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RESUME

L’érythropoiése est principalement régulée par I’hormone rénale érythropoiétine
(EPO), qui stimule la prolifération et la différentiation des précurseurs
érythropoiétiques a travers des effets anti-apoptotiques et antioxydants. Sous des
conditions homéostatiques, les €rythroblastes de la moelle osseuse s’organisent en
ilots autour d’un macrophage central, qui supporte 1’échange de fer nécessaire a la
synthése d’hémoglobine ainsi que la phagocytose de noyaux extrudés. Le fait que la
déplétion expérimentale in vivo de macrophages cause une déficience rapide de
I’érythropoiése nous a mené a émettre I’hypothése que les macrophages peuvent étre
une source d’EPO in situ, ou produisent des analogues fonctionnels a I’EPO. Afin de
valider cette hypotheése, la contribution des facteurs solubles dérivés des macrophages
de la moelle osseuse ainsi que I’impact d’interaction cellulaire directe ace des
précurseurs hématopoiétiques ont été étudié in vitro dans des conditions de culture
sans EPO. Des cellules lignées négative de la moelle osseuse, enrichies par sélection
négative, ont étés mises en culture en présence de milieu conditionné par les
macrophages dérivés de la moelle osseuse (BMDM), ou en contact direct avec ceux-
ci, dans un milieu contenant de I’insuline humaine, de [I’holotransferrine et
d’albumine bovine dé-ionisée mais exempte d’EPO. L’impact de la déplétion in vivo
des macrophages sur I’érythropoiése a été étudi€ en injectant des liposomes de
Clodronate dans des souris Balb/c. Les populations érythrocytaires ont étés analysés
ex vivo par FACS en utilisant des anticorps anti-CD71 et Ter119, ou par coloration
May-Griinwald et Giemsa.

Nos résultats démontrent que le milieu conditionné de BMDM promeut la
différentiation des stades précoces érythrocytaires (proérythroblastes) et diminue la
prolifération des stades tardifs érythrocytaires. La déplétion des macrophages pendant
une semaine cause un arrét complet de I’érythropoi¢se dans la moelle osseuse sans
toutefois induire une production compensatoire d’EPO par le rein. L’EPO n’as pu
étre détectée par PCR, Western Blot ou ELISA dans les surnageant et les lysats de
BMDM en condition de culture normoxique et hypoxique. Ces résultats démontrent
qu’en condition expérimentale sans ajout d’EPO exogene, les macrophages de la
moelle osseuse stimulent les phases précoces de différentiation érythrocytaire.






INTRODUCTION

Les globules rouges sont les cellules les plus nombreuses du corps humain et sont
responsable d’un apport d’oxygéne constant et suffisant aux diverses parties du corps.
Leur cycle de vie relativement court exige un taux de renouvellement élevé et le
corps doit produire plus de 200 milliards de globules rouges par jour en condition
homéostatique (Dzierzak & Philipsen 2013). Chez I’adulte, I’érythropoiése se déroule
majoritairement dans la moelle osseuse et dans la rate dans un processus étroitement

régulé.

L’érythropoiése est un processus complexe de différenciation et production de
globules rouges sous la régulation étroite de 1’érythropoiétine (EPO), qui se déroule
dans le microenvironnement spécialisé de I’ilot érythroblastique (Bunn 2013).
Découverts par Marcel Bessis en 1958, les ilots érythroblastiques sont composés d’un
macrophage central entouré de précurseurs hématopoiétiques en cours de
différentiation (Bessis & Breton-Gorius 1962). Le role exact des macrophages est
matiére & débat depuis leur découverte, mais il est clair que ces cellules sont
essentielles & la maturation des érythroblastes et leur énucléation (Socolovsky 2013;
Giger & Kalfa 2015; Chasis & Mohandas 2008). Un de leurs fonctions est
I’exportation de ferritine, qui est utilisée par les érythroblastes dans la synthése
d’hémoglobine. Ainsi, les macrophages agissent comme une source de fer ol leur
ferritine est libérée par acidification et protéolyse dans les endosomes
érythroblastiques lors de I’endocytose (Leimberg et al. 2008). Les macrophages sont
également responsables de I’élimination par phagocytose des noyaux pycnotiques
pendant I’énucléation (Koury & Bondurant 1990). Les macrophages complétent

I’énucléation et la différentiation terminale des érythroblastes (Fujimi et al. 2008) et



leur présence est essentiel & la digestion des noyaux extrudés (Kawane et al. 2001).
Les interactions cellulaires directes entre les macrophages et les précurseurs semblent
essentiels a la différentiation érythrocytaire puisque des molécules d’adhésion tel que
I’Erythroblast Macrophage Protein (EMP) promeuvent la survie et I’énucléation des
érythroblastes. D’autres protéines tel que I’intégrine VLA—4 et les molécules
d’adhésions VCAM-1 et ICAM 4 sont impliquées dans le contact cellulaire, mais
leurs fonctions exactes ne sont pas connues (Dzierzak & Philipsen 2013). De plus,
I’interaction de FasL, exprimée par les érythroblastes tardifs avec Fas, exprimé par
les érythroblastes précoces méne a la dégradation du facteur de transcription GATA-
1, qui inhibe ainsi I’expansion et la différentiation des érythroblastes précoces (De
Maria, Zeuner, et al. 1999; De Maria, Testa, et al. 1999). Il est intéressant de noter
que la régulation négative de I’érythropoiése implique aussi des cytokines solubles
produites par les macrophages et les précurseurs érythroblastiques dans la matrice de

’ilot (IL-6, TGF-8, TNF- « et IFN-y)(Zermati et al. 2000; Zamai et al. 2000).

Les macrophages centraux semblent secréter des cytokines solubles qui agissent
comme des analogues fonctionnels de I’EPO in vivo (Gordon et al. 1980), mais leur
identité demeure nébuleuse. Il a été démontré que les macrophages promeuvent la
prolifération des BFU-E et des CFU-E via la burst promoting activity (BPA) (Sawada
et al. 1989). Les macrophages hépatiques humains et les monocytes secrétent de
I’EPO pendant le développement feetale (Ohls 1994), mais seulement trois études
rapportent la production d’ARNm d’EPO chez les macrophages de la moelle osseuse
et de la rate adulte (Rich et al. 1982; Rich et al. 1988; Luo et al. 2016). Le role précis
de I’EPO produite par les macrophages dans la moelle osseuse adulte demeure flou
(Manwani & Bieker 2008), car I’activité pro-érythropoiétique des macrophages a
toujours été étudi€e in vitro avec du milieu de culture supplémenté d’EPO, masquant

potentiellement I’activité intrinséque et EPO-indépendante des macrophages.



L’EPO est une glycoprotéine de 30-34 kDa produite par les fibroblastes
peritubulaires du cortex rénale (Bachmann et al. 1993; Maxwell et al. 1993). C’est
I’hormone principale régulatrice de I’érythropoiése: une corrélation inverse
prononcée est observée entre la production de globules rouges matures et les
concentrations d’EPO plasmatiques. Les taux basaux d’EPO de 10 mU/ml en
conditions homéostatiques peuvent monter dramatiquement jusqu’a 10.000 mU/ml
sous stress hypoxique (Jelkmann 1992; Adamson 1968). Le récepteur a I’EPO active
des cascades de signalisation menant & I’expression de facteurs anti-apoptotiques et
de prolifération des érythroblastes via la voie PI3-Kinase/AKT (Bakker et al. 2004;
Dijkers et al. 2000).

Les résultats de notre laboratoire montrent que la déplétion de macrophages exacerbe
I’anémie des souris infectées par Plasmodium chabaudi adami, en partie par un délai
important dans la production de globules rouges par la moelle osseuse et la rate
(Roméro H et Warburton C; article en préparation). Ramos et al. (2013) ont rapporté
que les macrophages contribuent également aux pathologies Polycythemia Vera et B-
Thalassémie, caractérisées par une érythropoi¢se exacerbée ou anormale. Ces auteurs
ont cependant minimisé I’'impact des macrophages sur I’érythropoiése homéostatique,
mais leurs résultats supplémentaires démontrent une diminution significative de
précurseurs érythrocytaires de la moelle osseuse et du foie, et une augmentation de
production d’EPO par le rein des souris sans macrophages. En se basant sur ces
résultats, nous émettons I’hypothése que les macrophages contribuent a
I’érythropoiése homéostatique en produisant de I’EPO ou des analogues a I’EPO, et
que leur absence provoque une réponse compensatoire d’EPO rapide par les reins.
Afin d’adresser cette hypothése, nous avons étudi€ I’impact in vitro des macrophages
sur le développement des globules rouges a partir de cellules lignée négatives (qui
contiennent entre autres des cellules souches) en absence d’EPO. De fagon
concomitante, nous avons étudié I’effet d’une déplétion rapide des macrophages sur

I’érythropoiése et la réponse systémique du corps face a cette déplétion.






CHAPITRE I

ETAT DES CONNAISSANCES

1.1 Erythropoiése

La différentiation des cellules souches hématopoiétiques (HSC) en globules rouges
matures se fait en trois stades majeurs. Le premier stade consiste en la différentiation
des cellules souches auto-renouvelantes (Long Term Hematopoietic Stem Cell :LT-
HSC) en cellules souches hématopoiétiques pluripotentes (Short Term HSC : ST-
HSC ou Multipotential Progenitor Cell : MPP), puis en progéniteurs commun
myéloides (Common Myeloid Progenitor: CMP), et ensuite en précurseurs
érythrocytaires-megacaryocytes (Megakaryocyte-Erythroid Precursor :
MEP)(Dzierzak & Philipsen 2013) (Figure 1.1).
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Figure 1.1 Génération des cellules sanguines et immunitaires

(hématopoiése) a partir des cellules souches hématopoiétiques dans la moelle

0ss€euse.

Cellules souches hématopoiétiques a longue durée (Long Term Hematopoietic Stem
Cell, LT-HSC), cellules souches hématopoiétiques & courte durée (Short Term HSC,
ST-HSC), Cellules progeniteur pluripotentielles (Multipotential Progenitor Cell,
MPP), progéniteurs commun myéloides (Common Myeloid Progenitor, CMP),

précurseurs €rythrocytaires-megacaryocytes (Megakaryocyte-Erythroid Precursor,
R/ﬂ-TD\ Flgure tirde de Dzierzak et Phlhhsen 2013
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Les MEP se différencient ensuite en unités d’éclosion érythrocytaire (Burst Forming
Unit Erythroid : BFU-E), puis en unités de formation des colonies érythrocytaires
(Colony Forming Unit Erythroid : CFU-E) Les BFU-E donnent de grandes colonies
en milieu semi-solide, tandis que les CFU-E sont de plus petites colonies (Figure 1.2
A). Ces derniers expriment le récepteur 4 I’EPO puisqu’elles forment des colonies

érythrocytaires qu’en présence de cette protéine (Adamson et al. 1978).
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vy

§

X125

50 ol
B X

Proerythroblaste Erythroblaste Erythroblaste Erythroblaste
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Figure 1.2 Morphologie de la lignée érythrocytaire.

(A) Apparence des différentes colonies des premiers stades de développement
érythrocytaire sur milieu semi-solide. (B) Apparences des stades tardifs colorés au
May-Griinwald-Giemsa. Figure tirée de Chambellan et al. 2012.



Le deuxieme stade de développement érythrocytaire se caractérise par des cellules
morphologiquement identifiables. Les cellules deviennent progressivement plus
petites et accumulent de ’hémoglobine dans le cytoplasme, changeant de basophiles
a acidophiles (orthochromatophiles). Leur chromatine se condense graduellement
jusqu’a Dextrusion du noyau, moment auquel les cellules deviennent des
réticulocytes. Les CFU-E se transforment en pro-érythroblastes (ProE), des grosses
cellules d’environ 20 pm avec un gros noyau et un cytoplasme basophile. Les ProE se
différencient ensuite en érythroblastes basophiles (EryA) légérement plus petits, avec
un début de condensation de chromatine dans le noyau. Les EryA se différencient
ensuite en érythroblastes polychromatophiles (EryB) qui sont des cellules plus petites
et avec un noyau plus condensé, et en voie de devenir acidophile. Les EryB se
différencient en EryC (orthochromatophile), des petites cellules au noyau condensé et
au cytoplasme acidophile (Gifford et al. 2006) (Figure 1.2 B). Finalement, le dernier
stade de différenciation se déroule lorsque le réticulocyte démantéle sa machinerie
ribosomale, expulse ses organelles et prend la forme de disque biconcave typique

d’un érythrocyte mature (Gifford et al. 2006).
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Figure 1.3 Différentiation érythrocytaire chez la souris.

Les bandes noires représentent les marqueurs de surface qui identifient les sous-
populations érythrocytaires et leur réponse a I’EPO. Le marqueur Kit est le récepteur
du Stem Cell Factor (SCF), et induit un signal suite a une tyrosine kinase qui active
plusieurs voies dont la kinase PI-3, la kinase Src et le PLC~y. CD71 est le récepteur
de transferrine et module 1’assimilation des complexes de transferrine et de fer; il est
hautement exprimé sur la surface des cellules de la lignée érythrocytaire (Marsee et
al. 2010). Terl19/GPA  est exprimée sur les cellules érythrocytaires (de
proérythroblaste a érythrocyte mature) est associé a la glycophorin A de surface
(Kina et al. 2000). Figure tirée de Dzierzak et Philipsen 2013.

Lors de la différentiation érythrocytaire, les cellules expriment a leurs surfaces des
marqueurs distincts qui permettent leur identification (Figure 1.3). Les deux
marqueurs utilisés pour caractériser leur phénotype sont le récepteur de la transferrine
(CD71) et la glycophorin A (GPA), reconnue par I’anticorps Ter119. A I’aide des
deux marqueurs et de la taille des cellules, il est possible de différentier les
populations d’érythroblastes et de suivre les étapes de différentiation par cytométrie
(Figure 1.4).
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Figure 1.4 Identification des sous-populations érythrocytaires par

cytofluorométrie.

(A) Stratégie de ciblage des érythroblastes de la moelle osseuse marqués par les
anticorps anti-CD71 et anti-Ter119. Les cellules a haute expression de Ter119 sont
analysées en fonction de leur expression de CD71 et de leur taille (Forward Scatter,
FSC). (B) Les sous-populations ont étés colorées avec du diaminobenzidine et
Giemsa afin de corroborer le triage par cytométrie. Figure tirée de (Liu et al. 2006).

1.2 Les ilots érythroblastiques

Les ilots érythroblastiques ont été décrits pour la premiére fois en 1958 par
I’hématologue frangais Marcel Bessis. Ils sont composés d’un macrophage central
lobé autour duquel se retrouvent les cellules du deuxiéme stade de maturation en
cours de différentiation plus ou moins complétée. Aprés 20 ans de travaux sur le
sujet, Bessis a conclu que les ilots représentent des « niches écologiques » nécessaires

a la maturation des globules rouges (Bessis et al. 1978). Depuis, les recherches ont
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avancé et les interactions entre macrophages et érythroblastes ont été mieux

caractérisées.

Les ilots érythroblastiques sont retrouvés dans tous les tissus d’érythropoiése
définitive, soit la moelle osseuse, la rate et le foie. Ils sont aussi générés
spontanément in vitro lors de culture de moelle osseuse de longue durée (Allen &
Dexter 1982). Malgré leur distribution homogeéne a I’intérieur de la moelle osseuse
(Mohandas et al. 1978), les ilots situés loin des sinusoides se composent
d’érythroblastes moins matures (pro-érythroblastes) que les ilots adjacents aux
sinusoides, qui ont plus d’érythroblastes orthochromatophiles (EryC) (Yokoyama et
al. 2003). Cette observation suggére que les ilots migrent vers les sinusoides afin de
relacher les réticulocytes matures. Il est possible que les interactions entre
macrophages et érythroblastes engendrent une cascade qui meéne au reldichement de
protéases qui facilitent le remodelage de la matrice extracellulaire. De plus, les
érythroblastes peuvent potentiecllement se détacher et se rattacher a plusieurs ilots, ce
qui leur permettrait de se rendre de fagon indépendante aux sinusoides (de Back et al.
2014).

1.3  Le macrophage central

Les macrophages centraux des ilots sont distinguables par 1’expression de F4/80 et le
glycosphingolipide Forssman, mais ils n’expriment pas le CD11b, une intégrine
régulant I’adhésion et la migration cellulaire (Crocker & Gordon 1985). F4/80 est une
glycoprotéine transmembranaire qui présente une homologie avec la famille des
protéines G (Austyn & Gordon 1981). F4/80 est un marqueur spécifique des
macrophages, et il est fortement exprimé par les macrophages centraux de I’ilot
érythroblastique. L’antigéne de Forssman est un glycosphingolipide qui permet de
distinguer les macrophages centraux des monocytes et des macrophages pro-

inflammatoires des tissus hématopoiétiques (Sadahira et al. 1991).
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Depuis la découverte de I'ilot érythroblastique, le macrophage a été considéré comme
ayant une fonction essentielle & 1’érythropoiése. Cependant, les interactions entre le
macrophage central et les érythroblastes adjacents aux ilots qui ne rentrent pas

directement en contact, n’ont pas été complétement élucidées.

Par rapport a I’activité pro-érythropoiétique des macrophages, Marcel Bessis a été le
premier a proposer leur implication directe dans la phagocytose des noyaux extrudés
et dans le transfert de fer aux érythroblastes (Bessis & Breton-Gorius 1962). Les
noyaux extrudés sont reconnus grace a I’expression de phosphatidylsérine (PS) sur la
membrane nucléaire. Une diminution de I’ATP et une augmentation de calcium
inactive I’aminotranslocase, une enzyme responsable de la séquestration de la
phosphatidylsérine a I’intérieur de la membrane cytoplasmique des érythroblastes, et
active I’enzyme scramblase, responsable de la translocation des phospholipides entre
les bicouches lipidiques de la membrane, et qui est normalement activée en condition
de stress (Dolis et al. 1997; Yoshida et al. 2005). La phagocytose des noyaux est
essentielle a 1’érythropoiése. De noyaux non-digérés s’accumulent & I’intérieur des
macrophages de la rate feetale chez les souris déficientes en DNase II (endonucléase
présente dans les lysosomes de macrophage) en causant une anémie embryonnaire

1étale (Kawane et al. 2001).

En plus de leur fonction éliminatrice de noyaux, les macrophages produisent et
libérent de la ferritine, qui est ensuite internalisée par les érythroblastes. Une fois a
I’intérieur de la cellule, le fer se détache de la ferritine en réponse a I’acidification et
la protéolyse, et devient disponible pour la production d’héme (Li et al. 2010; Dautry-
varsat et al. 1983; Leimberg et al. 2008; Hentze et al. 2010). Il va sans dire que la
présence des macrophages est essentielle pour le maintien de ’homéostasie du fer,
parce que les macrophages sont grandement responsables du recyclage du fer dans la
rate en phagocytant les érythrocytes sénescents (Hentze et al. 2010). Cependant, leur

réle dans le maintien de I’intégrité de I’ilot semble beaucoup plus complexe.
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1.4  Liens d’adhésion intercellulaires entre cellules de I’ilot érythroblastique

L’Erythroblast Macrophage Protein (EMP) est la premiére protéine a avoir été
caractérisée, intervenante dans les interactions physiques entre érythroblastes et
macrophages (Hanspal & Hanspal 1994). Exprimée a la surface des macrophages et
des érythroblastes (Figure 1.5), ’EMP est essentielle a I’érythropoi¢se (Hanspal et al.
1998).

Figure 1.5 Interactions directes entre le macrophage central et les

érythroblastes en différentiation.

Les macrophages expriment le VCAM-1 et l’intégrine o V, qui facilitent ses
interactions avec les érythroblastes via les a 481 et ICAM-4. De plus, les cellules
érythrocytaires et les macrophages expriment ’EMP a leur surface, augmentant les
interactions dans I’ilot (Figure tirée de Back et al. 2014).
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Le domaine cytoplasmique d’EMP présente plusieurs sites de liaison de SH2 (Src
Homology 2) et un site de liaison pour des domaines liant la phosphotyrosine, ce qui
laisse croire 4 une fonction de signalisation. Les érythroblastes mis en culture en
présence d’un anticorps bloquant EMP exhibent les mémes caractéristiques que ceux
retrouvés en absence de macrophages : une augmentation importante de 1’apoptose
ainsi qu’une diminution marquée de la prolifération, de la maturation et de

I’énucléation érythrocytaire (Hanspal et al. 1998).

Il semble que la distribution d’actine est compromise en absence d’EMP. Chez les
souris de type sauvages, ’EMP s’associe & la F-actine, concentrée dans des
érythroblastes en énucléation. Donc, en plus d’étre impliquée dans 1’expulsion
nucléaire, I’association EMP-actine agit potentiellement dans la régulation du
cytosquelette chez les réticulocytes. Cette fonction a également des implications chez
les macrophages, parce que les macrophages déficients en EMP démontrent des
filaments d’actine plus condensés et moins organisés, ce qui les empéche de
développer les extensions cytoplasmiques nécessaires a [’intégrité de I’ilot
érythroblastique (Bala et al. 2006).

Des interactions ont été identifiées entre la molécule d’adhésion intégrine a4f1,
exprimée sur les érythroblastes, et son récepteur VCAM-1, exprimé sur les
macrophages (Figure 1.5). Des anticorps monoclonaux dirigés vers un ou I’autre de

ses récepteurs perturbent I’intégrité de 1°ilot érythroblastique (Sadahira et al. 1995).

Le développement des HSC dépend de leurs interactions avec le microenvironnement
hématopoiétique et les protéines de la matrice extracellulaire, notamment la
fibronectine. L’intégrine VLA-4 est un récepteur spécifique de la fibronectine chez
les HSC. La VLA-4 est exprimée par toutes les HSC du foie feetal. L’application
d’anticorps VLA-4 in utero chez des souris induit I’anémie sans affecter le
développement des cellules de lignées non-érythrocytaires. Ceci laisse croire que

VLA-4 joue un réle critique dans I’érythropoi¢se (Hamamura et al. 1996).
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L’isoforme de la molécule d’adhésion intercellulaire 4 (intercellular adhesion
molecule 4, ICAM-4) spécifique aux cellules érythrocytaires, interagit avec
I’intégrine oV sur les macrophages (Figure 1.5) (Manwani & Bieker 2008;
Spring 2001). En bloquant le récepteur oV avec des peptides synthétiques, une
diminution de 70% des ilots érythroblastiques reconstitués a €té constatée in vitro;
chez des souris déficientes en [CAM-4 une diminution de 50% de formation des ilots
dans la moelle osseuse a été constatée (Lee et al. 2006). De plus, une forme sécrétée
de ICAM-4 pourrait potentiellement réguler 1’érythropoiése terminale par
compétition avec la forme membranaire d’ICAM-4 pour oV sur les macrophages
centraux, inhibant ainsi I’interaction entre érythroblastes et macrophages (Lee et al.
2003).

Un autre récepteur membranaire connu pour interagir avec les érythroblastes est le
CD163 (Figure 1.5)(Fabriek et al. 2007). Cette protéine est un éboueur des complexes
hémoglobine-haptoglobine (Kristiansen et al. 2001). CD163 contient aussi un motif
d’adhésion érythroblastique qui facilite I’expansion et la survie de ces derniers lors de

I’association entre macrophages et érythroblastes (Fabriek et al. 2007).

1.5  L’érythropoiétine

L’érythropoiétine (EPO) est une glycoprotéine d’environ 30 a 34 kDa produite par les
fibroblastes interstitiels péritubulaires du cortex rénal (Bachmann et al. 1993;
Maxwell et al. 1993). L’EPO est le principal facteur responsable du contrdle de
I’érythropoiése. Il y a une forte corrélation inverse entre la production de globules
rouges et les concentrations d’EPO. Dans des conditions non anémiques, le taux basal
d’EPO est de 10 mU/ml, tandis qu’en situation d’hypoxie causée par une perte de
globules rouges, les taux concentrations d’EPO peuvent drastiquement augmenter a
10 000 mU/ml (Jelkmann 1992; Adamson 1968).
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Le récepteur a I’EPO (EPOR) est exprimé sur les précurseurs érythrocytaires, et cette
expression se maximise chez les CFU-E et les ProE. La phosphorylation des résidus
multiples de tyrosine a lieu suite & la liaison de ’EPO & EPOR (Wilson &
Jolliffe 1999), générant de sites d’assemblage, d’activation et de propagation des
signaux mitogénes en activant les voies STATS, PI3-Kinase/AKT et Ras/MAPK
(Richmond et al. 2005). Ces voies sont impliquées dans I’expression de la protéine
anti-apoptotique  bcl-xl (Socolovsky et al. 1999). La voie d’activation PI3-
Kinase/AKT est également responsable de la rétention cytoplasmique et de la
phosphorylation du facteur de transcription FoxO3, appartenant a une famille de
facteurs de transcription Forkhead de classe O (FoxOl, FoxO3, FoxO4 et FoxO6).
Ces facteurs sont impliqués dans le contrdle de I’apoptose, de ’activation du systéme
immunitaire, de la fertilité et de la modulation du métabolisme (Brunet et al. 1999;
Kashii et al. 2000; Maiese et al. 2009).

FoxO3 est transféré dans le noyau une fois phosphorylé, ou il induit I’expression de
la protéine antiproliférative BTG1, et des BIM et TRAIL, des facteurs anti-
apoptotiques. L’activation de la voie PI3-Kinase/AKT par I’EPO inhibe donc FoxO3
et par conséquent est responsable de la prolifération des érythroblastes (Bakker et al.
2004; Dijkers et al. 2000). Cependant, I’activation de FoxO3 semble nécessaire pour
la régulation de la maturation, du cycle cellulaire et de la durée de vie des cellules
érythrocytaires. En effet, ’absence de FoxO3 bloque le cycle cellulaire chez les
érythroblastes tardifs. De plus, FoxO3 est impliqué dans la défense contre le stress
oxydif, car il induit ’expression d’enzymes telles que la catalase, le superoxyde
dismutase 2 (SOD2) et la glutathion peroxydase. Des niveaux élevés d’espéces
réactives d’oxygene (ROS) sont retrouvés chez les érythroblastes déficients en
FoxO3, ce qui se traduit par une diminution de I’espérance de vie des érythrocytes
générés. Le traitement des érythroblastes déficients en FoxO3 avec un antioxydant
comme le N-acétyle-cystéine (NAC) améliore la maturation et la durée de vie des

érythrocytes. Cette information nous indique que la résistance au stress oxydatif est
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primordiale pour la maturation érythrocytaire car les érythroblastes accumulent de
I’hémoglobine, une molécule trés oxydante (Marinkovic et al. 2007). De plus, les
souris qui sur-expriment ’EPO produisent plus d’érythrocytes, mais ces derniers
entrent en sénescence précocement (Bogdanova et al. 2007). Cela suggére que la
surexpression de ’EPO retarde 1’action de FoxO3 et que les érythrocytes produits

seraient moins bien équipés en systémes antioxydants.

Au cours de la différenciation érythrocytaire, il y a une activation successive des
facteurs de transcription GATA-1 et FoxO3, impliqués dans la maturation des
érythroblastes & des stades différents. GATA-]1 est une protéine de la famille des
GATA qui se lie aux séquences d’ADN (A/T) GATA (A/G) a I’aide de motifs doigt
de zinc spécifique. GATA-1 est exprimée chez les cellules primitives et
érythrocytaires définitives, les mégacaryocytes, les osinophiles, les mastocytes et les
cellules de Sertoli des testicules. GATA-1 est essentiel a 1’érythropoiése puisque des
cellules souches embryonnaires des souris chimériques déficientes en GATA-1 sont
capables de générer tous les tissus sauf les globules rouges matures. Chez les souris
chimériques, les cellules érythrocytaires déficientes en GATA-1 ne se différencient

pas au-dela du stade érythroblaste, et meurent par apoptose (Ferreira et al. 2005).

Sur cette base, il a été suggéré que le GATA-1 est directement impliqué dans la
survie des cellules. En effet, GATA-1 active la transcription du géne de ’EPOR
(Chiba et al. 1993). De plus, un des génes cibles du GATA-1 code pour la protéine
anti-apoptotique Bcl-xl (Gregory et al. 1999). Une autre fonction possible de GATA-
1 est la régulation de la progression du cycle cellulaire G1/S. Le contréle du cycle
cellulaire est d’une importance cruciale pour la lignée hématopoiétique puisque les
précurseurs doivent proliférer afin de poursuivre la différenciation hématopoiétique et

quitter le cycle cellulaire pour se différencier (Whyatt et al. 1997).

GATA-1 est aussi impliquée dans la reprogrammation des précurseurs

hématopoiétiques puisqu’elle est capable de reprogrammer les myéloblastes et les
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cellules CD34+ en éosinophiles (Hirasawa 2002; Kulessa et al. 1995). De plus,
I’expression forcée de GATA-1 redirige les précurseurs granulocyte-monocyte
(GMP) a devenir des cellules érythrocytaires, éosinophiles et basophiles (Heyworth et
al. 2002).

Chez les érythroblastes précoces (stades de CFU-E & EryA), I’EPO active GATA-1 et
inhibe le FoxO3, permettant la prolifération et la différenciation. Néanmoins, chez les
stades tardifs EryB et EryC, FoxO3 n’est plus inhibé par I’EPO puisque I’EPOR n’est
plus exprimé, et cette expression induit la synthése d’enzymes antioxydants qui
renforcent la résistance aux ROS et la survie des érythroblastes. En effet, les
érythroblastes synthétisent et accumulent une importante quantité d’hémoglobine au
cours de leur maturation, et le fer contenu dans I’hémoglobine génére des ROS par la
réaction de Fenton (Winterbourn 1990). L’expression de ces enzymes antioxydants

est donc cruciale pour la survie des érythroblastes tardifs.

I1 est intéressant de remarquer que I’EPO n’est pas essentielle pour la production des
BFU-E, les cellules les plus précoces de la lignée érythrocytaire. L’EPO ne recrute
donc pas les cellules dans la lignée érythrocytaire et ne régule pas leur destin
cellulaire, mais plutdt soutient la croissance, la survie et la différenciation des CFU-E,
les ProE et les érythroblastes basophiliques exprimant I’EPOR (Koury & Bondurant
1990; Spivak et al. 1991; Sawyer & Penta 1994).

1.6  Cytokines solubles

Comme mentionné plus haut, ’EPO est la principale hormone régulatrice de
I’érythropoiése et est produite principalement par les reins et secondairement par le
foie (Jacobson et al. 1957). Cependant, il a été démontré que ’ARNm Epo et la
protéine EPO sont exprimés par les précurseurs érythrocytaires (Stopka et al. 1998;
Hermine et al. 1992).
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De plus, les macrophages secrétent des facteurs solubles pro-érythropoiétiques
(Gordon et al. 1980) et des recherches ont suggéré la production d’EPO (Rich et al.
1982) et I’expression d’ARNm Epo par les macrophages (Rich et al. 1988).
Récemment, il a ét€ rapporté que les ostéoblastes de la moelle osseuse, cellules
reconnues par leur fonction formatrice de 1’os, participent aussi au maintien de

I’homéostasie de I’EPO dans la moelle osseuse (Rankin et al. 2012).

L’érythropoiése n’est pas seulement régulée par ’EPO. Le macrophage central
participe aussi en reldchant des cytokines solubles dans le milieu (Figure 1.6). Il est
intéressant de constater que le TGF-4, I’IL-6, le TNF-a et I’IFN-y sont reldchés dans
le milieu de I’ilot, et ces cytokines sont associ€ées a I’inflammation chronique, qui
inhibe 1’érythropoi¢se (Dzierzak & Philipsen 2013). 11 a été démontré que les
macrophages expriment le « insulin-growth factor 1 (IGF-1) » (Martinez et al. 2006;
Wynes & Riches 2003), qui est étroitement impliqué dans 1’érythropoi¢se. L’IGF-1
soutient le développement des progéniteurs en milieu de culture semi-solide et peut
maintenir la viabilit¢ des ECFC (erythroid colony-forming cells) en diminuant
I’apoptose. De plus, I'IGF-1 joue un réle essentiel dans la prolifération et le passage
au stade avancé de développement érythrocytaire. En présence d’EPO, I'IGF-1
augmente considérablement la synthése d’héme et entraine une légére prolifération
cellulaire, mais augmente considérablement la condensation et 1’énucléation des
érythroblastes tardifs. Ainsi, I’EPO seule ne peut compléter la condensation nucléaire
terminale indispensable a I’énucléation. L’IGF-1 augmente donc la maturation et la
prolifération érythrocytaire (Muta et al. 1994). Remarquablement, les HSC des
personnes atteintes de Polycythemia vera, un désordre myéloprolifératif caractérisé
par un hématocrite trés €élevé sont 100 fois plus sensible a I’action de I'IGF-1, et de

maniére EPO-indépendante (Weinberg 1997).
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Figure 1.6 Facteurs solubles régulateurs de I’érythropoiése.

Le macrophage central ainsi que les érythroblastes sécrétent des facteurs solubles lors
de I’érythropoiese. Ceux-ci sont composés de facteurs de régulation négatifs telle que
le TNF-a, le TGF— 8, I’'IL-6, et I’IFN-y exprimés par le macrophage central et les
régulateurs positifs Gas-6, VEGF-A et PGF, relachés par I’érythroblaste. TRAIL
(TNF Related Apoptosis Inducing Ligand) est un régulateur négatif secrété par les
deux types cellulaires (selon de Back et al. 2014).



21

1.7  Validation expérimentale des effets pro-érythropoiétiques issus des
macrophages

Plusieurs études ont adressé I’action pro-érythropoiétique des macrophages. Il est
possible de réduire considérablement le nombre de macrophages in vivo en utilisant
plusieurs techniques. Une des techniques utilise le Clodronate incorporé a I’intérieur
d’un liposome (Liu et al. 2015; Ramos, Casu, Gardenghi, et al. 2013a; Jacobsen et al.
2014; Rooijen & Hendrikx 2010). Le Clodronate a une courte demi-vie une fois
relaché en circulation, et ne passe pas la membrane lipidique des cellules (Rooijen &
Hendrikx 2010). En se basant sur I’internalisation des liposomes, il est possible
d’administrer la petite molécule hydrophile de Clodronate a [Iintérieur du
macrophage, qui s’accumule et cause I’apoptose. De plus, le Clodronate n’étant pas
toxique pour les cellules a la concentration d’administration testée, les liposomes de
Clodronate sont inertes et spécifiques aux cellules phagocytaires. Ainsi, il est possible

de cibler la mort systémique des macrophages (Rooijen & Hendrikx 2010).






HYPOTHESE ET OBJECTIFS

Nous émettons I’hypothése que les macrophages contribuent a I’érythropoicse
homéostatique en produisant de I’EPO ou des analogues fonctionnels a ’EPO, et que
leur absence provoque une réponse compensatoire d’EPO rapide par les reins. Nous
nous sommes basé sur ’étude de Ramos et al. (Ramos, Casu, Gardenghi, et al.
2013b) dans lequel une administration prolongée de Clodronate de liposome induit
une anémie systémique, une perte quasi-totale des macrophages ainsi qu’une

production élevée d’EPO plasmatique.

Afin de valider cette hypothése, nous avons étudié in vitro I’effet du contact direct
des macrophages dérivés de la moelle osseuse (BMDM) et du surnageant conditionné
des BMDM sur la différenciation des cellules lignées négatives (enrichies en HSC) en
absence d’EPQ. Nous avons aussi caractérisé I’impact d’une déplétion in vivo a court

terme des macrophages sur 1’érythropoiése.
Les objectifs suivants ont été€ adressés :

-Validation d’un modéle in vitro pour étudier les propriétés pro-érythropoiétiques des
macrophages ou des produits solubles secrétés pare ces cellules, quand ils sont en

culture dans un milieu érythrocytaire complexe mais exempte d’EPO.

-Evaluation de I’impact d’une déplétion a court terme de macrophages chez la souris
sur la production des précurseurs érythrocytaires et érythroblastes dans la moelle

0SsS€uUse.






DESCRIPTION DE L'IMPLICATION DE L’ETUDIANT DANS LES TRAVAUX
ET LA REDACTION D’UN ARTICLE

Cette étude a eu besoin d’un travail d’équipe entre Hugo Roméro, Tatiana Scorza, et
moi-méme. Les manipulations in vivo (injections, prélévement sanguins) et un ELISA
ont été effectués par Hugo Roméro. Tatiana Scorza a élaboré le patron de recherche, a
effectué un ELISA, a aider a la révision de I’article. J’ai mis en place le mod¢le in
vitro de culture, I’élaboration du protocole de microscopie confocale, les Western
Blots, les PCR, I’acquisition et I’analyse des populations érythrocytaires par FACS

ainsi que la rédaction de Iarticle.
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FACTORS PROMOTING EARLY ERYTHROBLAST DEVELOPMENT.

En préparation pour PlosOne.



28



29

241 Abstract

Erythropoiesis is primarily regulated by the renal hormone erythropoietin (EPO),
which stimulates the proliferation and differentiation of erythroid progenitors through
its anti-apoptotic and antioxidant effects. Under homeostatic conditions, erythroblasts
in the bone marrow organize in islands around a central macrophage, which supports
iron exchange required for hemoglobin synthesis and eliminates extruded nuclei. The
fact that in vivo depletion of macrophages in mice by clodronate rapidly results in
deficient erythropoiesis led us to formulate the hypothesis that macrophages may be a
source of EPO in situ, or may produce functional analogues of EPO. To address this
hypothesis, the contribution of macrophage-derived soluble factors as well as cell-to-
cell interactions in erythropoiesis in vitro under EPO-free conditions was studied.
Lineage negative bone marrow cells enriched by negative selection were cultured in
the presence of bone marrow derived macrophage (BMDM) conditioned medium, or
in direct contact with BMDM, in a medium containing human insulin,
holotransferrin, deionized BSA and no EPO. The impact of macrophage depletion on
erythropoiesis was studied by clodronate liposome injection in vivo. Erythroid
populations were studied using fluorochrome conjugated anti-CD71 and anti-Ter119
antibodies by FACS and confocal microscopy, or by histological May-Griinwald and
Giemsa staining. Our results demonstrate that BMDM conditioned medium promotes
the differentiation of early erythroid stages (pro-erythroblasts) and inhibits late stage
erythoblasts. Macrophage depletion caused shutdown erythropoiesis in the bone
marrow without inducing a compensatory EPO response from the kidney. EPO was
not detected by PCR, Western Blot nor ELISA when evaluating BMDM conditioned
supernatants or BMDM lysates obtained under normoxic or hypoxic culture
conditions. These results suggest that macrophages stimulate production of
proerythroblasts in absence of EPO.
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2 Introduction

Erythropoiesis is a complex differentiation process taking place in the specialised
microenvironment of the erythroblastic island, under the tight regulation of the
hormone erythropoietin (EPO) (Bunn 2013). First described in 1958 by Marcel
Bessis, erythropoietic islands are composed of a central macrophage surrounded by
hematopoietic progenitor cells at varying stages of erythroid differentiation (Bessis &
Breton-Gorius 1962). Interactions between macrophages and progenitor cells seem
essential to erythroid cell differentiation, as adhesion molecules such as Erythroblast
Macrophage Protein (EMP) promote erythroblast survival and enucleation. Others
proteins, such as VLA-4 and VCAM-4 are implicated in cell-to-cell contact but their
exact functions are unknown (Dzierzak & Philipsen 2013). Central macrophages
secrete soluble pro-erythropoietic factors that act as functional analogs to EPO in vivo
(Gordon et al. 1980), but remain mischaracterized. Human hepatic macrophages and
monocytes secrete EPO during foetal development (Ohls 1994) but there are only
three studies reporting EPO mRNA in bone marrow and splenic macrophages of mice
(Rich et al. 1982; Rich et al. 1988; Luo et al. 2016). The precise role of macrophage-
derived EPO in steady state erythropoiesis remains unclear (Manwani &
Bieker 2008).

EPO is a 30-34 kDa glycoprotein produced by interstitial peritubular fibroblasts of
the renal cortex (Bachmann et al. 1993; Maxwell et al. 1993). It is the main hormone
controlling erythropoiesis: a strong inverse correlation is observed between RBC
production and EPO concentrations. Basal EPO rates of 10 mU/ml under homeostatic
conditions can rise drasticaiiy to 10.000 mU/mi under hypoxic stress (Jelkmann 1992;
Adamson 1968). The EPO receptor (EPOR) is strongly expressed on erythroid CFU-

E and ProE. Binding of EPO to its receptor activates signalling cascades leading to
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expression of anti-apoptotic factors and proliferation of erythroblasts through PI3-
Kinase/AKT (Bakker et al. 2004; Dijkers et al. 2000).

Data from our laboratory show that macrophage depletion rapidly alters bone marrow
erythropoiesis in steady state conditions and exacerbates anemia in Plasmodium
chabaudi adami-infected mice, (Romero H; article in preparation). Ramos et al.
(2013) reported an important role for macrophages in stress erythropoiesis, being
essential for the recovery from induced anemia by bleeding, but also contributing to
Polycythemia vera and B-Thalassemia pathology (exacerbated -erythropoiesis).
Although these authors were interested in the pathological impact of macrophages,
their supplementary data demonstrated significant drops in immature erythroid cells
in the bone marrow and liver, and increased production of EPO by the kidney in
macrophage deficient mice with no pathology, following 7 weeks of macrophage
depletion. Based on these observations, we hypothesize that macrophages contribute
to homeostatic erythropoiesis by producing EPO or functional analogous of EPO, and
that their absence rapidly evokes a compensatory EPO response by the kidney. To
address this hypothesis, we studied in vitro the impact of BMDM on the development
of RBC from lineage negative cells (equivalent to HSC) in absence of EPO. Although
EPO-was not detected, the data obtained demonstrates that BMDM and BMDM

conditioned medium promote erythroid development.
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2.3 Material and Methods

2.3.1 Animal procedures

All procedures with mice were approved by the Animal Care Committee of the
Université du Québec & Montréal (protocols 0514-R1-778-0515 and 0515-R2-778-

0516) and according to relevant national and international guidelines.

2.3.2 Invifro erythropoiesis model

Bone marrow single cell suspensions were prepared by aseptic removal of tibia and
femur epiphyses and marrow flushing into 100 pL of PBS by centrifugation at 300g
during 5 min, as previously described (Roméro et al. 2016). Bone marrow single-cell
suspensions were counted and suspended to 100 x 10° cells/mL. Lineage negative
(Lin) cells were enriched using the EasySep Mouse hematopoietic progenitor
enrichment kit (Stem Cell Technologies, Vancouver, CA) and were suspended into
Erythroid Differentiation Medium (EDM) (IMDM 15% FBS, 1% detoxified BSA,
200 pg/mL holotransferrin, 10 pg/mL insulin, 100 pM B-mercaptoethanol, 50
units/mL penicillin G and 50 pg/ml streptomycin) (Shuga et al. 2007).

2.3.3 BMDM supernatant conditioning

Standard 12-well TC Plates (cat. No. 83.3921) were treated with human fibronectin (2
pg/cm?®) for 2 hours (37°C, 5% CO,) (Aviva systems Biology, San Diego, CA).
Conditioned medium was prepared with BMDM (1 x 10° cells/mL) in EDM for 72h
(37 °C, 5% COQ,). Supernatants were collected and centrifuged (300g, 5 minutes) to
completely remove cells. Control EDM was treated in a similar manner, and served as

controi conditioned medium.
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2.3.4 Invitro erythropoiesis and confocal imaging

Ibidi u-Slide 8 well chambered cover lips (Cat. No. 80826) were treated with human
fibronectin (2 pg/cm?) for 2 hours (37°C, 5%CO,) (Aviva systems Biology, San
Diego, CA). After 72h incubation, Lin- cells (2 x 10° cells/mL) or non-adherent bone
marrow cells (4 x 10® cells/mL) were incubated with anti-mouse CD16/32 antibody
(Clone 93) for 5 minutes at 4°C in the dark. Cells were then stained with Terl119-
Alexa Fluor 488, transferrin receptor- (CD71) Alexa Fluor555 and F4/80 Alexa
Fluor 647 antibodies for 1 hour at 4°C in the dark. Cells were washed with PBS and
fixed with paraformaldehyde (4%) for 20 minutes. Cells were then washed with PBS
and stained with DAPI 1 pg/mL for 10 min. Cells were finally washed 3 times with
PBS and covered with glycerol 50%. Imaging was performed with a Nikon Al+
confocal microscope and analyzed using Fiji open source software (Schindelin et al.
2012).

2.3.5 FACS analysis of erythroid populations

For analysis of erythroid populations, cells were incubated with anti-mouse CD16/32
antibody (Clone 93) for 5 minutes at 4°C in the dark. Cells were then incubated with
fluorescein isothiocyanate (FITC)-labeled anti-mouse CD71, phycoerythrin (PE)-
conjugated Terl19 and 7-amino-actinomycin D (7AAD) viability staining solution
for 15 minutes. Erythroid subpopulations were analyzed by gating for Ter119" cells
on a forward-scatter/CD71" scatterplot as described by Ramos et al. (Ramos, Casu &
Gardenghi 2013). All reagents were from BioLegend, San Diego, CA. Analytical
flow cytometry was performed on an Accuri C6 (Bekton Dickinson, USA) and
analyzed using the BD Accuri Analysis Software.

2.3.6 Assessment of EPO mRNA by PCR

RNA from tissue and culture samples was extracted using Trizol reagent (Sigma, St-
Louis, MO) following the Chomcyznski and Sacchi (Chomcyzynski & Sacchi 1987)
method of extraction. RNA purity was quantified by Nanodrop (ThermoScientific,
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MA, USA). cDNA was synthesized using the Omniscript RT (Qiagen) kit. The Taq
PCR Core (Qiagen) kit was used with specific EPO and GAPDH primers: EPO
sense 5°- ATGAAGACTTGCAGCGTGGA- 3’, antisense 3-
TTCTGCACAACCCATCGTGA-5’, GAPDH sense L
TATGTCGTGGAGTCTACTGGT-3’, antisense 3’-GAGTTGTCATATTTCTCGT-
5

2.3.7 Western blot for EPO detection

Cells and tissues were lysed on ice in RIPA buffer (50 mM Tris-HCL pH8, 150 mM
NaCl, 0.1% Triton X-100, 0.5% sodium deoxycholate, 0.1% SDS, 1 mM sodium
orthovanadate, ] mM NaF and protease inhibitors). Lysates were then sonicated (3
times 15 sec.) and centrifuged at 16.000g for 20 minutes at 4°C. Supernatant protein
concentrations were quantified by the Lowry assay (DC protein assay, BioRad,
Mississauga, ON, Canada). Proteins (20-30 pg/lane) were subjected to SDS-PAGE,
and transferred to a nitrocellulose membrane (BioRad). Membranes were blocked in
SuperBlock blocking buffer (Thermo Scientific) for 1 h, washed with TBS/0.1%
Tween 20, and incubated with biotinilated anti-EPO (R&D systems) overnight at
4°C. Membranes were then washed and incubated with anti-biotin-HRP (Abcam).
Proteins were visualized using SuperSignal West pico chemiluminescent substrate

(Thermo Scientific).

23.8 EPO ELISA

Supernatant was concentrated using Amicon Ultra-0.5 mL centrifugal filters for
protein purification and concentration and EPO concentrations were measured by
ELISA (Quantikine mouse/rat EPO immunoassay R&D systems, Inc) following

manufacturer’s instructions.
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2.3.9 Statistical Analysis

Statistical analyses were performed with a one-way ANOVA and analysis of variance
followed Tukey’s post-test for comparison of more than two groups and an unpaired

t-test for comparison of two groups.
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24  Results
BMDM stimulate erythroblast proliferation in synergy with EPO

The in-vitro model for erythropoiesis to be used in this research was first validated.
For this, lineage negative (Lin") cells were enriched by negative selection (Figure 2.1)
to eliminate as possible Ter119" erythroid cells. This negative selection procedure

efficiently removed cells expressing myeloid and lymphoid differentiation markers.
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Figure 2.1 Efficiency of Lineage™ cell enrichment by negative selection.

Total bone marrow cell suspensions were incubated overnight in 100 mm petri dishes
(40 x 10° cells/petri) to remove adherent cells. Lineage negative cells were purified
from non-adherent cells using the EasySep™ Mouse Hematopoietic Progenitor Cell
Enrichment Kit. Purification was validated via Cytofluorometry using Ter119, CD71
and lineage staining, resulting in less than 0.5% of Ter119" cells.



38



39

Enriched Lin™ cells were then cultured in EDM medium containing holotransferrin,
human insulin, deionized BSA and EPO in absence or presence of BMDM, to study
the impact of macrophages in the proliferation and differentiation of Lin™ cells into
late-staged erythroid cells. After three days of culture, particular differences between
erythroblast subpopulations according to their differentiation stages were
discriminated by gating Ter119" cells and analyzing gated cells with a FSC/CD71
scatterplot by FACS analysis (Figure 2.2). A modest synergy was measured between
BMDM and EPO in the production of Ter119" cells.
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Figure 2.2 Erythroblast gating strategy.

An erythroid gate was established on Ter119" cells of total bone marrow and events
were plotted as CD71/Forward scatter (FSC) profiles. EryA cells (A) are large
CD71+ cells, EryB (B) are smaller CD71" cells whereas EryC are small CD71" cells.
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However, higher numbers of Ter119" cells were evidenced in Lin" cells and BMDM
co-cultures, in absence of exogenous EPO (Figure 2.3A). In addition, early stage
erythroblasts (EryA) increased in cultures containing BMDM in the presence of EPO
at 400 and 600 mU concentrations (Figure 2.3 B, p <0.01). The numbers of EryB and

EryC cells remained comparable in conditions with or without macrophages.
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Figure 2.3 Macrophages enhance EPO-dependent proliferation and

differentiation of lineage negative cells into early basophilic erythroblasts.

Lineage negative cells (2.5 x 10%) were cultured with or without 1.25 x 10* BMDM in
fibronectin covered Labtek™ in erythrocyte differentiating medium in the presence of
increasing EPO concentrations (IMDM 15% FBS, 1% BSA, 200 pg/mL
holotransferrin, 10 pg/mL insulin, 100 pM B-mercaptoethanol, 50 pg/mL, P/S). After
72h of culture, the numbers (A) of Ter119" Cells were evaluated by flow
cytofluometry (BD accuri C6). The Erythroblast sub-populations EryA (B), EryB (C),
EryC (D) were measured by Ter119, CD71 double staining and Forward Scatter
parameter (FSC) in cytofluorometry. * indicates a significant difference of P <0.05
by two ANOVA test (n=6).
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BMDM stimulate Lineage- cell differentiation in absence of EPO

The pro-erythropoietic function of macrophages in absence of exogenous EPO was
further characterized in vitro. FACS analysis demonstrated increased percentages of
Ter119" cells in 72 h cultures with BMDM (Figure 2.4 A; p <0.05), without major
differences in the percentages of the distinct erythroblast stages (Figure 2.4 B).
However, in respect to total cell numbers, significantly more Terl19" cells
(Figure 2.4 C) and EryB cells (Figure 2.4 D, p <0.05) were counted in cultures with
macrophages. Although the relative percentages of ProE were lower in cultures with
BMDM (Figure 2.4.E), their total numbers significantly increased (Figure 2.4 F).
Altogether, these results indicate increased development of the EPO-dependent stages

ProE, EryA and EryB cells in cultures containing BMDM and no exogenous EPO.
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Figure 2.4 Macrophages promote the differentiation of lineage negative cells into

early proerythroblasts and late basophilic erythroblasts in absence of EPO.

Lineage negative cells (2.5 x 10°) were cultured with or without 1.25 x 10* BMDM in
fibronectin covered Labtek™ in erythrocyte differentiating medium without EPO
(IMDM 15% FBS, 1% BSA, 200 pg/mL holotransferrin, 10 pg/mL insulin, 100 uM
B-mercaptoethanol, 50 pg/mL, P/S). After 72h of culture, Terl19" Cells were
evaluated by flow cytofluometry (BD accuri C6). The Erythroblast sub-population
ProE, EryA, EryB and EryC were measured by Ter119, CD71 double staining and
Forward Scatter parameter (FSC) in cytofluorometry. * indicates a significant
difference of P <0.05, by unpaired t test (n=4 independent experiments).
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In parallel to FACS analysis, quantitative analysis of Giemsa stains were effectuated
in duplicate cultures, which revealed higher percentages of all erythroblast
populations; these effects were particularly more significant for ProE (p <0.01) and
EryC cells (p <0.01) (Figure 2.5).

Jl-f/ J‘\f/ wa/ Jl/

Figure 2.5 Histological confirmation of erythropoiesis by macrophages.

Lineage negative cells (2.5 x 10%) were cultured with or without 1.25 x10* BMDM in
fibronectin covered Labtek™ in erythrocyte differentiating medium without EPO
(IMDM 15% FBS, 1% BSA, 200 pg/mL holotransferrin, 10 pg/mL insulin, 100 pM
B-mercaptoethanol, 50 pg/mL, P/S). After 72h of culture, different erythroblast sub-
populations were evaluated by Giemsa staining. * and ** indicate a significant
difference of P <0.05, P <0.01 respectively by unpaired t test (n=4 independent
experiments).
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Next, a more qualitative analysis by confocal imaging was used, which confirmed
enhanced proliferation of Ter119+CD71" erythroid cells in close proximity to
macrophages (F4/80+ cells) (Figure 2.6), suggesting that direct contact between
erythroblasts and macrophages stimulates erythroid differentiation.

CcTL

BMDM

Figure 2.6 Confocal imaging confirmation of enhanced erythroid

differentiation by macrophages.

Lineage negative cells (2.5 x 10°) were cultured with or without 1.25 x 10* BMDM in
fibronectin covered Labtek™ in erythrocyte differentiating medium without EPO
(EDM: IMDM 15% FBS, 1% BSA, 200pg/mL holotransferrin, 10 pg/mL insulin, 100
uM B-mercaptoethanol, 50 pg/mL, P/S). After 72h of culture in fibronectin covered
Ibidi™ wells, cells were stained with DAPI, anti-Ter119.Alexa Fluor 488, and anti-
CD71-Alexa Fluor555 and F4/80 Alexa Fluor 647 antibodies.
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BMDM conditioned medium promotes proerythroblastic cell proliferation and
island formation but inhibits late stage erythropoiesis

The next objective in our study was to discern to which extent the pro-erythropoietic
function of BMDM depended on direct cell-to-cell contact. For this, BMDM were
cultured in EDM without EPO for 72 hours (1 million cells per mL) and supernatant
was recovered, centrifuged and directly used as culture medium for Lin™ cells. May-
Grunwald staining revealed promotion of erythroblastic islands (Supplementary

Figure 1) in well-containing BMDM-conditioned supernatant.

Although confocal imaging did not indicate major effects on Terl19" cells
(Figure 2.7), flow cytometry analysis indicated less Ter119" cell numbers (Figure 2.8
A, p <0.05) as well as lower numbers of EryB and EryC cells in wells with BMDM-
conditioned media, assigning inhibitory effects to macrophage-derived soluble

factors.

CTL

BMDM

Figure 2.7 Analysis of macrophage conditioned media effects on lineage

negative cells by confocal imaging.

Lin" (2 x 10° cells/mL) were cultured with either control or BMDM-conditioned
medium (IMDM 15% FBS, 1% BSA, 200 pg/mL holotransferin, 10 pg/mL insulin,
100 uM B-mercaptoethanol, 50pg/mL, P/S). After 72h of culture in fibronectin
covered Ibidi™ wells, cells were stained with DAPI, anti-Terl19-Alexa Fluor 488,
anti-CD71-Alexa Fluor555 and F4/80 Alexa Fluor 647 antibodies.
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Figure 2.8 BMDM conditioned media inhibits late stage erythroblasts.

Lineage negative cells (2 x 10° cells/mL) were cultured with either control or
BMDM-conditioned medium (IMDM 15% FBS, 1% BSA, 200 pg/mL holotransferin,
10pg/mL insulin, 100 pM B-mercaptoethanol, 50 pg/mL, P/S). After 72h of culture in
fibronectin covered Ibidi™ wells, the Erythroblast sub-population ProE, EryA, EryB
and EryC were measured by Ter119, CD71 double staining and Forward Scatter
parameter (FSC) in cytofluorometry. * and ** indicate a significant difference of P
<0.05, P <0.01 respectively by unpaired t test (n=5).
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BMDM conditioned medium enhances early stage erythroid differentiation in
non-adherent bone marrow cell suspensions

Considering the inhibitory effects of BMDM-conditioned medium on EryB and EryC
erythroid development from Lin™ cells, the impact of this conditioned media on cells
ongoing already erythroid differentiation was also investigated. For this, total bone
marrow cell suspensions were incubated overnight to remove adherent cells, and the
non-adherent cells were then cultured in the presence of BMDM supernatant. As
observed for Lin cell cultures, FACS analysis confirmed a decrease in Ter119" cells
in bone marrow non-adherent cells cultured with BMDM-conditioned medium
(Figure 2.9 A, C), which was concurrent with lower EryB cell numbers but also with
lower EryC cell numbers (Figure 2.9 D). A significant increase in the numbers of
ProE cell populations was also evidenced (Figure 2.9 B, D), whereas no significant

effect was measured on the EryA population (Figure 2.9 D).
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Figure 2.9 Macrophage conditioned medium stimulates the

proerythroblast stage in bone marrow suspensions.

Total bone marrow was incubated overnight in 100 mm petri dishes (40 x 10°
cells/petri) to remove adherent cells. Non-adherent bone marrow cells (4 x 10°
cells/rmL) were cultured with either control or macrophage conditioned medium
(IMDM 15% FBS, 1% BSA, 200 pg/mL holotransferin, 10 pg/mL insulin, 100 pM B-
mercaptoethanol, 50 pg/mL, P/S). After 72h, cells were analyzed by FACS with
Ter119, CD71 and 7AAD staining. * and ** indicate a significant difference of P
<0.05, P <0.01 respectively by unpaired t test (n=16 for control, n=17 for BMDM).

Confocal imaging revealed erythroblast islands in 72h non-adherent bone marrow cell

cultures in the presence of BMDM conditioned medium (Figure 2.10).
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Figure 2.10 Erythroid development and survival of bone marrow

precursors is enhanced by macrophage conditioned medium.

Total bone marrow was incubated overnight in 100mm petri dishes (40x10°
cells/petri) to remove adherent cells. Non-adherent bone marrow cells (4x10°
cellssrmL) were cultured with either control or macrophage conditioned medium
(IMDM 15% FBS, 1% BSA, 200 pg/mL holotransferin, 10 pg/mL insulin, 100uM 8-
mercaptoethanol, 50 pg/mL, P/S). After 72h culture in fibronectin covered Ibidi™
wells, cells were stained with DAPI, Terl19-Alexa Fluor 488, CD71 -Alexa Fluor555
and F4/80 Alexa Fluor 647 antibodies.

Altogether, the in vitro data indicate enhanced erythropoiesis when cell-to-cell
contact is provided between Lin ~ cells and BMDM in absence of exogenous EPO,
with particular stimulation of ProE, EryA and EryB. However, is cell-to-cell-contact
is not allowed, BMDM soluble factors inhibits the basal differentiation of Lin- cells
into EryB cells.
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In vivo depletion of macrophages with clodronate liposomes abrogates early
erythroblast formation in mouse bone marrow

With the aim of validating the relative contribution of macrophages on erythropoiesis
in vivo, mice were injected with Clodronate liposomes 7 days prior to sacrifice.
Clodronate has a very short half-life and does not cross the phospholipid bilayers of
liposomes or cell membranes. Encapsulation of Clodronate into anionic liposomes
targets it to phagocytes such as macrophages and cause apoptosis, thus permitting the
specific depletion of phagocytic cells (Rooijen & Hendrikx 2010) as confirmed by

our analysis of bone marrow cells (Figure 2.11).
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Figure 2.11 Clodronate significantly depletes bone marrow macrophages.

# F4/80+ cells (x10°)

Mice were treated with Clodronate liposomes (Clodronate) and PBS (control) 7 days
prior to sacrifice. Bone-marrow macrophages were identified with F4/80 and anti-
CDI11b antibody. ** and *** indicate a significant difference of P <0.01 and P
<0.001 respectively, by non-parametric student-t-test (n=8).
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As expected due to their known function in erythroblastic islands, bone marrow and
blood samples revealed 30.8% decreases in Ter119" cells in Clodronate-treated mice
(Figure 2.12, p <0.01).
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Figure 2.12 Bone marrow erythropoiesis is impaired in clodronate-treated
mice.

Mice were treated with Clodronate liposomes (Clodronate) and PBS (control) 7 days
prior to sacrifice. Bone-marrow EryA, EryB, EryC cells were measured by Terl19,
CD71 double staining and Forward Scatter parameter (FSC) by cytofluorometry. *,
** and *** indicate a significant difference of P <0.05, P <0.01 and P <0.001

respectively by non-parametric student-t-test (n=8).

Furthermore, detailed analysis of the erythroid subpopulations showed that early
stage erythroblasts were mostly affected by macrophage depletion: ProE cells were
35.5% lower (Figure 2.13 A, B), EryA were 46.38% lower and EryB showed 38.96%

decrease. Minor differences were found in EryC when comparing Clodronate and
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PBS treated mice (Figure 2.12 B, D). A colony forming unit assay was performed on
blood marrow to enumerate hematopoietic progenitor cells. Significantly lower
numbers of Burst-Forming units-Erythroid (BFU-E) colonies were counted after 8

days of culture in semi-solid EPO supplemented medium (Figure 2.13, p <0.05).
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Figure 2.13 Proerythroblasts are decreased in the bone marrow of

Clodronate-treated mice.

Mice were treated with Clodronate liposomes (Clodronate) and PBS (control) 7 days
prior to sacrifice. ProE cells were measured by Ter119, CD71 double staining and
Forward Scatter parameter (FSC) in cytofluorometry. BFU-E were counted by
MethoCult™ Colony-Forming Unit assay on methylcellulose. *, and *** indicate a
significant difference of P <0.05 and P <0.001 respectively by non-parametric
student-t-test (n=4 for BFU-E; n=8 for ProE).

Analysis of circulating blood cells indicated a significant drop in the percentages of

reticulocytes in clodronate liposomes-treated mice (Figure 2.14, p <0.05).
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Figure 2.14 Clodronate treatment causes a rapid decrease of circulating
reticulocytes.

Mice were treated with Clodronate liposomes (clodronate) and PBS (control) 7 days
prior to the sacrifice. Reticulocytes were measured by Ter119, CD71 double staining
and Forward Scatter parameter (FSC) in cytofluorometry. *** indicates a significant
difference of P <0.001 by non-parametric student-t-test (n==8).

Altogether, our data indicate administration of clodronate significantly depleted
macrophages, leading to rapid inhibition of erythropoiesis and drops in circulating
reticulocytes. Major inhibitory effects are observed for ProE, EryA and EryC cells,
corroborating the data, which suggest enhancement of these specific erythroid

populations when macrophages are present in in-vitro co-cultures with Lin" cells.
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BMDM do not express EPO

Considering the stimulatory effect induced by BMDM in the differentiation and
proliferation of early stage erythroblasts, which are responsive to EPO, we analyzed
if EPO was expressed or secreted by BMDM. Neither PCR (Supplementary Figure 4)
nor Western Blot analysis (Supplementary Figure 5) were able to confirm EPO
expression or production in BMDM lysates. EPO ELISA of BMDM supernatant was

also negative for EPO production (Data not shown).



Supplementary Figure 1. Macrophage conditioned medium stimulates

erythroblastic island formation.

Lineage negative cells (2 x 10° cells/mL) were cultured with either control (A) or
macrophage conditioned medium (B) without EPO (IMDM 15% FBS, 1% BSA, 200
pg/mL holotransferrin, 10 pg/mL insulin, 100 pM B-mercaptoethanol, 50 pg/mL,
P/S). After 72 hours of culture in fibronectin covered Labtek™ wells, cells were
stained with May-Griinwald.
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Supplementary Figure 2 : Liposomes do not target Ter119" cells.

DiD+ liposomes were administered intravenously | day before sacrifice and whole
bone marrow was stained with anti-Ter119-PE antibody and analyzed for DiD
positive staining.
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Supplementary Figure 3: Plasmatic EPO levels are not changed by

macrophage depletion after 7 days.

Mice were treated with Clodronate liposomes (Clodronate) and PBS (control) 7 days
prior to the sacrifice. Plasmatic EPO levels were measured by ELISA (n=8).
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Supplementary Figure 4: EPQO could not be detected by PCR in BMDM

lysates.

1. Kidney 2. L929 fibroblasts 3. BMDM 4. BMDM 5% 02 5. BMDM 5%02 Golgi-
stop (n=3). EPO appears at 166 bp in the kidney.
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Supplementary Figure 5: EPO is not detected by Western Blot in BMDM

lysates.

1. Recombinant EPO 2. Kidney lysate 3. BMDM 5 % O, treated with Golgi-stop 3.
1929 fibroblasts 4. BMDM 5. BMDM 5% O,. A: Primary antibody: Mouse anti-
EPO-biotin detected with secondary antibody: Streptavidin HRP. EPO is detected
around 37kDa. B: Secondary antibody Streptavidin HRP only, showing nonspecific
affinity to L929 proteins, confirming EPO is not produced by BMDM cells in A






CHAPITRE III

DISCUSSION

Knowing that macrophages are essential to erythropoiesis and that their long
term depletion causes anemia (Ramos, Casu, Gardenghi, et al. 2013a), the principal
objective of this study was to further characterize their pro-erythropoietic activity and
discriminate the erythroid stages affected with and without direct cell-to-cell
interaction with these cells. An in vitro model was established in which BMDM were
cultured in erythroid differentiation medium (EDM) for 72 hours to recover
conditioned media, or were cultured together with Lin negative cells as well as non-
adherent bone marrow cells to follow up erythroid cell differentiation. Liposome
encapsulated clodronate was also used to selectively eliminate phagocytic cells in
vivo, in order to assess the role of macrophages on erythroid differentiation. Based on
the current knowledge, we hypothesized that macrophages produce EPO or analogous
soluble factors, speculating that the plasmatic levels of EPO measured in macrophage
depleted mice represents a compensatory reaction from the kidney in response their

absence.

In order to distinguish the role of the macrophage in erythropoiesis, we tested
different in vitro models. We first differentiated Lin- cells in direct contact with
BMDM in the presence of various concentrations of EPO and analyzed these results
by cytofluorometry, confocal imagery and Giemsa staining, with direct cellular
counts of the various cell subpopulations and fluorescence measurements. Positive

impacts for macrophages in erythropoiesis were evidenced in conditions with and
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without EPO, which are in agreement with our working hypothesis. Lin- cells
cultured in presence of EPO significantly increased the differentiation of Ter119*
cells when co-cultured with BMDM, specifically promoting the early basophilic
erythroblasts and indicating a synergy between EPO and macrophages. Interestingly,
erythropoiesis was enhanced when BMDM were cultured together with Lin- cells
without exogenous EPO. Under these conditions, ProE and EryB cells were
significantly stimulated, and a trend towards more EryC cells was also noticed. These
results, corroborated by staining, confirm the ability of macrophages to promote

erythroid development in vitro when no exogenous EPO is added.

Confocal imaging provided an insight of physical interactions between
erythroblasts (Ter119"/CD71" cells) and macrophages (F4/80"), confirming that
direct contact between erythroblasts and macrophages takes place under our
experimental conditions without exogenous EPO Altogether, the data confirms that
macrophages promote erythropoiesis under these conditions, and that cell-to-cell

contact takes place during erythroblastic development.

We then focussed on the potential of macrophage-conditioned medium to
promote erythroid differentiation and thus discern whether soluble factors are
involved. BMDM were cultured for 72 hours in the EDM medium without EPO, and
Lin- cells were then cultured with this supernatant. Cytometry and confocal imagery
provided quantitative and qualitative analysis. We confirmed spontaneous formation
of erythroblastic islands from Lin" cells cultures by May Grunwald staining and
microscopy analysis (Supplementary Figure 1). Confocal imaging (Figure 4.8)
highlighted the appearance of large Terl19+ pro-erythroblasts, confirmed by FACS
analysis to be significantly increased by RMDM supernatant. Interestingly, the
overall yield in Ter119" cells decreased when macrophage conditioned medium was

used, probably concurrent with lower numbers of EryB cells; in addition very few
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EryC cells were detected. Thus in absence of direct cell-to-cell contact, BMDM

conditioned medium promotes ProE and EryA cells while decreasing EryB cells.

In addition to studying the effect of BMDM conditioned medium in erythroid
development with Lin" cells, we also investigated its impact on total non-adherent
bone marrow cells, as a strategy to reproduce the bone marrow environment. Bone
marrow cells were allowed to adhere overnight, and non-adherent cells were cultured
with BMDM conditioned media for 72 hours. Cells were then analyzed as previously
through cytometry and higher numbers of ProE were detected in wells cultured with
conditioned medium. Confocal imaging confirmed the appearance of distinct
erythroblastic islands with a central macrophage surrounded by erythroblasts at
different stages of differentiation. Altogether, our data indicates that macrophage-
derived soluble factors stimulate early erythroid development, but do not enhance the

late (EryC) stages.

Having shown that macrophages are able to promote erythropoiesis in culture
conditions without EPO, that rely partly on cell-to-cell contact throughout
erythroblastic development, and also promoting the differentiation of early stage
erythroblasts through soluble pro-erythropoietic factors, we investigated if these
stages were reciprocally affected in mice depleted of macrophages. To do so, female
Balb/c mice (4-6 weeks old) were injected with liposome-encapsulated clodronate, to
selectively eliminate macrophages. After 7 days, mice were sacrificed and the bone
marrow was analyzed by flow cytometry and semi-solid methylcellulose cultures.
The latter enables the identification of stages preceding ProE (BFU-E). The depletion
of macrophages through clodronate liposomes was shown to be effective, having a
strong negative impact on bone marrow erythoid populations in vivo. Ter119" cells
were significantly diminished in Clodronate injected mice one week after treatment,
and EryA and EryB were also significantly reduced both in number and percentages.

Interestingly, there was not a significant effect on the most differentiated EryC stages.
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ProE percentages and numbers were also significantly decreased, as well as the less
differentiated BFU-E colonies. Importantly, blood reticulocytes (Terl19+/CD71+
cells) also decreased significantly. To exclude the possibility of direct interaction of
Clodronate liposomes with erythroid cells, we assessed the fluorescence of bone
marrow cells in mice, after administration of DiD loaded liposomes. Less than 1.6%
Ter119+/DiD+ cells were detected in the bone marrow (Supplementary Figure 2).
These results indicate that the absence of macrophages in the bone marrow induces a
potent and rapid inhibitory effect in erythropoiesis, most importantly on early
erythroblasts stages (ProE and EryA). It is important to underline that contrary to
Ramos et al. (2013), plasmatic EPO levels did not increase in mice depleted of
macrophages (Supplementary Figure 3). However, their data came from mice treated
for 7 consecutive weeks with Clodronate while our mice were depleted of
macrophages only for 1 week. Our interpretation of these results is that short-term
depletion of macrophages is insufficient in inducing a systemic EPO response by the
kidney. However, these results also indicate that short-term absence of macrophages
severely affects erythropoiesis in the bone marrow. Hence, taken together, these
results suggest that basal levels of EPO are not sufficient to support steady-state
erythropoiesis if macrophages are depleted. We speculate that macrophages may
sustain erythropoiesis through mechanisms partially independent of EPO, but that
EPO may stimulate macrophages and amplify their pro-erythropoietic responses

including sustainment of steady-state erythropoiesis.

The in vivo and in vitro data leads to assume that soluble factors mediate
macrophage-dependent proliferation of ProE. Since these early stages are those with
higher expression of the EPO receptor, we investigated whether the BMDM used
expressed or secreted EPO. PCR was performed on BMDM in hypoxic and normoxic
condition and no expression was detected (Supplementary Figure 4). Western Blot
was also performed on BMDM under hypoxic and normoxic conditions with and

without Golgi transport blockers without any conclusive EPO expression
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(Supplementary Figure 5). Finally, an EPO ELISA was performed on BMDM
conditioned supernatant (both normal and concentrated) without any EPO reactivity
detected above basal background noise. These results suggest that macrophages exert
their pro-erythroblastic actions through an EPO-independent signalling pathway. This
is rather intriguing, considering that erythropoiesis is a process entirely dependent on
EPO. It is undeniable that EPO is an important player in erythroid cell development
but the interactions between all players in the erythroblastic island and in the larger

bone marrow medullary are much more complex (see review of de Back et al. 2014).

CFU-E do not need direct interaction with accessory cells but require IGF-1 to
complete erythroid development (Sawada et al. 1989), and macrophages have been
shown to produce IGF-1 in response to CD44 engagement by hyaluronate (Noble et
al. 1993). We used fibronectin in our erythroblastic cell culture to promote adherence
and mimic intraosseous cell interaction conditions (Shuga et al. 2007), and it can
engage CD44 and stimulate local production of IGF-1. It is also interesting to note
that BFU-E produce EPO in vitro when cultured with EPO containing medium
(Stopka et al. 1998), which may directly increase ProE but not CFU-E differentiation.
As such it is possible that the early stage pro-erythropoietic activity measured with
BMDM conditioned media is mediated through fibronectin-CD44 coupling, thus
inducing IGF-1 production by macrophages and consequently directly stimulating
BFU-E proliferation and differentiation into ProE. This may also explain the

significant decrease in BFU-E associated with short-term macrophage depletion.

We propose that the long held view of erythropoiesis regulated exclusively by
kidney EPO, whereby macrophages are only useful for iron exchange and nucleus
phagocytosis is outdated. It is clear that many regulatory pathways exist within the
erythroblastic island, which exists in the context of a specialized environment
provided by the bone marrow, composed of differentiating cells, cytokines and cell-

adhesion molecules. Steady state plasmatic EPO levels are low but are enough to
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promote in situ production of EPO while high levels of EPO are indicative of stress
erythropoiesis. Erythroblasts seem to have both pro and anti-erythropoietic self-
regulating mechanisms, and macrophages may act as supervisor cells, regulating
erythropoiesis through soluble and direct cell-to cell mechanisms in turn influenced
by various regulatory feedback loops. As a conclusion, the in vitro and in vivo data
obtained in this study further underscore the requirement of macrophages for
sustainment of steady state erythropoiesis, and that their intervention in homeostatic
erythropoiesis is functional under low EPO levels. The latter is sufficient to generate
positive interaction loops that promote and maintain adequate EPO levels within the

islands, sustained by interactions between macrophages and erythroblasts



CHAPITRE IV

DISCUSSION

Sachant que les macrophages sont essentiels a I’érythropoiése et que leur
déplétion a long terme cause une anémie qui déclenche la production rénale d’EPO
(Ramos, Casu, Gardenghi, et al. 2013a), 1’objectif principal de cette étude était de
caractériser I’activité pro-érythropoiétique des macrophages sur les différents stades
de développement érythrocytaire avec ou sans contact cellulaire direct avec les
précurseurs en différentiation. Ainsi, un modéle in vitro a été établi avec des BMDM
en culture dans du milieu de différentiation érythrocytaire (EDM) pendant 72 heures
afin de récupérer le surnageant, ou en culture directe BMDM-cellules Lin = ou de
cellules non adhérentes de la moelle osseuse, afin de suivre la différentiation
érythrocytaire. L’imagerie confocale, ’analyse par cytométrie et la coloration May-
Griinwald-Giemsa ont ét€ utilisées pour identifier et mesurer I’effet des BMDM ou de
leur milieu conditionné sur la différentiation des sous-populations érythrocytaires.
Des liposomes de Clodronate ont aussi étés utilisés pour sélectivement éliminer les
cellules phagocytaires in vivo, afin d’évaluer le rdle des macrophages sur la
différentiation érythrocytaire. En se basant sur les connaissances actuelles, nous
émettons I’hypothése que les macrophages sont capable de produire de I’EPO ou un
facteur analogue soluble et que la hausse du niveau plasmatique d’EPO est une
réaction compensatoire du rein en réponse a une perte de I’érythropoiése

macrophage-dépendant.
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Afin de bien différencier le réle des macrophages pendant I’érythropoiése,
nous avons testés plusieurs modéles in vitro. Nous avons premiérement différencié
des cellules Lin ~ en contact directe avec des BMDM a différentes concentrations
d’EPO, et avons analysé ces résultats par cytofluorométrie, par imagerie confocale et
par coloration Giemsa, avec des comptes cellulaires des différentes sous-populations
cellulaires et de niveaux de fluorescence. La stimulation de I’érythropoiése par les
macrophages a été mis en évidence dans des conditions avec et sans EPO, ce qui est
en accord avec notre hypothése. Les cellules Lin- mises en culture en présence d’EPO
se différencient davantage en cellules Ter1 19" lorsqu’elles sont mises en culture avec
des BMDM. Cette condition stimule spécifiquement les érythroblastes basophiles
précoces, ce qui indique une synergie entre I’EPO et les macrophages. Fait
intéressant, I’érythropoiése est augmentée lorsque les BMDM sont mis en culture
avec les cellules Lin™ en absence d’EPO. Ces résultats confirment la capacité des
macrophages a stimuler le développement érythrocytaire in vitro sans ajout d’EPO

exogéne.

L’imagerie confocale a donné un apergu des interactions physiques entre
érythroblastes (cellules Ter119°/CD71%) et les macrophages (F4/80"), confirmant
ainsi que le contact direct entre érythroblastes et macrophages a lieu dans nos
conditions expérimentales en absence d’EPO. Tout compte fait, les résultats
confirment que les macrophages peuvent stimuler I’érythropoiése a travers des
mécanismes indépendants & I’EPO, et que les interactions cellulaires sont présentes

pendant le développement érythrocytaire.

Nous nous sommes ensuite attardé sur le potentiel pro-érythropoiétique du
surnageant conditionné par les macrophages, afin d’€lucider si des facteurs solubles
sont impliqués. Les BMDM ont étés mis en culture pendant 72 heures dans du milieu
EDM sans EPO et des cellules Lin™ ont ensuite étés mis en culture avec ce surnageant

(sans contact avec BMDM). L’imagerie confocale et la cytométrie ont permis une
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analyse quantitative et qualitative. Nous avons confirmé la formation spontanée
d’ilots érythroblastiques par coloration May-Griinwald et par analyse microscopique
(figure supplémentaire 1). L’imagerie confocale (Figure 4.8) a mis en évidence
’apparition de grandes cellules proérythroblastes Ter119+ retrouvées en nombre
significativement plus élevé en présence de surnageant BMDM, confirmé par analyse
FACS. Fait intéressant, la quantité totale de cellules Ter119" a diminuée lorsque le
surnageant de BMDM était utilisé, probablement causé par la baisse de cellules EryB.
De plus, treés peu de cellules EryC ont étés détectées. Ainsi, en absence d’interaction
cellulaire directe, le surnageant de BMDM promeut les ProE et les cellules EryA tout

en diminuant la quantité de cellules EryB.

En plus d’étudier I’effet du milieu conditionné BMDM dans la différenciation
érythrocytaire des cellules Lin™ nous avons aussi investigué son impact sur les cellules
totales et non adhérentes de la moelle osseuse, afin d’essayer de reproduire le milieu
complexe intra-osseux. Les cellules de la moelle osseuse ont été mises a adhérer pour
la nuit et les cellules non adhérentes récupérés et mises en culture avec le milieu
conditionné BMDM pendant 72 heures. Les cellules ont ensuite été analysées comme
auparavant par cytométrie et des nombres plus €levés de ProE ont étés détecté€s dans
les conditions de milieu BMDM. L’analyse confocale a confirmé aussi I’apparence
d’ilots érythroblastiques distinct avec un macrophage centrale entouré
d’érythroblastes a différent stade de différenciation. Tous ensemble, nos résultats
démontrent que des facteurs solubles dérivés des macrophages stimulent le
développement des stades précoces érythrocytaires, mais ne promeut pas les stades
tardifs (EryC).

Ayant démontré que les macrophages sont capables de promouvoir
I’érythropoiése a travers des mécanismes apparemment indépendants a I’'EPO et
partiellement dépendant sur le contact direct cellulaire, et qu’ils promeuvent la

différentiation des stades érythroblastiques précoces a travers des facteurs solubles,
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nous avons investigué si ces stades étaient également affectés par la déplétion in vivo
des macrophages. Pour ce faire, nous avons injecté des liposomes de Clodronate dans
des souris femelles Balb/c (4-6 semaines d’4ge) afin de sélectivement éliminer les
macrophages. Aprés 7 jours, les souris ont étés sacrifiés et la moelle osseuse a été
analysé par cytofluorométrie et par culture sur de la méthylcellulose semi-solide. Ce
dernier permet ’identification des stades précédant les ProE (BFU-E). La déplétion
des macrophages via les liposomes de Clodronate a été trés efficace et a eu un fort
impact négatif sur les populations érythrocytaires dans la moelle osseuse. Les
cellules Ter119" ont étés significativement diminuées dans les souris injectées au
Clodronate. Les EryA et EryB étaient également réduites en nombre et en
pourcentage. I1 est intéressant de noter qu’il n’y a pas eu de baisse significative sur le
stade EryC le plus différentié. Les pourcentages et nombres de ProE ont
drastiquement diminués, ainsi que les colonies moins différenciées de BFU-E. 1l est
important de noter que les réticulocytes (Terl19°/CD71") ont aussi été
significativement diminués. Afin d’exclure la possibilité d’une interaction directe des
liposomes de Clodronate avec les cellules érythrocytaires, des liposomes de DiD
fluorescent ont étés injectés chez les souris, et moins de 1.6% de

cellules Terl 19+/DiD+ ont été détectées (Figure supplémentaire 2).

Ces résultats indiquent que I’absence des macrophages dans la moelle osseuse
induit un effet inhibitoire puissant et rapide sur I’érythropoiése, surtout sur les stades
érythroblastes précoces (ProE et EryA). Il est important de souligner que
contrairement 4 Ramos et al., les niveaux plasmatiques d’EPO n’étaient pas
augmentés chez les souris traitées au Clodronate (Figure supplémentaire 3).
Cependant, leurs résultats proviennent de souris traitées pendant 7 semaines
consécutives avec du Clodronate. Nous interprétons que ces résultats indiquent que la
déplétion a court terme des macrophages n’est pas suffisante pour induire une
réponse systémique d’induction d’EPO par le rein. Cependant, ces résultats

démontrent également que I’absence a court terme des macrophages affecte
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négativement I’érythropoiése dans la moelle osseuse. Cela suggére aussi que les taux
d’EPO basaux ne sont pas suffisants pour soutenir I’érythropoiése homéostatique en
absence de macrophage. Nous spéculons que les macrophages peuvent soutenir
I’érythropoiése grice a des mécanismes partiellement dépendant sur I’EPO mais que
I’EPO peut stimuler les macrophages et amplifier leur réponse pro-érythropoiétique
incluant le soutien de I’érythropoiése homéostatique. Ainsi, les hauts niveaux d’EPO

plasmatique sont indicatifs d’érythropoiése de stress majeure.

Les résultats in vivo et in vitro nous laissent croire qu’un facteur soluble est
responsable de la prolifération dépendante des macrophages des ProE. Puisque ces
stades précoces sont ceux ayant le plus d’expression du récepteur a ’EPO, nous
avons investigué si les BMDM expriment ou secrétent de I’EPO. La technique PCR a
été effectuée sur des lysats de BMDM mis en culture sous des conditions
normoxiques et hypoxiques sans que I’expression d’EPO soit détectée (figure
supplémentaire 4). Un Western Blot a aussi été effectué sur les lysats de BMDM
hypoxique et normoxique avec et sans bloqueur de transporteur de golgi sans qu’il y
ait une expression concluante d’EPO (figure supplémentaire 5). Finalement une
ELISA EPO a été effectué sur le surnageant de BMDM (normal et concentré) sans
qu’il y ait une réactivité au-dessus du niveau basal de bruit de fond. Ces résultats
suggérent que les macrophages exercent leur activité pro-érythropoiétiques a travers
une voie de signalisation EPO-indépendante. Ceci est particuliérement intriguant
considérant que I’érythropoiése est un procédé entierement dépendant de I’EPO. Il est
indéniable que I’EPO est un facteur important dans le développement des cellules
érythrocytaires, mais les interactions intercellulaires dans [’ilot érythroblastique et
dans la zone élargie de la matrice médullaire intra-osseux sont beaucoup plus

complexes (voir la revue de Back et al. 2014).

Il est connu que les CFU-E n’ont pas besoin d’interaction cellulaire mais

d’IGF-1 afin de compléter le développement érythrocytaire (Sawada et al. 1989). Il a
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été¢ démontré que les macrophages produisent du IGF-1 et du TNF— o en réponse a
la liaison du CD44 par le hyaluronate (Noble et al. 1993). Le CD44 est une
molécule adhésion de surface impliquée dans l'interaction cellule-cellule et
cellule-matrice, exprimés de maniére omniprésente dans la moelle osseuse. Le
CD44 a comme ligand 'osteopontin, la serglycerine, les collagénes, la laminine et
la fibronectine (Goodison et al. 1999). Nous avons utilisé la fibronectine dans la
culture des cellules érythroblastiques afin de promouvoir l'adhérence et
reproduire les interactions cellulaires dans la moelle osseuse (Shuga et al
2007). Il a été rapporté que la génération de BFU-E et CFU-E ne requiert pas
d’EPO ou de récepteur a I'EPO, cependant ceci requiert plus d'études puisque
cette information est contradictoire (Wu et al. 1995). Il est intéressant de noter
cependant, que les BFU-E produisent de I'EPO in vitro quand il sont mis en
culture avec du milieu en présence d’EPO (Stopka et al. 1998), ce qui pourrait
directement augmenter les ProE, mais pas la différentiation des CFU-E. Ainsi il
est possible que 'activité pro-érythropoiétique du surnageant de BMDM observé
chez les stades érythrocytaires précoces soit du a une liaison de la fibronectine
au CD44, induisant ainsi une production de IGF-1 par les macrophages et
permettant la prolifération des BFU-E en ProE. Ceci pourrait aussi expliquer la

diminution importante de BFU-E associé a la déplétion des macrophages.

Les ProE représentent un lien entre les CFU-E ayant une définition
fonctionnelle et les érythroblastes ayant une définition morphologique (EryA a
EryC). Il est également intéressant de noter que les ProE sont auto-rencuvelants
(Koury 2011). Cet autorenouvélement peut se produire grice a une activité
autocrine dépendante de Gas6 et de 'EPO. Les ProE sont les premiéres cellules a
répondre a I'EPO. Ceci induit la production du Growth Arrest-specific gene 6
(Gas6) par les érythroblastes, ce qui accroit la signalisation du récepteur a I'EPO

en activant la voie serine-thréonine kinase Akt (Angelillo-Scherrer et al. 2008).
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De plus, Gas6 joue un rdle dans la survie cellulaire (Goruppi et al. 1996), la
clairance des cellules apoptotiques (Linger et al. 2008) et il a été démontré
qu’elle est produite par les macrophages dans les tumeurs, causant la croissance
et des métastases (Sica 2010). De maniére plus intéressante, Gas6 inhibe le
relichement de cytokines anti-érythropoiétiques par les macrophages (IL-10,
IL-13, IL-1, IL-1B et TNF-) régulant ainsi 1’érythropoiése a travers une boucle de
rétroaction (Angelillo-Scherrer et al. 2008). Ceci suggere que les cellules ProE jouent
un role majeur dans I’amplification et la régulation de la signalisation EPO &
I’intérieur de I’ilot érythroblastiques. Les ProE ont aussi un réle de croissance en
produisant du Vascular Endothelial Growth Factor (VEGF) et du Placental Growth
Factor (PIGF), qui se lient au récepteur VEGF1 présente sur les macrophages et les

cellules endothéliales (Tordjman et al. 2001).

Nos résultats démontrent que le surnageant conditionné par les BMDM
diminue de fagon significative les EryB et EryC et que la déplétion in vivo de
macrophages n’affecte pas significativement les populations de EryC dans la moelle
osseuse. Dans ce contexte, il est possible d’expliquer cette réponse par une expression
de TNF— «, causé par une interaction entre la fibronectine et le CD44 a la
surface du macrophage (Noble et al. 1993). Ceci concorde bien avec les
connaissances actuelles que les populations d’érythroblastes sont directement
inhibées par le TNF- (Dai et al. 2003; De Maria, Zeuner, et al. 1999).
Considérant que I'EPO inhibe directement le TNF-« et induit un phénotype
tolérant chez les macrophages (Luo et al. 2016), 'absence d’EPO dans notre
milieu semble incapable de renverser cette action inhibitrice. De plus, en cas de
niveaux d’EPO abaissé, le réle de régulation négatif des macrophages semble
promouvoir I'idée d’'un environnement érythroblastique complexe régulé par

des boucles de régulation autocrine et rétroactive.
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Une autre cytokine régulatrice produite par les macrophages et les
cellules de 1a moelle osseuse retrouvée dans l'ilot érythroblastique est le TGF- f3,
qui agit comme inhibiteur paradoxal de la prolifération érythroblastique en
arrétant la prolifération et en accélérant la différentiation (Zermati et al. 2000).
La superfamille des cytokines TNF régule a la hausse I'lFN-y, qui agit de plusieurs
maniéres a inhiber I’érythropoiése (Felli et al. 2005). Premiérement, il peut
directement inhiber la croissance des CFU-E, et cette action est bloquée par des
hautes concentrations d’EPO (Dallalio et al. 1999). Deuxiémement, il peut inhiber la
production d’IGF-1 par les macrophages (Arkins et al. 1995). Finalement, I’IFN-y
induit le TNF-related Apoptosis-Inducing Ligand (TRAIL) par les macrophages
(Zamai et al. 2000). Le TRAIL a I’habilité unique d’induire I’apoptose dans les
cellules hématopoiétiques et est exprimé chez les érythroblastes tardifs (Secchiero et
al. 2004). Plusieurs des cytokines mentionnées précédemment sont produites par les
macrophages lorsqu’ils sont classiquement activés (Davis et al. 2013). Ainsi, il est
possible qu’en absence d’EPO, les macrophages ne puissent pas supporter
I’érythropoiése tardive puisque leur sécrétion de cytokines pro-inflammatoire est
exacerbée. Cette hypothése est soutenue par le fait que la signalisation de I’EPO chez
les macrophages induit un phénotype tolérant (Luo et al. 2016). Ceci démontre encore
le réle des macrophages comme étant des amplificateurs ou des régulateurs de

I’érythropoié¢se homéostatique en réponse au niveau d’EPO basal.

Contrairement a la littérature, nous n’avons pas été en mesure de compléter la
différentiation des ProE en EryC in vitro en absence d’EPO. Cependant, nous ne
pouvons pas ignorer la possibilité que I’EPO est produite par les macrophages dans
notre systéme de culture in vitro, considérant que nous avons démontré une absence
de production dans des cultures de BMDM isol€ et non pas chez les BMDM présent
dans la culture des HSC. Cette spéculation est poussée par le fait qu’un article récent
démontre que les cellules apoptotiques relache un signal « trouve-moi» appelé

sphingosine 1 phosphate (SI1P), qui se lie au SIPR1 sur les macrophages et induit la
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signalisation HIF et I’expression d’EPO chez les macrophages (Luo et al. 2016).
L’EPO agit de maniére autocrine sur les macrophages, augmentant I’expression du
récepteur a ’EPO & leur surface et stimulant I’enlévement des cellules apoptotiques
par la régulation a la hausse de PPARYy via la cascade JAK2-ERK-C/EBP8 (Luo et al.
2016). Il a aussi été démontrer que le S1P renverse I’inhibition de la prolifération des
BFU-E par la céramide, un messager secondaire produit par I’hydrolyse de la
sphingomyéline (Dallalio et al. 1999), créant ainsi une autre boucle de rétroaction.
L’interaction entre la céramide et le S1P stimule 1’acclimatation & I’hypoxie (Chawla
et al. 2014) et est impliquées dans la migration et la maintenance des cellules
hématopoiétiques via la fonction CXCR4 (Kimura et al. 2004). En conclusion, une
voie régulatrice pourrait s’établir a travers laquelle la production de SIP par les
cellules apoptotiques (incapable de compléter la différentiation érythroblastique)
induit 'expression d’EPO et d’EPO-R dans les macrophages. L’expression de
CXCR4 due au SIP et la sortic des HPC vers les sites extramédullaires
d’érythropoitse pourraient agir comme une réponse d’érythropoiése bona fide avant
d’induire une réponse systémique du rein. Cette supposition se range bien avec la
pathologie de la B— thalassémie, dans laquelle I’érythropoiése est inefficace due a
une synthése incompléte de ’hémoglobine (Marengo-Rowe 2007). La maladie est
caractérisée par un grand nombre de proérythroblastes et de faibles nombres
d’érythroblastes tardifs, et une apoptose accrue (Marengo-Rowe 2007). L’apoptose
pourrait causer le relichement de grandes quantités de SIP, promouvant ainsi la
production d’EPO par les macrophages, qui en suite cause la prolifération des ProE et
la différentiation en érythroblastes tardifs incompétents tombant en apoptose, créant
ainsi une boucle vicieuse caractéristique de la B-thalassémie. Cette hypothése est
supportée par le fait que la déplétion des macrophages in vivo inverse la 6-

thalassémie (Ramos, Casu, Gardenghi, et al. 2013a).
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Une autre boucle de rétroaction implique I’interaction Fas-FasL. Fas est
exprimé par les stades érythroblastiques précoces, mais pas sur les cellules EryC. Ces
derniers expriment le ligand Fas. La liaison croisée de Fas ainsi que I’interaction Fas-
FasL induite I’apoptose des érythroblastes précoces (De Maria, Testa, et al. 1999) et
ce mécanisme agit comme voie intrinséque de régulation négative afin de prévenir la
prolifération excessive. Cette voie est inhibée par des hauts niveau d’EPO (De Maria,
Testa, et al. 1999), et les niveaux d’EPO sont régulés par |’apoptose des
érythroblastes, ajoutant ainsi un autre niveau d’autorégulation a I’intérieur de I’ilot

érythroblastique.

En conclusion, nous proposons que la vision classique de I’érythropoiése étant
un processus régulé par I’EPO rénale ou les macrophages n’ont qu’un rdle d’échange
de fer et de phagocytose des noyaux extrudés soit longuement périmée. Il est clair
que plusieurs voies de régulation existent (voir Figure 4.1) a I’intérieur de I’ilot
érythroblastique, qui existe dans le contexte d’un environnement spécialisé fourni par
la moelle osseuse, composé de cellules en différentiation, des cytokines sécrétées et
des molécules d’adhésion cellulaires. Les niveaux d’EPO plasmatique homéostatique
sont bas, mais sont assez €levés afin de promouvoir la production d’EPO in situ
tandis que des niveaux élevés d’EPO sont indicatifs d’une érythropoiese de stress.
Les érythroblastes semblent avoir des mécanismes autorégulateurs pro et anti-
erythropoiétiques et les macrophages peuvent agir en tant que cellules superviseur,
régulant I’érythropoiése a travers des mécanismes solubles et de contacts cellulaires

directs, qui sont a leur tour régulés par différentes boucles de rétroaction.

La Figure 4.1 résume les interactions possibles entre le macrophage central et

des composants du microenvironnement des ilots érythrablastiques.
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/Immune Tolerance
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Figure 4.1 Interactions pouvant soutenir la production locale d’EPO dans le

microenvironnement des ilots érythroblastiques en condition homéostatique.

Schéma proposé par by Christopher Warburton and redésigné par Lisa Vander
Plaetse. 1. Le développement érythrocytaire débute par les BFU-E génératrices des
colonies plus petites (CFU-E) qui produisent des proérythroblastes (ProE). Ces
deniers, avec les érythroblastes basophilies précoces (EryA) et tardifs (EryB)
répondent 4 I’EPO, qui confere des effets anti-apoptotiques. 2. La production locale
d’EPO par le macrophage central peut étre stimulée par le S1P issu des cellules
apoptotiques. Les érythroblastes en développement plus avancé. (EryC) expriment le
ligand FasL, qui peut interagir et induire ’apoptose des ProE, EryA e EryC exprimant
Fas. 3. Les interactions entre la fibronectine et CD44 stimulent les BFU-E et les
CFU-E via ’IGF1 secrété par le macrophage central. La production de Gas6 par les
ProE peut augmenter davantage la signalisation par I’EPO et stimuler leur
autorenouvélement. Ce modéle représente une version simplifiée des interactions qui
sont mieux détaillées dans la discussion.
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Comme conclusion finale, nos résultats in vitro et in vivo indiquent que les
macrophages sont essentiels pour le support de I’érythropoiése homéostatique et que
leur fonction ne requiert que des faibles concentrations d’EPO. Ce demier est
suffisant pour générer des boucles d’interaction positive qui promeut et maintien des
niveaux d’EPO adéquats & I’'intérieur de I’ilot, soutenu par des interactions entre

macrophages et érythroblastes.



CHAPITRE V

CONCLUSION

Nous avons démontré ici que les macrophages sont capable d’agir en synergie avec
I’EPO afin d’augmenter I’érythropoiése a partir de cellules souches érythroblastiques.
IIs sont également capables d’induire une érythropoigse compléte en absence d’EPO
exogéne. De plus en absence d’EPO et de contact direct avec les érythroblastes, les
macrophages induisent une prolifération des stades précurseurs érythrocytaires tout
en inhibant les stades tardifs. La déplétion des macrophages in vivo cause un
écroulement complet de 1’érythropoiése dans la moelle osseuse, et ce sans affecter la
production d’EPO plasmatique par les reins. Nous n’avons pas €té en mesure de
montrer ’expression ou la production d’EPO par les macrophages. Les macrophages
agissent donc comme régulateurs et amplificateurs du signal pro-erythropoiétiques de
I’EPO. IIs le font de maniére partiellement EPO-indépendante et sont également

capable réguler I’érythropoigse.

En conclusion, nous proposons que la vision classique de I’érythropoiése
agissant via la voie spécifique d’EPO et o les macrophages agissent comme cellules
phagocytaires des noyaux et comme source de fer n’est plus a date. Il est clair que
plusieurs voies régulatrices existent a I’intérieur de I’ilot érythroblastique, qui est lui-
méme a Pintérieur des tissus spécialisé de la moelle osseuse ol se cotoient différentes
cellules en différentiation, des cytokines solubles et des molécules d’adhésions
cellulaires. Les niveaux circulant d’EPO plasmatique en conditions homéostatiques

sont bas mais cela est assez pour promouvoir la production in situ d’EPO tandis que
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des niveaux élevés d’EPO circulant est indicatifs d’érythropoiése de stress. Les
érythroblastes semblent étre capables d’avoir des fonctions pro — et anti-
érythropoiétiques et les macrophages peuvent agir en tant que cellules superviseurs
qui régulent I’érythropoiése a travers des contacts directs avec les cellules ou des
facteurs solubles. Toutes ses interactions sont & leur tour régulé par des boucles de
rétroaction afin d’assurer une régulation étroite de la production de 200 milliards de

globules rouges par jour.



CHAPITRE VI

PERSPECTIVES

Afin de confirmer les conclusions de la présente étude, plusieurs perspectives de

recherches sont possibles.

Premiérement, I’hypothése de la boucle d’activation via I’apoptose-S1P est a vérifier.
Il serait possible de pré-conditionner les macrophages avec de la S1P avant de les
introduire dans le modéle in vitro établi. Ainsi les macrophages conditionnés
devraient produire d’avantage d’EPO et stimuler la production de globules rouges.
Afin de confirmer ceci, une PCR et un Western Blot pourraient étre effectué sur les
macrophages conditionnés afin de déceler la production d’EPO. Il serait également
possible de confirmer cette voie de signalisation en introduisant des anticorps

neutralisant de la S1P dans le modéle in vitro.

Une autre voie de signalisation de I’érythropoiése est I’interaction FAS-FASL. Dans
ce cas-ci, un anticorps neutralisant anti-FASL introduit dans le modéle in vitro

permettrait de mesurer I’importance de cette signalisation dans 1’érythropoiése.

Enfin, ’effet d’inhibition de I’érythropoiése tardif observé en présence des
macrophages pourrait étre du a la sécrétion de TNF-. L'effet pro-érythropoiétique
précoce pourrait étre attribué a la production d’IGF1. Dans les deux cas, il serait
important de tester le milieu conditionné par les macrophages et les lysats de
macrophages pour déceler les le TNF-« et I'IGF1 afin de valider le modéle

produit ci-dessus.
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The anemia and inflammation concurrent with blood stage malaria trigger stress haematopoiesis and erythropoiesis. The activity
of osteoclasts scems required for the mobilization of hematopoietic stem and progenitor cells (HSPC) from the bone marrow to
the periphery. Knowing that BALB/c mice with acute Plasmodium chabaudi adami malaria have profound alterations in bone
remodelling cells, we evaluated the extent to which osteoclasts influence their hematopoietic response to infection. For this, mice
were treated with osteoclast inhibiting hormone calcitonin prior to parasite inoculation, and infection as well as hematological
parameters was studied. In agreement with osteoclast-dependent HSPC mobilization, administration of calcitonin led to milder
splenomegaly, reduced numbers of HSPC in the spleen, and their retention in the bone marrow. Although C-terminal telopeptide
(CTX) levels, indicative of bone resorption, were lower in calcitonin-treated infected mice, they remained comparable in naive
and control infected mice. Calcitonin-treated infected mice conveniently responded to anemia but generated less numbers of
splenic macrophages and suffered from exacerbated infection; interestingly; calcitonin also decreased the number of macrophages
generated in vitro. Globally, our results indicate that although osteoclast-dependent HSC mobilization from bone marrow to spleen

is triggered in murine blood stage malaria, this activity is not essential for stress erythropoiesis.

1. Introduction

Quiescent hematopoietic stem cells (HSCs) reside in the bone
marrow (BM) near the endosteum, in specific microenviron-
ments called endosteal niches [1-3]. Low numbers of HSCs
leave the BM and enter the blood stream in steady state
conditions [4, 5], thereafter establishing in extramedullary
sites of hematopoiesis like the spleen and liver, or returning
to the BM [6, 7]. Recent studies involve bone resorbing
osteoclasts in the homeostasis and mobilization of HSC
and hematopoietic progenitor cells (HSPC) in conditions of
stress, although this function remains controversial [8-11].
Indeed, stimulation of osteoclasts activity by Receptor Acti-
vator of Nuclear Factor Kappa-B Ligand (RANKL) increases
HSPC mobilization through secretion of cathepsin K, which
cleaves c-Kit-ligand and Stromal Cell-Derived Factor 1 (SDF-
1), required for maintenance of endosteal niches. Phlebotomy
or lipopolysaccharide (LPS) injection, two models of phys-
iological stress, also increase osteoclastogenesis and trigger

HSPC egression. Furthermore, the osteoclast inhibiting hor-
mone calcitonin was reported to decrease HSPC mobilization
in response to LPS injection [11]. However, contradictory
evidences demonstrate that inhibition of osteoclast activity
by bisphosphonate does not impair HSPC mobilization in
response to Granulocyte-Colony Stimulating Factor (G-CSF)
treatment [1, 10], suggesting that osteoclasts may only inter-
vene in certain types of hematopoietic stresses.

Mobilization of HSPC is triggered by viral, bacterial, and
Plasmodium infection {12-16], as well as by phenylhydrazine-
(PHZ-) induced anemia in mice [17-19], but the contribution
of osteoclasts in these responses has not been yet charac-
terized. Blood stage malaria causes systemic inflammation
and acute hemolylic anemia in mice [20], which are events
that trigger stress hematopoiesis to generate phagocytic
cells involved in parasite clearance and new erythrocytes to
cope with anemia [21-24]. In murine malaria models, stress
hematopoiesis associates with egression of HSPC from the
BM to spleen, which becomes the major site of erythropoiesis



[25, 26] and myelopoiesis [27, 28]. This mobilization is
indirectly involved in the development of splenomegaly (16,
29] and extramedullary myelopoiesis [16], which are required
in the resolution of acute parasitemia, through removal of
parasitized red blood cells (pPRBCs) by splenic macrophages
[30-32].

Werecently reported profound alterations in bone remod-
elling in mice with malarial or PHZ-induced hemolytic ane-
mia [33], characterized by decreased bone formation, reduced
osteoclastogenesis, and balance resulting in bone mass loss.
Knowing these alterations, the contribution of osteoclasts
in HSPC egression, stress erythropoiesis, and resolution of
Plasmodium chabaudi adami DK infection was investigated
in calcitonin-treated mice. Calcitonin is a peptide hormone
known to inhibit osteoclasts bone resorption and osteoclast
differentiation [34-36]). Our data indicate that calcitonin
causes a significant drop in the basal activity of osteoclasts
and partially interferes with the egression of HSPC from BM
to spleen in blood stage malaria. However, the development of
splenic stress erythropoiesis is not affected by this treatment.
Unexpectedly, treatment with calcitonin exacerbates para-
sitemia in vivo and interferes with macrophage differentiation
and proliferation in vivo and in vitro.

2. Materials and Methods

All procedures in mice were approved by the Animal Care
Committee of the Université du Québec & Montréal (protocol
0210-677-0211) and according to relevant national and inter-
national guidelines.

2.1. Mice and In Vivo Treatments. Female BALB/c mice
(Charles River, Canada) aged 4-6 weeks were used in all
experiments. Mice were maintained in temperature con-
trolled conditions (22 + 1°C) under a 12-hour light cycle (7:00
to 19:00), having free access to osmosed water and rodent
chow 5075 (Charles River, Canada). Mice were euthanized
by isoflurane inhalation followed by CO,. Mice were infected
with the P. ¢. adami DK nonlethal strain, originally isolated
from Thamnomys rutilans and kindly provided by Dr. David
Walliker, University of Edinburgh (Congo-Brazzaville, 1972)
[37].

To evaluate the contribution of osteoclasts in HSPC mobi-
lization during Plasmodium infection, mice received 200 uL
salmon calcitonin (5 yg/mL in PBS) (Biotrend, Switzerland)
during 5 consecutive days by the intraperitoneal route and
were infected with 10° P c. adami DK pRBC in PBS by the
intravenous route on the 3rd day of treatment. Mice were
euthanized on days 5, 8, and 10 after infection for analysis
of hematopoietic parameters and cytokines in plasma by
ELISA (BioLegend, USA). To assess the effect of calcitonin-
dependent osteoclasts inhibition on the erythropoietic
responses to experimental hemolytic and nonhemolytic ane-
mia, mice were injected intraperitoneally with 200 uL of
salmon calcitonin (5 gg/mL in PBS) (Biotrend, Switzerland)
during 5 consecutive days. Hemolytic anemia was induced in
mice by peritoneal administration of PHZ (Sigma Aldrich,
Canada) at 40 mg/Kg of body weight in 200 yL of PBS, on
the 3rd and 4th days of calcitonin treatment. To induce
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nonhemolytic anemia, the submandibular vein was incised
with a 4 mm lancet (Medipoint, USA) and 300 uL of blood
was withdrawn on the 3rd day of calcitonin treatment. Mice
received an equal volume of physiologic saline solution by
the intraperitoneal route immediately after phlebotomy. In
certain experiments with infected mice, 100 uL DiD-loaded
anionic liposomes (Formumax, USA) were administered
intravenously one day prior to calcitonin treatment.

2.2, Determination of Hemoglobin, Reticulocytes, and Para-
sitemia in Blood. Hemoglobin levels were monitored daily
by diluting 2 uL tail-vein blood in 500 4L Drabkin’s solution
(Sigma Aldrich, Canada). Following 15 min of incubation in
the dark, 200 yL of blood was transferred into 96-well plates
(Costar, USA) in duplicate and absorbance was measured
at 540 nm in a microplate reader. Values were converted
to g/dL using a standard curve of rat hemoglobin (Sigma
Aldrich, Canada) prepared in Drabkin’s solution. All samples
were assessed in duplicate. To estimate the percentages of
reticulocytes in blood, 1 yL of tail-vein blood was collected in
1 mL of PBS. The cell suspensions were then stained with anti-
CD71-FITC antibody (BioLegend, USA) and incubated at 4°C
for 30 min. Data were acquired with an Accuri C6 (Becton
Dickinson, USA) and analyzed with the FlowJo software
(Tree Star). In parallel, parasitemia was measured daily in
methanol fixed blood smears stained with a 10% Giemsa
solution in PBS during 15 minutes.

2.3. Cell Isolation and Flow Cytometry. Bone marrow single-
cell suspensions were prepared by removal of tibia and femur
epiphyses and flushing the marrow into 100 uL of PBS by
centrifugation of 300g during 5 minutes. Spleen single-
cell suspensions were obtained by mechanically dissociating
the spleen in a 60 mm petri dish containing SmL of PBS.
Recovered cells from the BM and the spleen were counted
and resuspended at 107 cells/mL in RPMI 1640, supple-
mented with 10%, penicillin (100 U/mL), and streptomycin
(100 mg/mL) (Invitrogen, USA). Cells were distributed at
100 uL/tube into 12 x 75 polypropylene tubes (Sarstedt,
Canada). For assessment of erythroid populations, cells were
stained with 1ug of TERI19-PE and anti-CD71-FITC (clone
RI7217) antibodies. For additional analysis, RBCs in spleen
cell suspensions were lysed with the RBC lysing buffer Hybri-
Max (Sigma Aldrich, Canada). HSCs were stained with 10 yuL
of the biotinylated lineage antibody cocktail (CD3, Ly6/6C,
B220, CDllb, and Terll9) and lug of streptavidin-APC,
anti-Scal-FITC (clone D7), and anti-CD117-PE (clone 28B).
Mature macrophages were stained with 1ug of anti-CD11b-
FITC (clone M1/70) and anii-F4/80-PE (clone BM8). Dead
cells were excluded from analysis with 7-amino-actinomycin
D (7-AAD) (BioLegend, USA) staining. All antibodies were
from BioLegend, USA. Analytical flow cytometry was per-
formed on an Accuri C6 (Becton Dickinson, USA) and data
was analyzed using FloJo software (Tree Star).

2.4. Quantification of Macrophage Colony Stimulating Factor
and C-Terminal Telopeptide by ELISA. ELISA for quantifi-
cation of macrophage colony-stimulating factor (M-CSF,
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Promokine, Canada) and C-terminal telopeptide (CTX,
Mybiosource, USA) were performed following the manufac-
turer’s instructions. Briefly, 96-well ELISA MaxiSorp plates
(Nunc, USA) were coated overnight with 60 uL of capture
antibody at 4°C. Wells were washed 4 times with washing
buffer (0, 05% Tween 20 in PBS, 300 yL) and incubated
with blocking buffer (1% BSA in PBS) for 1 hour. Following
4 washes, 60 uL of samples and standards was added and
incubated for 2 hours at room temperature, the plates were
washed, and 60 uL of detection antibody was added and
incubated for 2 hours at room temperature. After 4 washes,
60 uL of avidin-HRP was added and incubated for 30 min
at room temperature, after which wells were washed 4
times. Sixty uyL of tetramethylbenzidine (TMB) substrate
solution (Sigma-Aldrich, Canada) was added and incubated
for 20 min at room temperature in the dark, and the reaction
was stopped by adding 60 yL.1 M H,SO,. The absorbance was
determined with a microplate reader set at 450 nm.

2.5. Colony-Forming Unit Assays. Single-cell suspensions
from the spleen and BM were prepared at 1 x 10° and 2 x
10° cells/mL, respectively, in RPMI 1640, supplemented with
10%, penicillin (100 U/mL), and streptomycin (100 mg/mL)
(Invitrogen, USA) and 0.3mL was added into 3mL of
MethoCult 03434 (StemCell Technologies, USA). The cell
suspension was vortexed, allowed to stand for 10 min, and
dispensed into 35 mm culture dishes (StemCell Technologies,
USA) using a 16-gauge blunt-end needle and a 3 mL syringe,
L1mL per dish in duplicate. The cultures were incubated
at 37°C, 5% CO, in air, and 95% humidity for 8 days after
which Colony-Forming Unit Macrophages (CFU-M) were
identified and counted.

2.6. Macrophages Differentiation In Vitro. Single-cell suspen-
sions from BM were prepared at 1 x 10° cells/mL in RPMI
1640 supplemented with 10% FBS, penicillin (100 U/mL)
(Sigma, USA), streptomycin (100 mg/ml) (Sigma, USA),
30% 1929 cells supernatant (ATCC, USA), and 0, 125, 250,
and 500 ng/mL of salmon calcitonin (Biotrend, Switzerland).
After 6 days of incubation at 37°C, 5% CO, in air, and 95%
humidity, cells were harvested and macrophage differen-
tiation was assessed by flow cytometry with CDI1b-FITC
(BioLegend, USA) and F4/80-PE (BioLegend, USA) staining.
To evaluate cell proliferation, a 3-(4,5-dimethylthiazol-2-
y1)-5-(3-carboxymethoxyphenyl)-2-(4-sulfophenyl)-2H-tet-
razolium inner salt/phenazine methosulfate (MTS/PMS)
solution (Promega, USA) was added to cell culture in a
ration 2:10. After 2h incubation at 37°C, 5% CO, in air,
and 95% humidity, absorbance was measured at 490 nm in a
microplate reader.

2.7 Statistical Analysis. Statistical analysis was performed
with a one-way ANOVA analysis of variance followed by
Tukey’s posttest for comparison of more than two groups and
an unpaired ¢-test for comparison of two groups. *P < 0.05;
**P < 0.01; ***P < 0.001 represent comparisons in respect
to respective controls.

3. Results

3.1. Administration of Calcitonin Enhances Parasitemia but
Does Not Affect Splenic Stress Erythropoiesis. In order to
investigate the contribution for osteoclasts in malarial stress
hematopoiesis with the P c. adami DK infection model,
BALB/c mice were treated with calcitonin two days prior to
infection and three days following infection. Resolution of
infection and subsequent stress erythropoiesis were moni-
tored and compared in control and calcitonin-treated mice.
For comparative purposes, the calcitonin dose and adminis-
tration scheduled reported by Kollet et al. were used [11]. As
expected, significantly lower plasma concentrations of CTX
were measured in calcitonin-treated mice on day 5 after infec-
tion, confirming inhibition of osteoclast activity (Figure 1(a);
P < 0.05). Parasitemia was exacerbated in calcitonin-treated
mice throughout patent infection (Figure1(b); P < 0.01),
resulting in higher cumulative parasite burden (Figure 1(c);
P < 0.001). Consequent to higher parasitemia, hemoglobin
levels were relatively lower in calcitonin-treated mice on days
11 and 12 after infection (Figure 1(d); P < 0.01 and P < 0.05,
resp.). Concurrent with enhanced anemia, the percentages of
reticulocytes (CD71" cells) were higher in calcitonin-treated
mice on day 14 after infection (Figure 1(e)).

The erythropoietic responses to anemia were also fol-
lowed in PHZ-treated or phlebotomized mice (Figures 2(a)
and 2(b)). In accordance with the responses to infec-
tion, comparable reticulocytosis occurred in control and
calcitonin-treated mice under these two experimental con-
ditions (Figures 2(c) and 2(d)).

3.2. Administration of Calcitonin Promotes Retention of HSC
in the Bone Marrow and Decreases Malarial Splenomegaly.
Considering the crucial role of splenic stress hematopoiesis
in the control of Plasmodium infection [16, 28] and ane-
mia [21, 25, 26, 38), the effect of calcitonin on splenic
hematopoietic parameters was investigated early (day 5
after infection), at peak parasitemia (day 8), and following
resolution of peak infection (day 10). As expected, spleen
cellularity increased in mice with malaria (Figure 3(a)),
and this effect was apparent and comparable in control
and calcitonin-treated mice until day 5 after infection
(Figure 3(a)). However, reduced numbers of splenocytes
(Figure 3(a); P < 0.001) and reduced splenic index (Sup-
plementary Figure 1 in Supplementary Material available
online at http://dx.doi.org/10.1155/2016/3909614; P < 0.01)
were measured in calcitonin-treated mice at peak infection,
indicating milder splenomegaly.

Parallel monitoring of the erythroid populations con-
firmed higher numbers of splenic CD71* Terll9* cells in
infected mice from day 5 after infection, which increased
thereafter (Figure3(b); P < 0.001); this response was
significantly attenuated in calcitonin-treated mice at the time
of peak infection (Figure 3(b); P < 0.01). In respect to splenic
lineage negative cells, their numbers increased significantly
compared to uninfected controls only after peak infection.
Major differences were only apparent on day 8 after infection,
reflected by significantly lower Jineage negative cell numbers
in calcitonin-treated infected mice (Figure 3(c); P < 0.01).
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In contrast, administration of calcitonin significantly reduced
the number of splenic lineage negative cKit™ Scal™ cells
(LSK) at peak infection, as well as 10 days after infection
(Figure 3(e); P < 0.01, 0.001, resp.).

The analysis of lymphoid populations in spleen revealed
increased numbers of CD90" cells (Supplementary Figure
2(A); P < 0.001) and CDI9" cells (Supplementary Figure
2(B); P < 0.001) at peak infection; treatment with calcitonin
resulted in lower CD19" cell numbers (Supplementary Figure
2(B); P < 0.05). In respect to splenic myeloid cells,
calcitonin did not affect the characteristic rise in CD11b*

cells (Supplementary Figure 2(C); P < 0.001) and FcERIa*
cKit" cells at peak infection (Supplementary Figure 2(D);
P < 0.01).

Analysis of BM hematopoietic parameters confirmed
the drops previously reported in BM cellularity of infected
mice [39] (Figure 4(a)), and this effect was not modified by
calcitonin. Evaluation of the erythroid populations in the
BM showed similar drops in CD71" Terl19* cell numbers in
the two groups of infected mice (Figure 4(b)). Compared to
uninfected mice, the number of BM lineage negative cells
significantly dropped on days 8 and 10 after infection in
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infected mice (Figure 4(c)), becoming relatively higher in
calcitonin-treated mice when compared to infected controls
at peak infection (Figure 4(c); P < 0.01). The numbers of
LSK cells also increased in the BM of infected mice and were
significantly higher in calcitonin-treated mice on day 8 after
infection (Figure 4(d), P < 0.01).

3.3. Calcitonin Decreased Macrophages Number in Spleen
and Altered Their Production during Plasmodium Infection.
As reviewed by Chua et al. [24], phagocytic macrophages
are essential for clearance of pRBCs, and dysregulation of
their number or function negatively affects resolution of
Plasmodium infection. To determinate whether the increased
parasitemia observed in calcitonin-treated mice was due to

restricted production of macrophages, the numbers of F4-
80" cells were analyzed in the BM and spleen. Relative to
uninfected mice, the infection did not provoke major effects
on BM F4/80" cells, but their numbers were significantly
higher in calcitonin-treated mice on day 10 after infection
(Figure 5(2); P < 0.05). In contrast to the BM, the infection
caused an important increase in splenic F4/80* cells, and
this effect was significantly attenuated in calcitonin-treated
mice on days 8 and 10 after infection (Figure 5(b); P < 0.01,
0.001, resp.). Analysis of progenitors Colony Forming Unit-
Macrophage (CFU-M) did not reveal major modifications in
the BM of infected mice (Figure 5(c)), but lower numbers of
CFU-M generated from the spleen of calcitonin-treated mice
on day 8 after infection (Figure 5(d); P < 0.05). Interestingly,
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serum M-CSF levels remained comparable in infected and
uninfected mice (Supplementary Figure 3).

Altogether, our results suggest altered production of
macrophages in calcitonin-treated and infected mice. To
discriminate the impact of calcitonin on preexisting versus
de novo generated macrophages, DiD anionic liposomes
were administered prior to infection, to specifically stain
all phagocytic cells including macrophages. DiD (DilC18;)
is a viable lipophilic fluorescent dye weakly fluorescent in
water, but highly fluorescent and photostable when incorpo-
rated into cell membranes [40], and allows discriminating
mature macrophages (DiD positive) from de novo generated
macrophages (DiD negative) (Supplementary Figure 4). The
lipid composition of the anionic liposomes was originally
designed to efficiently deplete phagocytic cells in vivo and

in vitro when loaded with clodronate, and as nonphagocytic
cells are not affected, this tool is efficient for targeting of
macrophages [41, 42]. Compared to uninfected controls,
in which the majority of BM macrophages were DiD*,
approximately 50% F4/80* DiD" cells were found in infected
mice on day 10 after infection, suggesting mobilization
of mature macrophages from the BM and production of
new (DiD”) macrophages (Figure5(e); P < 0.01). The
numbers of splenic F4/80" DiD" cells drastically increased
on day 10 after infection, indicating recruitment of mature
macrophages to the spleen after peak infection (Figure 5(f);
P < 0.001). F4/80" DiD~ cells also increased during
infection, but this response was half-fold in calcitonin-treated
mice (Figure 5(f); P < 0.01), suggesting deficient de novo
production of macrophages.
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3.4. Calcitonin Inhibits In Vitro Differentiation of Macro-
phages. Calcitonin was originally documented to inhibit
osteoclasts bone resorption activity and osteoclast differen-
tiation [34-36]. In order to investigate whether the lower
macrophage numbers found in calcitonin-treated mice are
concurrent with direct action of this hormone on myeloid
precursors, the impact of calcitonin on differentiation of
macrophage progenitors was evaluated in vitro. Our data
indicates reduced proliferation (Figure 6(a); P < 0.01) and
lower numbers of of F4/80* cells in BM cultures stimulated
with M-CSF (Figure 6(b); P < 0.01).

4. Discussion

Herein, we evaluated the relative contribution for osteoclasts
in the egression of HSPC from the BM to the spleen
during blood stage malaria, using the well-characterized P. c.
adami DK infection model in BALB/c mice. We previously
compared bone remodelling markers in mice suffering from
acute hemolytic anemia caused by P c. adami infection or
PHZ injection. These conditions are characterized by reduced
bone mineralization and bone formation, as well as reduced
numbers of osteoclasts and osteoclasts progenitors in the
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BM [33]. Considering that the levels of CTX, indicative of
osteoclast-dependent bone resorption, remained comparable
in infected, PHZ-treated, and naive mice [33], we concluded
that the decreased bone mass density found in mice with
hemolytic anemia was concurrent with imbalance favoring
bone resorption, as has been reported for other hemolytic
conditions [43, 44]. Herein, calcitonin was administered to
mice three days prior to and during the first two days of
infection to block bone resorption. Interestingly, plasma CTX
levels were comparable in naive and infected mice on day
5 after infection, suggesting no major stimulation of bone
resorption in this murine malaria model. The fact that CTX
levels were lower in calcitonin-treated mice confirmed an
inhibitory action of this peptide hormone on steady state
osteoclast activity.

In our experimental malaria model, the number of HSPC
increased in a comparable manner in the BM of calcitonin-
treated and control-infected mice on day 5 after infection,
with no major effects in the spleen. However, at peak
infection, calcitonin-treated mice had higher numbers of
HSPC in the BM and lower numbers of HSPC in the spleen,
also developing relatively milder splenomegaly. These results
suggest that osteoclast-dependent mobilization of HSPC to
the spleen is partially responsible for splenomegaly in murine
malaria. Comparable recruitment of HPSC to the spleen has
been reported in C57BL/6 mice infected with P. chabaudi
AS. In this malaria model, IFN-y signalling and concurrent
secretion of C-C motif ligand 2/7 (CCL2/CCL7) chemokines
by BM stromal cells seem required for HSPC mobilization
[16]. Interestingly, IFN-y signalling indirectly stimulates the
activity of osteoclasts [45], which may stimulate their effects
in HSPC mobilization.

In opposition to reduced HSPC mobilization, calcitonin
did not affect splenic stress erythropoiesis. Appearance of
circulating reticulocytes is considered an ultimate marker for
functional erythropoiesis (as reviewed in [46]), and our data
indicate comparable reticulocytosis in calcitonin-treated and
control mice in response to malarial anemia, despite reduced
mobilization of HSPC and reduced numbers of erythroid
progenitors in the spleen. Accordingly, calcitonin did not
affect reticulocytosis in mice recovering from anemia caused
by bleeding or PHZ-treatment.

Calcitonin-treated mice developed higher parasitemia
throughout the period of patent infection, resulting in
enhanced anemia on days 11 and 12 after infection. In logic
accordance with an exacerbated anemia, higher reticulocy-
tosis occurred in these mice on day 14 after infection, which
suggested that the drop in splenic erythroid progenitors on
day 8 after infection did not have major effects on the recovery
from anemia. In this context, stress Burst Forming Unit-
Erythroid (BFU-E) with self-renewal properties have been
reported, which efficiently generate cKit* CD71" Terl19* cells
in response to erythropoietin (EPO), bone morphogenetic
protein-4 (BMP-4), stem cell factor (SCF), and hypoxia [47,
48]. As comparable numbers of cKit* CD71* Terll9" cells
were measured in control and calcitonin-treated mice on
day 8 after infection (data not shown), we conclude that
osteoclast-dependent HSPC mobilization from the BM is not
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essential for splenic stress erythropoiesis in murine blood
stage malaria.

Analysis of lymphocytic and granulocytic cell popula-
tions in the spleen at peak infection revealed no modifications
in the numbers of T cells, mast cells, and myeloid cells
in calcitonin-treated mice, although decreased numbers of
B cells were noticed. The exacerbated parasitemia mea-
sured in calcitonin-treated mice may be concurrent with
compromised parasite killing by macrophages. Indeed, an
important proportion of pRBCs circulate in the blood stream
[49] and their elimination by spleen red pulp macrophages
is pivotal for the control of infection [50-52]). Calcitonin-
treated mice, which developed exacerbated parasitemia, had
fewer numbers of macrophages in the spleen on days 8
and 10 after infection and, accordingly, reduced numbers of
CFU-M generated from the spleen of these mice. B cells
only intervene in the late resolution of blood stage malaria
[53], and the reduction caused by calcitonin on CD19" cells
numbers is not expected to affect the resolution of P c.
adami infection. In contrast, C-C chemokine receptor type
2- (CCR2-) dependent migration of monocytes from the
BM to spleen [54] and splenic myelopoiesis are essential
for the control of P. chabaudi infection [16]. Administration
of DiD-loaded liposomes prior to calcitonin treatment and
infection efficiently labelled macrophages, allowing following
their fate and distinguishing newly generated macrophages
in vivo. In respect to noninfected controls, we evidenced
comparable drops in the number of DiD* macrophages in
the BM and their concurrent increase in the spleen during
infection. These results suggest that calcitonin does not alter
the mobilization of monocytes/macrophages from the BM
nor their recruitment to spleen. However, the fact that the
numbers of splenic DiD™ macrophages were significantly
lower in calcitonin-treated mice on day 10 after infection
rather indicates impaired de novo generation of macrophages
in mice treated with this hormone. Accordingly, in vitro pro-
duction of macrophages from BM progenitors was reduced
by calcitonin.

The generally accepted paradigm proposes the recruit-
ment of circulating monocytes to inflammatory site where-
upon they differentiate into macrophages (as reviewed in
[24, 55, 56]). However, recent studies have reported local
proliferation of resident macrophages in response to inflam-
mation [57, 58] and this process seems driven by M-CSF
[59]. Calcitonin did not alter M-CSF levels in infected mice;
we hypothesize that it may interfere with M-CSF-dependent
signalling in certain bone marrow precursor cells and that
impaired recruitment of HSPC to the spleen may further
compromise myelopoiesis.

It is generally accepted that osteoclasts are the major cells
responding to calcitonin (as reviewed in [60]). The hormone
inhibits contraction and motility, as well as secretion of acid
phosphatase [61-63]. Expression of the calcitonin receptor
occurs during the differentiation of myeloid precursors into
osteoclasts, requiring simultaneous action of M-CSF and
RANKL [64, 65]. As such, the inhibition caused by calci-
tonin on macrophage differentiation is puzzling and suggests
that common BM precursors committing to the monocyte-
macrophage differentiation may respond to this hormone.
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In summary, based on our preliminary study [33] and our
new data, we conclude that the inflammatory response and
anemia caused by blood stage infection with P. c. adami para-
sites do not stimulate the activity of osteoclasts. Inhibition of
the basal activity of osteoclasts may be sufficient to partially
block egression of HSPC from the BM, but this egression
seems not essential for the stress erythropoiesis in conditions
of acute anemia. The intriguing effects of calcitonin on the
differentiation and proliferation of macrophages remain to be
characterized.
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