sous la 

grosse tubérosité. 
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b) La ponction  

Elle se fait en utilisant soit un trocart soit une aiguille à ponction lombaire. 

Quelle que soit la technique de ponction une seringue stérile de 20ml préalablement purgée est 

montée rapidement sur le trocart ou l’aiguille. L'aspiration de la moelle osseuse doit être brève car 

elle est douloureuse. Les aspirations ne doivent pas excéder 2 à 3ml afin d’éviter une hémodilution 

trop importante.  

c) Répartition du prélèvement pour les différentes analyses 

Le début du prélèvement, le moins dilué est réservé à l’analyse cytologique, soit par réalisation 

directement d’un frottis au lit du malade, soit par remplissage de 0,5 ml dans un tube EDTA. Il faut 

respecter le bon ordre des seringues : d’abord le matériel sur EDTA ensuite celui sur héparine. Le 

second prélèvement est pour la cytométrie en flux et le troisième pour la cytogénétique et la biologie 

moléculaire. 

Tableau 1 : Choix de l’anticoagulant pour chaque type de prélèvement (d’après (13)) 

B. Analyse cytologique 

1. Préparation des frottis : méthodologie 

Les étalements doivent être réalisés rapidement car le suc médullaire coagule vite. Le suc 

médullaire doit être séparé du sang en déposant quelques gouttes de prélèvement à partir de la seringue 

sur plusieurs lames légèrement inclinées.  
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a) Par écrasement de grains 

Pour réaliser des étalements par la méthode dite d’écrasement de grains, il faut prélever avec 

l’extrémité d’une lame un grain du suc médullaire, le placer au tiers supérieur de la lame à bord rodés 

sur laquelle on s’apprête à faire le frottis, puis faire glisser une lame propre et parfaitement dégraissée 

parallèlement sur la première sans écraser trop fortement jusqu’à l’autre extrémité de la lame. Cinq à 

dix lames doivent être réalisées pour en garder en réserve et pouvoir effectuer des colorations 

complémentaires si nécessaire. Cette technique permet d’apprécier plus facilement la richesse 

médullaire et facilite le dépistage des cellules anormales. Cependant l’analyse de la morphologie 

médullaire peut s’avérer parfois plus difficile.   

b) Par étalement de sang médullaire 

La méthode par étalement de sang médullaire se fait à partir du dépôt d’une goutte de sang 

médullaire sur une lame à bords rodés en poussant à l’aide d’une autre lame inclinée à 40° comme lors 

de la réalisation des frottis sanguins. La répartition des éléments cellulaires sur ce frottis est comparable 

à celle du matériel analysé en CMF. 

Les lames sont séchées à l’air sans ventilation ni chauffage ni agitation. 

 

Figure 3 : Etalements médullaires par les techniques d’écrasement de grain et de frottis de sang (d’après 
(13)) 

  

Ecrasement 

de grain 

Frottis de 

sang 
médullaire 
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c) Coloration 

Une partie des lames est colorée au May Grünwald-Giemsa. Les autres sont en général gardées 

pour des colorations spécifiques : coloration de Perls ou pour des réactions cytochimiques 

(myéloperoxydase, estérase non spécifique). Enfin quelques lames peuvent être congelées pour être 

utilisées ultérieurement pour des techniques immunocytochimiques. 

 

2. Lecture du myélogramme 

a) Principe 

Après ponction médullaire les étalements médullaires sont colorés selon la coloration de MGG. 

La lecture des frottis médullaires comporte plusieurs étapes successives : (d’après (14)) 

- Examen au faible grossissement (100 X = oculaires 10 X et objectif 10 X) : Il s’agit d’une 

appréciation générale des frottis : 

o aspect des cellules étalées :  

 hétérogénéité (aspect habituel de la MO normale : pas de cellules 

morphologiquement dominantes) 

 homogénéité (les cellules semblent toutes identiques  = MO envahie, par 

exemple une leucémie aiguë) 

 couleur dominante (MO « bleue » des anémies mégaloblastiques ou du 

myélome multiple) 

o richesse globale (désertique, pauvre, hypoplasique, normale, hyperplasique) : Il s’agit 

ici seulement d’une appréciation qualitative. Il faut garder à l’esprit, qu’il est impossible 

d’augmenter artificiellement la densité en cellules sur un frottis, à l’inverse il est 

possible de la diminuer par hémodilution (aspiration d’un volume trop élevé de suc 

médullaire). Il est donc important d’observer le frottis sanguin en parallèle au faible 

grossissement  

Attention, un prélèvement pauvre peut traduire une moelle diluée de sang ou bien une aplasie ou une 

fibrose médullaire. Il faut bien penser à  apprécier la qualité du prélèvement. 

o richesse en mégacaryocytes 

o recherche des cellules rares de grande taille 

 normales : ostéoblastes, ostéoclastes, mastocytes, hystiocytes  
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 anormales : cellules métastatiques, souvent disposées en placards ou amas, des 

cellules de maladie de surcharge constitutionnelle, des histiocytes 

hémophagocytants 

On sélectionne les frottis les plus riches (non dilués), et les zones les mieux étalées, avec peu de cellules 

éclatées, que l'on observera au fort grossissement (souvent près des grumeaux de moelle). 

- Examen au fort grossissement  (grossissement final de 500 X à 630 X, l’objectif 100 X n’est 

habituellement utilisé que très ponctuellement, pour un détail précis). L'examen morphologique 

est d'abord qualitatif : on définit s’il existe ou non des anomalies morphologiques des diverses 

cellules. 

 

- Réalisation du décompte en % des éléments cellulaires (= myélogramme)  

o Les mégacaryocytes, les cellules totalement éclatées ou très altérées, les cellules rares, 

qu'elles soient normales ou pathologiques ne sont pas comptés dans le pourcentage.  

o En pratique 200 cellules sont comptées en plusieurs régions de la lame, et si possible 

sur 2 ou plusieurs lames, donne une idée satisfaisante de la fréquence des populations. 

Cependant il est indispensable de compter beaucoup plus d'éléments et de répéter les 

numérations lorsqu’il existe une augmentation nette d’une catégorie de cellules dont le 

compte peut faire basculer le diagnostic (excès de blastes, plasmocytose, 

lymphocytose…)  

b) Limites du myélogramme 

L’analyse du myélogramme en cytologie reste l’examen de 1ère intention en cas de suspicion 

d’une pathologie médullaire. La préparation de l’échantillon est rapide à mettre en œuvre, l’examen 

permet une évaluation de la richesse médullaire et une analyse morphologique fine de toutes les 

lignées.  

Cependant, la différenciation des sous populations lymphocytaires et de leurs précurseurs 

(hématogones, lymphocytes B transitionnels, lymphoctes B matures, lymphoctes T, lymphocytes NK) 

est impossible. De plus la subjectivité de chaque lecteur, associée à des difficultés d’harmonisation des 

pratiques, et de fortes variations dans la répartition des cellules sur la lame (15) en font un examen peu 

reproductible (16)(17)(18). Cette variabilité est d’ailleurs prise en compte dans la table de Rümke (17) 

qui montre la variation des valeurs relatives d’une population leucocytaire selon le nombre de cellules 

comptées. D’autre part, malgré un temps conséquent passé pour la lecture du myélogramme par le 
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biologiste, la sensibilité de l’analyse reste faible, ceci étant lié à un nombre faible de cellules comptées 

(200 cellules sur deux lames différentes en pratique courante). 

 

C. La cytométrie en flux : une technique de choix pour l’analyse de la moelle 

osseuse 

1. Principe et fonctionnement 

La cytométrie en flux (CMF) consiste en l’analyse multiparamétrique à la fois quantitative et 

qualitative de cellules en suspension individualisées dans un flux liquidien. Les cellules défilent à plus 

de 30 km/heure devant un laser et le cytomètre permet d’analyser jusqu’à 100000 cellules par seconde. 

Il s’agit d’une technique assez récente dont le développement s’est accentué ces 15 dernières années. 

C’est en 1934 que le premier article évoquant la CMF est publié dans Science par Moldavan. Viendra 

ensuite le développement des anticorps couplés à une molécule fluorescente dans les années 1940 puis 

dans les années 1960 l’apparition des premiers cytomètres. 

Cette technique est particulièrement adaptée aux cellules en suspension et donc à l'analyse des 

liquides biologiques : sang, LBA, ascite, épanchement pleural, LCR, aspiration médullaire mais elle 

permet également d'analyser des cellules tissulaires après une étape mécanique et/ou  enzymatique de 

dissociation. 

a) Fonctionnement du cytomètre  (19) 

Les cytomètres fonctionnent selon des principes communs. Dans toute cette partie la 

description correspond à celui du laboratoire d’immunologie (BD FACSCanto-II). 

Un cytomètre est constitué de 3 systèmes : 

(1) Le système fluidique  

Il est basé sur le principe de focalisation hydrodynamique. Il s'agit d'un flux laminaire qui 

permet aux cellules en suspension de passer une à une devant le laser. Grâce au principe 

d’hydrofocalisation qui consiste en l’application d’une surpression sur le liquide de gaine par rapport 

à l’échantillon, celui-ci est comprimé, et il y a création d’une veine liquide dont le diamètre étroit ne 

permet le passage que d’une cellule à la fois. 
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(2) Le système optique  

La description du système optique  correspond à celui du BD FACSCanto-II du laboratoire. 

L’optique d’excitation est composée de 2 ou 3 lasers. Trois types de signaux lumineux résultent de 

l’interaction entre le faisceau laser et les particules : 

- La diffusion aux petits angles : le Forward scatter (FSC) collecté dans l’axe du faisceau qui 

correspond à la lumière diffractée et dont le signal est relatif à la taille de la cellule. 

- La diffusion aux grands angles : le  Side scatter (SSC) qui fait un angle de 90° avec le 

faisceau incident à la longueur d'onde 488 nm. Le signal recueilli est relatif à la structure 

(granularité…) de la cellule. 

- La fluorescence collectée à 90° par rapport au faisceau lumineux incident, qui résulte d’un 

marquage par un ou plusieurs fluorochromes (8 couleurs avec le FACSCanto-II) 

L’optique de collecte est composé de fibres optiques dirigeant la lumière émise (fluorescence) vers 

le block approprié d’analyse du signal (octogone ou trigone) et de filtres et miroirs qui sélectionnent 

et dirigent les signaux à l’intérieur du block octogone ou trigone vers le photomultiplicateur (PMT) 

approprié. Il existe plusieurs types de filtres : les filtres « passe bas » qui laissent passer toutes les 

longueurs < x nm et réfléchissent les longueurs d'ondes > x nm, les filtres « passe haut » qui agissent 

de manière inverse et les filtres « passe bande » qui se trouvent juste devant les détecteurs et permettent 

de sélectionner la longueur d'onde du fluorochrome recherché. 

Exemple : Devant un détecteur qui collecte la fluorescence de la PE on placera un filtre 585/42 qui 

laisse passer les longueurs d'ondes de 585+/-21 nm, soit comprises entre 564 et 606 nm. 

Figure 4 : Conformation de l’optique de collecte : octogone pour le laser bleu et 
trigone pour les lasers rouge et violet du FACSCanto-II (d’après (1)) 
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Dans la dernière colonne du tableau 2 sont présentés les anticorps utilisés dans notre combinaison. 

(3) Le système électronique  

Il est composé de PMT capables de transformer le signal lumineux de photons en signal 

électrique constitué d’électrons auquel est associé un voltage. Pour le FSC qui est un signal de forte 

intensité, il n’est pas nécessaire d’avoir un détecteur de grande sensibilité comme un PMT et c’est 

donc une photodiode qui est utilisée comme détecteur. L’ensemble du signal électrique issu de 

l’émission de fluorescence lors de son passage devant le laser est appelée impulsion. Elle a une 

amplitude comprise entre 0 et 10 volts et une durée de quelques microsecondes : c’est le temps de vol. 

b) Traitement de l’impulsion et digitalisation du signal 

Le signal provenant de chaque détecteur est transformé en un signal informatique et traité par 

un circuit de compensation de fluorescence réalisé par soustraction analogique. Il est digitalisé 10 

millions de fois par seconde (10 MHz) sur une échelle de 262 128  intervalles ou canaux pour la mesure 

de l’aire de l’impulsion. Cette technologie mise en place par la société BD Biosciences permet de 

répartir les données obtenues sur une échelle logarithmique à 5 décades ou en représentation bi 

exponentielle qui permet de mieux visualiser les populations dont le marquage est de faible intensité. 

Lasers 

(longueur 

d’onde 

d’excitation 

en nm et 

couleur) 

Configuration 

du block 

optique de 

collecte 

Position 

des 

PMT 

associés 

Longueur 

d’onde 

des filtres 

(en nm) 

Fluorochromes 

utilisés dans 

notre 

combinaison 

Longueurs 

d’onde 

d’excitation 

et 

d’émission 

(en nm) 

Anticorps 

couplés 

488-bleu 

Octogonale A 

B 

D 

E 

750-810 

>670 

564-606 

515-545 

PE-Cy7 

PerCP-Cy5.5 

PE 

FITC 

496      785 

482      695 

496      578 

494      519 

CD19 

CD38 

CD10 

CD3 

633-rouge 
Trigonale A 

C 

750-810 

650-670 

APC-H7 

APC 

650      785 

650      660 

CD16 

CD36 

407-violet 
Trigonale A 

B 

502-535 

425-475 

VB500 

VB421 

415      500 

407      421 

CD45 

CD34 

Tableau 2 : Configuration du FACSCanto II « 4-2-2 » (d’après (20))  
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c) Présentation des résultats 

Les résultats peuvent se présenter sous la forme d’histogrammes monoparamétrés, c’est-à-dire 

avec un paramètre en abscisses, l’ordonnée correspondant au nombre d’évènements par canal ou sous 

forme d’histogrammes biparamétrés où il y a un paramètre en abscisse et un en ordonnée. Dans ce 

dernier type de représentation, le nombre d’évènements correspond à un axe Z pouvant être représenté 

par la densité de nuage de points ou par des courbes de niveau. 

 

Figure 5 : Différents modes de représentation des données obtenues en CMF (d’après(19)) 

(1) Evaluation d’une fréquence au sein d’une suspension cellulaire 

Cette problématique correspond à celle que nous avons pour la définition de valeurs de 

référence pour les sous populations de la moelle osseuse. Il est important de définir clairement la 

population d’intérêt et la population de référence, c’est-à-dire celle à laquelle doit être rapporté le 

pourcentage. Dans notre travail il s’agit du « SPM » pour « Sous Populations de la Moelle » qui 

correspond à toutes les cellules acquises auxquelles ont été retirés les débris, les globules rouges et  les 

plaquettes.  
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(2) Numération en valeur absolue 

Il existe deux approches pour évaluer une population en valeur absolue dans une suspension 

cellulaire :  

- Technique en double plateforme : l’analyse se fait sur deux automates : un compteur de 

cellules pour la numération en valeur absolue des leucocytes et un cytomètre pour l’évaluation 

du pourcentage des différentes populations. Cette technique est très largement utilisée 

notamment pour l’évaluation des sous populations lymphocytaires dans le sang. Elle donne des 

résultats moins précis que la technique en simple plateforme, puisqu’elle cumule les erreurs de 

mesure de deux automates. 

- Technique en simple plateforme : l’évaluation en pourcentage et en valeur absolue se fait par 

CMF en utilisant des billes comme étalon interne. Cette technique est celle utilisée au 

laboratoire pour la numération des lymphocytes T CD4+ et T CD8+ dans le suivi des patients 

VIH+. Elle ne sera pas développée ici car elle n’a pas été utilisée dans notre étude de moelle 

osseuse. 

(3) Expression d’un antigène par une sous population 

La présence d’un antigène sur une sous population peut s’exprimer soit en pourcentage de 

cellules positives pour ce marqueur, soit en niveau moyen d’expression. Lorsque le marquage est 

intense et bimodal, la présence d’une vallée permet de distinguer facilement la population négative de 

la population positive et de placer ainsi le seuil de positivité. En revanche lorsque l’expression d’un 

antigène est faible et unimodale, l’idéal est de considérer la population dans son ensemble et de calculer 

le rapport entre les moyennes de fluorescence (MFI) du marqueur considéré et du témoin isotypique : 

c’est le rapport de fluorescence (RFI). Lorsque le RFI est supérieur à 2 on considère que le marqueur 

est positif sur 100% des cellules. 

Il existe également des techniques plus complexes de quantification évaluant précisément un 

nombre de sites antigéniques. Cette approche ne sera pas détaillée ici. 

 

2. Différenciation des cellules hématopoïétiques (myéloïdes/lymphoïdes) 

a) Expression du CD45 par les cellules médullaires normales 

Toutes les cellules hématopoïétiques expriment le CD45 au cours de leur développement. 

L’expression de ce marqueur persistera sur les leucocytes tout au long de leur vie tandis que les 

érythrocytes et les plaquettes vont perdre son expression au cours de leur différenciation.(21) 



 28 

Les progéniteurs peuvent être identifiés non seulement par leur expression de CD34 mais aussi 

par leur faible expression de CD45. Les progéniteurs de la lignée myéloïde montrent un signal plus 

intense en SSC que les progéniteurs de la lignée lymphoïde pour un  niveau d’expression identique du 

CD45. Les cellules de la lignée érythroïde montrent une diminution de l’expression de CD45 depuis 

le stade d’érythroblaste jusqu’au stade d’érythocytes matures. Les GR sont en effet CD45 négatifs. En 

revanche, les progéniteurs de la lignée lymphoïde B montrent une expression progressive de 

l’expression du CD45 avec leur maturation pour atteindre une expression maximale au stade de 

lymphocyte mature. Au niveau des cellules de la lignée myéloïde, les modifications de l’expression du 

CD45 avec la maturation sont moins marquées : elle reste faible pendant la majorité du processus et 

montre une faible augmentation lors du passage du métamyélocyte au polynucléaire neutrophile 

segmenté. Quant aux monocytes, on observe une augmentation marquée de l’expression du CD45 du 

monoblaste au monocyte.  

Lors de la différentiation plasmocytaire l’expression du CD45 forte sur le plasmablaste décroit 

progressivement jusqu’à devenir très faible sur le plasmocyte mature. 

Les lymphocytes T ne sont pas évoqués ici car ils ne se différencient pas dans la moelle. La 

différenciation des lymphocytes NK est quant à elle mal connue. 

b) Caractéristiques immunophénotypiques des cellules dérivant du progéniteur 

commun CFU-GEMM (22) 

(1) La lignée myéloïde neutrophile 

Les CFU-G donnent naissance aux myéloblastes qui sont caractérisés par la diminution de 

l’expression du CD34, et une augmentation de celle du CD13 et du CD33.  

Au stade promyélocyte, les cellules perdent l’expression de CD34 et du HLA-DR.  Elles sont 

caractérisées par l’expression forte de CD13, et CD38 notamment. Une diminution importante de 

l’expression du CD13 et une augmentation des paramètres de Side Scatter (SSC) signent le passage du 

promyélocyte vers le myélocyte. 

Ainsi les myélocytes sont caractérisés par une expression faible de CD13 et CD38 et montrent 

une augmentation de la densité d’expression du CD16. L’expression de CD33 commence à diminuer. 

Le passage du myélocyte au métamyélocyte est caractérisé par l’augmentation d’expression du 

CD11b, du CD13 et du CD16. La densité d’expression du CD33 continue à diminuer. 
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La densité d’expression du CD11b, du CD13, et du CD16 continue d’augmenter pour atteindre 

un maximum au stade de polynucléaire neutrophile mature. Le CD10 apparait et la densité 

d’expression du CD33 devient alors faible. 

Les polynucléaires basophiles matures ont les mêmes caractéristiques de FSC/SSC que les 

lymphocytes. Ils expriment faiblement le CD45 et se distinguent des blastes par leur phénotype CD123 

high, HLA-DR-, CD13+, CD33low. D’autre part ils sont CD38 fort et CD16- (25). 

Les polynucléaires éosinophiles ont un SSC plus élevé et une expression plus forte de CD45 

que les polynucléaires neutrophiles. Ils sont CD16 négatifs ou CD16 faible ainsi que CD13 abaissé. 

Ils expriment fortement le CRTH2 (ou CD294) marqueur également trouvé sur les lymphocytes T 

helper de type 2 et les basophiles (26)(27). 

  

Figure 6 : Phénotype de la lignée granuleuse neutrophile au cours de sa maturation (d’après 
(23) et (24)) 
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(2) La lignée monocytaire 

La CFU-M va donner naissance au monoblaste caractérisé par une absence d’expression de 

CD14 et une diminution de l’expression du CD34 qui devient rapidement négatif. Tout au cours du 

processus de maturation, on va observer une augmentation des densités d’expression du CD13, du 

CD33, du CD11b, du CD36 ainsi que du CD4 qui deviennent maximales au stade de monocyte mature. 

Les cellules de la lignée monocytaire vont garder l’expression de HLA-DR tout au long du processus 

de maturation. L’intensité d’expression du CD45 augmente au fil de la maturation. 

Le passage du promonocyte au monocyte est caractérisé par l’apparition de l’expression 

d’IREM-2 (CD300e). 

Figure 7 : Phénotype de la lignée monocytaire au cours de sa maturation (d’après (23) et (24)) 
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(3) La lignée érythroïde 

Les CFU-E sont CD34+, CD117+, CD13+, CD33+, CD36+. Les cellules qui s’engagent dans 

la lignée érythroïde montrent une augmentation de l’expression du CD36 avec la diminution de 

l’expression du CD45, du CD34 puis du CD117. Les proérythroblastes sont caractérisés par une 

expression faible du CD45, du CD34, du CD117 et sont CD36+, CD71+, aussi CD13- et CD33-. Au 

cours de la maturation les densités d’expression du CD36 et du CD71 diminuent et toutes les cellules 

deviennent positives pour la Glycophorine A (CD235a). Le CD45 n’est plus exprimé au stade 

d’érythroblaste. En fin de maturation, les erythrocytes ne sont plus positifs que pour la Glycophorine 

A.  

Figure 8 : Phénotype de la lignée érythroïde au cours de sa maturation (d’après (23)) 
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(4) La lignée plaquettaire 

La CFU-MK va donner naissance au mégacaryoblaste, qui perd l’expression du CD45, du 

CD34, du CD33 et voit une augmentation de l’expression du CD36 et du CD61. Au stade 

mégacaryocyte les cellules acquièrent l’expression de CD41 et du CD42. Les plaquettes sont 

finalement CD41+, CD42+, CD61+ et CD9+. Ni les plaquettes, ni les mégacaryoblastes ne sont étudiés 

dans notre tube. 

c) Caractéristiques immunophénotypiques de la lignée lymphoïde 

(1) Maturation de la lignée lymphoïde B 

  

ic= intra cytoplasmique en couleur kaki 

+ : intensité d’expression faible, ++ : intensité d’expression modérée, +++ : intensité d’expression forte 

en dégradé de rouge : les marqueurs pan-B 

en vert : les marqueurs relatifs au BCR 

en noir et gris : les autres marqueurs d’identification pertinents 

 
Précurseur  B Lymphocyte B Plasmocyte 

stade pro-B 
précoce 

pro-B 
tardif 

pré-B 
B 

immature 
B 

transitionnel 
B 

naïf 
B 

activé 
B mémoire   

                
CD34                
                
HLA-DR                
                
CD19                
                
CD79 a/b  ic            ic  
                
CD22  ic              
                
CD20                
                
CD24                
                
CD21                
                
CD10                
                
CD38                
                
CD179                
                
M     ic           
                
D                 ou   
                
A ou G              ic  
                
 ou               ic  
                
CD77                
                
CD27                
                
CD138                
                

 

Tableau 3 : Différenciation des lymphocytes B (d’après (28)) 
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La différenciation des lymphocytes B commence dans la moelle osseuse à partir du progéniteur 

lymphoïde commun CFU-L CD34+. L’acquisition progressive de marqueurs pan-B et liés au récepteur 

pour l’antigène (BCR)  permet d’identifier  3 grands stades dans la maturation du lymphocyte B : 

- Précurseurs B : pro-B + pré pré-B + pré-B + B immature   

- Lymphocytes B matures : B transitionnel + B naïf  + B activé + B mémoire  

- Plasmocytes   

Les marqueurs d’appartenance à la lignée B (les pan-B) sont présents sur tous les lymphocytes B 

matures, ils peuvent être absents sur les précurseurs et peu ou pas exprimés sur les plasmocytes. Ce 

sont CD19, CD20, CD21, CD22, CD24, CD79a et CD79b. Les lymphocytes B synthétisent des 

immunoglobulines (Ig) qui représentent le récepteur de l’antigène ou B-Cell Receptor (BCR). Chez 

les précurseurs les Ig sont absentes ou immatures, elles sont membranaires sur les lymphocytes B 

matures et intra cytoplasmiques pour les plasmocytes. Au stade pré-B il y a apparition du pré-BCR 

constitué d’une IgM intracytoplasmique ou membranaire et du CD179, sans chaines légères kappa ou 

lambda. Le BCR au stade B immature est de type M Kappa ou M Lambda. (29) 

Les hématogones correspondent aux précurseurs B (type 1 et 2) ainsi qu’aux B immatures (type 

3). Les hématogones de type 1 sont  CD19+, CD38 fort, CD10 fort, CD34+, et CD45 faible. Le passage 

au stade hématogone de type-2 se caractérise par une perte du CD34, une diminution de l’expression 

du CD10 et une augmentation de celle du CD45. Au stade B transitionnel CD45 a le même niveau 

d’expression que celui des cellules B matures, CD38 reste fort et CD10 positif. Le passage au stade B 

mature est marqué par la perte du CD10.  CD45 est fort et l’expression de CD38 diminue 

progressivement jusqu’à devenir négatif. 

(2) Maturation de la lignée lymphoïde T 

Les lymphocytes T sont issus du progéniteur lymphoïde commun CFU-L CD34+ de la moelle 

osseuse. Leur différenciation se fait dans le thymus et ne sera pas abordée ici. Les T identifiés dans la 

moelle viennent du sang et sont reconnus spécifiquement par CD3.  

(3) Maturation des lymphocytes Natural Killer (NK) 

Les lymphocytes T sont issus du progéniteur lymphoïde commun CFU-L CD34+ de la moelle 

osseuse. Ils peuvent se différencier dans la moelle osseuse, le thymus et d’autres sites. Ils sont surtout 

présents dans le sang. Ils se caractérisent par l’expression de CD16 et CD56 qui sont chacun positifs 

sur 90% des NK, et à la différence des lymphocytes T n’expriment pas CD3.  
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d) Les cellules dendritiques 

Tout comme les cellules souches, les cellules dendritiques sont très rares dans la moelle 

osseuse. Il en existe deux grandes familles : les cellules dendritiques myéloïdes (M-DC) et 

plasmacytoïdes (P-DC). Leur identification par CMF dans la moelle osseuse n’est pas standardisée ni 

réalisée en routine. 

e) Les mastocytes  

Les mastocytes  sont très rares dans la moelle osseuse.  Ils ont des paramètres de Side Scatter 

assez élevés et sont CD117 fort.  

f) Anticorps utilisés dans le tube SPM pour l’identification des différentes sous 

populations médullaires  

Sous populations Marqueurs d’identification 

Myéloblastes CD34 +/ CD45 faible / CD19- / SSC intermédiarie 

Promyélocytes CD 34- / CD16- / CD38 fort / CD45+ / CD10- SSC élevé 

Myélocytes CD16 +/- / CD38+/- / CD45+ / CD10- SSC élevé 

Métamyélocytes CD 16 intermédiaire / CD38 - / CD45+ / CD10- SSC élevé 

PNN CD16 fort / CD10+ / CD45+ / SSC élevé 

PNE CD16- / CD45 fort / CD10+/ SSC très élevé 

PNB CD16- / CD10- / CD38 fort / CD45 intermédiaire /SSC faible 

Monocytes CD36+ / CD45+ / SSC intermédiaire 

Erythroblastes CD36+ / CD45- / SSC faible ou intermédiaire 

HG de type 1 CD19+ / CD38 fort / CD10 fort / CD45 faible / CD34+ 

HG de type 2 CD19+ / CD38 fort / CD10+ / CD45 intermédiaire / CD34- 

B transitionnels CD19+ / CD38 fort / CD10+ / CD45 fort  

B matures CD19+ / CD38 +/- / CD10- / CD45 fort  

Lymphocytes T CD3+ / CD45+ 

Lymphocytes NK CD16+ / CD45+ / CD3- / SSC faible ou intermédiaire 

Plasmocytes CD19+ / CD38 très fort / CD10- / CD45 intermédiaire 

Tableau 4 : Caractérisation phénotypique des populations identifiées par notre tube 
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3. Apport de la CMF dans l’étude des hémopathies malignes 

Le myélogramme lu par un cytologiste averti reste l’examen de première intention en cas de 

suspicion d’hémopathie. Il est en effet très rapide à réaliser. C’est aussi sans doute la technique qui 

permet le mieux d’apprécier les anomalies qualitatives des cellules. Cependant cet examen reste peu 

reproductible. Il est en effet en partie subjectif, nécessite une solide expérience et ne permet de compter 

qu’un faible nombre de cellules parfois dans des zones qui ne sont pas représentatives de la distribution 

cellulaire globale. De plus il ne permet pas la différenciation des sous populations lymphocytaires.  

C’est dans ce contexte que l’analyse par CMF prend toute son importance. Elle permet une 

analyse immunologique complémentaire de la morphologie comme préconisé dans la classification 

OMS 2008 qui distingue en effet trois catégories de tumeurs selon leur lignée d’origine (30) : 

myéloïde, lymphoïde, histiocytaire et dendritique (Tableau 5). La classification des cellules anormales 

dans une entité nosologique est une étape indispensable à la prise en charge optimisée du patient.  

Lignée d’origine Précurseurs immatures Précurseurs matures 

Myéloïde Leucémie aigüe myéloïde 

Néoplasies myéloprolifératives 

Syndromes myélodysplasiques 

Mixtes 

(myéloprolifératives/myélodysplasiques) 

Lymphoïde 
Leucémie / Lymphome 

lymphoblastique 

Lymphome de Hodgkin 

Lymphome non hodgkinien B 

Lymphome non hodgkinien T/NK 

Histiocytaire/dendritique 
Tumeurs à cellules 

dendritiques plasmacytoides 
Néoplasies hystiocytaires/dendritiques 

Tableau 5 : Présentation synthétique de la classification OMS 2008 

L’analyse en CMF est particulièrement intéressante dans l’exploration des situations suivantes : 

- cytopénies périphériques 

- lymphocytoses et monocytoses 

- présence de cellules atypiques ou de blastes au myélogramme 

- plasmocytose ou gammapathie monoclonale 
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- organomégalies et infiltrations tissulaires (peau, muqueuses, os) 

 

La CMF a ainsi un intérêt pour le screening des cellules anormales, que ce soit au diagnostic 

(avec un seuil en routine qui dépend de la pathologie), ou en suivi avec une très grande sensibilité dans 

certaines hémopathies (seuil pouvant atteindre 10-5)(31)(32)(33). Elle permet notamment la recherche 

de maladie résiduelle après traitement dans les leucémies aiguës, les LLC et les myélomes.  

Elle permet de définir l’appartenance à une lignée (T, B, myéloïde), et elle affirme le caractère 

clonal de la population étudiée : restriction d’une chaine légère kappa ou lambda pour les lymphocytes 

B, perte d’un marqueur pan-T (CD2, CD7 ou CD5) ou expression homogène d’une famille Vβ du TCR 

pour les lymphocytes T. Les marqueurs les plus appropriés pour l’étude des différentes entités sont 

détaillés dans plusieurs articles faisant référence (34)(35)(36)(37). 

D’autre part, elle permet de mettre en évidence des marqueurs pronostiques (exemple : 

expression du CD38, de ZAP-70 et survie des patients atteints de LLC (38)(39)), et d’étudier des cibles 

dans les traitements par anticorps monoclonaux (exemple : CD20 pour le Rituximab(40), CD52 pour 

l’Alemtuzumab(41)). 

La CMF est ainsi devenue une discipline incontournable dans le domaine des hémopathies 

malignes. A ce titre un besoin de standardisation des pratiques s’est fait ressentir. La conférence de 

Bethesda de 2006 donne des recommandations consensuelles pour l’étude immunophénotypique des 

hémopathies. Elle précise ainsi : 

- Les situations dans lesquelles un bilan par CMF doit être réalisé en fonction du tableau clinique 

présenté par le patient et des résultats de la Numération Formule Sanguine (NFS) (42) 

- L’importance capitale d’une formation de qualité pour chaque catégorie de personnel du 

laboratoire de CMF, garantissant ainsi une prise en charge optimale du prélèvement de la phase 

pré analytique jusqu’à l’interprétation et la validation du résultat (43). 

- Les panels d’anticorps qui doivent être utilisés en fonction de la pathologie recherchée et la 

manière de rendre les résultats (37)(36)(35). 
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D. Evaluation de l’hémodilution: revue de la littérature 

1. Preuve de l’hémodilution 

Le prélèvement de moelle est contaminé par du sang, ce qui a un impact sur l’évaluation du 

pourcentage des cellules (surreprésentation des cellules du sang, sous-représentation des cellules de la 

moelle). La détermination des valeurs de référence doit tenir compte de ce paramètre. Le phénomène 

de dilution des prélèvements de moelle par les cellules nucléées du sang périphérique est connu depuis 

longtemps. Déjà en 1936 Pontoni faisait état de ce problème. Diverses expériences utilisant des 

traceurs radioactifs : 32P (44), 51Cr ou 125I (6) ont permis de mettre en évidence cette dilution. 

2. Evaluation de l’hémodilution   

Dès lors 2 types d’approches ont été mises en œuvre pour évaluer ce phénomène : définition 

de proportionnalité entre populations, de facteurs de corrections (8) (45) (46) ou de seuil sur une 

population particulière. 

a) Définition de rapports de populations ou proposition de facteurs de corrections 

En 1980 Holdrinet et son équipe (8) montrent que 97% des globules rouges retrouvés dans la 

moelle osseuse proviennent du sang périphérique. En partant de l’hypothèse qu’il existe une 

proportionnalité entre le phénomène décrit pour les globules rouges et les globules blancs, ils proposent 

une formule permettant de calculer le pourcentage de pureté d’une moelle :  

% 𝑑𝑒 𝑝𝑢𝑟𝑒𝑡é = (1 − (
𝐺𝑅𝑀𝑂

𝐺𝑅𝑆𝑔
 𝑥 

𝐺𝐵𝑆𝑔

𝐺𝐵𝑀𝑂
)) 𝑥 100 

Un facteur de correction visant à normaliser le compte de blastes dans le prélèvement dilué afin 

d’obtenir sa « vraie » valeur comme si l’on avait pu l’établir à partir d’une biopsie ostéo médullaire a 

aussi été proposé  (45). La formule utilisée est la suivante : 

% 𝑑𝑒 𝑏𝑙𝑎𝑠𝑡𝑒𝑠 𝑛𝑜𝑟𝑚𝑎𝑙𝑖𝑠é = % 𝑑𝑒 𝑏𝑙𝑎𝑠𝑡𝑒𝑠 𝑑𝑒 𝑙′é𝑐ℎ𝑎𝑛𝑡𝑖𝑙𝑙𝑜𝑛 𝑑𝑖𝑙𝑢é 𝑥
80%

% dim 𝐶𝐷16
 

La proportion de 80% au numérateur correspond à la proportion moyenne de cellules CD16 faible ou 

négatif retrouvée dans une biopsie et donc à la proportion de cellules granuleuses immatures que l’on 

s’attend à avoir si l’aspiration médullaire était pure. Le dénominateur correspond à la proportion de 

granuleux immatures retrouvée dans l’échantillon étudié.  

Lee et al. (46) proposent de s’affranchir de la dilution sanguine en ne prenant en compte que 

les cellules médullaires immatures capables de division (myéloblastes, promyélocytes, myélocytes et 
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érythroblastes) de façon à compter avec précision les myéloblastes dans le diagnostic des 

myélodysplasies.  

 

Cette première stratégie qui vise à définir un facteur de correction, présente tout de même un 

certain nombre de limites. Le calcul de l’indice de pureté selon Holdrinet (8) n’est pas forcément 

réalisable parce qu’il implique d’une part qu’une numération de la moelle soit effectuée sur un 

automate d’hématologie et d’autre part, qu’un prélèvement de sang soit réalisé en parallèle le même 

jour. Si l’on utilise la stratégie proposée par Loken et al.(45), il est primordial de bien distinguer les 

cellules granuleuses immatures des polynucléaires éosinophiles eux aussi CD16- notamment sur la 

base de l’expression de CD45 et du SSC comme réalisé dans notre tube d’analyse. Il faut aussi s’assurer 

qu’aucune cellule granuleuse immature ou cellule blastique ne soit présente dans le sang. Enfin, dans 

certaines situations le facteur de correction n’est pas applicable. Il s’agit des cas de syndromes 

myélodysplasiques ou myéloprolifératifs avec expression aberrante du CD16, des patients présentant 

une hémoglobinurie paroxystique nocturne ou des maladies génétiques affectant l’expression du CD16 

sur les cellules myéloïdes.  

b) Définition de seuils 

Intéressons-nous maintenant à la deuxième approche qui vise à définir des seuils sur certaines 

populations. Si la population choisie est une population médullaire (granuleux immatures, 

érythroblastes…) le seuil correspond alors à une proportion minimale qu’il faut dépasser pour s’assurer 

que la moelle est pure. Au contraire si la population choisie est une population préférentiellement 

d’origine sanguine (PNN, lymphocytes T…) le seuil correspond à une proportion maximale à ne pas 

dépasser pour s’assurer que la moelle est pure. Les PNN ont été choisis à plusieurs reprises, seuls avec 

un seuil de 30% (45), ou en association à d’autres critères (érythroblastes et lymphocytes T) avec un 

seuil à 40% (47). Des seuils ont été proposés à 15% (33) et 5% (47) sur les érythroblastes, toujours en 

association à d’autres marqueurs. Les lymphocytes T avec un seuil à 20% (33)(47), en association avec 

les érythroblastes (33) ou en association avec les érythroblastes et les PNN (47) ont aussi été retenus. 

Enfin la somme lymphocytes + monocytes avec un seuil à 30% a été utilisée (5). Ces seuils ont été 

définis en s’appuyant sur des observations personnelles des auteurs sans que des études validées aient 

été menées.  En effet le seuil de 20% sur les lymphocytes T choisi dans l’article de Björklund et al. 

(33) a été défini en référence à l’article de Porwirt-MacDonald et al. (48) où le taux moyen de 

lymphocytes T exprimant le marquer pan-T CD7 dans 35 échantillons de moelles osseuses de donneurs 

ou de patients avec un purpura thrombopénique idiopathique (PTI) est évalué à 10% +/- 3,6%, avec 

un intervalle allant de 5,2 à 20.4%. Dans l’étude de Garnad et al. (47) aucune justification n’est donnée 
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quant aux seuils retenus. Dans l’article de Loken et al. (45) le seuil fixé sur les PNN correspond à la 

moyenne plus deux écarts-type des taux de cellules CD16+ retrouvées dans des biopsies ostéo-

médullaires (échantillon considéré comme une référence en terme de pureté).   

c) Importance du volume de l’aspiration médullaire 

La notion de volume de l’aspiration médullaire a été également proposée comme critère à 

prendre en compte dans l’évaluation de la pureté médullaire. En 1990, Batinic et al. (49) montrent sur 

des aspirations de moelle de donneurs sains que le 1er ml prélevé était beaucoup moins contaminé par 

les cellules nucléées du sang périphérique (8% de contamination contre 20% pour les ml suivant). 

Brooimans et son équipe (5) définissent à 2 ml obtenus en une seule ponction par une seule aspiration 

le volume maximal prélevé pour obtenir un prélèvement représentatif de la richesse médullaire.  

 Critères de pureté médullaire 

Holdrinet et al. 

(8) 
% 𝑑𝑒 𝑝𝑢𝑟𝑒𝑡é = (1 − (

𝐺𝑅𝑀𝑂

𝐺𝑅𝑆𝑔
 𝑥 

𝐺𝐵𝑆𝑔

𝐺𝐵𝑀𝑂
)) 𝑥 100 

Björklund et al. 

(33) 
Erythroblastes >15% et lymphocytes T < 20% 

Loken et al. 

(45) 

PNN matures <30% 

Ou utilisation d’un facteur de correction: 

% 𝑑𝑒 𝑏𝑙𝑎𝑠𝑡𝑒𝑠 𝑛𝑜𝑟𝑚𝑎𝑙𝑖𝑠é = % 𝑑𝑒 𝑏𝑙𝑎𝑠𝑡𝑒𝑠 𝑑𝑒 𝑙′é𝑐ℎ𝑎𝑛𝑡𝑖𝑙𝑙𝑜𝑛 𝑑𝑖𝑙𝑢é 𝑥
80%

% dim 𝐶𝐷16
 

Brooimans et al. 

(5) 

Lymphocytes + monocytes < 30% 

Et % de pureté selon la méthode d’Holdrinet > 80% 

Garand et al. 

(47) 

PNN matures < 40% 

Et Erythroblastes >5% 

Et Lymphocytes T < 20% 

Tableau 6 : Récapitulatif des critères d’évaluation de l’hémodilution de la moelle osseuse retrouvés dans 
la littérature 
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E. Valeurs de référence pour les sous populations médullaires 

1. En cytologie 

a) Par lecture au microscope 

 Enfants 

de 0 à  2 

ans 

Adultes (> 18 ans)  

 Angers 

(14) 

(tech. non 

précisée) 

Angers 

(14) 

(tech. non 

précisée) 

EMC 

(50) 

(étaleme

nt de 

grain) 

Atlas 

d’hémato

(13) 

(tech. non 

précisée) 

Lee et al. 

(46) 

(étalement 

de grain) 

Shibata et 

al.(51)  

(tech. non 

précisée) 

Yamamura 

et al.(52) 

(tech. Non 

préciséé) 

Lignée 

neutrophile 

     
 50+/-11,2 

Myéloblastes 0,5-1 2-3 0-2 0-4 0-5 0,67+/-0.53 0,64+/-0,32 

Promyélocytes 1-2 4-8 1-4 0-6 5-16 
14,0+/-6.3 

21,5+/-6,1 Myélocytes 3-6 5-15 10-15 0-7 12-29 

Métamyélocytes 5-15 15-20 10-20 4-16 / 20,9+/-7,4 

Polynucléaires 15-20 20-30 15-25 13-41 / 30,7+/-9,3 29,6+/-8,2 

Lignée éosinophile 1-4 1-4 0-3 0-12 / 2,5+/-2,4 2,5+/-1,5 

Lignée basophile 0,5-1 0.5-1 0-1 <1 / 0,24+/-0,4 0,30+/-0,31 

Lignée 

érythroblastique 
12-23 15-30 15-30 8-41 53-82 24,4+/-11,2 26,86+/-9,6 

Proérythroblastes 0.5-2 1-2 / 0-3 

/ 

 

/ / 

Erythroblastes 

basophiles 
1-3 4-8 / 0-3 

Erythroblastes 

polychromatophiles 
5-8 6-10 / 1-4 

Erythroblastes 

acidophiles 
6-10 4-10 / 7-31 

Lymphocytes 30-50 5-20 5-20 5-21 14,3+/-8,4 14.5+/-6,6 

Plasmocytes 0-0,5 1-3 0-3 0-3 / / 

Monocytes 0,5-2 2-3 0-2 0-3 3,4+/2,4 4,0+/-1,5 

Tableau 7 : Valeurs de référence du myélogramme en cytologie données en intervalles ou moyennes +/- 
SD (Standard déviation) en % 
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On retrouve peu de références sur les valeurs des sous-populations de la moelle osseuse établies par 

microscopie. 

 Adultes (> 18 ans)  

 Fadem et al. (44) 

 par écrasement de 

grain 

sur frottis de sang 

médullaire 

Lignée neutrophile  

Myéloblastes 0,6 0,6 

Promyélocytes 2,1 1,2 

Myélocytes 15,7 8,4 

Métamyélocytes 11,2 10,0 

« Band cells » 21,7 23,4 

Polynucléaires 7,6 20,8 

Lignée éosinophile / / 

Lignée basophile / / 

Lignée 

érythroblastique 
24,3 12,7 

Lymphocytes 2,1 10,4 

Plasmocytes / / 

Monocytes / / 

Tableau 8 : Influence de la technique d’étalement du frottis sur les valeurs de référence 

Les valeurs proposées ont été établies à partir de moelles de donneurs (46)(44)(50)(14) ou de 

moelles cytologiquement normales pour les deux articles qui comparent les résultats obtenus pour le 

décompte d’un myélogramme par microscopie classique et par technique automatisée sur un automate 

d’hématologie (52)(51), ou de moelles de patients avec une numération sanguine normale pour l’âge 

(13). Elles concernent uniquement l’adulte sans différenciation d’âge sauf une référence (14) qui donne 

des valeurs chez l’enfant de 0 à 2 ans. On retrouve dans cette référence chez l’enfant une proportion 

plus importante de lymphocytes et une quantité moindre de blastes par rapport à l’adulte. Pour l’adulte, 

les valeurs obtenues par les différentes sources sont similaires sauf pour Lee et al. (46) où les intervalles 

proposées sont largement supérieurs, sans explication particulière. 

En cytologie, 2 techniques sont utilisées pour la réalisation des frottis : par écrasement de grains 

ou par frottis de sang médullaire. Pour certaines sous populations la technique utilisée change de 
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manière assez importante les valeurs obtenues (44) (Tableau 8). On note en effet une différence 

importante sur les pourcentages de granuleux immatures et d’érythroblastes qui sont bien plus 

importants lors d’un frottis réalisé par étalement de grain. A l’inverse le pourcentage de lymphocytes 

est beaucoup plus faible. Ceci s’explique par la dilution du prélèvement de moelle par du sang 

périphérique lorsque l’on réalise le frottis à partir de sang médullaire. Le  comptage effectué en CMF 

correspond plutôt à une lecture de myélogramme sur étalement de sang médullaire. 

b) Par méthode automatisée 

Actuellement le compte des celles dans les myélogrammes se fait au microscope optique. 

L’analyse par des automates d’hématologie classiques était jusque-là impossible parce que les 

aspirations de moelle contiennent des particules de gras et des cellules à noyaux de taille et de forme 

variées. Les automates avaient également des difficultés à distinguer les érythroblastes des 

lymphocytes en raison d’une taille et d’une forme de noyaux similaires. La mise au point d’une 

technique de CMF en cinq dimensions dans les nouveaux automates d’hématologie, associée à la lyse 

membranaire des érythroblastes et à la coloration de leur ADN avec des substances fluorescentes 

(Stromatolyser NR™) a permis de mieux les différencier des lymphocytes. Les 5 paramètres utilisés 

sont les suivants : 

- FSC qui donne des informations sur la taille de la cellule comme décrit au I)C.1. 

- SSC qui donne des informations sur la granularité de la cellule comme décrit au I)C.1. 

- SFL pour Side Fluorescence Light ou fluorescence latérale de la lumière qui indique la quantité 

d’ARN ou d’ADN que contient la cellule 

- RF pour Radio Frequency et DC pour Direct Current qui en association à l’utilisation de réactifs 

spécifiques (un surfactant anionique qui cause des dommages dans les membranes cellulaires 

notamment celles des globules rouges et des plaquettes et un réactif sulfuré contenant des 

acides aminés qui fixe des composant intracellulaires et membranaires lipidiques des globules 

rouges) permet dans le canal de détection des granuleux immatures d’obtenir une image des 

érythroblastes. Les érythroblastes contenant moins de lipides que les globules rouges matures 

sont moins denses et donc en résulte un plus petit signal en RF. 

Les réactifs de marquages sont des substances fluorescentes : Stromatolyser-4DS™ pour les 

leucocytes et Stromatolyser NR™ pour les érythroblastes.  

Des corrélations satisfaisantes  (coefficient > 0,7) avec l’analyse cytologique classique en 

microscopie optique ont été retrouvées pour les lymphocytes (sans distinction des sous-populations) , 

les PNN, les PNE, les granuleux immatures (compte global uniquement), et les érythroblastes à 
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condition que l’échantillon soit lavé (51). A l’inverse, aucune corrélation n’a pu être démontrée pour 

les PNB, les monocytes, les blastes et les métamyélocytes (51)(52). Ainsi, ce type d’automate permet 

un compte des sous populations de la moelle osseuse en moins de 2 minutes. Cependant, ils apportent 

bien moins de renseignements que la lecture au microscope : pas de compte des différentes catégories 

de granuleux immatures ou d’érythroblastes et une numération des monocytes peu satisfaisante, 

nécessitant en plus un prétraitement de l’échantillon assez long. Par ailleurs, dans le cas de moelles 

osseuses pathologiques, l’identification des cellules malignes (52) et notamment des blastes chez les 

patients atteints de leucémies aiguës ou de myélodysplasies est  difficile car les cellules prennent des 

tailles et des formes variables selon les hémopathies impliquées. 

 Les nouvelles approches par CMF sur des automates d’hématologie doivent donc encore être 

perfectionnées pour pouvoir être utilisées en routine au quotidien. 

 

2. En cytométrie de flux 

On retrouve seulement 3 articles dans la littérature, dont 2 très anciens (>20 ans), qui définissent 

par CMF des valeurs de référence pour les sous populations de la moelle osseuse (Tableau n°9). 

 Tout d’abord, on remarque que le nombre de sous populations identifiées est faible : 

respectivement 8 (4), 6 (3) et 5 (5) alors que le nombre d’anticorps utilisé est au contraire parfois très 

important. En effet 23 anticorps ont été utilisés pour permettre une identification de 8 sous populations  

dans l’étude d’Andreoni et al  (4). 

Ensuite, parce que les échantillons de moelles analysées proviennent de donneurs, les valeurs 

obtenues ne concernent qu’une population adulte d’âge restreint. Seule une  très petite cohorte 

d’enfants (n=14) a été étudiée (4). Les valeurs obtenues sont similaires à celles des adultes en dehors 

des lymphocytes B et de leurs précurseurs ainsi que celles des progéniteurs où les proportions 

retrouvées sont significativement plus importantes. Au contraire, on retrouve dans l’étude cytologique 

qui s’intéresse aux enfants (14) une proportion moindre de blastes par rapport à l’adulte. Cette 

discordance peut probablement s’expliquer par le fait que la distinction lymphocytes / hématogones / 

blastes myéloïdes est délicate en cytologie, et qu’un certain nombre d’hématogones sont ainsi 

comptées avec les lymphocytes La variation des valeurs normales pour les différentes sous populations 

en fonction de l’âge a bien été décrite dans le sang (6) suggérant qu’une telle étude serait grandement 

intéressante dans la moelle. 
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Référence 

Stratégie de 

gating et 

réactifs utilisés 

Echantillons 
Valeurs obtenues 

(Mean +/- SD %) 

Andreoni 

et al. 

1990(4) 

- SSC et FSC 

- 23 anticorps 

monoclonaux 

 

48 moelles de 

donneurs sains 

(34 adultes et 14 

enfants) 

 

Pureté non prise 

en compte 

Lignée myéloïde : 31% +/-16% 

Monocytes matures : 6%  

Erythroblastes : 14% +/- 9% 

Lymphocytes : 45 +/- 14% 

- Lymphocytes T : 28% +/-10% 

- Lymphocytes B : 12% +/-8% 

- Pré-B :8% +/-7% 

- NK<5% 

Progéniteurs CD34+ : 7% +/-5% 

Cellules non identifiées : 6% 

Terstappen 

et al. 

1992(3) 

-SSC et FSC 

- 1 anticorps 

monoclonal : le 

CD45 

- 2 marqueurs de 

l’ADN 

(Thiazole 

orange et LDS-

751) 

50 moelles de 

donneurs sains 

 

Pureté non prise 

en compte 

PNN : 72,3% +/- 5,1% 

PNE : 1,8% +/- 1,3% 

Monocytes : 2,8% +/- 1,2% 

Lymphocytes : 12,1 +/-3,6% 

Erythroblastes : 8,9% +/- 3,9% 

Réticulocytes : 2,2% +/- 0,88% 

Blastes + plasmocytes + PNB + 

mégacaryocytes : 1,6+/-1,2% 

Brooimans 

et al. 

2009(5) 

- SSC et FSC 

- 4 anticorps 

monoclonaux 

 

78 moelles de 

donneurs d’âge 

médian de 48 ans 

(intervalle entre 

15 et 79 ans) 

Pureté > 80% 

selon a méthode 

de Holdrinet 

 

 

Progéniteurs CD34+ : 1,8% +/-0,7% 

Granuleux immatures : 5,9% +/-2% 

Lymphocytes: 14,2% +/-5,8% 

Granuleux matures (PNN):73,4% +/-

7,6% 

Monocytes: 3,7% +/-1,2% 

Cellules non identifiées (plasmocytes, 

mégacaryocytes, débris, cellules non 

hématopoïétiques) : 2,8% +/-2% 

Tableau 9 : Quantification des populations médullaires en CMF. 

(SD pour Standard Deviation) 
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Enfin, seul un article (5) prend en compte l’impact de la dilution médullaire par le sang 

périphérique. En effet les valeurs pour cet article ont été établies sur des moelles  dont l’indice de 

pureté est supérieur à 80% selon la méthode de Holdrinet (8). D’ailleurs la valeur retrouvée pour les 

lymphocytes est de 14% contre 45% dans l’article qui ne prend pas en compte la dilution (4) reflétant 

bien la contamination par les cellules dérivées du sang. Si l’on s’intéresse aux monocytes, une 

population équitablement répartie entre le sang et la moelle les valeurs obtenues sont semblables dans 

les 3 études : 6%(4)  2,8%(3)  3,7%(5). En revanche on pourrait s’attendre à avoir une proportion plus 

importante de myéloblastes dans l’étude qui prend en compte la dilution (5), puisque les moelles 

incluses sont plus pures et donc les populations spécifiquement médullaires présentes en plus grande 

proportion. Ils sont pourtant retrouvés à 1,8% (5) contre 7% (4) dans l’étude  qui ne prend pas en 

compte la dilution. Cet écart peut probablement être expliqué par une stratégie d’identification 

différente entre les deux études.  
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II. MISE AU POINT DE CRITERES CYTOMETRIQUES D’APPRECIATION DE 

LA PURETE MEDULLAIRE 

A. Introduction 

Un des critères préalable à l’établissement de valeurs de référence est la définition de la pureté 

médullaire car la dilution par le sang périphérique modifie la fréquence des populations médullaires. 

L’objectif de ce premier travail est d’établir des critères en CMF pour l’évaluer. Comme il a été montré 

dans la partie bibliographique, il n’existe pas de méthode consensus, chaque auteur définissant un seuil 

plus ou moins arbitrairement. L’indice de pureté (IP) défini par Holdrinet semble cependant être la 

méthode qui fasse le plus référence. Cependant, elle n’est pas facilement applicable en routine car 

nécessite d’avoir une numération de la moelle osseuse sur un automate d’hématologie et une 

numération formule sanguine du même jour. Nous avons donc recherché des paramètres cytométriques 

afin de pouvoir nous en affranchir. Nous nous sommes intéressés aux populations présentes 

majoritairement dans le sang d’une part et à celles présentes majoritairement dans la moelle d’autre 

part. Nous sommes partis du principe que moins il y a de cellules « médullaires » et plus il y a de 

cellules « sanguines »  plus l’hémodilution est importante:  

- Populations uniquement présentes dans la moelle osseuse : érythroblastes, 

hématogones, plasmocytes, granuleux immatures (GRIM), myéloblastes CD34+. 

- Populations exclusivement ou préférentiellement présentes dans le sang : lymphocytes 

T CD3, PNN. 

Nous avons donc cherché les paramètres pertinents qui permettent de définir un seuil qui 

tranche entre moelle pure ou diluée, en prenant comme référence l’indice de pureté de Holdrinet. 

 

B. Matériels et méthodes 

1. Patients 

Un total de 106 patients provenant du CHU de Grenoble dont 61 hommes et 45 femmes d’âge 

moyen 49 ans ont été inclus dans l’étude. Ils ont été inclus de manière prospective entre Mars 2014 et 

Janvier 2015. 

Les critères d’inclusion sont les suivants : 

- Existence d’un prélèvement de sang réalisé le même jour que le prélèvement de moelle 

- Absence de cellules pathologiques mises en évidence en cytologie ou en CMF 
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- Absence d’anomalies qualitatives mises en évidence en cytologie (notamment absence de 

signes de myélodysplasie) 

- Caryotype médullaire et biopsie ostéo-médullaire normaux s’ils sont réalisés 

- Absence d’antécédents d’autogreffe ou d’allogreffe chez les patients 

2. Prélèvements médullaires 

Chaque prélèvement est constitué d’environ 0,5 ml d’une aspiration de moelle osseuse  

collectée dans un tube plastique avec anticoagulant (EDTA) utilisé en routine : BD Vacutainer® 4ml 

K2E. L’analyse par CMF est ensuite réalisée dans les 8 heures. 

3. Calcul de l’indice de pureté par la méthode d’Holdrinet 

Les prélèvements de moelle sont dilués au 1/10ème dans du PBS avant d’être passés sur un 

automate de cytologie, l’ABX MICROS 60, pour qu’une numération soit effectuée. 

Les valeurs des globules rouges et leucocytes du sang sont obtenues par mesure sur un 

échantillon sanguin du patient prélevé dans le même type de tube que celui utilisé pour recueillir 

l’aspiration médullaire. Le prélèvement sanguin datant du même jour que celui de la moelle est passé 

sur l’automate de cytologie hématologique : SYSMEX XE-2100 ou SYSMEX XE-5000 afin qu’une 

numération soit effectuée. 

L’indice de pureté est ensuite calculé selon la formule décrite par Holdrinet : 

𝐼𝑛𝑑𝑖𝑐𝑒 𝑑𝑒 𝑝𝑢𝑟𝑒𝑡é (%) = (1 − (
𝐺𝑅𝑀𝑂

𝐺𝑅𝑆𝑔
 𝑥 

𝐺𝐵𝑆𝑔

𝐺𝐵𝑀𝑂
)) 𝑥 100 

4. Analyse par cytométrie en flux 

a) Panel d’anticorprs 

CD3-FITC (5µl) (SK7 ; Mouse IgG1, κ ; Ref 345763 ; BD Pharmingen™), CD10-PE (5µl)  

(HI10a ; Mouse IgG1, κ ; Ref 332776 ; BD Pharmingen™), CD38-PerCP-Cy5.5 (5µl)  (HIT2 ; Mouse 

IgG1, κ ; Ref 551400 ; BD Pharmingen™), CD19-PE-Cy7 (5µl)  (SJ25C1 ; Mouse IgG1, κ ; Ref 

341113 ; BD Pharmingen™) ou CD-19-PE-Cy7 (5µl)  (J3-J119 ; Mouse IgG1, κ ; Ref IM3628 ; 

Beckman Coulter), CD36-APC (10µl)  (CB38 ; Mouse IgM, κ ; Ref 550956 ; BD Pharmingen™), 

CD16-APC-H7 (5µl)  (3G8 ; Mouse IgG1, κ ; Ref 560195 ; BD Pharmingen™), CD34-BV421 (5µl) 

(581 ; Mouse IgG1, κ ; Ref 562577 ; BD Pharmingen™), CD45-V500 (5µl)  (HI30 ; Mouse IgG1, κ ; 

Ref 560777; BD Pharmingen™) 
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b) Marquage des cellules 

Le marquage est réalisé par incubation de 50 µl d’un échantillon de moelle de concentration en 

globules blancs comprise entre 10 et 20 G/l avec la combinaison d’anticorps décrite précédemment 

durant 15 minutes dans le noir, à température ambiante.  En cas de richesse supérieure à 20 G/l, une 

dilution dans du PBS sera réalisée afin d’ajuster la concentration cellulaire. En cas de concentration 

inférieure à 10 G/l, le volume de moelle marqué est doublé à 100 µl. La lyse des globules rouges et le 

lavage de l’échantillon sont réalisés avec la BD FACS™ Lysing solution et du PBS (Gibco by 

lifetechnologies) grâce à l’appareil BD FACS Lyse/Wash Assistant. Les Anticorps peuvent être ajoutés 

individuellement ou un prémix valable durant 7 jours peut être utilisé. 

c) Acquisition des données 

L’acquisition a été réalisée en utilisant un FACSCanto™ II (BD Biosciences, San Jose, CA, 

USA) équipé de 3 lasers et 8 canaux de fluorescence. Un minimum de 30 000 évènements est acquis 

afin de s’assurer d’une sensibilité d’au moins 10-3. Une population étant définie par un cluster d’au 

moins 20 points, 30 000 événements acquis garantissent ainsi une sensibilité de 7x10-4 (20/30 000). 

d) Analyse des données 

L’analyse est réalisée grâce au logiciel BD FACS Diva Software version 6. selon le protocole 

établi au laboratoire(1)(2). La méthode d’analyse est détaillée dans l’Annexe 5. 

5. Analyse statistique  

La comparaison entre l’indice de pureté défini par Holdrinet et les paramètres candidats pour 

la définition de nouveaux critères de pureté de la moelle a été faite par calcul de coefficients de 

corrélation Rho selon Spearman. Les différences sont considérées comme significatives pour une p-

value inférieure à 0,01.  

Des tests du Khi2 ou de Fisher exact (en cas d’effectifs attendus inférieurs à 5) ont été réalisés 

pour comparer la méthode de Holdrinet à celles testées dans cette étude pour caractériser la pureté 

médullaire. Les deux méthodes seront considérées comme comparables pour une p-value inférieure à 

0,01. 

Les calculs ont été réalisés grâce au site de statistiques en ligne Biosta TGV utilisant lui-même 

le logiciel de statistiques R (53). 

La présentation de la répartition des échantillons pour chacun des paramètres étudiés dans 

plusieurs groupes est faite dans Excel 2013 par la réalisation de boites à moustaches. 
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C. Résultats 

1. Etude de la corrélation entre sous-populations médullaires et dilution selon 

Holdrinet 

On identifie tout d’abord une ou des populations qui soient représentatives de la pureté 

(population exclusivement présente dans la moelle osseuse) ou de la dilution médullaire (population 

préférentiellement présente dans le sang). Pour chacune d’entre elles a été recherché une éventuelle 

corrélation entre leur fréquence et l’indice de pureté de Holdrinet par un test de Spearman. Le calcul 

proposé par Loken et al. a également été testé (45). 
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Nos résultats montrent qu’il y a une corrélation entre toutes ces données et l’IP selon Holdrinet (p < 

0.01). Les plus fortes concernent les PNN et le rapport GRIM/PNN (rS > 0, 8), puis les EB, les GRIM, 

le paramètre « 80%/GRIM » (45), CD34M (0.8 > rS > 0,6). Pour les T CD3, les plasmocytes et les 

monocytes, la corrélation est faible (rS ≤ 0,5).Ces corrélations sont comparables à celles obtenues dans 

la littérature pour les mêmes populations (Tableau 10 et(5)). 

Population étudiée 
Rho de Spearman obtenu dans 

notre étude 

Rho de Spearman obtenu dans 

l’article de Brooimans et al.(5) 

T CD3 -0,49 -0,63 

Monocytes -0,34 -0,59 

PNN -0,82 / 

Granuleux immatures (GRIM)  0,67 0,6 

Myéloblastes CD34 + 0,63 0,67 

Erythroblastes 0,68 / 

Plasmocytes 0,53 / 

GRIM/PNN 0,83 / 

80%/GRIM -0.67 / 

Tableau 10 : Relation entre populations médullaires et dilution selon Holdrinet : comparaison des 
coefficients de corrélations de Spearman entre notre étude et celle de Brooimans (5) 
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Figure 9 : Corrélations entre différentes populations médullaires et l’indice de 
pureté d’ Holdrinet (test de Spearman) 
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2. Stratégies de classification des moelles avec des paramètres cytométriques 

a) Définition de seuils sur le rapport GRIM/PNN et sur le pourcentage d’EB 

Pour classer les moelles en fonction de leur pureté sur des critères cytométriques nous décidons 

de les répartir en trois groupes en fonction de l’indice de pureté (IP) selon Holdrinet, et de rechercher 

des seuils discriminants pour chacun des paramètres retenus : 

- Groupe 1 : moelles très pures : IP ≥ 70% 

- Groupe 2 : moelles de pureté intermédiaire : 50% ≤ IP < 70% 

- Groupe 3 : moelles diluées : IP < 50% 

 

Le Tableau 11 montre l’âge des patients en fonction de la répartition dans ces groupes. Il existe une 

tendance à observer des patients un peu plus âgés dans le groupe des moelles très diluées, mais peu 

importante. 

 IP < 50% 50%≤ IP <70% IP≥70% Total 

Nombre de 

patients 
14 20 72 106 

Age moyen 

(min-max) en 

années 

62 (1-91) 48 (3-86) 47 (<1-94) 49 (<1-94) 

Tableau 11 : Age moyen des patients pour chaque groupe de dilution médullaire selon Holdrinet 

 

Parmi tous les paramètres de cytométrie analysés, deux ont été sélectionnés : 

Le rapport  GRIM/PNN a été retenu pour 2 raisons: 

- il montre la plus forte corrélation avec la pureté selon Holdrinet (rS = 0.83)  

- il est le seul à être indépendant d’un envahissement de la moelle par une population 

pathologique. Le % de PNN a une aussi forte corrélation, mais sera diminué dans ces 

conditions, indépendamment d’une dilution médullaire.  

Visuellement, sur le graphe de corrélation entre GRIM/PNN et dilution selon Holdrinet, nous avons 

déterminé 2 seuils correspondant aux 70% et 50% d’Holdrinet, respectivement 1,3 et 0,5. 
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Le Tableau 12 suivant montre qu’il existe une excellente corrélation entre les 2 méthodes 

 (p = 6 x 10-18). 

Nombre de MO IP < 50% 50% ≤ IP < 70% IP ≥ 70% Total Résultats 

GRIM/PNN ≤ 0,5 12 3 1 16 

p < 0.01 0,5 < GRIM/PNN < 1,3 2 14 11 27 

GRIM/PNN ≥ 1,3 0 3 60 63 

Total 14 20 72 106 

Tableau 12 : Répartition des échantillons de moelle en fonction de leur pureté, évaluée en CMF par le 
rapport GRIM/PNN et par la méthode d’Holdrinet (test de Fisher exact). 

Nous avons également étudié les EB car la corrélation avec Holdrinet est intéressante (rS = 0,68) et ce 

paramètre est souvent pris en compte dans la littérature (47)(33).  

Dans ce cas, il n’y a pas de seuil séparant les dilutions 50% et 70%. En revanche, 7,5 % est visuellement 

la meilleure valeur discriminante pour la dilution 70%. Le tableau qui suit montre également une bonne 

corrélation entre les 2 approches (p = 3 x 10-9).  

Nombre de MO IP < 50% 50% ≤ IP < 70% IP ≥ 70% Total Résultats 

EB < 7,5 13 15 14 42 

p < 0.01 EB ≥ 7,5 1 5 58 64 

Total 14 20 72 106 

Tableau 13 : Répartition des échantillons de moelle en fonction de leur pureté, évaluée en CMF par le taux 
d’érythroblastes et par la méthode d’Holdrinet (test du Khi2). 

b) Utilisation d’un score 

Pour essayer d’améliorer l’approche cytométrique, nous avons essayé de combiner les 2 

paramètres GRIM/PNN et pourcentage d’EB. Pour cela nous avons établi un score à partir de points 

attribués en fonction de la dilution, selon les règles explicitées dans le Tableau 14 :  

Paramètre étudié  Points  Points 

GRIM/PNN ≥ 1,3 1 < 1,3 0 

EB (%) ≥ 7,5 % 1 < 7,5 % 0 

Tableau 14 : Attribution de points  en fonction de la pureté médullaire évaluée en CMF 

Un score à 0 caractérise donc une moelle diluée, un score à 1 une moelle de pureté intermédiaire 

et un score à 2 une moelle pure. 

Nous montrons que ce score permet de discriminer la pureté médullaire aussi bien que l’indice 

de pureté de Holdrinet (p = 2 x10-16) (Tableau 15) 
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Nombre de 

MO 
IP < 50% 50% ≤ IP < 70% IP ≥ 70% Total Résultats 

Score à 0 13 13 3 29 

p < 0.01 Score à 1 1 6 20 27 

Score à 2 0 1 49 50 

Total 14 20 72 106 

Tableau 15 : Corrélation entre score CMF et dilution selon Holdrinet (test de Fisher exact) 

 

Nous avons dans une dernière étape, cherché à savoir si l’utilisation d’un score à 2 paramètres 

permettait de mieux discriminer les moelles pures que le seul rapport GRIM/PNN toujours en prenant 

comme référence la répartition des moelles selon l’IP de Holdrinet. 

Nombre de MO IP < 50% 50% ≤ IP < 70% IP ≥ 70% Total Résultats 

Score à 2 0 1 49 50 

p = 0,6 GRIM/PNN ≥ 1,3 0 3 60 63 

Total 0 4 109 113 

Tableau 16 : Comparaison du score et du rapport GRIM/PNN pour l’évaluation de la pureté médullaire 
(test de Fisher exact) 

Il n’y a pas de différence statistiquement significative dans la répartition des moelles avec l’une 

ou l’autre des méthodes utilisées  (Test de Ficher exact, p > 0,01). 

Pour des raisons détaillées dans la discussion, nous choisissons d’utiliser le rapport GRIM/PNN 

seul pour la suite du travail. 
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3. Intérêts du rapport GRIM/PNN  

Figure 10 : Valeur de l’IP en fonction de la répartition de 106 moelles en 3 groupes selon les seuils fixés sur 
le rapport GRIM/PNN 

En utilisant le rapport GRIM/PNN, nous montrons (Tableau 12 et Figure 10) que dans le groupe 

des moelles pures (GRIM/PNN ≥ 1,3), 60 moelles sur 63 soit 95% ont un IP ≥ 70%, les 3 moelles 

restantes ayant respectivement un IP relativement élevé de 65%, 64% et 52%. Pour les moelles très 

diluées (GRIM/PNN ≤ 0,5) 12 moelles sur 16 soit 75% ont un IP ≤ 50%, les 4 restantes ayant 

respectivement des IP de 56%, 60%, 67% et 70%. Dans le groupe des moelles de pureté intermédiaire 

(0,5 < GRIM/PNN < 1,3), 14 moelles sur 27 soit 52% ont un IP compris entre 50 et 70%, 11 moelles 

sur 27 soit 41% ont un IP ≥ 70%, et 2 moelles sur 27 soit 7% un IP ≤ 50% mais qui reste proche de 

50% (respectivement 46% et 47%). 

Sur la base de cette classification, 59% des moelles cytologiquement normales sont considérées 

comme pures (63/106), 14% des moelles comme très diluées (15/106) et 26% des moelles modérément 

diluées (28/106). 
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D. Discussion 

Il est indispensable de s’intéresser à la pureté de l’échantillon médullaire avant d’établir des valeurs 

de référence car la contamination par les cellules du sang modifie la fréquence réelle des populations 

de la moelle. Il n’existe pas à l’heure actuelle de méthode consensus pour l’apprécier. Comme cela a 

été expliqué dans la partie bibliographique, différentes approches sont proposées: soit l’utilisation d’un 

facteur de correction permettant de recalculer la proportion des populations pour s’affranchir de la 

dilution (8)(46)(45),  soit des seuils sur une ou plusieurs populations (33)(45)(5)(47). Cependant, 

aucune de ces méthodes n’est vraiment validée, ni applicable à des moelles pathologiques. L’indice de 

pureté (IP) défini par Holdrinet semble être la méthode qui fasse le plus référence malgré les difficultés 

de son application en routine.  Elle requière en effet la numération le même jour d’un échantillon de 

sang et de moelle sur un automate d’hématologie. De plus, définir cette méthode comme une référence 

est discutable, car sur les 106 moelles analysées au laboratoire, 4 présentent un IP négatif ce qui est 

théoriquement impossible. Nous avons donc recherché de nouveaux critères en CMF pour apprécier 

le degré de dilution de la moelle par du sang périphérique. 

Dans un 1er temps, nous avons étudié la corrélation entre l’indice de pureté selon Holdrinet et 

différents paramètres : le pourcentage de lymphocytes T, de PNN, de monocytes (populations 

préférentielles du sang),  de plasmocytes, de myéloblastes, d’érythroblastes, de GRIM (populations 

médullaires), ainsi que deux rapports,  GRIM/PNN et 80%/GRIM . Nous obtenons des corrélations du 

même ordre celles de Brooimans et al. pour les mêmes populations, excepté pour les monocytes. Ces 

corrélations sont très bonnes pour les PNN et le rapport GRIM/PNN (rS > 0,8), ou bonnes (rS > 0,6) 

pour les GRIM, le rapport 80%/GRIM, les EB, et les myéloblastes CD34+. Elles sont en revanche 

faibles (rS ≤ 0,5) pour les plasmocytes, les monocytes et les lymphocytes T CD3. Concernant cette 

dernière population, la médiocrité de la corrélation est surprenante. En effet  les lymphocytes T 

paraissaient intéressants car ils ne sont pas normalement présents dans la moelle : Ils ont une origine 

thymique et sont ensuite retrouvés dans le sang périphérique. Concernant les myéloblastes CD34+ et 

les plasmocytes, les différences sont difficiles à évaluer précisément car ces populations sont rares. 

Pour classer les moelles en fonction de leur dilution, nous avons étudié deux stratégies impliquant 

les populations les plus pertinentes. La première est un score de pureté à 3 points impliquant le rapport 

GRIM/PNN et les érythroblastes. La seconde consiste à définir 2 seuils sur le rapport GRIM/PNN pour 

répartir les moelles en 3 groupes : les moelles très pures avec un GRIM/PNN ≥ 1,3, les moelles diluées 

avec un GRIM/PNN ≤ 0,5 et les moelles de pureté intermédiaire avec un GRIM/PNN compris entre 

0,5 et 1,3. Les tests statistiques effectués n’ont pas montré de supériorité de l’approche qui utilise le 

score.  
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Nous avons donc choisi le rapport GRIM/PNN pour plusieurs raisons. Tout d’abord, dans les 

situations de moelles pathologiques, ce rapport sera plus fiable que le score. En effet, il permet de 

s’affranchir de l’envahissement médullaire par une population pathologique : clone de lymphocytes B 

dans le cas d’un lymphome, blastes dans le cas d’une leucémie aiguë ou plasmocytes dans le cas de 

myélome. En effet, si la population pathologique devient importante en proportion et que l’on utilise 

un seul paramètre pour apprécier la pureté (ex : EB, GRIM), la proportion de celui-ci va diminuer 

artificiellement sans pour autant que la moelle soit diluée. Concernant les érythroblastes, leur taux est 

fortement influencé aussi par la présence d’une anémie qui est d’ailleurs un critère fréquent de 

demande de myélogramme. Dans cette situation, leur valeur peut être fortement augmentée, faisant 

ainsi croire à tort une moelle plus pure. D’autre part, la corrélation entre le rapport GRIM/PNN et l’IP 

(rS = 0,83) est la meilleure de toutes. Enfin, en routine au laboratoire, le simple rapport GRIM/PNN 

est plus rapide et facile à calculer que le score. 

Deux limites concernant ce rapport peuvent toutefois être évoquées. En situation de 

myélodysplasie, l’intensité du CD16 sur les PNN est parfois diminuée et pourrait conduire à leur 

mauvaise identification. Néanmoins, nous utilisons aussi le CD10 pour l’identification des PNN, 

permettant ainsi de s’affranchir de ce problème. Ce rapport pourrait aussi être mis à défaut dans l’étude 

des leucémies myéloïdes chroniques, cependant il n’y a pas d’indication à l’étude de cette pathologie 

par CMF. 

Ainsi, les seuils utilisés de 1,3 et 0,5 pour classer les moelles correspondent respectivement à 70% 

et 50% des seuils d’Holdrinet. Avec le seuil de 1,3, nous montrons que 95% des moelles sont pures 

selon Holdrinet (60/63), et 5% sont modérément diluées (65%, 64% et 52%). Aucune n’est très diluée. 

En revanche, nous manquons 11  moelles, considérées comme diluées en CMF et qui classées comme 

pures selon Holdrinet. Avec l’objectif de définir des valeurs de référence, il est important de privilégier 

la pureté médullaire, ce qui est le cas avec notre approche. 

Ces résultats montrent aussi que le nombre de moelles prélevées qui sont non diluées est 

relativement bas : 59 % avec le rapport GRIM/PNN ≥ 1,3 et 68% avec le seuil d’Holdrinet > 70%. Ce 

pourcentage est sous-évalué par rapport à l’ensemble des prélèvements, car nous avons exclu les 

moelles trop diluées sur le 1er tube de prélèvement pour lesquelles le compte des sous-populations en 

cytologie n’a pas été réalisé. 

E. Conclusion 

Nous avons donc trouvé un critère cytométrique unique, facile à calculer, utilisable chez 

l’enfant comme chez l’adulte, que la moelle soit normale ou pathologique. Il s’agit d’un rapport faisant 
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intervenir 2 populations myéloïdes dont l’une est exclusivement présente dans la moelle osseuse, les 

granuleux immatures, et l’autre préférentiellement présente dans le sang, les PNN.  

Il permet de classer les moelles en trois groupes. Un rapport GRIM/PNN ≤ 0,5 caractérise une 

moelle diluée ce qui correspond à un IP selon Holdrinet < 50%, un rapport compris entre 0,5 et 1,3 

une moelle de pureté intermédiaire,  et un rapport ≥ 1,3 une moelle pure ce qui correspond à un IP 

selon Holdrinet ≥ 70%. 
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III. STANDARDISATION POUR UNE ETUDE OLIGOCENTRIQUE  
 

L’immunophénotypage par CMF est un outil puissant pour le diagnostic et la classification des 

hémopathies malignes. Le développement de l’instrumentation et des fluorochromes permet 

aujourd’hui l’utilisation en routine de panels comprenant de 8 à 10 anticorps par tube. Ainsi la quantité 

de données obtenues par cette analyse multiparamétrique associée à la capacité grandissante des 

systèmes d’analyse ont rendu l’interprétation de plus en plus compliquée. Des différences importantes 

ont donc  été introduites, dépendant à la fois des connaissances et de l’expérience du biologiste dans 

la variabilité des panels de réactifs, les protocoles d’acquisition, de préparation des échantillons, et 

d’analyse des données. Dans l’idée de de diminuer cette variabilité, des recommandations et conduites 

à tenir ont été proposées par divers groupes d’experts. Ainsi, EuroFlow propose un protocole de 

standardisation des cytomètres incluant le contrôle des performances du cytomètre,  le réglage des 

PMT et le réglage des compensation  à l’aide de différents de types de billes (54)(37). Des panels 

d’anticorps adaptés à l’étude des diverses hémopathies malignes pour lesquelles la CMF à une 

indication sont aussi à disposition. Les caractéristiques des réactifs, ainsi que les protocoles de 

marquage y sont détaillés. Enfin des outils pour l’analyse des données ont été développés permettant 

par exemple d’associer directement un profil d’expression de certains anticorps à une entité de la 

classification OMS. Un programme d’évaluation externe de la qualité a aussi été mis en place par ce 

même groupe d’expert (55)(56). Son but est d’évaluer dans sa globalité l’application des divers 

protocoles techniques, proposés pour la standardisation de la préparation de l’échantillon jusqu’à 

l’analyse des données, en monitorant l’intensité de fluorescence d’antigènes exprimés à des niveaux 

stables sur des populations lymphocytaires particulières. A l’inverse la plupart des autres contrôles de 

qualité externes concernent  la quantification de certaines sous populations comme les lymphocytes 

TCD4+ ou les progéniteurs CD34+(56). 

Nous expliquons dans ce chapitre comment nous avons standardisé l’étude dans les 3 centres. 

 

A. Organisation de l’étude 

Nous avons rédigé un document afin de décrire le déroulement de l’étude aux centres 

partenaires. Il a été envoyé à chacun d’eux et présenté lors d’une visite sur site (Annexe 2). 
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B. Standardisation des conditions techniques 

1. Préanalytique selon les « Standard Operating Procedures » de France 

Flow/Euroflow 

Dans ce travail les 3 centres appliquent les procédures recommandées par FranceFlow pour le 

réglage et le suivi des performances du cytomètre ainsi que le réglage des PMT sur les valeurs cibles 

fournies. 

a) Vérification quotidienne des performances du cytomètre (bille CST) 

Les billes FACSDiva™ CST IVD Beads sont passées chaque jour au démarrage du cytomètre 

avec un logiciel dédié. Elles permettent au départ de calibrer le cytomètre en définissant une 

« baseline » avec des PMT de référence, puis d’effectuer un contrôle qualité quotidien en vérifiant les 

performances du cytomètre (delta des PMT et du coefficient de variation) et enfin de réinitialiser les 

valeurs cibles des MFI lors de l’utilisation d’un nouveau lot de billes. Ce sont des billes marquées par 

des fluorochromes à 3 concentrations différentes qui sont excités par les lasers du cytomètre et qui 

émettent alors une fluorescence captée par les détecteurs utilisés pour les fluorochromes 

précédemment cités.  

b) Standardisation des fluorescences et contrôle quotidien (billes Rainbow) 

Le réglage des voltages appliqués aux photomultiplicateurs (PMT) est réalisé grâce aux billes 

Rainbow Calibration Particles (BD Sphero™ ; lot 23755 en cours). Il s’agit de billes avec 8 niveaux 

différents de florescence correspondant aux fluorochromes utilisés. La moyenne des intensités de 

fluorescence (MFI) à atteindre est fixée par EuroFlow pour un lot de billes donné et pour chaque canal 

de détection de fluorescence. Les voltages des PMT sont ainsi ajustés de façon à obtenir des MFI dans 

l’intervalle fixé qui correspond à la valeur MFI cible plus ou moins 15% (tableaux 17 et 18).  

Ce tube de billes Rainbow est acquis quotidiennement. Les pics de forte intensité sont utilisés 

pour contrôler la MFI et le coefficient de variation qui lui est lié. Le coefficient de variation correspond 

à celui du 8ème pic pour les fluorochromes excités par les lasers bleu et rouge  (il est fixé à 4% 

maximum) et à celui du 7ème pic pour les fluorochromes excités par le laser violet (il est fixé à 6% au 

maximum). 
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Exemple du réglage du détecteur de la FITC : Le fenêtrage est réalisé sur le pic de plus forte intensité 

(8ème pic), et le voltage du détecteur est modifié jusqu’à obtenir une MFI dans l’intervalle indiqué en 

gras. 

 

 FITC PE 
PerCP-

Cy5.5 

Pe-

Cy7 
APC 

APC-

H7 
VB421 V500 

MFI 

obtenue 
54976 82576 209751 30318 206577 43562 192173 157044 

MFI cible 56163 88401 221025 29327 208842 43562 180118 155930 

Intervalle de 

MFI 

recommandé 

(+/- 15% 

MFI cible) 

47739

-

64587 

75141  

-

101661 

187871

-

254179 

24928

-

33726 

177516

-

240168 

37902

-

51280 

153100

-

207136 

132540

-

179320 

Tableau 17 : Standardisation des cytomètres grâce aux billes Rainbow 

Sont présentées dans ce tableau les MFI obtenues après réglage des voltages appliqués aux PMT, les 

MFI et intervalles cibles dont les valeurs sont données par EuroFlow pour un lot de billes données. 

 

 FSC SSC FITC PE 
PerCP-

Cy5.5 

Pe-

Cy7 
APC 

APC-

H7 
VB421 V500 

Voltage 

(Volts) 
310 380 430 418 559 587 531 481 456 523 

Tableau 18 : Valeurs des voltages appliqués à chaque PMT afin d’obtenir des MFI dans l’intervalle cible 
donné par EuroFlow 

Figure 11 : Réglage des voltages appliqués aux PMT 
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Les voltages appliqués au PMT du paramètre SSC et à la diode du paramètre FSC sont obtenus à 

partir d’un échantillon de sang normal non marqué afin d’obtenir les valeurs cibles suivantes pour les 

lymphocytes : 

- FSC : 55 000 ; intervalle de 50 000 à 60 000 

- SSC : 13 000 ; intervalle de 11 000 à 15 000 

Dans ces conditions, un même échantillon marqué avec les mêmes réactifs donne les mêmes 

résultats en terme de fluorescence sur tous les cytomètres standardisés. 

c) Echantillons de moelle 

Chaque prélèvement est constitué d’environ 0,5 ml d’une aspiration de moelle osseuse  

collectée dans un tube plastique avec anticoagulant (EDTA) utilisé en routine : BD Vacutainer® 4ml 

K2E. L’analyse par CMF est ensuite réalisée dans les 8 heures. 

2. Analytique 

a) Réglage des compensations 

Les chevauchements des spectres d’émission des divers fluorochromes utilisés nécessitent 

l’emploi de compensations électroniques de fluorescence afin de soustraire la superposition des 2 

signaux de fluorescence. Le logiciel FACS Diva permet une soustraction électronique des fuites 

optique de fluorescence de chaque canal selon la méthode d’égalité des médianes de fluorescence des 

populations négatives et positives. Le réglage des compensations doit être réalisé après le réglage des 

voltages des PMT. 

Les billes CompBeads BD Biosciences sont utilisées pour le réglage des compensations. Elles sont 

recouvertes d’immunoglobulines anti chaîne κ de souris spécifiques de la fraction Fc des anticorps. 

Neuf tubes sont réalisés : 

- 1 tube contenant 1 goutte de billes CompBeads seules non marquées  (non recouvertes 

d’immunoglobulines, correspondant au contrôle négatif)  

- 8 tubes contenant chacun 1 goutte de billes CompBeads monomarquées avec chacun des 8 

anticorps utilisés + 1 goutte de billes négatives  
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 FITC PE 
PerCP-

Cy5.5 
Pe-Cy7 APC 

APC-

H7 
VB421 VB500 

FITC / 13,74 3,68 0,34 0,03 0,00 0,00 8,96 

PE 1,31 / 33,5 2,83 0,04 0,01 0,00 0,00 

PerCP-

Cy5.5 
0,00 0,00 / 17,88 1,53 4,77 0,00 0,00 

Pe-Cy7 0,08 0,94 3,35 / 0,03 5,78 0,00 0,00 

APC 0,00 0,00 1,41 0,18 / 9,53 0,00 0,00 

APC-

H7 
0,00 0,00 0,07 1,88 2,54 / 0,00 0,00 

VB421 0,01 0,00 0,00 0,00 0,00 0,00 / 10,86 

VB500 1,78 0,38 0,16 0,04 0,02 0,00 6,38 / 

Tableau 19 : Matrice de compensation avec les Compbeads® et les anticorps du tube 8 couleurs 

Est ensuite effectué un contrôle de la matrice de compensations, par mélange de 5 µl  de chacun 

des tubes monomarqués précédemment réalisés. Les dot plots de toutes les combinaisons de 

fluorochromes associés successivement deux par deux sont ensuite analysées pour une vérification 

visuelle. 

La matrice de compensation est réalisée obligatoirement pour la mise en place de chaque 

nouveau panel, et une fois par mois selon les recommandations d’Euroflow, puis en cas de problème.  

Le réglage des voltages et la mise en place de la matrice de compensation constituent le 

« cytometer setting » qui sera ensuite appliqué pour toutes les analyses de moelle. 

b) Marquage et acquisition des échantillons  

Le panel des anticorps, les techniques de marquage et d’acquisition sont décrits dans la partie 

II)B.4 . Toutes les modalités ont été remises à chaque centre. 

c) Analyse des échantillons 

(1) Réalisation de la maquette d’analyse  

La maquette d’analyse mise au point à Grenoble est complexe. Nous avons donc rédigé un 

document support pour que chaque centre la réalise de manière identique dans son laboratoire. En 

effet, celle-ci doit être créée  spécifiquement, à cause des différences de configuration des cytomètres 
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dans les différents centres. Ce document décrit ainsi très précisément les dots plots et les gates à réaliser 

afin d’obtenir la même hiérarchie de populations et les mêmes dénominations dans les 3 centres pour 

calculer les pourcentages de toutes les populations voulues. Il a été expliqué et mis en application lors 

des visites sur site. Il est présenté dans l’Annexe 4. 

(2) Analyse des données 

Afin d’homogénéiser au maximum la démarche analytique, nous avons proposé un power point 

(Annexe 5) reprenant pour chacune des fenêtres à analyser la démarche à suivre, les petites astuces, et 

les pièges à éviter. Ce document a également été présenté lors de la visite sur site des deux centres. 

(3) Echantillons « d’entrainement »  

Un CD contenant  5 moelles osseuses normales de patients d’âges variés a été remis aux deux 

centres partenaires. Il permet ainsi de s’assurer de la bonne compréhension de la maquette avant de 

passer à l’analyse des moelles incluables dans l’étude. 

3. Post analytique 

a) Document de traçabilité et de recueil des données  

Un formulaire reprenant les données essentielles à l’inclusion des patients a été rédigé (Annexe 

3) et remis aux centres. Il doit être rempli pour tout envoi d’experiment.  

b) Validation monocentrique (Grenoble) de tous les résultats  

Tous les experiments envoyés par les centres partenaires ont été relus en binôme par l’interne 

en charge de ce travail et par la biologiste avant inclusion. 
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IV. DEFINITION DE VALEURS DE REFERENCES POUR LES SOUS 

POPULATIONS DE LA MOELLE OSSEUSE 

A. Introduction 

 

Nous avons dans ce travail étudié 97 moelles osseuses cytologiquement normales et non diluées 

pour établir des valeurs de référence de16 populations pour 5 tranches d’âge, depuis le bébé jusqu’à 

l’adulte de plus de 70 ans. Il a été conduit en oligocentrique, en collaboration avec les CHU de Saint-

Etienne et de Lyon afin d’augmenter le nombre d’échantillons médullaires et de montrer la 

reproductibilité de la méthode.  
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ABSTRACT 

Background.  No flow cytometric references for bone marrow (BM) subsets currently exist. In the present work 

we quantified 16 populations with regards to age, and appreciated the impact of peripheral blood contamination. 

Methods. A total of 135 cytomorphologicaly normal BM samples were selected from 13 stem cell donors and 

122 patients. Cell subsets were identified using a single combination of 8 antibodies, i.e. CD3 /CD10 /CD38 

/CD19 /CD36 /CD16 /CD34 /CD45, and sample dilution was evaluated using the immature granular cells 

(IGRA) / neutrophil ratio. Results. Reference values were established from 97 undiluted samples (IGRA / 

neutrophils ≥1.3) for 5 age ranges from infant to elderly. In the myeloid lineage, CD34-cells were rare and 

decreased from 1.6% to 0.5%, whereas all other subsets were statistically stable -IGRA (36.9% to 44.4%), 

neutrophils (10.4% to 23.5%), eosinophils (2.5% to 2.1%), basophils (0.3% to 0.2%), erythroblasts (7.3% to 

16.5%) and monocytes (4.2% to 5.1%). In the B-cell lineage, the most immature cells decreased during life -

hematogones from 19.7% to 0.2% and transitional B-cells from 3.1% to 0.1%. Opposite, plasma cells slightly 

increased from 0.2% to 0.5%. All mature lymphoid cells were stable, i.e. mature B-cells (1.7% to 1.3%), T-cells 

(4.7% to 6.5%) and NK-cells (0.5% to 0.9%). These values had to be corrected by about 30% when BM is 

moderately diluted (IGRA / neutrophils between 0.5 and 1.3). Conclusion. These results represent the first 

reference values for 9 myeloid and 7 lymphoid BM subsets for 5 age ranges. 
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 INTRODUCTION 

Immunophenotyping by flow cytometry is definitely an essential tool to screen, classify and monitor 

hematological malignancies. In this context, BM is frequently investigated. In order to optimize the diagnostic 

process, we designed a unique 8-color tube, providing an easy and accurate overview of BM cell composition. 

The analysis revealed to be robust, highly standardisable, and highly correlated to morphological cell counting 

by microscopy(1).  

Normal values for the main BM cells subsets actually exist for cytology (2)(3)(4)(5), but are lacking 

for flow cytometry. Indeed, 2 of the 3 related reports are old and only quantify few subsets (6)(7)(8), 

sometimes not relevant for hematological investigations (no lymphoid cells analysis (8)). In the present work, 

reference values were originally defined for 7 subsets of the lymphoid lineage, and 9 subsets of the myeloid 

lineage. In peripheral blood, it is well documented that the proportions of hematopoietic cell subsets vary with 

age(9)(10), while it is quite unknown in BM. Only Andreoni et al. reported a diminution of B-cells from 

childhood to adults (6). Interestingly, the reference values we calculated were defined for 5 age classes from 0 

to over 70 years, matching those from Hannet et al. in blood samples(9).  

Defining reference values implies analysis of BM from normal individuals, without any treatment. 

Obviously, only donors for stem cell transplantation are truly healthy individuals, but they are rare and do not 

cover the entire ages of life. So, as usually performed (11)(4)(3), our control BM were selected upon normal 

qualitative and quantitative cytomorphological criteria (2) from patients with various diseases. 

It should be pointed out that BM cell counts may be altered by peripheral blood-derived cells 

contamination, which is highly variable among patients (12)(13)(14)(15)(8). Even if percentages of neutrophils, 

erythroblasts, lymphocytes or monocytes have occasionally been reported in relation to peripheral blood 

contamination, either isolated or in combination (13)(14)(15)(8), there is presently no consensus for a flow 

cytometric parameter. In our laboratory, we validated the IGRA/neutrophils ratio as a surrogate marker for the 

Holdrinet ratio (12). Although referent, this method has de disadvantage to need simultaneous quantification of 

erythrocytes and leucocytes in peripheral blood and BM samples with hematological analyzers, what is often 

difficult to obtain in routine analysis. Interestingly, our reference values were thus defined for poorly diluted 
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samples only, in contrast to other studies (6)(7) Since BM samples may be diluted or not in case of routine 

investigations, we also evaluated the influence of dilution on the defined reference values.  

Importantly, this oligocentric study was conducted using the Euroflow standardized operating procedure 

to allow reproducibility of the approach among laboratories (16)(17). 

 

MATERIALS AND METHODS 

Population 

BM samples from 135 subjects from Grenoble (122 cases), Saint Etienne (8 cases) and Lyon (5 cases) 

hospitals were prospectively included in the study from January 2013 to May 2015, after information according 

to the protocol approved by the Institutional Review Board of Grenoble Hospital. They consisted in 69 women 

and 66 men with a mean age of 45 years (3 months- 94 years). Criteria for inclusion were the followings - i. 

quantitative and qualitative normal cytomorphology (2), ii. no immunophenotypic or karyotypic abnormalities 

if analyses have been performed, and iii. no history of allogenic or autologous stem cell transplantation.  Thus, 

13 samples from healthy donors and 122 samples from patients with various clinical situations were included 

(table 1). 

BM samples and leukocyte numeration 

 BM samples were collected in BD Vacutainer® 4 ml K2E (EDTA) anticoagulant plastic tubes (Ref 

368861, BD Diagnostics, Le Pont de Claix Cedex, France)), for routine analysis. Remaining cells were used for 

the present study. 

Leukocyte numeration was performed using an ABX MICROS 60 device (HORIBA ABX SAS, 

Montpellier, France)  
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Immunophenotyping by flow cytometry 

Five day- available cocktails of the eight following monoclonal antibodies from BD Pharmingen™  (BD 

Biosciences, San Jose, CA, USA) were prepared for 10 sample analysis, i.e. 50µl CD3-FITC (SK7; Ref 345763), 

50µl CD10-PE (HI10a; Ref 332776), 50µl CD38-PerCP-Cy5.5 (HIT2; Ref 551400), 50µl CD19-PE-Cy7 

(SJ25C1; Ref 341113), 100µl CD36-APC (CB38; Ref 550956), 50µl CD16-APC-H7 (3G8; Ref 560195), 50µl 

CD34-BV421 (581; Ref 562577), 50µl CD45-V500 (HI30; Ref 560777). 

Analysis was performed within 8 hours after BM aspiration, as previously described (1). Briefly, 100 

µl of BM sample containing between 1 and 2 x 106 leukocytes were incubated during 15 minutes in the dark 

with 42 µl of the antibody cocktail. Then, erythrocytes were lysed with BD FACS™ Lysing Solution (Ref 

349202; BD Biosciences, San Jose, CA, USA) and washed with PBS (Ref 18912-014; Gibco by Life 

Technologies SAS, Saint-Aubin, France) using a BD FACS™ Lyse/Wash Assistant device (BD Biosciences,  

San Jose, CA, USA). Between 50,000 to 500,000 events were collected using 3-lasers, 8-color BD 

FACSCanto™ II cytometer (BD Biosciences, San Jose, CA, USA), and BD FACSDiva Software version 6 

BD™ (BD Biosciences, San Jose, CA, USA). The operating procedure from the Euroflow group was used for 

standardization between the three hospitals (16)(17). Instrument setup was monitored daily using FACSDiva™ 

CST IVD beads (Ref 656046; BD Biosciences, , San Jose, CA, USA) and PMT voltages were adjusted using 

Rainbow® Calibration Particles BD Sphero™ (Ref 559123; BD Biosciences, San Jose, CA, USA). Finally, 

CompBeads® (Ref 552843; BD Biosciences, San Jose, CA, USA) were used for compensation settings. 

Data were analyzed using BD FACSDiva Software version 6 BD™ according to our recently published 

gating strategy (1), leading to the identification of 7 lymphoid subsets (T-cells, mature B-cells (Bm), transitional 

B-cells (Bt), type-1 and type-2 hematogones (HG1 and HG2), NK-cells, plasma cells) and 7 myeloid subsets 

(CD34+ myeloblasts, immature granular cells (IGRA), neutrophils, eosinophils, basophils, erythroblasts and 

monocytes. Interestingly, three additional stages of immature granular cells were characterized (IGRA-1, 

IGRA-2, and IGRA-3) grossly corresponding to promyelocytes, myelocytes and metamyelocytes. They were 

separated on a graph showing the maturation way from CD38 high / CD16 negative events (IGRA-1) to CD38 
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low / CD16 negative events (IGRA-2) and CD38 low / CD16 positive events (IGRA-3). The upper cut-off for 

CD38 high was standardized using hematogone CD38 expression. 

Evaluation of peripheral blood contamination 

Using the IGRA/neutrophils ratio, BM samples were parted in 3 groups - highly pure with a ratio over 

1.3, intermediately pure with a ratio between 0.5 and 1.3, and poorly pure with a ratio below 0.5 (Table 2). This 

classification proved to be highly related to the method of Holdrinet (12), the 1.3 and 0.5 IGRA/neutrophils 

ratios grossly corresponding to the 70% and 50% thresholds (personnel results).  

Statistical analysis 

BM subset frequencies are presented as box plots using Excel 2013 (Microsoft Corporation, Redmond, 

WA). Influence of age was analyzed using the Kruskal-Wallis test, and comparison of BM subset frequencies 

between healthy donors and patients was studied using the Mann-Whitney Rank Sum test. This was achieved 

using the R software via the Biostatgv website (http://marne.u707.jussieu.fr/biostatgv/). 

 

RESULTS 

Quantification of BM subsets in cytomorphologicaly normal samples, with reference to age 

Using the IGRA/neutrophils ratio, 72% (97/135) of our specimen were classified as poorly diluted (ratio 

> 1.3), 25% (34/135) as moderately diluted (ratio between 0.5 and 1.3) and 3% (4/135) as highly diluted (ratio 

< 0.5).  Only highly pure samples were selected for de definition of reference values (Table 2).   

Individuals consisted in 46 men and 51 women. They were classified in five groups as regards age 

distribution, as reported for blood samples(9): 0-1 year (4 cases), 1-6 years (12 cases), 6-17 (22 cases), 18-70 

(67 cases) and over 70 years (30 cases). The median, 5th and 95th percentiles rates for the 16 myeloid and 

lymphoid cell subsets were then calculated for each age range (Table 3 and Fig.1). Of note, individuals were 

not separated by sex, since no difference between age-matched men and women could have been observed (data 

not shown).  

http://marne.u707.jussieu.fr/biostatgv/
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CD34+ myeloblasts are the most immature identified myeloid cells. They are rare cells, below 2%. 

Their frequency is the highest under the age of 1 year with a median value of 1.6% (1.4-1.9%). Afterwards they 

decrease to 0.8% (0.6-1.4%) in young children to reach 0.6% (0.2-1.1%) after the age of 7 years. They remain 

quite stable afterwards, i.e. 0.6% (0.3-1.4%) in adults and 0.5% (0.3-0.9%) over 70 years. Those variations, 

although of low amplitude are statistically significant (p = 2.0 x 10-3). 

More differentiated granular cells are the most frequent BM nuclear cells. Within this population, 

promyelocytes-related IGRA-1 are rare (median 1.9% to 3.2%). Myelocytes-related IGRA-2 are the most 

numerous (median 20.0 to 25.4%), whereas metamyelocytes-related IGRA-3 show intermediate rates (median 

13.5 to 17.5%), as neutrophils (median 10.4 to 23.5%). A trend exists towards more neutrophils after the age of 

7 years -10.4% (7.9-12.2%) and 17.2% (4.4-27.0%) versus 22.3% (12.8-19.4%), 23.5% (12.3-30.0%) and 

21.4% (5.3-32.2%) (p = 0.02). The two other kinds of polymorphonuclear cells, eosinophils and basophils, are 

rare cells. Median values ranged from 1.8 to 2.5% for the former one and below 1% for the last one, without 

distinction as regards age (p = 0.68 and 0.13).  

Monocytes are a little more numerous, from 4.2 to 5.1%, and this frequency does not vary during life 

(p = 0.30). Conversely, erythroblasts are more frequent and fluctuate. They are the highest under 1 year, at 

16.5% (5.7-19.1%). Then, they decrease to 8.6% (3.3-17.5%) between 1 and 6 years and to 7.3% (3.2-16.6%) 

between 7 to 17 years. Afterwards, they increase to 12.6% (5.4-23.8%) between 18-70 years and to 13.5% (6.2-

24.3%) over 70 years. Such variations are only slightly statistically significant (p = 0.02). 

As regards lymphoid cells, all 3 lineages can be distinguished using our protocol. B cells are 

differentiating in the BM and 5 separate stages could be discriminated. Hematogones are highly expressed under 

the age of 1 year at 19.7% (3.2-35.9%) and drastically fall to 0.2% (0.0-1.9%) over the age of 70 years (p = 10-

8). Intermediate values are observed in young children at 6.6% (1.7-4.2%), between 7 and 17 years at 1.6% (0.3-

7.8%) and in adults at 0.8% (0.0-2.8%). Of note, no difference could be observed regarding type-1 and type-2 

hematogone ratio along life (p = 0.41). Transitional B-cells also decrease, but with lower variations, from 4.4% 

(1.7-7.8%) under 1 year to 1.4% (0.3-2.5%) over 70 years (p = 2.4 x 10-8). Conversely, mature B-cells are quite 

stable in the range of 1.3% to 2.8% (p = 0.03), and plasma cells increase during life. Median values are as low 
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as 0.2% under the age of 17 years (0.1-0.2% in infants, 0.1-0.4% in young children, and 0.1-0.7% between 7-

18 years).  They are a little more frequent in adults at 0.3% (0.1-1.2%) and old people at 0.5% (0.2-1.2). These 

differences are statistically significant (p = 0.002). T-cells do not differentiate in BM and only mature stages 

due to peripheral blood contamination are observed. Median values range from 4.7% to 7.9%, and no 

statistically significant relation with age could be shown (p = 0.11).  It is also true for NK-cells (p = 0.29), with 

a rate under 1%. 

The T-/B-cell ratio, another parameter for “normal” BM, demonstrates a regular increase from 1.0% 

(0.3-1.5%) in infants, to 1.9% (0.6-3.5%) between 1-6 years, and 3.5% (1.9-10.6%) between 7-17 years. The 

maximum value is reached in adults, i.e. 5.1% (2.4-18.5%) between 18-70 years, and 4.5% (1.8-29.7%) over 70 

years. Such differences are highly significant (p =10-6). 

Comparison of BM cell subset rates in stem cell donors and age matched patients 

The percentages of the 16 afore mentioned BM subsets in poorly diluted BM samples were compared 

in age matched stem cell donors (8 cases with a mean age of 36 years (min 30- max 53 years) and patients with 

different clinical conditions (14 cases with a mean age of 41 years (min 25- max 52 years). Our results 

demonstrated no significant difference (p > 0.01) (Table 4). 

Evaluation of BM peripheral blood dilution impact on cell subsets frequencies 

BM cell subsets rates were quantified in 81 highly pure samples (IGRA/neutrophils >1.3) in comparison 

to 34 moderately pure samples (IGRA/neutrophils ratio between 0.5 and 1.3). In order to avoid influence of age, 

this comparison was conducted separately for 7 to 17 years children, 18 to 70 years adults and over 70 years old 

subjects. Younger individuals were too infrequent to allow comparison.  Our results demonstrate a decrease of 

BM derived cells, i.e. about 20% for erythroblasts and 32% for IGRA, and an increase of peripheral blood-

derived cells, i.e. about 34% for PNN, 34% for T-cells, and 43% for B-cells. Of note, monocytes as well as the 

T-/B-cells ratio remain stable (Fig. 2). For rare (under 5%) BM-derived cells also, i.e. CD34 myeloblasts, 

hematogones and plasma cells, frequency is lower in more diluted samples, although difference is not 

quantifiable. NK-cells demonstrate an opposite variation, whereas eosinophils and basophils do not differ. 
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DISCUSSION 

We present in this work the first report detailing the frequency of 16 myeloid and lymphoid subsets 

characterizing cytomorphological normal BM, for 5 age ranges from infant to elderly.  

Reference values for cell subsets are normally obtained from healthy individuals without treatment. 

Only stem cell donors would be eligible, but they correspond to a restricted rather young population, not 

including children, nor old people. Consequently, the present BM samples were selected according to strict 

normal quantitative and qualitative criteria upon morphological examination, from individuals with various 

clinical conditions (Table 1), as in many reports (3)(4) Our approach proved to be correct, since no difference 

in the BM subset frequencies could have been observed between age-matched donors and patients (Table 4). 

Such samples are indeed the right controls for hematological neoplasia screening. 

Reference values reported in the literature for BM cell subsets mainly concerned cytomorphological 

examination (2)(3)(4)(5). Only 3 studies including 2 fairly old involved flow cytometry (6)(7)(8). The first 

originality of our work relies on the very high number of the quantified subsets -7 within the lymphoid lineage 

and 9 within the myeloid lineage. This is far over the published results (6)(7)(8). Interestingly, such a high 

number was unambiguously obtained using only one combination of 8 antibodies (1), in contrast to the 23 

antibodies needed to attain the discrimination of 8 subsets (6). The second originality is due to the age-related  

references, separated in 5 groups from infants to elderlies, matching those from Hannet et al. for blood 

samples(9). Only one report by Andreonai et al. (6) took into account age, but just opposed children to adults 

for only some subsets. Even for cytology, only one study discriminated children under 2 years, and adults over 

18 years (6). The third originality is our selection of only poorly diluted samples, a consideration  taken into 

account in only one report (8).  

A total of 97 non-diluted and morphologically normal BM samples were thus analyzed. The values we 

obtained revealed to be in the range of the corresponding morphologically- (2)(5), or flow cytometric identified 

subsets. It should be pointed out that our methodology also allowed classification of the highest number of cells. 

Only 0.6% remained unidentified, versus 6% by Andreoni (6) and 2.5% by Brooimans (8). Variation of cell 

subsets along life was evident from our results (Table 3 and Fig.1). As a general rule, more immature cells were 
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more frequent in children, especially in infants. This concerned both myeloid and mainly lymphoid progenitors. 

CD34 myeloblasts decrease from 1.6 to 0.5% and hematogones from 19.7 to 0.2%. Such a difference has also 

been outlined in the literature by flow cytometry (6), but not by morphology, even if no statistical comparison 

exists.  By contrast, myeloid precursors (IGRA), which represent about 40% of total cells, do not fluctuate. 

Concerning polymorphonuclear cells, only neutrophils progressively vary, from about 10% for infants and 17% 

for young children, up to about 20 to 30% later. Eosinophils and basophils are infrequent, respectively 2% and 

0.3%, and stable. Monocytes are a little more frequent, about 5% and also stable. Only erythroblasts show more 

complex evolution. They are the highest under the age of 1 year (median value: 16.5%); then, they decrease 

during infancy to about 9%, and increase afterwards in adults to 14%. Differences between children and adults 

are similar by flow cytometry and morphology, except for erythroblasts, which inversely vary with age. It is 

unknown whether it is due to differences in the patient population or to more mature forms in adults that are 

deleted with erythrocyte lysis. As regards T- and NK-cells, rates are rather stable along life, about 7% and 1% 

respectively. Conversely, B-cells are diminishing from 4.4% to 1.4%, as also reported by Andreoni (6). Our 

approach revealed this is mainly due to a gradual drop of transitional B cells from 3.1 to 0.1%, whereas mature 

B-cells remained stable. Consequently, the T-/B-cell ratio regularly increases during life, from 1 to a maximum 

of 5 (Table 3). 

In routine investigation, BM samples are indeed variably diluted by peripheral blood, with impacts on 

cell counts (5). Using the IGRA/neutrophils parameter, about one fourth of our samples appeared diluted, 

particularly those of normal stem cell donors (38%; 5/13). The observation of dilution in case of quantitatively 

normal BMs probably results from the sequence of aspiration, the first tube being devoted to microscopic 

examination and the second one to flow cytometry. The consecutive variation of informative cell rate was about 

30% when poorly and moderately diluted samples for 3 age ranges are compared. As suspected, blood-derived 

cells (T-cells, B-cells and neutrophils) increase whereas bone-marrow-derived cells (erythroblasts and IGRA) 

decrease. This variation is highly significant and should be taken into account in routine analysis. 

 In conclusion, our approach for BM cell identification using 8 antibodies in a single tube allowed the 

quantification of 16 myeloid or lymphoid subsets and the demonstration of their variations from infant to elderly. 
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To our knowledge, these results represent the only reference values for so many BM subsets and for 5 age 

ranges. Importantly, they are the indispensable step for further screening of pathological samples.  
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Figure 1. Bone marrow cell subset counts according to age 

The thick line in the middle of each box represents the median of the data. The boxes extend from the 25th to 

the 75th centiles. The lines emerging from the boxes (whiskers) represent the minimal and the maximal values. 

Points represent the 5th and 95th centiles. A) CD34+ myeloblasts B) Immature granular cell (IGRA) C) 

Neutrophils D) Erythrolasts E) Monocytes F) Hematogones G) B-cells H) Plasma cells I) T-cells and J) NK-

cells. IP: Intermediate bone marrow purity; HP: high bone marrow purity. 

 

Figure 2. Impact of peripheral blood dilution on bone marrow cell subsets counts  

The thick line in the middle of each box represents the median of the data. The boxes extend from the 25th to 

the 75th centiles. The lines emerging from the boxes (whiskers) represent the minimal and the maximal values. 

Points represent the 5th and 95th centiles. A) Erythroblasts B) Neutrophils C) Immature granulocytes (IGRA) D) 

T-cells E) Monocytes and F) B-cells. 
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Table 1. Patient’s clinical conditions 

 Number 

(135) 

Healthy stem cell donors 13 

Hematological neoplasia 

- B-cell lymphoma without bone marrow involvement 

 

- ALL or AML in remission 

 

- Myeloma in remission 

 

- Myeloproliferative syndrome during remission 

18 

3 

11 

3 

1 

Unexplained cytopenia and ITP 78 

Solid tumors 5 

Infectious pathologies 7 

Various disorders 

- Autoimmune disorders 

 

- Rare diseases (Krabbe disease and Langerhans cell histiocytosis)  

 

 

- Others 

14 

4 

2 

8 

 

ALL: Acute Lymphoid Leukemia. AML: Acute Myeloid Leukemia.  

ITP: Idiopathic Thrombocytic Purpura 
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Table 2. Bone marrow purity at each age range  

 
< 1 year 

n (M/F) 

1-6 years 

n (M/F) 

7-17 years 

n (M/F) 

18-70 years 

n (M/F) 

> 70 years 

n (M/F) 

Total 

n (M/F) 

High purity 4 (2-2) 12 (7-5) 15 (9-6) 44 (21-23) 22 (7-15) 97 (46-51) 

Intermediate 

purity 
0 0 7 (4-3) 21 (9-12) 6 (4-2) 34 (17-17) 

Low purity 0 0 0 2 (1-1) 2 (1-1) 4 (2-2) 

Total 4 (2-2) 12 (7-5) 22 (13-9) 67 (31-36) 30 (12-18) 135 (65-70) 

 

Bone marrow samples were classified according to the immature granular cells (IGRA) / neutrophils ratio in 3 

groups as regards peripheral blood dilution: high purity with a ratio ≥1.3, intermediate purity with a ratio 

between 0.5 and 1.3, and low purity with a ratio ≤ 0.5. The number of samples for each category is presented 

for 5 age ranges, with respect to male (M) or female (F) sex. 
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Table 3. Quantification of 16 bone marrow cell subsets, at 5 age ranges 

 < 1 year 1-6 years 7-17 years 18-70 years > 70 years p 

Myeloid lineage 

median  (5th-95th centiles) % 

Myeloblasts 1.6 (1.4-1.9) 0.8 (0.6-1.4) 0.6 (0.2-1.1) 0.6 (0.3-1.4) 0.5 (0.3- 0.9) 2.0x10-4 

Granular cells 49.9 (31.4-62.8 60.3 (47.8-74.0) 66.4 (55.4-87.9) 67.5 (47.4-80.1) 69.4 (53.8-78.6) 0.03 

  - IGRA 36.9 (20.7-48.1) 42.6 (28.7-54.9) 45.4 (36.0-60.6) 44.6 (35.8-58.4) 44.4 (36.3-60.1) 0.52 

          IGRA-1 2.9 (2.1-5.1) 2.5 (1.5-4.4) 1.9 (1.3-5.6) 3.0 (1.3-6.3) 3.2 (1.6-6.3) 0.04 

          IGRA-2 20.0 (9.8-26.6) 20.5 (11.9-34.4) 22.5 (18.8-33.4) 24.9 (18.5-35.6) 25.4 (14.3-34.9) 0.27 

          IGRA-3 13.5 (7.9-16.5) 17.0 (10.7-22.6) 16.1 (10.7-27.7) 15.0 (8.8-24.9) 17.5 (7.1-26.3) 0.34 

  - Neutrophils 10.4 (7.9-12.2) 17.2 (4.4-27.0) 22.3 (12.8-19.4) 23.5 (12.3-30.0) 21.4 (5.3-32.2) 0.02 

  - Eosinophils 2.5 (1.8-2.7) 1.8 (0.6-4.6) 2.1 (1.2-4.9) 2.1 (0.9-4.4) 2.1 (0.3-3.2) 0.68 

  - Basophils 0.3 (0.2-0.6) 0.3 (0.2-0.3) 0.3 (0.1-0.6) 0.3 (0.1-0.4) 0.2 (0.1-0.5) 0.13 

IGRA / neutrophils 3.6 (2.5-4.0) 2.0 (1.4-14.1) 2.2 (1.3-4.7) 1.9 (1.4-4.3) 1.9 (1.4-7.3) 0.29 

Monocytes 5.1 (3,9-6.3) 4.9 (3.3-8.3) 4.5 (2.7 (8.5) 4.2 (2.8-6.2) 4.8 (2.1-8.3) 0.30 

Erythroblasts 16.5 (5.7-19.1) 8.6 (3.3-17.5) 7.3 (3.2-16.6) 12.6 (5.4-23.8) 13.5 (6.2-24.3) 0.02 

Lymphoid lineage 

median (5th-95th centiles) % 

Hematogones 19.7 (3.2-35.9) 6.6 (1.7-4.2) 1.6 (0.3-7.8) 0.8 (0.0-2.8) 0.2 (0.0-1.9) 1.3x10-8 

  - HG1 / HG 17.8 (11.3-30.2) 17.9 (12.5-44.9) 26.8 (14.7-67.0) 24.6 (14.0-60.8) 18.3 (2.6-56.6) 0.37 

  - HG2 / HG 82.2 (69.8-88.8) 82.1 (55.9-87.5) 73.2 (33.0-85.3) 76.2 (39.2-86.1) 81.8 (43.4-97.4) 0.38 

  HG2 / HG1 5.2 (2.4-7.9) 4.6 (1.3-1.5) 2.7 (0.5-5.8) 3.1 (0.7-6.2) 3.4 (0.2-22.1) 0.41 

Lymphoid cells 8.5 (7.1-16.6) 13.7 (6 .1-17.8) 11.0 (5.6-17.6) 9.8 (5.5-17.6) 9.8 (6.1-13.1) 0.27 

  - B-cells 4.3 (3.1-10.1) 4.4 (1.7-7.8) 2.4 (0.4-5.1) 1.5 (0.3-3.2) 1.4 (0.3-2.5) 1.7x10-5 

       Bt-cells 3.1 (1.3-6.9) 1.1 (0.2-4.1) 0.3 (0.1-1.2) 0.1 (0.0-0.6) 0.1 (0.0-0.5) 2.4x 10-8 

       Bm-cells 1.7 (0.9-3.4) 2.8 (1.1-5.9) 1.3 (0.2-4.4) 1.4 (0.2-3.0) 1.3 (0.3-2.4) 0.03 

  - T-cells 4.7 (1.9-6.2) 7.9 (1.8-11.1) 7.4 (4.1-13.1) 7.1 (4.3-12.2) 6.5 (3.6-9.7) 0.11 

  - NK-cells 0.5 (0.4-0.7) 0.8 (0.3-3.0) 1.1 (0.4-2.4) 1.0 (0.3-2.9) 0.9 (0.4-4.9) 0.29 

  T-cells / B-cells 1.0 (0.3-1.5) 1.9 (0.6-3.5) 3.5 (1.9-10.6) 5.1 (2.4-18.5) 4.5 (1.8-29.7) 1.3x10-6 

Plasma cells 0.2 (0.1-0.2) 0.2 (0.1-0.4) 0.2 (0.1-0.7) 0.3 (0.1-1.2) 0.5 (0.2-1.2) 2.0x10-3 

Unidentified cells 

median (5th-95th centiles) % 

Unidentified cells 1.0 (0.8-1.1) 0.9 (0.6-1.5) 0.7 (0.3-1.6) 0.6 (0.3-1.4) 0.6 (0.3-2.0) 0.01 

 

 

 

  

Granular cells = Immature Granular Cells (IGRA) + neutrophils + basophils + eosinophils.  

IGRA= IGRA-1 + IGRA-2 + IGRA-3, grossly corresponding to promyelocytes, myelocytes and metamyelocytes.  

HG1: type-1 hematogones. HG2: type-2 hematogones. Bt-cells: transitional B-cells. Bm-cells: mature B-cells. 

Lymphocytes = B-cells + T-cells + NK-cells.  

Comparison between different ages was achieved using the Kruskall Wallis test. 
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Table 4. Comparison of bone marrow subsets in stem cell donors and age-matched patients 

 Stem cell donors 

(n=8) 

Age matched patients 

(n=14) 
p 

Myeloid lineage 

median  (5th-95th centiles) % 

Myeloblasts 0.7 (0.5-1.1) 0.6 (0.3-1.1) 0.10 

Granular cells 57.1 (45.8-73.2) 71.9 (61.8-79.7) 0.04 

  - IGRA 42.2 (37.0-46.2) 45.3 (35.6-55.0) 0.15 

          IGRA-1 3.6 (2.4-7.2) 2.8 (1.4-5.5) 0.19 

          IGRA-2 20.5 (18.2-27.4) 25.8 (18.7-33.2) 0.05 

          IGRA-3 15.7 (10.1-19.9) 14.4 (10.0-28.7) 0.66 

  - Neutrophils 28.1 (24.9-32.0) 24.7 (17.5-29.7) 0.02 

  - Eosinophils 2.6 (1.5-3.7) 1.8 (0.8-3.6) 0.24 

  - Basophils 0.2 (0.1-0.3) 0.2 (0.2-0.4) 0.32 

IGRA/neutrophils 1.5 (1.3-1.7) 1.8 (1.4-3.1) 0.02 

Monocytes 4.5 (4.0-6.0) 4.2 (2.2-5.3) 0.19 

Erythroblasts 8.8 (4.6-12.8) 11.5 (7.2-19.3) 0.09 

Lymphoid lineage 

median  (5th-95th centiles) % 

Hematogones 1.0 (0.6-1.2) 1.2 (0.1-3.8) 0.58 

  - HG1/HG 29.0 (17.0-38.9) 23.4 (13.6-61.4) 0.47 

  - HG2/HG 72.7 (62.4-83.0) 76.6 (38.6-86.4) 0.59 

  HG2/HG1 2.6 (1.6-4.9) 3.8 (1.9-7.1) 0.15 

Lymphoid cells 12.9 (9.2-16.2) 9.4 (4.2-17.6) 0.13 

  - B-cells 2.1 (1.0-3.6) 1.5 (0.3-2.7) 0.10 

       Bt-cells 0.2 (0.1-0.3) 0.2 (0.0-0.6) 0.70 

       Bm-cells 1.9 (1.0-3.4) 1.2 (0.1-2.2) 0.05 

  - T-cells 9.2 (7.0-11.4) 6.8 (3.5-11.3) 0.05 

  - NK-cells 0.9 (0.6-2.0) 1.0 (0.4-4.2) 0.56 

  T-cells/B-cells 4.4 (2.6-7.3) 4.6 (2.6-18.2) 0.48 

Plasma cells 0.2 (0.1-0.2) 0.2 (0.1-0.5) 0.02 

Unidentified cells 

median  (5th-95th centiles) % 

Unidentified cells 0.8 (0.4-1.3) 0.5 (0.3-1.0) 0.04 

. 

 

  

Granular cells = Immature Granular Cells (IGRA) + neutrophils + basophils + eosinophils. IGRA = IGRA-1 

+ IGRA-2 + IGRA-3, grossly corresponding to promyelocytes, myelocytes and metamyelocytes. HG1: type-1 

hematogones. HG2: type-2 hematogones. Bt-cells: transitional B-cells. Bm-cells: mature B-cells. Lymphocytes 

= B-cells + T-cells + NK-cells. Comparison between stem cell donors and age-matched patients was achieved 

using the Mann and Whitney test. 
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CONCLUSION 
 

MEMOIRE SOUTENU PAR : Julie PONT  

 

TITRE : Définition par cytométrie en flux des valeurs de référence pour 16 sous-populations de la 

moelle osseuse en fonction de l'âge et mise au point d'un critère cytométrique d'appréciation de la 

dilution médullaire par le sang périphérique.  

 

CONCLUSION  

 

L'immunophénotypage de la moelle osseuse par cytométrie en flux (CMF) est un outil 

indispensable au screening, au classement et au suivi des hémopathies malignes. Il fait partie du bilan 

de routine en raison de la fréquence de l'envahissement médullaire et des conséquences cliniques et 

thérapeutiques que celui-ci implique. Afin d'optimiser la démarche diagnostique par CMF, une seule 

combinaison de 8 anticorps permettant l'identification de 16 sous-populations myéloïdes ou 

lymphoïdes normales et pathologiques a été mise au point et validée au laboratoire d'immunologie. 

L'objectif de ce travail est de définir des valeurs de référence pour chacune de ces sous-populations. 

Elles ont été établies pour des moelles cytologiquement normales, c'est à dire sans anomalies 

qualitatives ou quantitatives au myélogramme.  

En pratique les moelles osseuses sont souvent hémodiluées. Il a donc été nécessaire d'établir 

un critère cytométrique d'appréciation de la pureté médullaire, unique, facile à calculer, utilisable chez 

l'enfant comme chez l'adulte, que la moelle soit normale ou pathologique. Il s'agit ainsi du premier 

critère cytométrique validé. Il consiste en un rapport de deux populations myéloïdes : les granuleux 

immatures (GRIM) qui sont exclusivement présents dans la moelle osseuse, et les PNN qui sont 

préférentiellement présents dans le sang. Un rapport GRIM/PNN < 0,5 caractérise une moelle diluée, 

un rapport compris entre 0,5 et 1,3 une moelle de pureté intermédiaire, et un rapport > 1,3 une moelle 

pure. Sur une cohorte de 106 patients, nous avons montré que cette classification était fortement 

corrélée à la méthode d'Holdrinet qui fait actuellement référence.  

Nous avons dans un second temps utilisé ce critère cytométrique pour sélectionner 97 moelles 

osseuses non diluées dans une étude oligocentrique avec les CHU de Saint-Etienne et de Lyon. Nous 

avons alors déterminé les valeurs de référence des 16 sous-populations pour 5 classes d'âge, du bébé 

à l'adulte de plus de 70 ans. A ce jour, il s'agit des seules valeurs disponibles en CMF pour autant de 

populations sur cinq tranches d'âge.  

Nous nous sommes ensuite intéressés à l'impact de la dilution médullaire sur la fréquence de 

ces populations et montré une augmentation significative du pourcentage des cellules dérivées du sang 
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et une diminution significative de celles issues de la moelle en situation de dilution. Le taux de 

variation est en effet d'environ 30 % entre les moelles peu et moyennement diluées. Il est donc 

primordial de prendre en compte ce paramètre lors de l'analyse des moelles en routine.  

Nous avons également étudié le rapport lymphocytes T/lymphocytes B pour lequel nous avons 

démontré l'indépendance vis à vis de la dilution médullaire, ce qui en fait un outil de choix pour le 

screening de l'envahissement médullaire par un lymphome B.  

Nos résultats sont la base indispensable à l'étape suivante d'évaluation du potentiel de screening 

de ce tube chez des patients atteints de diverses hémopathies.  
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PERSPECTIVES 

 
Nous avons, à l’heure actuelle, établi des valeurs de référence pour 16 sous populations 

médullaires. La suite de ce travail va s’articuler autour de deux grands axes : 

Le premier axe consiste en une étude multicentrique qui permettra d’une part de valider les 

valeurs que nous avons obtenues et d’autre part d’augmenter le nombre de moelles d'enfants de moins 

de 7 ans analysées. Nous pourrions ainsi affiner les valeurs de référence pour cette classe d'âge. Nous 

n’avons en effet pu inclure que 4 bébés et 12 jeunes enfants avec des moelles cytologiquement 

normales et de bonne pureté (GRIM/PNN ≥ 1,3) en un an et demi d’étude. Dans le cadre de 

l’accréditation des examens de biologie médicale, des valeurs de références sont indispensables pour 

la validation du myélogramme en cytologie. Une proposition d’associer une analyse en CMF à 

l’analyse cytologique des moelles pourra être faite au groupe du GFHC (Groupe Francophone 

d’Hématologie Cellulaire). 

Le second axe est l’étude de moelles pathologiques pour lesquelles on recherchera des 

anomalies qualitatives et quantitatives. Les résultats obtenus seront comparés aux techniques de 

référence : cytologie, cytogénétique et biologie moléculaire. Cette étude permettra pour chaque 

pathologie d’apprécier la sensibilité et la spécificité de notre technique et ainsi de définir sa place au 

sein du laboratoire dans la prise en charge ou le suivi d’une hémopathie. Cette étude rendra également 

possible la validation sur des moelles pathologiques du critère cytométrique d’évaluation de la pureté 

médullaire que nous avons défini : le rapport GRIM/PNN. 
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ANNEXES 

Annexe 1 : Classification des hémopathies selon l’OMS 2008 
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Annexe 2 : Déroulement de l’étude oligocentrique en vue de l’établissement de 
valeurs de référence pour les sous populations de la moelle osseuse 

Etape 1 : Quand réaliser le tube SPM 8C ? 

Allogreffé ou 

autogreffé ? 

OUI NON 

Myélogramme Bilan CMF du 

centre 

Pathologique : 

*Pour les enfants : 

Conclusion du biologiste 

anormale sur le plan quantitatif 

et/ou qualitatif 

*Pour les adultes : 

-Plan qualitatif : conclusion du 

biologiste anormale 

-Plan quantitatif : une ou 

plusieurs valeurs ne rentrant pas 

dans les intervalles de la table 

(pièce jointe 1)  

Normal 

Pathologique : 

 Présence de cellules 

anormales  

Patient 

STOP 

Réalisation du 

tube SPM 8C 

en CMF 

STOP STOP 
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Etape 2 : 

- Analyse par chaque centre des données de CMF obtenues avec le tube SPM 8C 

- Envoi à Grenoble : 

o Des « experiments » pour chaque analyse 

o Des informations clinico-biologiques : 

 Informations cliniques : 

 Sexe 

 Age 

 Diagnostic retenu 

 Informations biologiques 

 Myélogramme 

 Caryotype médullaire si réalisé 

 Biopsie ostéo-médullaire si réalisée 

 Numération Formule Sanguine correspondant au jour de réalisation du 

myélogramme 

 Numération de la moelle si réalisée 

 

Etape 3 : 

- Réception des documents à Grenoble et décision d’inclusion des patients selon les critères définis (pièce 

jointe 2) 

- Relecture des datas de CMF centralisée à Grenoble et discussion au cas par cas des discordances 

éventuelles avec le centre concerné 

 

Etape 4 : 

Traitement statistique des données à Grenoble 
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Pièce jointe 1 : Valeurs des différentes sous populations médullaires chez l’adulte pour 

qualifier un myélogramme  « quantitativement normal » 

 

  
 

EMC 
EMC selon 

Rümke 

Lignée neutrophile   

Myéloblastes 0-2 0-5 

Promyélocytes 1-4 0-8 

Myélocytes 10-15 6-21 

Métamyélocytes 10-20 6-26 

Polynucléaires 15-25 10-32 

Lignée éosinophile 0-3 0-6 

Lignée basophile 0-1 0-4 

Lignée 

érythroblastique 
15-30 10-37 

Lymphocytes 5-20 2-26 

Plasmocytes 0-3 0-6 

Monocytes 0-2 0-5 
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Pièce jointe 2 : Critères requis pour l’inclusion dans l’étude 

Critères d’inclusion 

- Myélogramme rendu normal en cytologie (quantitativement et qualitativement) 

- Absence d’anomalies au caryotype médullaire 

- Absence d’anomalies à la biopsie ostéo médullaire si réalisée 

- Concernant la CMF : 

o Absence de cellules anormales identifiées en CMF (critère qualitatif)  

o Pureté médullaire convenable selon des critères choisis 

o Minimum de 50 000 évènements acquis 

Critères d’exclusion 

→ Référence pour l’exclusion des hémopathies malignes (classification OMS 2008)  

Cf. ANNEXE 1 

- Patients allogreffés ou autogreffés de moelle osseuse 
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Annexe 3 : Fiche de liaison à joindre lors de l’envoi d’un « experiment » pour l’étude 
oligocentrique en vue de l’établissement de valeurs de référence pour les sous 
populations de la moelle osseuse 

Fiche de liaison à joindre lors de l’envoi d’un Experiment 
 
 

NOM : 

PRENOM : 

Sexe : 

Date de naissance : 

 

 

 

Diagnostic retenu : 

 

 

 

Autogreffe/allogreffe :             OUI                                       NON 

 

 

 

Pièces à fournir obligatoirement : 

- Myélogramme 

 

Pièces à fournir si disponibles : 

- Résultats du bilan de CMF du centre si réalisé 

- Caryotype médullaire 

- Résultats de biopsie ostéo-médullaire 

- NFS du même jour que le prélèvement de moelle 

- Numération de la moelle 

- Autres informations pertinentes 
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Annexe 4 : Réalisation de la maquette pour l’étude oligocentrique en vue de 
l’établissement de valeurs de référence pour les sous populations de la moelle 
osseuse 

1) Elimination des évènements indésirables 

 graphe Sélection hiérarchie Gate à créer Modalités 

1 FSC-A 
FSC-H 

All events 
 

All events 
 

singulets  

2 CD45 
CD36 

All events 
 

Singulets CD36+45- Dessiner la gate : bien inclure les 36 
high en « collant » la gate en haut 

    CD36+45- Dessiner la gate : « coller » la gate en 
haut à la précédente et en bas à l’axe 
des abscisses.  
 
* A gauche, la gate sera positionnée à la 
fin de l’analyse. Elle doit s’arrêter au 
niveau des hématogones et ne pas 
inclure les myéloblastes. 
A la fin de l’analyse, mettre en « bring to 
front » ces 2 populations. 

4 FSC-A  
CD36 

CD36+45- CD36+45- PLT Dessiner la gate : coller la gate en haut, 
à droite et à gauche sur les axes. En 
bas, trouver la frontière entre FSC et en 
CD36 (zoomer) 
La gate contient les plaquettes 

    EB+ = PLT « Invert gate ». La population est 
enrichie en érythroblastes 

7 FSC-A 
SSC-A 

EB+ EB+ DEBRIS 1 Sélectionner les évènements avc un 
SSC élevé 

5 CD19 
CD38 

CD36-45- CD36-45- GR Sélectionner les évènements CD19- (les 
CD19+ pourraient correspondre à des 
blastes) et CD38 – ou low (les CD38 
high incluent les plasmocytes 
pathologiques) 

9 FSC-A 
SSC-A 

GR   Vérifier que les évènements GR sont de 
faible FSC. Possibilité de métastases si 
nuage de cellules de taille plus grande 

3 CD38 
SSC-A 

Singulets 
 

Singulets 
 

CD38H Coller la gate en haut, à droite et en bas 
sur les axes.  
A gauche, elle s’arrête à la frontière des 
granuleux 

6 FSC-A 
SSC-A 

CD38H CD38H DEBRIS 2 Sélectionner les évènements FSClow 
et/ou SSC high. Bien coller la gate sur 
les axes en haut, à gauche et à droite 

   Singulets PLT or DEBRIS 1 
or GR or DEBRIS 2 

Faire l’union de tous les évènements 
indésirables : PLT or DEBRIS 1 or GR or 
DEBRIS 2 

   Singulets Not(PLT or 
DEBRIS 1 or GR or 
DEBRIS 2) 

Eliminer tous les évènement indésirables 
par « invert gate » 

8 FSC-A 
SSC-A 

Not(PLT or 
DEBRIS 1 
or GR or 
DEBRIS 2) 

Not(PLT or 
DEBRIS 1 
or GR or 
DEBRIS 2) 

SPM Sélectionner la population de référence 
SPM en éliminant les débris restant et 
les granuleux apoptotiques. Bien coller la 
gate sur les axes en haut et à droite.  
 
*A la fin de l’analyse, mettre les 
érytroblastes et les monocytes en  
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« bring to front » pour affiner la limite 
avec les débris. 

 

2) Sélection des érythroblastes et des monocytes 

 graphe Sélection hiérarchie Gate à créer Modalités 

10 CD45 
CD36 

SPM 
 

SPM 
 

ERYTHROBLASTES Cerner le nuage de points CD36low ou 
high et CD45- ou faiblement + 

   SPM CD45+36+ Cerner la population CD36+45+. 
Prendre « large » à droite, gauche et 
bas 

11 CD45 
SSC-A 

CD45+36+ 
zoomer 

CD45+36+ MONOCYTES Sélectionner les monocytes en 
éliminant les granuleux et les 
lymphocytes 

12 CD19 
CD3 

   Vérifier que la gate des monocytes 
n’inclue pas de lymphocytes T ou B 

13 CD16 
CD38 

   Vérifier que la gate des monocytes 
n’incluse pas granuleux CD16 fort 
Visualisation de monocytes activés 
CD16+ 

 

3) Sélection des plasmocytes 

 graphe Sélection hiérarchie Gate à créer Modalités 

14 CD45 
CD38 

SPM 
 

SPM 
 

CD38H 45 Créér une gate autour des 
évènements CD38 très fort. 
Agrandir la gate à gauche pour 
inclure les plasmocytes 
pathologiques CD38 plus faible 
et CD45- 

15 FSC-A 
SSC-A 

CD38H 45 CD38H 45 PLASMOCYTES Affiner la sélection des 
plasmocytes en éliminant les 
cellules trop granuleuses ou de 
trop petite taille 

16 CD45 
CD19 

PLASMOCYTES PLASMOCYTES PLASMOS N Ajuster une gate autour des 
cellules CD19+ CD45+ 

    PLASMOS P Ajuster une gate autour des 
cellules CD19- ou low et/ou 
CD45- ou low 

   SPM EB+MONO+PC  
   SPM NOT 

(EB+MONO+PC) 
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4) Sélection des cellules lymphoïdes 

 graphe Sélection hiérarchie Gate à créer Modalités 

17 CD3 
SSC-A 

NOT 
(EB+MONO+PC) 

NOT 
(EB+MONO+PC) 

CD3  

    NOT(CD3) CD3 « Invert gate » 

18 CD16 
SSC-A 

NOT 
(EB+MONO+PC) 

NOT CD3 CD16 NK Inclure les CD16+ SSC low ou 
intermédiaires. Ne pas hésiter 
à déborder sur les granuleux 

19 CD19 
SSC-A 

NOT 
(EB+MONO+PC) 

NOT 
(EB+MONO+PC) 

CD19 Inclure les CD19+ de SSC low 
ou intermédiaire. Ne pas 
hésiter à zoomer pour inclure 
les CD19low SSC low. 

20 CD45 
CD38 

CD19 CD19 Bm Inclure les CD45high et les 
CD45low/CD38low 

    HG Inclure les CD45low/CD38high 

21 CD10 
CD38 

CD19   Vérifier l’absence de CD38low 
CD10+ ou de CD38high CD10- 

22 CD45 
SSC-A 

NOT 
(EB+MONO+PC) 

NOT 
(EB+MONO+PC) 

CD45 SSC LY Inclure les CD45low/SSClow 
(élimination des granuleux) et 
CD45high/SSClow ou 
intermédiaire 

23 CD19 
CD10 

CD45 SSC LY   Vérifier l’absence de CD19-
CD10+, possiblement des T 
C10+ 

   NOT 
(EB+MONO+PC) 

T CD3 Faire l’intersection des gates 
CD3 et CD45 SSC LY 

   NOT 
(EB+MONO+PC) 

NK CD16 Faire l’intersection des gates 
CD16 NK et CD45 SSC LY 

   NOT 
(EB+MONO+PC) 

B CD19 Faire l’intersection des gates 
Bm et CD45 SSC LY 

20 CD45 
CD38 

CD19 B CD19 B tr Sélection de B transitionnels 
CD38high CD45high 

   NOT 
(EB+MONO+PC) 

HEMATOGONES «  intersect » HG et CD45  
SSC LY 

39 CD34 
CD19 

HEMATOGONES HEMATOGONES HG 34+ Sélectionner la population 
d’hématogones CD34+ bien 
individualisé. Ne pas inclure les 
CD34 low 

20 CD45 
CD38 

CD19 HEMATOGONES HG1 Sélectionnerles hématogones 
1, exprimant le plus faiblement 
CD45 

   HEMATOGONES HG2 HG1 « invert gate » 

24 FSC-A 
SSC-A 

T CD3+ NK 
CD16+ B CD19 

  Analyser la taille des 
lymphocytes 

   SPM CMN Joindre (EB+MONOS+PC)+T 
CD3 + B CD19 + NK CD16 + 
HEMATOGONES 

   SPM NOT(CMN) CMN « Invert gate » 

      

25 CD45 
SSC-A 

SPM   Visualisation des populations 
identifiées 
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5) Sélection des granuleux 

 
graph

e 
Sélection hiérarchie Gate à créer Modalités 

26 CD34 
SSC-A 

NOT(CMN) + 
HEMATOGONES 

NOT(CMN) CD34M Sélectionner les myéloblastes 
CD34high / SSClow ou intermédiaire. 
Pour la limite à gauche, utiliser le seuil 
de positivité de CD34 sur les HG 

27 CD34 
CD38 

CD34M + 
ERYTHROBLASTES 

CD34M CD34+38L Sélectionner les CD34 CD38 négatifs. 
Le seuil est donné par la limite 
supérieure de CD38 sur les 
érythroblastes 

   NOT(CMN) NOT(CD34M) CD34 « invert gate » 

28 CD45 
SSC-A 

NOT(CD34M) NOT(CD34M) GRA Sélectionner les granuleux 

29 CD16 
CD10 

GRA GRA GRA10+ Sélectionner les CD16high CD10+. La 
limite inférieure de la gate est à la 
limite supérieure de CD10 pour les 
CD16low. 
Une fois créée, la forme de la gate ne 
doit pas être modifiée. 

32 CD45 
SSC-A 

GRA GRA CD45I SSCH Sélectionner une région incluant les 
évènements CD45high et SSC high. 
Prendre large à gauche 

33 CD45 
CD10 

GRA CD45I SSCH CD45I CD16- Sélectionner les évènements 
CD45high et CD16- ou low. Prendre 
large à gauche. 
La partie supérieure ne doit pas 
couper en 2 une population. Elle peut 
inclure des cellules CD16+ 

34 FSC-A 
SSC-A 

CD45I CD16- CD45I CD16- EOSINO Sélectionner la population SSChigh / 
FSC intermédiaire. Les grandes 
cellules doivent être éliminées 

   GRA GRA10+ OR 
EOSINO 

Joindre GRA10+ et EOSINO 

   GRA GRI GRA10+ or EOSINO « invert gate » 

38 CD10 
CD34 

GRI GRI GRA10-34- Sélectionner les évènements CD10- 
CD34- 

42 SSC-A GRA10-34- GRA10-34- GRA10- Mettre une région éliminant les 
évènements sur le dernier canal à 
droite 

30 CD16 
CD38 

NOT(CD34M) GRA CD38H 16- Sélectionner les CD38high CD16- 

28 CD45 
SSC-A 

NOT(CD34M) CD38H 16- BASOS Sélectionner le nuage de point 
CD45lo wSSClow 

   SPM GRIM « intersect » GRIM et not CMN 

31 CD16 
CD38 

GRIM + HG GRIM GRIM-1 
Q2 
GRIM-2 
GRIM-3 

Ajouter un quadrant.  
Les GRIM-1 sont CD16- et CD38 fort 
identique aux hématogones (le seuil 
est positionné à la limite inférieure des 
hématogones) 
Les GRIM-2 sont CD16- et CD38 
hétérogène 
Les GRIM-3 sont CD16+ et CD38low 

   SPM PNN «  intersect » GRA10+ et NOT(CMN) 
   SPM PNE «  intersect » EOSINOS et NOT(CMN) 
   SPM PNB «  intersect » BASOS et NOT(CMN) 
   SPM GRANULEUX Jonction de PNN + PNE + PNB + 

GRIM + 
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6) Sélections diverses 

 graphe Sélection hiérarchie Gate à créer Modalités 

25 CD45 
SSC-A 

SPM SPM CD45 Mettre un curseur sur les CD45+ 
= exclure les érythroblastes 

   SPM CID Joindre toutes les cellules 
identifiées : CMN+ GRA+ 
CD34M  

   SPM CNI CID « invert gate » 

35 CD45 
SSC-A 

CNI CNI ??? Sélection d’un nuage de point 
parmi les CNI 

36 FSCA 
SSC-A 

CNI    

40 CD45 
CD34 

CD34M + HG 34+ SPM CD34 totaux Joindre CD34M + HG 34+ 

22   SPM Ly Sélectionner les CD45high et 
SSClow 

37 FSCA 
SSC-A 

SPM   Visualisation des différentes 
populations identifiées 

41 SSC-A T CD3   Visualisation pour score OGATA 

43 CD45 CD34M   Visualisation pour score OGATA 

44 CD45 T CD3   Visualisation pour score OGATA 

45 CD10 
CD34 
contours 

GRIM   Visualisation pour score OGATA 
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Annexe 5 : Aide à l’analyse de la maquette utilisée pour l’étude oligocentrique 
permettant l’établissement de valeurs de référence pour les sous populations de la 
moelle osseuse 
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Définition par cytométrie en flux des valeurs de référence pour 16 sous populations de la 

moelle osseuse en fonction de l’âge et mise au point d’un critère cytométrique d’appréciation 

de la dilution médullaire  

 

Résumé  
L'immunophénotypage de la moelle osseuse par cytométrie en flux est un outil indispensable 

au screening, classement et suivi des hémopathies malignes. Notre objectif dans ce travail est de 

déterminer des valeurs de référence pour les sous populations lymphoïdes et myéloïdes de la moelle.  

Un problème important est la fréquente hémodilution des moelles osseuses qui modifie les 

proportions des populations. Dans un premier temps, nous avons donc validé un critère cytométrique 

d'appréciation de la pureté médullaire : le rapport des granuleux immatures (GRIM) sur les PNN. Sur 

une cohorte de 106 patients, nous avons montré que ce paramètre était fortement corrélé à la méthode 

d'Holdrinet. Il s'agit ainsi du premier critère cytométrique validé. Il est unique, facile à calculer, 

utilisable chez l'enfant comme chez l'adulte, que la moelle soit normale ou pathologique.  

Nous avons dans un second temps utilisé ce critère cytométrique pour sélectionner 97 moelles 

osseuses cytologiquement normales, non diluées, dans une étude oligocentrique avec les CHU de 

Saint-Etienne et de Lyon et nous avons déterminé les valeurs de référence de 16 sous-populations 

pour 5 classes d'âge, du bébé à l'adulte de plus de 70 ans. A ce jour, il s'agit des seules valeurs 

disponibles en cytométrie pour autant de populations et pour tous les âges de la vie.  

Finalement, notre étude est l’étape ultime avant l’évaluation des capacités de screening des 

hémopathies de ce tube en 8 couleurs dans la moelle osseuse.  

 

Mots clés : moelle osseuse, valeurs de référence, cytométrie en flux, pureté médullaire  

 

 

Definition of reference values for 16 bone marrow subsets by flow cytometry according to age 

and proposal of a cytometric criterion for medullar dilution evaluation  

 

Abstract  
Bone marrow immunophenotyping by flow cytometry is an essential tool to screen, classify 

and monitor hematological malignancies. Our aim in the present work is to determine reference 

values for myeloid and lymphoid bone marrow subpopulations.  

A major issue for bone marrow cell subsets quantification is contamination by peripheral 

blood-derived cells which modify cell counts. Thus, in a first step, we validated a criterion for 

assessing cytometric bone marrow purity. It’s the ratio of immature granulocytes (IGRA) on 

neutrophils. In a cohort of 106 patients, we have shown that this parameter is highly correlated to the 

standard Holdrinet method. This first validated cytometric test is unique, easy to calculate, applicable 

for children and adults, for normal or pathological samples.  

Secondly we used this cytometric criterion to select 97 cytomorphologically normal, 

undiluted bone marrow samples, in an oligocentric study with Saint-Etienne and Lyon hospitals. We 

determined the reference values of 16 subpopulations in 5 age groups, from infants to over 70 years 

old adults. They are the only values available by flow cytometry for as many populations and for as 

many age classes.  

Finally, our study is the last step before testing the capacity of this 8-color tube to screen 

hematological disorders in bone marrow samples.  

 

Key words: bone marrow, reference values, flow-cytometry, peripheral blood contamination 




