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Introduction générale






Les plaquettes sanguines jouent un réle vital dans le maintien de I'intégrité vasculaire
et I'arrét des saignements. Elles sont produites par les mégacaryocytes (MKs) eux-mémes
différenciés a partir des cellules souches hématopoiétiques dans la moelle osseuse. Pour
produire des plaquettes, les MKs subissent un processus complexe de différenciation et de
maturation qui se déroule en deux étapes : 1) la mégacaryopoiése, au cours de laquelle les
progéniteurs se différencient en MKs matures et 2) la thrombopoiése, lorsque les MKs
traversent la barriere endothéliale des sinusoides pour libérer les plaquettes dans la
circulation sanguine. Les travaux de recherche du laboratoire portent sur les derniéres étapes
de la mégacaryopoiese et cherchent a comprendre les mécanismes impliqués dans le passage
des MKs au travers des sinusoides de la moelle osseuse. Ma these s’inscrit dans cette
thématique et vise a identifier les acteurs moléculaires impliqués dans la transmigration des

MKs, notamment le cytosquelette d’acto-myosine, les intégrines et les métalloprotéases.

Organisation du manuscrit

La premiere section de ce manuscrit concerne la revue bibliographique composée de
guatre chapitres. Le premier chapitre introduit la mégacaryopoiése et les mécanismes de
production plaquettaire. Nous présentons un schéma illustrant les principaux mécanismes de
biogénese des plaquettes sanguines. C'est également dans cette partie que nous détaillerons
plus particulierement le passage transendothélial des MKs. Le deuxiéme chapitre est dédié au
microenvironnement de la moelle osseuse qui entourant les MKs. Le troisieme chapitre est
consacré aux intégrines, leurs fonctions cellulaires associées a la transmigration et leur
participation, encore débattue, dans la thrombopoiese. Dans le dernier chapitre, nous
aborderons les podosomes, structure particuliére d’adhésion et de dégradation de la matrice
extracellulaire, que nous pensons impliqués dans le passage transendothélial. Les différentes
références bibliographiques citées dans cette introduction sont répertoriées a la fin de ce

document.






La deuxiéme section du manuscrit porte sur mes résultats obtenus au courant de la
these et présente les trois axes de recherche relatifs a :
- 1) la compréhension de la nature des extensions émises par les MKs, en particulier leur
organisation du cytosquelette (manuscrit accepté dans JTH en 2020)
- 2) I'évaluation du role des intégrines dans le passage des MKs au travers I'endothélium
(manuscrit en cours de rédaction)
- 3) la contribution des métalloprotéases matricielles au passage de la lame basale (étude en

cours).

Dans la troisieme section, nous cléturerons cette thése par une conclusion générale.
Nous proposerons des perspectives de travail, certaines présentant en lien avec la

transfusion sanguine et les pathologies plaquettaires.
Finalement, en annexe, figureront les trois autres publications actuellement parues

c’est-a-dire la revue dans Platelets, le manuscrit méthodologique dans JoVE dont la vidéo sera

prochainement disponible et I’article dans eLIFE.
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L'hémostase primaire est un processus physiologique essentiel qui concourt a l'arrét des
saignements et dans lequel les plaquettes sanguines jouent le réle principal. Un nombre
insuffisant de plaquettes, ou la présence de plaquettes non fonctionnelles, peut ainsi étre
associé a un risque hémorragique important. La connaissance des mécanismes de
différenciation des MKs (mégacaryopoiese), précurseurs des plaquettes, et des mécanismes
de formation des plaquettes (thrombopoiese) est donc d'un grand intérét médical. Une
meilleure compréhension de ces mécanismes permettrait de mieux caractériser I'origine de
certaines maladies plaquettaires et d’identifier des traitements appropriés. Ceci aiderait
également a optimiser la production de plaquettes in vitro en vue, par exemple, de prévenir
des états réfractaires en transfusion (inefficacité transfusionnelle due a la présence chez le

receveur d’allo-anticorps conduisant a I’élimination des plaquettes transfusées)®2.



Figure 1 : La plaquette sanguine sous toutes ses formes.

(A et B) Aspect discoide des plaquettes circulantes visualisées par MEB et illustrant, a leur surface, les
ouvertures correspondant a I'invagination du systéme canaliculaire ouvert (OCS). (C) Une plagquette activée
émettant des filopodes visualisées en MEB. (D) Image représentative d’une plaquette observée par MET
indiquant les granules a et §, la bande marginale de microtubules (MT) et 'OCS. (E) Détail des enroulements
de microtubules formant la bande marginale en MET. (F) Reconstitution 3D d’une plaquette au repos a partir
d’une acquisition au microscope FIB-SEM. (G) Technique du « whole-mount » d’une plaquette humaine en
MET permettant une quantification des granules 6. D’aprés I'UMR_S1255.



1.1. Les plaquettes sanguines

1.1.1. Les plaquettes sanguines

Les plaguettes sanguines sont des fragments cellulaires anucléés de forme discoide d’environ
3 um de diameétre chez 'Homme. En moyenne, 150 a 400 milliards de plaquettes par litre de
sang circulent chez 'homme (1 000 milliards chez la souris). Leur durée de vie étant de
qguelques jours (8 jours chez ’'Homme, 4 jours chez la souris), cent milliards de plaguettes sont
produites quotidiennement afin de maintenir une numération sanguine constante. Par leurs
propriétés d’adhérence et d’agrégation, elles sont capables d’assurer I’arrét rapide d’un
saignhement au niveau d’un site de lésion vasculaire et de maintenir 'intégrité vasculaire?.
Cependant leur fonction ne se limite pas a I’'hémostase primaire, elles interviennent
également dans I'angiogeneése, I'inflammation, la réaction immunitaire innée, le processus
métastatique, et les maladies infectieuses virales*. Récemment, il a été montré que les
plaguettes étaient impliquées dans le syndrome de détresse respiratoire de certains patients
atteints de la covid-19 présentant une thrombose pulmonaire®”. Enfin I'arrivée de la
vaccination et notamment du vaccin ChAdOx1 nCov-19 a mis en lumiére de rares cas de
thromboses dont |'origine pourrait étre la production d’auto-anticorps anti-PF4 (platelet
factor 4) et la formation de réaction auto-immune de type HIT® (heparin-induced
thrombocytopenia).

Morphologie des plaquettes. Au repos, la plaquette se présente comme un petit disque (Figure
1) dont la forme est maintenue par des enroulements de microtubules, appelé bande
marginale et présent sous la membrane plasmique. Leur membrane plasmique présente de
nombreux pores correspondant a des invaginations membranaires. C'est le systéme
canaliculaire ouvert (OCS, open canalicular system) qui constitue une réserve membranaire
utilisée lors du changement de forme des plaquettes au cours de leur activation. Les
plaguettes contiennent également des granules spécifiques, notamment (1) les granules a
contenant des molécules impliquées dans I’hémostase telles que le facteur Willebrand (FW),
le fibrinogéne, des facteurs de croissance, des facteurs pro- et anti-angiogéniques, des
médiateurs de l'inflammation et des enzymes parmi lesquelles les métalloprotéases®C et (2)
les granules 6 ou denses, appelés ainsi car ils sont denses aux électrons en microscopie
électronique (ME), et contenant du calcium, des nucléotides comme I'adénosine diphosphate

(ADP) et I'adénosine triphosphate (ATP), des pyrophosphates et de la sérotonine!!. En raison



Flux sanguin

ﬁ
ﬁ

ﬁ

Figure 2 : Les plaquettes dans I’hémostase primaire.

La plaquette permet I'hémostase primaire, c’est-a-dire le maintien de l'intégrité des vaisseaux et
I'arrét des saignements en cas de lésion du vaisseau. Pour cela les plaquettes adherent a la matrice
sous endothéliale, s’activent et changent de forme afin d’agréger et de former un clou plaquettaire.
ADP, adénosine diphosphate; ATP, adénosine triphosphate; Fgn, fibrinogéne; FN, fibronectine; FW,
facteur Willebrand; GP, glycoprotéine; LM, laminines; PAR, protease-activated receptor ; TP,
récepteur au thromboxane et aux prostaglandines; TxA2, thromboxane A2.

D’aprés Muhammad Usman Ahmed, UMR_S1255.



de leurs petites tailles, la ME est un outil de choix pour caractériser |'ultrastructure des
plaguettes (Figure 1). Au laboratoire, nous bénéficions de plusieurs approches de ME
complémentaires permettant d’identifier différentes anomalies présentes dans des
plaquettes de patients'>!3 ou de souris génétiquement modifiées'*'’. Il s’agit notamment de
la microscopie électronique a transmission (MET) sur coupes pour I'étude de I'ultrastructure
ou sur plaquettes humaines entieres, « Whole mount », pour la quantification des granules 6 ;
la microscopie électronique a balayage (MEB) pour déterminer de degré d’activation
plaguettaire (exemple : Score de Kunicki) et le Focused-lon Beam Scanning electron microsope

(FIB-SEM) pour la distribution 3D des organites plaquettaires (Figure 1).

1.1.2. L’hémostase primaire.

Les mécanismes cellulaires de I'hémostase primaire. L’hémostase, qui constitue la fonction
majeure des plaquettes, fait intervenir plusieurs éléments : le vaisseau, les plaquettes et des
facteurs plasmatiques tels que le fibrinogéne, les protéines de la coagulation et le FW. Suite
a une lésion vasculaire, des protéines adhésives de la matrice sous endothéliale sont exposées
a la circulation sanguine, notamment le collagéne et FW. Une vasoconstriction réflexe du
vaisseau permet de limiter la perte de sang dans les petits vaisseaux. Dans des conditions de
flux élevé, le FW présent dans la matrice sous-endothéliale ou provenant du plasma se déploie
en conformation active et lie le collagéne. Le FW ainsi fixé au site de Iésion va recruter les
plaguettes circulantes par I'interaction avec son récepteur multimoléculaire plaquettaire : le
complexe glycoprotéique GPIb-IX-V819, Les plaquettes sont alors ralenties, puis adhérent de
maniére stable a la matrice sous endothéliale, s’activent et changent de forme en se
contractant et en émettant des filopodes. Les plaquettes activées sécretent le contenu de
leurs granules a et §, recrutant d’autres plaquettes. Enfin les plaquettes agregent entre-elles
par la liaison du fibrinogéne a lintégrine allbB, résultant en la formation d’un clou
plaguettaire. Le clou plaquettaire est stabilisé par un réseau de fibrine insoluble qui résulte
de la polymérisation du fibrinogene soluble catalysée par la thrombine, elle-méme générée
par I'activation des protéines de la coagulation. Le résultat de cette série d’étapes est la

formation du « clou hémostatique » permettant I'arrét des saignements (Figure 2).






Le complexe GPIb-1X-V. Ce complexe est spécifiquement exprimé a la surface des plaquettes
(~25.000 copies par plaquette)?°. Il est composé de quatre glycoprotéines transmembranaires,
GPlba (135 kDa), la GPIbB (encore appelée CD42c, 26 kDa), la GPIX (20 kDa) et la GPV (82 kDa),
appartenant a la famille des protéines riches en leucine®. L'importance de ce complexe dans
I'hémostase est attestée par I'existence d’une maladie hémorragique, le syndrome de
Bernard-Soulier qui est la conséquence d’une absence d’expression ou d'une anomalie
fonctionnelle de I'une des sous-unités GPIb ou GPIX. Cette anomalie se traduit par une
macrothrombopénie, c’est-a-dire une diminution du nombre de plaquettes qui sont de plus
grandes tailles?!. Le syndrome de Bernard-Soulier est une maladie extrémement rare a
transmission autosomique récessive. La thrombopathie due aux mutations du complexe GPlb-
IX entraine un défaut d’adhérence plaquettaire par défaut de liaison au FW. Ces patients ont

un temps de saignement allongé et des hémorragies séveres sont possibles.

Le complexe allbB3. Ce récepteur qui joue un role essentiel dans I'agrégation plaquettaire est
un récepteur multimoléculaire composé de allb (encore appelé CD41, 136 kDa) et B3 (CD61,
100 kDa), appartenant a la famille des intégrines. Ce complexe est exprimé en grande quantité
a la surface plagquettaire (~80.000 copies par plaquette). Un déficit sévere ou un
dysfonctionnement de ce complexe est a I'origine de la thrombasthénie de Glanzmann, une
maladie hémorragique héréditaire récessive?>?3, Le défaut fonctionnel des plaquettes par
défaut d’agrégation au fibrinogéne en résultant peut conduire a des hémorragies sévéeres. Ces

patients seront détaillés dans le chapitre 3 relatif aux intégrines.

1.1.3. La clairance des plaquettes
Les plaquettes ne circulant que 7 a 10 jours, il existe une régulation entre leur production dans
la moelle osseuse et leur élimination en périphérie afin de maintenir un compte plaquettaire
constant. Cet équilibre est finement régulé par la thrombopoiétine (TPO), une cytokine clé de
la mégacaryopoiese (Cf 1.2.1). Des études de recirculation de plaquettes chez I'homme
utilisant des marquages a I'Indium??! ou au Chrome! ont permis de mettre en évidence une
séquestration de prés d’un tiers des plaquettes dans la rate et dans le foie?*?*. Nous savons
aujourd’hui que la clairance fait intervenir deux mécanismes distincts, d’une part une voie
apoptotique?® et d’autre part des modifications phénotypiques se produisant au cours de leur
senescence?. Le groupe de B. Kile a proposé en 2007 le modéle « d’horloge moléculaire »

pour expliquer la régulation de la durée de vie des plaquettes dans la circulation?®. Ce modéle
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Figure 3 : Le role de I'apoptose dans la biologie des mégacaryocytes et des plaquettes.

Les mégacaryocytes possédent des voies d'apoptose intrinseque médiée par BAK/BAX et extrinséque
inductible par FasL. Ces deux voies doivent étre limitées pendant la croissance et le développement des
mégacaryocytes afin de permettre la production de plaquettes. L'apoptose des mégacaryocytes peut étre
déclenchée en réponse a des stress physiopathologiques tels que la chimiothérapie ou l'infection. Une fois que
les plaquettes sont libérées dans la circulation, leur durée de vie est régulée par la voie de I'apoptose

intrinseque. Bcl-xL est le médiateur essentiel de la survie des plaquettes. D’apres McArthur et al., 2018
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Figure 4 : Boucle de régulation de la thrombopoiétine, production et sénescence des plaquettes.

Les cellules hépatiques produisent la thrombopoiétine (TPO) qui est libérée dans le sang. La TPO
circulante est captée par les cellules souches hématopoiétiques et mégacaryocytes en stimulant la
mégacaryopoiese. Les plaquettes ainsi produites capturent également la TPO, participant a la
régulation de sa concentration plasmatique. Enfin, la plaquette agée incorpore peu de TPO et perd
ses résidus sialylés, elle est reconnu par le récepteur Ashwell-Morell des hépatocytes lors de son
passage dans le foie. Son élimination stimule ainsi la transcription du géne de la TPO et stimule la
mégacaryopoiese. Adapté d’apres Grozovsky et al., 2015.



repose sur I'équilibre entre les protéines pro-apoptotiques BAX/BAK et anti-apoptotiques de
la famille B-cell lymphoma 2 (BCL-2 (, BCL-XL, MCL-1, ...)*® (Figure 3). Les modifications
phénotypiques concernent essentiellement la perte en acides sialiques lors du vieillissement
des plaquettes. En 2015, K. Hoffmeister et ses collaborateurs décrivent les mécanismes
moléculaires menant a I'élimination des plaquettes?®. Ainsi, lors du passage hépatique, les
plaguettes désialylées exposant des résidus B-galactose seraient alors reconnues par les
récepteurs Ashwell-Morell (AMR) exprimés a la surface des hépatocytes ainsi que cellules de
Kupffer, les macrophages hépatiques, et seraient éliminées par phagocytose par ces
derniéres®®3!. La reconnaissance par les récepteurs AMR des hépatocytes déclencherait
également une signalisation par la voie JAK2/STAT3 permettant I'expression de I'ARN message
de la TPO, et formant ainsi une boucle d’auto-régulation de la production plaquettaire (Figure

4).

1.1.4. Les anomalies de la production plaquettaire

Certaines pathologies humaines sont associées a des défauts de nombre de plaquettes
(thrombopénies) de différents degrés : thrombopénie légére (150-100 000 plaquettes/uL),
modérée (100-40 000 plaquettes/uL) ou sévére (<40 000 plaquettes/pL). Cette diminution de
la numération plaquettaire peut s’expliquer par deux phénomeénes : une thrombopénie
d’origine centrale c’est-a-dire un défaut de production des plaquettes ou une thrombopénie
périphérique c’est-a-dire une élimination accrue des plaquettes circulantes. La boucle d’auto-
régulation de la production plaquettaire permet de discriminer ces deux phénomeénes par
simple dosage de la TPO circulante (Figure 4). Si le niveau de TPO circulante est plus élevé que
la normale, cela indique une thrombopénie centrale puisqu’il n’y a pas assez de plaquettes
produites pour capter la TPO circulante. Si le niveau de TPO est normal, cela indique une
élimination des plaquettes apres la liaison de la TPO donc une thrombopénie périphérique (Cf.
paragraphe ci-dessous 1.2.1)3233,

Les anomalies de la production plaquettaire peuvent étre soit acquises, résultant d'un état
pathologique ou d'un traitement médical, soit d'origine héréditaire, on parle alors de
thrombopénie constitutionnelle3*. Ces formes génétiques peuvent étre transmises de
maniére héréditaire par les parents ou alors découler d’'une mutation de novo. Certaines
formes sont également associées a d’autres anomalies congénitales ou a des déficits

immunitaires, on parle alors de formes syndromiques®. Une vingtaine de génes ont été
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décrits actuellement comme responsables de ces thrombopénies36-38, Les variants a 'origine
des thrombopénies constitutionnelles agissent a des phases distinctes de la mégacaryopoiese
et présentent diverses manifestations cliniques et anomalies plaquettaires. Une des difficultés
majeures de ces pathologies est d’orienter ces patients vers les études génétiques permettant
de poser un diagnostic précis. Une étude internationale indique qu’environ 14 000 patients
par an bénéficient d’une exploration génétique, et I'anomalie génique a |'origine de la maladie

est retrouvée dans 50 % des cas3>3°.

1.2 Le mégacaryocyte, le précurseur direct des plaquettes

Les plaquettes sanguines proviennent de grandes cellules, jusqu’a 50 um de diametre,
appelées mégacaryocytes (du latin : méga : grand, caryo : noyau, cyte : cellule), qui ont été
décrites pour la premiére fois en 1890 par Howell?°. Si le réle du MK dans la formation des
plaguettes proposé par Wright en 1906 a été rapidement admis, les questions du mécanisme
et du lieu de leur production sont encore actuellement débattues*!. Les MKs sont des cellules
rares, représentant moins de 0,01% des cellules nucléées de la moelle osseuse. Ces cellules
acquiérent des caractéristiques spécifiques au cours de leur différenciation et de leur
maturation, désignées sous le terme « mégacaryopoiése ». Chez 'homme adulte, Ia
mégacaryopoiese est principalement localisée au niveau de la moelle osseuse rouge des os
plats (cotes, sternum, os du pelvis) alors que chez la souris adulte I’hématopoiése se situe

principalement dans les os longs comme le fémur.

1.2.1. Les MKs se différencient dans la moelle osseuse
De la cellule souche hématopoiétique vers le MK mature. A |'origine de la mégacaryopoiese, il
y a la cellule souche hématopoiétique (CSH) qui possede la propriété d’autorenouvellement
(aptitude a se reproduire sans se différencier), de multipotence (capacité a donner naissance
a toutes les cellules différenciées du sang) et la capacité de migrer. Les CSH en quiescence se
localisent préférentiellement a la niche ostéoblastique. Dés leur engagement vers la
différenciation, elles migrent vers la niche vasculaire, territoire de I’"hématopoiése®?. Ces
cellules possedent des marqueurs de surface spécifiques que I'on peut cibler afin de les isoler,
de les cultiver et les différencier pour des expériences in vitro. Chez ’lhomme, le principal

marqueur des CSH est I'expression de I'antigene CD34 qui, en combinaison avec les marqueurs
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Figure 5 : L'engagement de la lignée mégacaryocytaire dans I’hématopoiése.

Lors de sa différenciation en mégacaryocyte, la cellule souche hématopoiétique (CSH) passe par des
stades successifs de multipotence constituant les embranchements des différentes lignées
myéloides. Certaines cytokines régulant cette différenciation sont indiquées en rouge et les
principaux facteurs transcriptionnels impliqués sont indiqués en bleu. MPP : MultiPotent Progenitor;
CMP : Common Myeloid Progenitor ; MEP : Megakaryocyte-Erythrocyte Progenitor ; EPO :
Erythropoiétine ; TPO : Thrombopoiétine ; SCF : Stem Cell Factor ; IL-3/6/11 : Interleukine 3/6/11 .
D’aprés Léon et al., 2015.



Lin- CD90* CD38", permet d’isoler directement les CSH humaines®. Sous l'influence de
différents facteurs environnementaux, la CSH se différencie progressivement en progéniteurs
de plus en plus orientés vers une lignée spécifique. L'utilisation de tests de clonalité ont permis
a N. Debili et collaborateurs de démontrer [I'existence d'un progéniteur
érythroide/mégacaryocytaire bipotent humain (MEP), co-exprimant les marqueurs des deux
lignées et répondant aux facteurs de transcription spécifiques des deux lignées*.
L’'engagement des CSH et I’expansion cellulaire menant a ces progéniteurs bipotents MEP se
déroulent principalement sous I'effet de I'érythropoiétine (EPO), les interleukines IL-3 et IL-6
ainsi que le stem cell factor (SCF). La différenciation des MEPs en progéniteurs
mégacaryocytaires est induite par I'expression de génes spécifiques a cette lignée tels que
RUNX1, FLI1 et NFE237 (Figure 5).

Régulation de la mégacaryopoiese. La TPO, produite essentiellement dans le foie, constitue le
principal facteur de croissance favorisant la prolifération et 'engagement des CSH vers la
lighée mégacaryocytaire®*6, Cette cytokine est un régulateur important qui se lie au
récepteur MPL. Les souris invalidées pour le géne de la tpo (Thpo’:) présentent une
thrombopénie modérée secondaire a une diminution des MKs dans la moelle*’. Dans la
circulation, elle est captée par les plaquettes circulantes et les MKs matures qui expriment
tous les deux le récepteur de la TPO c-Mpl (cellular-Myeloproliferative leukemia). Comme
évoqué ci-dessus, la production de TPO est directement régulée par la masse plaquettaire :
un nombre accru de plaquettes lie la TPO et décroit la quantité de TPO disponible pour
stimuler la mégacaryopoiese; inversement une thrombopénie périphérique entraine une
régulation positive par la TPO326 (Figure 4).

Les temps précoces de différenciation sont contrélés par des facteurs pléomorphes tels que
I'interleukine 3 (IL-3) et le stem cell factor (SCF). Les étapes tardives de maturation sont
influencées par des facteurs tels que le leukemia inhibitory factor (LIF), I'lL-6 et I'IL-11. La
mégacaryopoiese est également régulée au niveau transcriptionnel. Plusieurs facteurs de
transcription ont été décrits. Parmi les plus importants, on peut citer GATA-1 qui, en
association avec son cofacteur FOG-1, est essentielle pour la différenciation érythroide-
mégacaryocytaire?®. Le proto-oncogéne Friend Leukemia Integration 1 (FLI1) et GATA1
activent des génes spécifiguement responsables de la régulation de la mégacaryopoiese

tardives®. Le facteur de transcription RUNX1 favorise la prolifération des progéniteurs et
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Figure 6 : De la mégacaryopoiése a la libération des plaquettes sanguines.

Sous I'effet de cytokines (TPO) et du microenvironnement cellulaire et matriciel, la cellule souche
hématopoiétique (CSH) amorce sa différenciation en mégacaryocyte. Elle subit un processus
d’endomitose lui conférant un noyau polylobé, augmente en taille, développe ses granules et un
réseau de membranes invaginées appelées DMS. Le mégacaryocyte mature émet, dans le sinusoide,
des fragments cytoplasmiques qui se remodelent en plaquettes sanguines. D’apres Nathalie Brouard,
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Figure 7 : Les différents stades de maturation du mégacaryocyte.

Les mégacaryocytes sont classés en quatre stades de maturation : Stade |, un mégacaryocyte
immature de 10 a 15 um de diametre avec un noyau bilobé occupant une large proportion du
cytoplasme. Stade I, un mégacaryocyte de 15 a 30 um de diamétre contenant un noyau multilobé,
des granules a et denses et le DMS en cours de développement. Stade Ill, un mégacaryocyte mature
30 a 50 um de diametre contenant un noyau multilobé, des granules plaquettaires, un réseau
important de membrane de démarcation (DMS) délimitant des territoires cytoplasmiques et une
zone périphérique dénuée d’organites. Pyrénocyte, un mégacaryocyte sénescent correspondant a un
noyau nu entouré d’un fin liseré cytoplasmique. Modifié, d’apres Eckly et al., 2012.



module les étapes tardives de la maturation de la mégacaryopoiése. Le facteur nucléaire

érythroide 2 (NFE2) est impliqué dans la maturation tardive des MKs>%°! (Figure 5).

1.2.2. La maturation du MK. La maturation du MK est marquée par deux mécanismes

biologiques quasiment uniques parmi les différents modeles de différenciation chez les
mammiféres : (1) la polyploidisation du MK par un processus appelé endomitose et (2) le
développement extraordinaire d’un réseau de membranes internes appelé membranes de
démarcation (DMS, demarcation membrane system). L'ensemble des processus de
maturation nucléaire et cytoplasmique dure environ 8 jours au terme desquels les plaguettes
sont libérées dans la circulation sanguine®?=4, A terme, on estime qu’un MK donne naissance
a plusieurs milliers de plaquettes sanguines (Figure 6).

Les stades de maturation du MK. Il est possible de classer les MKs en 4 stades successifs, leur
conférant une ultrastructure caractéristique pour chaque stade : mégacaryoblaste (stade I),
promégacaryocyte (stade Il), mégacaryocyte (stade lll) et pyrénocyte correspondant au MK
sénescent> (Figure 7). Les MKs de stade | mesurent entre 10 et 15 pm, ont un rapport nucléo-
cytoplasmique élevé et ne possédent pas de granules. En stade I, ils mesurent entre 15 et 25
um et leurs noyaux sont multilobés. Ces cellules sont riches en mitochondries, en réticulum
endoplasmique rugueux et comportent un appareil de Golgi trés développé, permettant la
synthése massive de protéines plaquettaires et la biosynthése des lipides nécessaires a la
formation des membranes®®. C’est également au cours de ce stade que les MKs commencent
a exprimer les récepteurs membranaires spécifiques a la lignée plaquettaire (tels que allb3,
GPIb-IX-V et GPVI) et qu’apparaissent les granules sécrétoires spécifiques a la lignée
plaquettaire, les granules a et denses®’>%. Les corps multivésiculaires (MVB), précurseurs
directs des deux types de granules, sont largement représentés dans ces MKs>>®°, Lors du
stade lll, le MK est mature et mesure entre 25 et 50 um. Il est caractérisé par 3 zones : 1) une
zone nucléaire comportant le noyau polylobé, 2) une zone intermédiaire cytoplasmique riche
en organelles et en DMS, et 3) une zone périphérique dépourvue d’organelles et riche en
cytosquelette d’acto-myosine. Le MK sénescent, ou pyrénocyte, contient le noyau polylobé
avec un fin liseré de cytoplasme résultant de I'émission de toute la masse cytoplasmique au

travers des sinusoides.
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Figure 8 : L'endomitose dans la maturation du mégacaryocyte.
Le mégacaryocyte réplique son ADN (phase S) avant d’entrer en prophase puis en métaphase
classique. Au cours de I'anaphase, la cytokinese est avortée et n’aboutit pas a la séparation classique

de la cellule en deux cellules filles. La cellule refusionne et devient polyploide gardant ainsi une seule
membrane nucléaire. D’aprés Chang et al., 2007.

Figure 9 : Les étapes précoces de développement du DMS.

(A) Pré-DMS visualisé en microscopie électronique a transmission dans un mégacaryocyte immature
(fleche et téte de fleche), n: noyau. (B) Pré-DMS visualisé en vert (GPIbB) par microscopie confocale
dans un mégacaryocyte immature dont les lobes nucléaires apparaissent en bleu (DAPI). (C)
Structure tridimensionnelle d’'un mégacaryocyte bilobé. Le pré-DMS visualisé en orange est localisé

entre les lobes nucléaires et est en continuité avec la membrane plasmique. Adapté d’apres Eckly et
al., 2014.



Le noyau polylobé. L'’endomitose est un processus original qui va aboutir a la formation du
noyau polylobé et polyploide (jusqu’a 128N), si caractéristique du MK®L. Au cours de
I’endomitose, les MKs vont amorcer une mitose et dupliquer leur matériel génétique sans
aboutir a leur division nucléaire et cellulaire. La cytokinése est avortée et la membrane
nucléaire se reforme aboutissant a une cellule bilobée 4N. Plusieurs endomitoses successives
conduisent le MK a atteindre une polyploidisation allant jusqu’a 128N. Il en résulte une cellule
géante contenant un noyau unique plurilobé>*%2-%5 (Figure 8). La cytokinése avortée est due
a un défaut de formation de I'anneau contractile d’actomyosine régulé par RhoA et nécessaire
au clivage des deux cellules filles®®. Au niveau moléculaire, la transition entre la mitose et
I’endomitose fait intervenir une répression de I'expression de la myosine IIB par le facteur de
transcription RUNX1 et une anomalie dans la signalisation de la voie Rho/Rock. Ainsi,
I'inhibition de I’activité de RhoA entraine une diminution de I'accumulation d’actine au niveau
de I'anneau contractile qui, couplée a une diminution d’expression de la myosine IIB, serait
responsable de la cytokinése incompléte®.67,

Les membranes de démarcation (DMS). Le DMS est une autre caractéristique singuliére de la
lignée mégacaryocytaire. Au cours de la maturation, le DMS se développe de maniére
extraordinaire entre le stade de MK immature de stade | et celui de stade Il délimitant des
territoires cytoplasmiques, puisque la quantité de membrane augmente de 26 fois en I'espace
de 72h>*%8,_0On parle de systéme des membranes de démarcation car il découpe le cytoplasme
en petits territoires qui, a l'origine, étaient appelés territoires « plaquettaires »%°79, Ce
concept implique toutefois que les "plaquettes préformées" cytoplasmiques soient entourées
de microtubules enroulés, ce qui n'a jamais été visualisé. En 1982, Radley et Haller
démontreront que ces membranes approvisionnent les membranes plasmiques des futures
plaquettes et constituent ainsi un réservoir pour la formation des plaquettes. Ce réseau de
membranes est en continuité avec la membrane plasmique du MK>37! et ce sont les protéines
contenant un domaine F-BAR, PACSIN2 et CIP4, qui régulent les invaginations tubulaires’?. La
filamine A (FLNA) interagit avec PACSIN2, pour assurer sa localisation correcte aux sites de
tubulation membranaire’®. Au laboratoire, la combinaison de plusieurs approches de
microscopie nous a permis de caractériser les premiéres étapes de formation du réseau de
membranes de démarcation (pré-DMS) des MKs’* (Figure 9). Cette étude a révélé que le pré-

DMS est initialement formé par une invagination de la membrane plasmique puis alimenté
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Figure 10 : Comparaison in situ vs in vitro de la morphologie des MKs observés par MET (A) et MEB
(B).

(A) Le MK mature in situ possede une zone d’actine périphérique qui maintient le DMS et les
granules. A l'inverse, le MK de culture in vitro ne possede pas de zone périphérique et des granules
sont visibles jusqu’a la membrane plasmique. Les MKs de culture in vitro ont un DMS sous-
développé. D’apres 'UMR_S1255, Eckly A. (B) Différence d’aspect entre les proplaquettes in vitro et
in situ. Ainsi, les MKs observés en SEM in situ émettent quelques protrusions comparés au MKs de
culture in vitro qui émettent de nombreuses proplaquettes organisées en colliers de perles. D’aprés
Scandola et al., 2020.



par I'apport de membranes supplémentaires pour permettre son expansion via les vésicules
golgiennes et le contact du réticulum endoplasmique’.

Un développement anormal du DMS et de son organisation en territoires cytoplasmiques
entraine une diminution du nombre de plaquettes ou du nombre de proplaguettes formées
par le MK. C’est notamment le cas pour des mutations de genes humains conduisant a
certaines pathologies (syndrome de Bernard-Soulier, maladies liées a MYH9) ou des délétions
de génes murins (Gplba, Gplbb, Gp9, FInA, small Rho GTPase)’. Le DMS conditionne ainsi
directement la quantité de membranes disponibles pour la formation de plaguettes.

La zone périphérique du MK mature. A la jonction du compartiment cytoplasmique et de la
membrane plasmique se trouve une zone particuliere contenant de I'actine filamenteuse et
entourant tout le MK, c’est la zone périphérique. Etonnamment, il n’existe actuellement que
trés peu de données concernant cette zone périphérique. Ceci est probablement di au fait
gue cette zone est totalement absente dans les MKs cultivés in vitro, la source de MKs la plus
couramment utilisée dans la littérature (Figure 10A). De par sa localisation et sa richesse en
actine, la zone périphérique pourrait jouer le réle de barriere permettant de maintenir le DMS
en place jusqu’a ce que le MK soit suffisamment mature pour libérer les plaquettes’®~78, C’est
aussi par lintermédiaire de cette zone que les MKs entrent en contact avec les
microvaisseaux, ce qui laisse a penser qu’elle pourrait jouer un réle stratégique a leur passage.
Il reste beaucoup a découvrir concernant la zone périphérique, et ceci sera abordé dans I'axe

1 de mes résultats.

1.2.3. L’empéripolése. Au cours de I'étude des moelles osseuses de souris déficientes en
intégrines B1 et B3 (Cf. Axe 2 des résultats), nous avons constaté que les MKs de ces souris
présentaient de |'empéripolése, c’est pourquoi nous introduisons ici cette notion.
L'empéripoléese est un processus biologique peu commun au cours duquel une cellule pénétre
le cytoplasme d’une cellule héte sans subir de dommages, avant d’en ressortir intact.
L'observation d’aspirats frais de moelle osseuse a permis de mettre en évidence la présence
de lymphocytes se déplacant dans le cytoplasme des MKs. C’est dans cette étude que le
chercheur J.G. Humble introduit le terme empéripolése a partir du grec, em a l'intérieur, peri
autour et polemai se promener’®. En effet, a la différence de la phagocytose, la cellule en

empéripolése reste viable, intacte et circule au travers du cytoplasme de la cellule hote. A
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Figure 11: L’empéripolése est la présence de neutrophiles dans les membranes internes du
cytoplasme de certains mégacaryocytes.

On peut observer la présence de neutrophiles (pointillés rouges) dans le compartiment externe des
membranes du DMS de certains mégacaryocytes. D’aprés 'UMR_S1255, Eckly A.



noter que certaines cellules cancéreuses peuvent également faire de I’'empéripolése avec des
lymphocytes natural killer®®.

L'empéripolese est un évenement rare dans les MKs en conditions physiologiques (~ 4% MKs
totaux), les cellules invasives étant le plus souvent des neutrophiles (Figure 11). Néanmoins,
une augmentation de I'empéripolése peut étre révélatrice de certaines conditions
pathologiques ou de stress. C’est notamment le cas dans des syndromes myéloprolifératifs,
de myélofibrose idiopathique ou d’inflammation, ol la proportion de MKs contenant de
nombreuses cellules hématopoiétiques (jusqu’a 5-6 cellules) peut atteindre 34%8%. A ce jour,
les mécanismes impliqués dans I'empéripolése ne sont pas encore clairement établis mais
différentes pistes ont été évoquées dans la littérature. L’'empéripolése peut étre favorisée par
une interaction des neutrophiles avec de la P-sélectine exprimée sur le DMS® ou faire
intervenir des molécules d’adhérence telles que les cadhérines®. Plus récemment, I'équipe
de Nigrovic a montré que I'empéripolése était un processus médié par le couple ICAM-1 du
MK et les intégrines B2 du neutrophile®. Cette étude révele également un transfert des
membranes plasmiques des neutrophiles dans le DMS. Les auteurs proposent ainsi que
I'empéripolése soutienne la formation des plaquettes sanguines en modulant la production
de la membrane des futures plaguettes. Néanmoins, connaissant la faible proportion de MKs
présentant de I'empéripolése en condition physiologique (4%), on peut se demander la part

effective de ce processus dans la thrombopoiese.

1.2.4. Le franchissement de la barriere sinusoidale

La production des plaquettes exige que le compartiment cytoplasmique du MK mature
traverse la barriere des sinusoides. Cette derniere étape de la mégacaryopoiese peut
schématiquement étre divisée en quatre séquences d’événements : I'apposition des MKs au
niveau des sinusoides, le contact et passage de la lame basale, le franchissement de la barriere
endothéliale et I'’énucléation.

L’apposition des MKs aux sinusoides. Les travaux initiaux du groupe de S. Rafii ont fait
apparaitre le SDF-1 (stromal cell-derived factor ou CXCL12, ligand du récepteur CXCR4) et le
FGF-4 (fibroblast growth factor) comme étant les deux principales cytokines impliquées
respectivement dans la migration et la maturation des progéniteurs*?84-87, Le SDF-1 se fixe sur
le récepteur CXCR4 exprimé sur les progéniteurs et ceci permet leur migration vers les
sinusoides par un processus qui requiert, d’'une part I'expression de VCAM-1 (CD106) a la
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Figure 12 : Le SDF-1 et le positionnement des MKs au niveau des sinusoides.

(A) Modele tel que décrit par Avecilla et al. en 2004. Le SDF-1 participerait a la migration des
mégacaryocytes de la niche endostéale vers les sinusoides, favorisant ainsi la thrombopoiése. (B)
Modele révisé par Stegner et al., en 2017 suite a la démonstration que les mégacaryocytes sont
sessiles et se trouvent a proximité immédiate des sinusoides. Adapté d’apres Stegner et al., 2017



surface des cellules endothéliales et, d’autre part, I'expression de I'intégrine a4B1 (ou VLA-
4) sur les MKs*288-90_ | es souris déficientes pour CXCR4 et SDF-1 présentent une altération
majeure de la myélopoiése®?2, La signalisation induite par la liaison de SDF-1 a son récepteur
CXCR4 conduit a une augmentation intracellulaire du signal calcique, I’activation des voies de
signalisation des kinases (ERK1/2 et Src tyrosine), I'expression de la métalloprotéase MMP-9
et la polarisation des récepteurs CXCR4 3 la surface des MKs8>8723%5 En outre, D. Stegner et
coll. ont récemment réalisé des reconstructions 3D de la moelle indiquant que 80 % des MKs
résident directement au niveau des sinusoides®®. Cette cartographie met également en
lumiére la forte densité du réseau sinusoidal de la moelle, avec une distance séparant deux
sinusoides d’environ 40 um. Sachant que le diametre moyen des MKs de 25 um, il n’est pas
étonnant de voir que la majorité des MKs soient associés a un sinusoide (Figure 12). Ces
résultats valident ceux de O. Lichtman qui déja en 1978 montrait une localisation
parasinusoidale des MKs®’. Cette étude confirme également que les MKs matures ne migrent
pas. In vivo, les MKs "bougent" a une vitesse de 0,4 um/min, a la différence des neutrophiles
qui migrent a une vitesse de 20 a 25 um/min dans le tissu interstitiel.

Le contact et le passage de la lame basale. Les événements conduisant au passage de la lame
basale sont encore trés mal compris et impliquent probablement un ensemble d’interactions
entre les récepteurs d’adhérence exprimés sur les MKs, notamment les intégrines de type 1
et B3 ainsi que leurs ligands correspondants localisés dans la lame basale des sinusoides. Parmi
les intégrines, on peut citer a2B1 qui lie les collagenes dont le collagene IV, a581 comme
récepteur de la fibronectine, I'intégrine a6B1 pour les laminines, I'intégrine avp3 capable de
lier a la fois la fibronectine et la vitronectine et allbB3 qui lie le fibrinogene. L’étude des souris
« knock-out » (KO) pour les sous-unités 1 ou B3 de la lignée mégacaryocytaire n’a pas révélé
de défaut majeur au niveau des MKs ou de la production des plaquettes®®°°. La souris
déficiente en intégrine a2 dans la lignée mégacaryocytaire présente seulement une faible
diminution du volume plaquettaire moyen'®., Par ailleurs, les expériences in vitro donnent
parfois des résultats contradictoires et ne permettent pas d’établir précisément le réle des
intégrines dans les interactions MKs/protéines extracellulaire. Ceci sera largement discuté
dans le chapitre 3 relatif aux intégrines. De facon similaire, on ne sait pas si une activité de

dégradation est associée a cette étape, point qui sera détaillé dans le chapitre 4.
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Le franchissement de la barriéere endothéliale. Cette étape est également supposée faire
intervenir des molécules d’adhérences mégacaryocytaires et leurs contre-récepteurs
endothéliaux (sélectines, intégrines et molécules d’adhérence cellulaires). Outre
I'intervention du couple a4B1/VCAM-1 discuté plus haut*?, PECAM-1 (Platelet Endothelial Cell
Adhesion Molecule-1) pourrait également contribuer a I'adhérence aux cellules endothéliales.
Cette molécule d’adhérence est exprimée a la fois sur les cellules endothéliales et les MKs et
permettrait, par interaction homotypique, I'ancrage des MKs aux cellules endothéliales. /In
vitro, le traitement par un anticorps neutralisant anti-PECAM inhibe I'adhérence des MKs aux
cellules endothéliale et leur migration en présence de SDF-1. Chez la souris, 'invalidation du
géne codant pour PECAM-1 s’accompagne d’une diminution des MKs médullaires associés aux
sinusoides?19%102 De facon intéressante, il a également été proposé récemment que
I’endogline (CD105) présente sur les cellules endothéliales, pouvait interagir avec I'intégrine
allbl33 plaquettaire, ce qui interroge sur la possible contribution de ces deux partenaires lors
des derniéeres étapes de la mégacaryopoiése (communication orale E. Rossi, Club Francais des
Plaquettes et des Mégacaryocytes, Marseille, 2016).

En 2012, le groupe du S. Massberg a découvert que la sphingosine 1-phosphate (S1P)
était essentielle dans le guidage des MKs au travers de I'endothélium. La S1P est un
phospholipide provenant de la phosphorylation de la sphingosine qui circule en quantité
importante dans le sang (sa concentration peut atteindre 1 uM). Elle se lie sur son récepteur
S1P1 présent a la surface des MKs. Chez la souris, la délétion du récepteur S1P1
mégacaryocytaire provoque une thrombopénie due a I'accumulation anormale de plaquettes
dans le compartiment médullaire extravasculaire'®3, Il est intéressant de noter qu’une
anomalie similaire a été identifiée dans la moelle osseuse de souris déficientes pour WASp,
impliquant toutefois des mécanismes moléculaires totalement différents. Alors que la
morphologie des MKs dans les souris SIP17 est normale, les MKs WASp sont anormaux avec
un défaut dans I’organisation du cytosquelette®* et cela fera I'objet d’une section particuliére
(Cf. chapitre 4.3.1). Quoiqu’il en soit, I'étude de S. Massberg a été contestée récemment par
E. Camerer et collaborateurs démontrant I’'absence de défauts dans la mégacaryopoiése et de
la production plaquettaire en utilisant divers outils pharmacologiques et modéles de souris
déficientes pour les récepteurs S1P1 et S1P2 ou pour les enzymes de phosphorylation de la

sphingosine®®>,
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Figure 13 : L’expression des lamines nucléaires lors de la maturation des MKs.

(A) Expérience d'immunofluorescence montrant la présence de lamine A sur la membrane nucléaire
d’un MK mature comportant un noyau polylobé (>8n). (B) Au cours de la maturation des MKs,
I'expression des lamines A et B augmente avec la ploidie. MKP:MK progenitors ; EryP: erythroid
progenitors ; LateEry: late erythroblasts ; RBC, red blood cells ; G: granulocytes ; M: monocytes; BM:
bone marrow ; PB: peripheral blood. D’apres Shin et al., 2013



L’énucléation et le corps résiduel. A la fin du franchissement de la barriére sinusoidale, le corps
résiduel du MK constitué d’un noyau entouré d’une fine enveloppe de cytoplasme et d’une
membrane plasmique reste dans la moelle ou il sera phagocyté par les macrophages!®. En
raison de la difficulté de capturer cette étape particuliere de la mégacaryopoiese, les
mécanismes moléculaires impliqués dans la séparation du noyau et de la masse
cytoplasmique du MK ne sont pas connus. L'observation en ME montre un noyau contenant
de la chromatine condensée. Ces changements morphologiques sont a rapprocher de ceux
gue I'on observe au cours de I'apoptose. Les études du groupe de W. Vainchencker ont
montré que les MKs sénescents exposent a leurs surfaces de la phosphatidylsérine qui
constitue un signal induisant leur phagocytose par les macrophages. Par ailleurs, on sait que
I'activation des caspases, en particulier des caspases 3 et 9, est importante dans la formation
des plaquettes. L'activation de la caspase 3 est particuliere car elle apparait
compartimentalisée dans le cytoplasme du MK7-109,

Pourquoi le noyau des MKs ne franchit-il pas la barriere sinusoidale ? Pour répondre a cette
guestion, il est nécessaire d’introduire les lamines qui forment les structures majeures de
I’enveloppe nucléaire'®, La lamina est un réseau maillé de filaments intermédiaires composé
des lamines de type A et B. Les lamines de type A, incluant la lamine C issue d’un épissage
alternatif, sont responsables de la rigidité du noyau alors que les lamines de type B jouent un
réle dans son intégrité!l. D. Discher et collaborateur nous apprennent que le rapport
stoechiométrique de I'expression de lamine A/C par rapport a la lamine B, analysé par
spectrométrie de masse, est plus grand pour des cellules possédant un noyau rigide*?. Par
exemple, ce sont les cellules CD34+ qui possédent le plus faible rapport (~ 0.25) et les
érythroblastes le plus élevé (> 10). Les MKs, quant a eux, ont un rapport intermédiaire (~ 1)
associé a une forte augmentation de I'expression (~ 10 fois) des lamines au cours de leur
maturation. Les auteurs proposent que c’est la taille élevée et la forme complexe de leur
noyau polyploide, plutét que la rigidité elle-méme, qui limite leur passage au travers les
sinusoides®® (Figure 13). Il est intéressant de souligner ici que les enfants atteints du
syndrome de progéria Hutchinson-Gilford (maladie rarissisme due a une mutation du géne
codant pour la lamine A) présentent un vieillissement prématuré associé a une numération
plaquettaire élevée (452.000 a 714.000/ul)'14. A noter également les travaux de Friedl qui

indiquent que le déplacement des cellules a travers une matrice extracellulaire 3D est fonction
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Figure 14 : Historique de la biologie des mégacaryocytes et des plaquettes.
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de 2 parametres : la porosité de la matrice et la déformabilité du noyau, la déformabilité du

noyau étant atteinte a 10 % de la section nucléaire'?>.

En résumé de cette section 1.2.4, on peut souligner le caractére singulier et unique du
processus de transmigration des MKs. Contrairement aux autres cellules hématopoiétiques,
les MKs matures résident a proximité immédiate des sinusoides et ne migrent pas dans le tissu
hématopoiétique, leur passage transendothélial nécessite une déformation cellulaire
extensive afin de faire passer I’énorme masse cytoplasmique a travers les ouvertures étroites
de la barriére sinusoidale et, ce processus s'accompagne de la séparation du noyau polylobé

de la masse cytoplasmique de la MK, un événement totalement incompris a I'heure actuelle.

1.3. L’étape finale : La production des plaquettes

1.3.1. La thrombopoiése : les études in vitro et in vivo

L’histoire des proplaquettes. Dés 1956, Thiéry et Bessis ont observé, a partir d'explants frais
de moelle osseuse de rats, que les MKs étendaient ex vivo de longues extensions filiformes,
leur conférant une morphologie de pieuvre!®® (Figure 14). Des études de microscopie
électronique a balayage confirmeront ensuite in situ que les MKs émettent des pseudopodes
de tailles variables dans la lumiere des sinusoides médullaires. Ces images sont a I'origine de
I'appellation « proplaquettes »'7118, En 1994, la découverte de la TPO a facilité la
compréhension des mécanismes de formation des plaquettes en rendant possible les études
in vitro>>11%120 Ces études ont ainsi permis de décrypter le role essentiel des microtubules
dans ce processus qui, en glissant les uns sur les autres (« sliding »), permettent I'élongation
des proplaquettes®®’7121122 et |e trafic d’organites vers les extensions proplaquettaires'?3. En
1999, I'équipe de Hartwig et al., a montré que les microtubules s’enroulent au bout des
proplaquettes, postulant que les plaquettes sont produites a partir de ces boutons
plaquettaires?. Ceci a conduit a ce que le "modéle des proplaquettes" tel qu’identifié in vitro
devienne le modéle prédominant pour exprimer la libération des plaquettes par le MK.
Pourtant, une limite a la description de ce modeéle est le caractére artificiel des systémes de
culture qui pourrait biaiser les résultats. On sait par exemple que la maturation des MKs est
beaucoup moins efficace dans les conditions de culture, avec une ploidie plus faible, un DMS

sous-développé et I'absence de la zone périphérique (Figure 10A). Ceci pourrait également
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expliquer la différence d’architecture entre les proplaquettes produites dans la moelle
osseuse ou en culture (Figure 10B).

Grace au développement de la technique de microscopie intravitale bi-photonique sur le
crane de souriceaux, Junt et al.,, ont pu filmer le passage en temps réel de fragments
cytoplasmiques mégacaryocytaires dans la circulation sanguine!?*. Les auteurs observent ainsi
gue ce sont des extensions cytoplasmiques volumineuses (~ 800 fois le volume moyen d’une
plaquette) qui entrent dans la circulation, et formeront ensuite des proplaquettes en s’étirant
dans la circulation vasculaire. Le passage transendothélial de MKs entiers dans la circulation
est rarement observé lors de ces acquisitions d’images en intravital. Ces résultats sont en
accord avec ceux de A. Poole qui, en utilisant une approche corrélative associant la
microscopie intravitale et la MET, a démontré la présence de grosses extensions
mégacaryocytaires traversant ’'endothélium!?°. La force du flux sanguin et le remodelage du
cytosquelette controlent ensuite la libération des plaquettes par fragmentation des
proplaquettes.

Le réle du cytosquelette dans la thrombopoiése/plaquettogenése. La formation des
proplaquettes nécessite des remaniements importants du cytosquelette. L’assemblage des
microtubules procure la force pour I’extension des proplaquettes’?3125, Ceci a été visualisé
en temps réel par microscopie a fluorescence grace a l'utilisation de MKs exprimant la
protéine de fusion EB3-GFP (end-binding protein 3 s’associant a l'extrémité (+) des
microtubules). Ces études ont également mis en lumiére le role essentiel de la dynéine, une
protéine motrice se fixant sur les extrémités (-) des microtubules. A I'extrémité de la
proplaquette, les microtubules forment une boucle qui délimiterait la future
plaquette!?2123126 pgr jilleurs, I'utilisation de souris déficientes en tubuline B1, I'isoforme
principale exprimée dans les MKs, montre I'importance des microtubules avec I'apparition

d’une population de plaquettes circulantes apparaissant sphériques?’

. Il est important de
souligner que ce rble des microtubules dans la formation des proplaguettes repose
essentiellement sur des observations in vitro. Dans notre laboratoire, C. Léon et collaborateurs
ont montré que le role des microtubules semble étre moins important in vivo ou les forces
hémodynamiques semblent étre suffisamment fortes pour contribuer substantiellement a
I'élongation des proplaquettes'?®. En conséquence, l'inactivation ou la mutation des tubulines

entrainent une absence quasi totale des proplaquette in vitro, alors que in vivo on n'observe

qu'une diminution de ~50 % des proplaquettes et des plaquettes circulantes in vivo!®128
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Dans notre unité de recherche, F. Lanza et collaborateurs ont également identifié d’autres
isoformes essentielles dans la formation des plaquettes telles que la tubuline a4A dont la
mutation non-sens V260E conduit a une macrothrombopénie et une sphéricité associée a une
réduction du nombre d’enroulements de microtubules dans la bande marginale®. Par ailleurs,
des études récentes proposent que les modifications post-traductionnelles jouent également
un réle dans la formation des plaquettes. Ceci découle de I'observation qu’un inhibiteur de
I’histone désacétylase 6 (abrégée HDAC6), le Panobinostat, induit une thrombopénie chez
I'homme et conduit a une mégacaryopoiese anormale avec une altération de la formation des
proplaquettes in vitro'?>130, Depuis il a été démontré que ces effets, dont on pensait
initialement qu'ils résultaient de [|'hyperacétylation des microtubules, étaient plutot
provoqués par I'hyperacétylation de la cortactine, une autre cible des HDAC6%!. Il est
également intéressant de noter que I'axe HDAC6-cortactine n'est requis pour la biogéneése des
plaguettes que chez I'homme, mais pas chez la souris.

Le role précis du cytosquelette d’actine reste encore aujourd’hui moins bien compris. Il est
néanmoins admis que I'acto-myosine joue un rdle clé dans les étapes de structuration et la
polarisation du DMS°232, ainsi que sur la ramification des proplaquettes!33. Les analyses de
mutations humaines et murines ont rapporté différents acteurs importants dans
I'organisation et la dynamique de I'actine reliée a la plaguettogénése. Parmi ceux-la, on peut
citer la myosine 11A1>76134-136 |5 cofiline®®?, la filamine A3813% WASp104140141 |5 formine
mDial#?, 'a-actinine 11437145, |a tropomoduline 346 et la Pacsin 272 (Tableau 1). En général,
ces protéines sont impliquées soit dans 1) I'endomitose, 2) 'adhérence avec la matrice, via les
podosomes, 3) I'organisation du DMS ou 4) la distribution des organelles.

De facon complémentaire, parmi les différentes molécules de signalisation capables de
moduler la dynamique du cytosquelette d’actine et des microtubules, les GTPases de la

1477153 ¢’accordent pour

famille Rho occupent une place essentielle. De nombreuses études
démontrer leurs contributions dans la production des plaquettes. Le but n’est pas d’en
détailler les mécanismes ici mais simplement d’en présenter un résumé dans un tableau

retracant leurs effets principaux sur la mégacaryopoiese et thrombopoiése (Tableau 2).
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Figure 15 : Le bourgeonnement membranaire des mégacaryocytes et la formation des plaquettes.

(A) Image de microscopie électronique a transmission montrant deux bourgeons dont I'un est vide et
I'autre contient des organites mais pas de microtubules, x38000. Adapté, d’apres Zucker-Franklin,
1988. (B) Image de microscopie électronique a transmission montrant un mégacaryocyte en cours de
fragmentation, x4000. D’aprés Zucker-Franklin, 1984. (C)(D) Les bourgeons décrits par Potts et al.
correspondraient a des plaquettes sanguines de par leur volume similaire, libérant ainsi une
plaquette par bourgeons. (E) Image d’une coupe de foie feetal montrant un mégacaryocyte (CD41, en
blanc) libérant un bourgeon au travers de I'endothélium (Flk1-GFP, en vert). Ce bourgeons serait
directement une plaquette de par son contenu granulaire en facteur von Willebrand (en rouge). La
tubuline serait également présente dans le bourgeon (en jaune). Adapté, d’apres Potts et al., 2020.



1.3.2. Le bourgeonnement membranaire des mégacaryocytes: une

alternative a la production plaquettaire ?

Les plaquettes pourraient-elle se former difféeremment ? Dans une étude publiée par Potts et
al. 'année derniere dans J. Exp. Med, les auteurs s’interrogent sur la rareté des proplaquettes
observées par microscopie intravitale. Leurs observations stipulent que seulement 2% des
MKs forment des proplaquettes in vivo, les conduisant a se demander s’il n’existerait pas une
autre alternative, plus « rentable », a la production de plaquettes®*. En utilisant des
approches d’imageries super-résolutives, ils rapportent ainsi la présence de bourgeons
membranaires a la surface des MKs dont |a taille, I'aspect et le contenu pourrait correspondre
a des plaquettes circulantes. Il est a noter que cette observation n’est pas nouvelle. En effet,
d’anciennes études de ME rapportées par Zucker-Franklin décrivaient déja des bourgeons
similaires'® (Figure 15A-B), mais I'idée qu’ils puissent étre une source de plaquettes avait été
abandonné sur la base des arguments suivants : 1) les futures plaquettes se détachant des

156 et

MKs ne sont pas délimitées par une bande marginale d’enroulements de microtubules
2) I'aspect des MKs laissait a penser que les cellules étaient en cours d’apoptose!®’. Dans
I’étude de Potts et al., des expériences d'immunomarquage ciblant la forme active de la
caspase 3 suggerent que la formation des bourgeons n’est pas un phénomeéne apoptotique.
Par ailleurs, ils mettent a profit des souris Pf4-Cre:Confetti, dont les MKs expriment
alternativement YFP (Yellow fluorescent protein) ou RFP (Red fluorescent protein) au cours de
leur maturation, afin d’établir que les bourgeons membranaires sont bien en continuité avec

les MKs. Grace a la microscopie intravitale, ils visualisent le détachement des bourgeons

plaquettaires dans la circulation sanguine (Figure 15C-E).

Evaluation critique de cette étude. De mon point de vue, cette étude souléve un certain
nombre de questions concernant notamment la visualisation des événements (images dont la
résolution n’est pas toujour suffissante), les mécanismes moléculaires conduisant a la
formation des bourgeons (non étudiés) et |'efficacité de ce processus (1 bourgeon libere
seulement une plaquette tandis qu’une proplaquette libére une centaine de plaquettes). Par
ailleurs, ce type de bourgeonnement est fréquemment détecté lors d'une mégacaryopoiese
de stress ou anormale. |l serait donc possible que les événements décrits par Potts dépendent
de I'état des MKs. Ceci n’est pas sans rappeler les travaux de Nishimura et collaborateurs qui

proposent que les plaguettes puissent étre libérées directement par une rupture directe de la
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Figure 16 : Role du poumon dans la biogenése des plaquettes.

(A) La production de plaquettes dans la microcirculation pulmonaire : Suite a la libération de
fragments cytoplasmiques par le mégacaryocyte au travers des sinusoides de la moelle osseuse, les
proplaquettes se remodelent dans la circulation sanguine et notamment dans la microcirculation
pulmonaire ou elles se fragmentent en plaquettes. Cette microcirculation permettrait le remodelage
des rares mégacaryocytes entiers ayant traversé la barriere sinusoidale. (B) Le poumon serait
également un réservoir de mégacaryocytes et de progéniteurs pouvant migrer et compenser des
déficits cellulaires et plaquettaires au sein de la moelle osseuse. D'apres Lefrangais et al., 2017.



membrane plasmique des MKs (les auteurs parlent « d’explosion du MK »). Ceci se produit
dans un contexte inflammatoire, lorsque les niveaux circulants d’interleukine IL-1a. sont
élevés dans la souris'®®. Cette cytokine est libérée par les cellules non hématopoiétiques, telles
que les cellules endothéliales, lorsqu’elles sont endommagées. Dans ces conditions
inflammatoires les MKs présentent une activation de la caspase-3 indiquant un état pro-
apoptotique, faisant écho avec les observations de fragmentation mégacaryocytaire des

années 1980s.

1.3.3. Le role du poumon dans la biogéneése des plaquettes

La microcirculation pulmonaire : un filtre pour les mégacaryocytes. En 1937, Howell et
Donahue observent I'existence de deux populations de MKs : 'une dans la moelle osseuse et
I'autre dans les poumons. lls proposent alors que des plaquettes puissent étre produites par
fragmentation des MKs dans la circulation sanguine®®!>°, La contribution du poumon en tant
gu’organe thrombopoiétique est cependant longtemps restée débattue par manque de
preuves directes. Ce qui fait tout I'intérét du travail de E. Lefrancais et al., c’est I'observation
en dynamique de MKs et de larges fragments cytoplasmiques piégés dans la circulation
pulmonaire, libérant chacun entre 500 a 1 000 plaquettes sur une durée de 60 min'®. Grace
a une technique innovante d’imagerie intravitale, ils observent des MKs qui quittent la moelle
osseuse et entrent dans la circulation sanguine, confirmant ainsi le modéle selon lequel de
larges fragments cytoplasmiques sortent de la moelle osseuse'?* et circulent jusqu’aux
poumons ou ils sont alors retenus et étendent des proplaquettes. Les contraintes physiques
liées aux étroits vaisseaux pulmonaires, premier lit vasculaire rencontré par les MKs,
favorisent la libération des plaquettes (Figure 16A).

Le poumon : un réservoir de progéniteurs sanguins ? L’une des observations les plus curieuses
de ce travail de 2017 concerne la présence d’une deuxieéme population de MKs, plus
immatures, qui résident dans le compartiment extravasculaire du poumon. Afin de déterminer
la provenance et le role de ces cellules, les auteurs ont transplanté des poumons perfusés
sains de souris PF4-tomato, dont les MKs sont verts, dans des souris thrombopéniques. lls
montrent ainsi que les CSH présents dans le poumon, provenant des animaux sains, sont
capables de migrer vers la moelle osseuse des animaux thrombopéniques ou elles
reconstituent un nombre de plaquettes normales (Figure 16B). Bien que cette étude indique

I’existence de progéniteurs hématopoiétiques au sein du poumon, elle n’en reste pas moins
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Figure 17 : Différents modéles sont proposés pour expliquer la formation des plaquettes a partir
des mégacaryocytes.
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étonnante puisque des systemes de transplants pulmonaires chez I’'homme ont démontré
I’origine extra-pulmonaire des MKs®L, || subsiste également quelques incertitudes concernant
les travaux de E. Lefrangais et al., notamment 1) I'impact de I'inflammation induite par la
transplantation pulmonaire qui pourrait faciliter la sortie de progéniteurs et/ou MKs
médullaires®®, 2) la possibilité qu’il subsiste des CSHs dans les poumons perfusés des souris
donneuses de greffe, et 3) I'identité de cette deuxieme population PF4-GFP positive, sachant
gu’une « fuite d’expression » de la PF4 vers d’autres lignées hématopoiétiques (en particulier
les leucocytes circulants, les macrophages infiltrant les tissus et les cellules immunitaires en

conditions inflammatoires) a été rapporté par notre laboratoire62,

En conclusion de cette partie relative a la thrombopoiese, de nombreuses interrogations
persistent concernant cette étape. Quels sont les mécanismes qui régulent la libération des
plaguettes au bon endroit ? Quel sont les signaux déclenchant I'émission des fragments
cytoplasmiques ? Par ailleurs, on ne peut pas exclure que, selon le contexte
physiopathologique, plusieurs modeles de thrombopoiéese puissent co-exister dans la moelle
osseuse®®163 g figure 17 récapitule les différents modéles rapportés jusqu’ici dans la

littérature pour décrire la biogénése des plaguettes sanguines.

Le MK est une cellule unique et fascinante, trés différente des autres cellules
hématopoiétiques, de par ses mécanismes de différenciation (endomitose, DMS) et de son
passage au travers des sinusoides. Aprés avoir établi la place centrale du MK dans la
production des plaquettes sanguines, nous allons maintenant nous intéresser a ses
interactions avec son microenvironnement qui constituent un élément essentiel dans la

biogéneése des plaquettes.
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Le microenvironnement de la moelle osseuse
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Dans la moelle, les cellules interagissent en permanence entre elles et avec le stroma
environnant. Ces interactions sont de natures multiples et impliquent des facteurs solubles,
matriciels, cellulaires et biomécaniques'®®. De ce fait, une bonne connaissance globale du
microenvironnement proche du MK, de son architecture et des interactions réalisées au cours

du développement du MK est essentielle.

2.1. La matrice extracellulaire

La matrice extracellulaire (MEC) forme un réseau enchevétré de macromolécules
diverses. Son role principal de charpente permet le maintien de I'architecture tissulaire et
fournit les propriétés structurales (porosité, solubilité, topographie) et mécaniques (rigidité)
nécessaires pour la fonctionnalité du tissu. La MEC sert également de réservoir de molécules
biologiqguement actives et son contact direct avec les cellules en fait un régulateur important
des comportements cellulaires. Ainsi, les MKs étant enchassés dans la MEC, il est nécessaire
de prendre en compte ces éléments environnementaux pour mieux comprendre le mode de

fonctionnement des MKs.
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Figure 18 : Les principales molécules de la matrice extracellulaire.

La matrice extracellulaire est un réseau de protéines dont le perlécan (un glycoaminoglycan a sulfate
d’héparane), du collagéne, de fibronectine, de lamines.

D’aprés Frantz et al., 2010.



2.1.1. Les composants-clefs de la matrice extracellulaire (MEC)

La MEC est constituée des macromolécules formant un gel hydraté (protéoglycanes, acide
hyaluronique), des protéines structurales (laminines, fibronectines, collagéne de type 1V, etc)
et des facteurs solubles (cytokines, chimiokines, enzymes sécrétées, etc)®> (Figure 18).

Les protéoglycanes. Ce sont les composants les plus abondants de la MEC. lls sont
constitués d’un coeur protéique sur lequelle sont greffées de longues chaines de disaccharides
non branchées, dénommées glycosaminoglycanes (GAG). Les protéoglycanes a héparanes
sulfates regroupent des récepteurs transmembrannaires tel que les syndécanes et des
composants sécrétés parmi lesquels on trouve le perlécan'®®. Grace a ses différents domaines
d’interaction, le coeur protéique des protéoglycanes interagit avec les autres composants de
la matrice et participe a la formation du réseau enchevétré qu’est la MEC. Ils ont la capacité
de lier et séquestrer des médiateurs solubles, constituant ainsi un réservoir de molécules
bioactives qui contréle leur activité et leur biodisponibilité!®”. Les GAGs sont impliqués dans
la mobilisation des CSHs'®®. Dans notre laboratoire, les travaux menés par le groupe de Y. Senis
ont permis de montrer que le perlécan était un ligand des récepteurs G6b-B. Ce récepteur de
la famille des immunorécepteurs a motif inhibiteur a base de tyrosine (ITIM) est spécifique a
la lignée mégacaryocytaire. Il est impliqué dans une voie de signalisation basée sur les
tyrosines phosphatases Shp1/Shp2 qu’il lie via leur domaine SH2 (Src homology 2 domain).
Les souris déficientes en G6b-B ont un phénotype complexe associant macrothrombopénie,
myélofibrose et défauts fonctionnels des plaquettes incluant I'agrégation au collagene. J'ai
montré que l'ultrastructure des MKs de ces souris était normale, indiquant que la
macrothrombopénie ne résulte pas d’un défaut de maturation des MKs. Cette analyse a fait
I’objet d’une figure (Fig. 9) dans le manuscrit publié!®® (Annexe 5).

Les laminines. Ce sont des protéines hétérotrimériques de haut poids moléculaire
comportant 15 isoformes composés de 3 chaines polypeptidiques a, B et y reliés par des ponts
disulfures. Elles interagissent avec de nombreux composants de la matrice (collagene 1V,
nidogéne, perlécan) et forment un maillage polymérique (mesh-like polymer) par auto-
assemblage. Ceci en fait une composante essentielle a la structuration de la membrane
basale!’®. Leur localisation préférentielle au niveau basal des cellules endothéliales confére
une plus grande rigidité a cette face'’!. Des études réalisées dans le laboratoire ont montré

gue ce sont les laminines de type a4 et a5 qui sont majoritairement exprimées autour des
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vaisseaux sanguins!’2, Les principaux récepteurs des laminines sont les intégrines B1 et 34, les
dystroglycanes et les héparanes sulfates!’>. Au niveau de la lignée
mégacaryocytaire/plaquette, I'intégrine a6B1 est le principal récepteur aux laminines'’2.

La fibronectine. Cette protéine est produite par de trés nombreux types cellulaires et
régule des activités cellulaires importantes telles que I'adhérence, la migration, la
prolifération et la différentiation'’4%76, La fibronectine est abondamment présente sous
forme soluble dans le plasma et peut étre incorporée dans la paroi des vaisseaux. Elle peut
également étre sécrétée sous forme cellulaire insoluble par les cellules stromales!”’. La
fibronectine est alors organisée en fibrilles par un processus appelé fibrillogenése. Ces
changements de conformations de la fibronectine conduisent a I'exposition de sites
cryptiques de liaisons aux intégrines'’8. C’est sous cette forme, insoluble et fibrillaire, qu’elle
est présente dans la MEC. L'intégrine a5B1 est le récepteur principal liant la fibronectine
puisque le traitement au EMF-10, un antagoniste spécifique de I'intégrine a5B1, ou au SAM-
1, un anticorps bloquant spécifique, annulent la liaison des MKs a la fibronectine!’®. Parmi les
sites d’interactions entre la fibronectine et les intégrines, on peut citer le motif RGD (Arginine-
Glycine-Acide aspartique) présent dans le domaine de liaison aux cellules mais également les
domaines EDA (extra domain A) et EDB (extra domain B).

Le collagéne de type IV est un élément essentiel et spécifique de la lame basale qui lui
confére sa stabilité'8L. |l existe différents types de collagéne et le collagéne IV fait partie des
collagénes non-fibrillaire. Il arbore une structure hélicoidale et forme un réseau linéaire sous-
tendant les sinusoides. On peut ici souligner que le collagéne fibrillaire de type | est, quant a
lui, localisé au niveau de I'os et, par conséquent distant des MK péri-sinusoidaux. Ceci est
particulierement important quand on sait que de nombreuses études in vitro utilisent le
collagéne | pour évaluer la capacité des MKs a adhérer a une matrice extracellulaire, ce qui ne
reproduit pas les caractéristiques de la membrane basale observée in vivo. C'est notamment
le cas pour I'étude des podosomes formés par les MKs (Cf. chapitre 4). En outre, il a été montré
gue les interactions avec les collagénes | et IV pouvaient conduire a des effets opposés. En
effet, in vitro, le collagéne de type IV favorise leur formation en activant la voie de signalisation
P13kinase/Akt'2183 A 'inverse, lorsque les MKs sont déposés sur une matrice composée de
collagéne de type |, cela inhibe la formation des proplaquettes via I'activation de la voie de
signalisation Rho/ROCK?'8%184 || est intéressant de noter que les MKs déficients en WASp

perdent cette voie d’inhibition induite par la liaison intégrine a2B1-collagéne 1%,
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Figure 19 : La synthése de matrice extracellulaire par les mégacaryocytes.

(A) Western blot montrant I'augmentation de synthése de MEC par les mégacaryocytes en présence
de doses croissantes de rhTPO. Etude in vitro montrant la synthese et sécrétion dose-dépendante de
fibronectine suite a une stimulation de mégacaryocytes humains a la rhTPO. (B) Boucle de régulation
proposée pour agir sur la synthése de MEC par les mégacaryocytes par voie autocrine TPO/TGF-B1.
D’apres Abbonante et al., 2016.



Le fibrinogéne et le facteur Willebrand : autres composants de la MEC ? Sur la base
d’'un immunomarquage sur coupes de moelle osseuse murine, une seule étude évoque la
possibilité de la présence de fibrinogéne autour des sinusoides'®. En ce qui concerne le
facteur Willebrand, nos observations de coupes de moelle osseuse murine indiquent son
absence dans la lame basale des sinusoides (observations personnelles), interrogeant
également sur la pertinence d’utiliser cette protéine dans les études d’interactions des MKs-
matrice extracellulaire'®®, D’autres composants de la MEC, tels que la fibrilline-1, la tenascine-
C, I'adrine, la thrombospondine et la matrilin-A ont été décrits pour jouer un réle dans la
prolifération des CSHs'%4,

Les facteurs bioactifs liés a la matrice. La MEC est un réservoir de facteurs bioactifs.
Ces derniers n’ont pas de réle structural mais ont un réle fonctionnel puisqu’ils correspondent
a des molécules qui stimulent la prolifération ou la différenciation cellulaire. Le SDF-1, ligand
du récepteur CXCR4 et le FGF-4, deux principales cytokines impliquées respectivement dans
la migration et la maturation des progéniteurs*?8487, font partie de cette catégorie (Cf.

Chapitre 1.2.4).

2.1.2. La matrice interstitielle

Les MKs et la matrice interstitielle sont intimement liés: l'un participant au
développement et au maintien de 'autre, et vice versa. La synthése des protéines de la MEC
est assurée par les cellules mésenchymateuses telles que les fibroblastes, les péricytes et les
cellules endothéliales, qui sont elles-mémes influencées par la matrice!®”. Ces derniéres
années, les travaux conduits par A. Baluidini ont permis de montrer que les MKs étaient eux
aussi capables de synthétiser et sécréter du collagene 1V, des laminines et de la fibronectine,
constituant ainsi une « niche autocrine » autour du MK8%188 De plus, il a été observé que la
synthése de la fibronectine et du collagéne était régulée par le facteur de croissance TGF-1
(Transforming Growth Factor-betal), synthétisé par le MK!81%0, C’est |a liaison de la TPO sur
son récepteur c-MPL qui induit la sécrétion de TGF-B1 permettant, a son tour, de stimuler la
sécrétion de fibronectine et collagéne. Par I'intermédiaire de cette boucle d’autorégulation
TPO/TGF-B1, le MK peut controler lui-méme son propre microenvironnement et son

développement!®? (Figure 19).
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Le remodelage de la matrice interstitielle. La MEC est en permanence soumise a un
remodelage qui résulte d’une balance étroite entre la synthese/dépot des composants
matriciels, leur dégradation par les enzymes et leur organisation structurale. Parmi les
protéines modulant la MEC, on peut citer les métalloprotéases matricielles (MMPs, matrix
metalloproteinase), les inhibiteurs tissulaires des MMPs (TIMPs, Tissue inhibitor of
metalloproteinase), la plasmine et I'enzyme liante lysyl oxydase (LOX). Les MMPs sont les
principales enzymes responsables de la dégradation des composants de la MEC et les TIMPs
contrebalancent cette dégradation en inhibant les MMPs%2, ’expression de la plasmine a été
rapportée dans les CSH murines et dans les cellules stromales de la moelle osseuse
humaine'®31%4, Cette enzyme participe au remodelage de la MEC par ses capacités de
dégradation de la fibronectine et des laminines, et d’activation des MMPs'%. Enfin,
I'activation de I'enzyme LOX, exprimée dans les MKs immatures, provoque une réticulation
des précurseurs du collagéne et de I'élastine®61%7,

De facon importante, toute perturbation de I'équilibre entre la synthése de la MEC, sa
dégradation et sa réticulation s’accompagne d’une restructuration conséquente de la
matrice®®. Ainsi, une augmentation de la production de MEC est observée chez les patients
atteints de myélofibrose primaire, une maladie rare causée par des dérégulations de la voie
de signalisation des récepteurs aux cytokines/JAK2/STAT%8, A plus long-terme, la progression
de la myélofibrose peut s’accompagner de pathologies malignes ou non malignes affectant
séverement la production de cellules sanguines. La myélofibrose correspond essentiellement
a un dépo6t anormal de fibres de collagene de type lll (réticuline) et a une augmentation de sa
réticulation suite a une surexpression de I’enzyme LOX dans les MKs°®1%°, Ces remaniements
tissulaires se traduisent par une rigidification de la MEC qui pourrait influencer les capacités
intrinseques des MKs a se développer, a se déformer et a traverser la barriere endothéliale.
La facon dont les MK détectent et réagissent aux signaux mécaniques n'est pas encore claire.
Cependant, on sait que les MK expriment des mécanorécepteurs, tels que les intégrines et
certains canaux ioniques (TRPC6, TRPV4, Piezo), connus pour détecter la rigidité de la matrice
dans de nombreuses cellules?%%201 Une étude a proposé un rdle du canal cationique TRPV4
dans la détection de la rigidité, conduisant a I'activation et a l'internalisation des intégrines
B1, favorisant ainsi la formation de proplaquettes'®2. Dans notre laboratoire, nous avons
également démontré I'effet de la rigidité du milieu sur la maturation morphologique des MKs

et leur capacité a former des proplaquettes. Une des particularités de ce travail a été d’utiliser
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Figure 20 : La lame basale est un réseau de protéines de matrice extracellulaires.

(A) La lame basale s’organise en 2 feuillets de lamina rara entourant la lamina densa. Les protéines
de matrice extracellulaire s’interconnectent et forment un réseau. (B) Par endroits, des zones
exemptes de matrice (laminine a5) coincident avec des portions de vaisseau non recouvertes par les
péricytes (marquage a-SMA). (C) Le feuillet de lamina densa apparait comme une zone grisée
localisée sur la face basale des cellules endothéliales en microscopie électronique a transmission. (A)
Adaptés d’apres Sekiguchi et Yamada, 2018; (B) Wang et al., 2006 ; (C) Eckly A., UMR_S1255



des gels de méthylcellulose (2%) qui, contrairement a la culture liquide, permettent
d’encapsuler les MKs et d’imposer sur toute leur surface des contraintes de rigidité proches

de celles subies in vivo dans la moelle osseuse (15-300 Pa)?°2.

2.1.3. La lame basale

La lame basale représente une matrice d’'une autre nature. Composée principalement
de laminine et collagéne IV, elle forme une sorte de treillis qui enveloppe les vaisseaux tout
en délivrant des signaux qui participent a 'homéostasie des tissus.

Architecture et fonctions de la lame basale. La lame basale est une fine couche de
protéines de matrice extracellulaire d’environ 100 nm d’épaisseur localisée du c6té basal des
cellules endothéliales'’®. En ME, elle apparait sous la forme de 3 feuillets superposés : un
feuillet central dense aux électrons (lamina densa) et deux feuillets clairs (les lamina
rara)?%3204 (Figure 20). Elle forme un réseau interconnecté de protéines extracellulaires dont
la composition varie selon les tissus. Elle est notamment composée de laminines, de nidogéne,
de perlécan et le collagéne de type IV2%5, D’autres protéines comme la fibronectine ou I'acide
hyaluronique s’intégrent a ce maillage de matrice extracellulaire'’®. Elle joue un réle clé pour
le maintien physique des composants cellulaires, permettant notamment la délimitation du
sous-endothélium. Mais son role n’est pas uniquement structural. De par sa composition, elle
comprend les ligands des principaux récepteurs d’adhérence. Elle régule ainsi des voies de
signalisation intracellulaires essentielles contrélant I'adhérence, la polarisation ou la
migration des cellules'’®2%4 Des mutations des protéines de MEC telles que les laminines,
collagénes IV et perlécan conduisent a des syndromes congénitaux graves tels que des
dystrophies musculaires, épithéliales ou des néphropathies?®. A noter, aucune anomalie dans
la numération de plaquettes sanguines circulantes, ni de saignements n’ont été mentionnés
dans la littérature concernant ces pathologies.

La lame basale des sinusoides est discontinue. Il est intéressant de noter que,
contrairement aux artérioles, la lame basale des sinusoides comporte naturellement des
bréches. En effet, des études d'immunofluorescence indiquent que la membrane basale des
veinules de 20-40 um de diamétre comporte des régions de faible expression des protéines
matricielles. Ces régions coincident directement avec des zones non recouvertes de
péricytes?® (Figure 20). Une analyse en temps réel de la migration de neutrophiles suggére
gue ces régions constituent des sites de passage privilégié des cellules dont le passage induit
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Figure 21 : Caractéristiques distinctes des artérioles et des sinusoides

(A) Caractéristiques des arteres, artérioles et sinusoides. D’apreés Itkins et al, 2016. (B) Images représentatives
de SEM montrant que I'endothélium des sinusoides médullaires est continu (i-ii), contrairement a celui des
sinusoides hépatiques qui est fenétré (iii-iv). D’aprés I'lUMR_S1255, Eckly A. (C) Images de TEM montrant la
lame basale (i) et la superposition des cellules endothéliales adjacentes (ii). D’apres 'lUMR_S1255, Eckly A.



un élargissement de ces régions. Dans cette étude, le blocage de l'activité élastase des
neutrophiles par l'usage d’inhibiteur ou de souris déficientes n’a pas d’effet sur la
transmigration des neutrophiles, suggérant que la dégradation enzymatique ne joue pas un

réle majeur dans ce processus??’.

2.2. La composante cellulaire du microenvironnement

La composante cellulaire du microenvironnement englobe toutes les cellules avoisinantes du
MK : les cellules résidantes de la moelle (cellules endothéliales, péricytes, fibroblastes, etc) et

les cellules adjacentes hématopoiétiques.

2.2.1. Les cellules endothéliales des sinusoides médullaires

Caractéristiques générales de cette barriere. L'endothélium des sinusoides veineux
médullaires constitue une barriere anatomique entre I'espace vasculaire et le stroma
médullaire. Cette disposition fait de la cellule endothéliale un élément-clé dans le passage des
fragments de MK hors de la moelle osseuse. L'endothélium des sinusoides présente des
particularités qui lui sont propres, qui le différencie des autres sinusoides (comme par
exemple les sinusoides hépatiques fenétrés) et des artérioles?%8210 (Figure 21). En particulier,
il s’agit d’'une monocouche de cellules allongées contenant des noyaux ronds et caractérisées
par la présence de jonctions serrées faites d’'un recouvrement des bords cytoplasmiques.
L’endothélium des sinusoides est plus perméable que celui des artérioles et il a été récemment
montré que c’est la VE-cadhérine qui régulait la perméabilité vasculaire des sinusoides
médullaires?1®21, |’utilisation d’anticorps bloquants anti- VE-cadhérine augmente la
perméabilité des sinusoides, favorisant ainsi I'entrée des CSH dans la moelle osseuse
(homing). A I'inverse, la stabilisation in vivo des jonctions inter-endothélium dans la souris
knock-in VE-cadhérine-a-caténine réduit la perméabilité des sinusoides sans pour autant
impacter le homing des cellules souches hématopoiétiques, indiquant qu’elles empruntent
une route transendothéliale grace a la formation de structures de type podosomes?!!. Les
cellules endothéliales sont une source importante de cytokines IL6, SDF-1, G-CSF, GM-CSF et
LIF permettant de soutenir la prolifération et la différentiation des progéniteurs
mégacaryocytaires?'2. Au laboratoire, N. Brouard et C. Jost ont montré que les cellules

primaires endothéliales médullaires humaines, a l'inverse des cellules de la microcirculation
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Figure 22 : La barriere endothéliale est active durant la diapédeése leucocytaire.

(A) Les Mégacaryocytes établissent des sites d’ancrage sur la face luminale de la barriere
endothéliale. D’aprés Behne et Forer, 1998 et Brown et al., 2018.

(B) Les leucocytes déstabilisent les jonctions cellulaires (paracelulaire) ou forment des pores au
travers des cellules endothéliales (transcellulaire). Au cours du passage le noyau se déforme et
comprime la cellule endothéliale, induisant I'organisation d’'un anneau d’acto-myosine permettant
I’étanchéité du pore endothélial. D’aprés Alon et van Buul, 2017.



d’autres tissus, favorisaient le développment de MKs producteurs de proplaquettes. Cette
propriété ne dépend pas d’un facteur soluble mais d’un contact physique entre les cellules
endothéliales et les MKs (manuscrit en cours de rédaction).

Deux modes de passage. En théorie, le passage de la barriére endothéliale peut étre
transcellulaire (a travers la cellule endothéliale) ou/et paracellulaire (au niveau des jonctions
entre deux cellules endothéliales). Peu de données sont actuellement disponibles concernant
spécifiguement les MKs dans cette étape. La voie transcellulaire pourrait constituer un
mécanisme important, compte tenu de I'obstacle majeur que peut représenter la présence de
jonctions serrées entre deux cellules endothéliales des sinusoides pour une migration
paracellulaire, et cela est I'objet de mon étude (Cf : Axe 1). D’anciennes observations en ME,
reposant seulement sur la description de trois MKs, semblent plutot indiquer un passage
transcellulaire®”118213, Des ouvertures transendothéliales mesurant jusqu’a 6 um de diamétre
ont ainsi été détectés a proximité des jonctions cellule endothéliale-cellule endothéliale, dans
la zone la plus fine des cellules. Le mode transcellulaire nécessite la formation de pores
mettant en jeu des procédés de fusion membranaires. De maniére intéressante, lors de la
diapédese de lymphocytes, il a été suggéré que la formation de macro-ouvertures
transendothéliales faisait intervenir le recrutement et la fusion de vésicules et de vacuoles
interconnectées appelés VVO (Vesiculo-Vacuolar Organelles) exprimant la protéine ICAM-12%4,
Le mode paracellulaire demande, quant a lui, la dissociation des jonctions serrées
endothéliales. Différentes molécules, concentrées sur les bords latéraux des cellules
endothéliales, pourraient étre impliquées dans le processus de transmigration. Il s’agit de
PECAM-1, la VE-cadhérine, les protéines JAM et la protéine CD994%93210 toutes exprimées a
la surface des MKs.

De facon remarquable, nos observations en MET ainsi que celles décrites dans la
littérature indiquent que, une fois a l'intérieur du sinusoide, les MKs développent des
épaulements riches en actine, a I'aspect de « colliers », ancrés a la face luminale de la paroi
endothéliale. On ne connait pas l'utilité de ces structures mais elles pourraient assurer
I’étanchéité du systéme, a I'image des coupes de migration endothéliales décrites ci-dessous
("+125, observations personnelles) (Figure 22A).

Un réle actif de I'endothélium durant la transmigration des MKs ? Bien gu’il n’existe
pas de données dans la littérature a ce sujet, il est probable que I'endothélium soit un acteur

actif dans l'intravasation des MKs, comme cela a été rapporté pour d'autres cellules en

28



Figure 23 : Linhibition de RhoA par des toxines bactériennes induit la formation de pores
endothéliaux transitoires en déstabilisant le cytosquelette d’acto-myosine.

(A)(B) L'ajout de toxines induit la formation de pores transendothéliaux et désorganise les fibres de
stress d’actine qui s’accumule a la périphérie du pore. La membrane plasmique est marquée au WGA
(wheat germ agglutinin) (C) Ces pores sont transitoires et se referment dans les 20 min suivant le
traitement. D’aprés Boyer et al., 2006.



diapédése dans la littérature. Il a été montré que les cellules endothéliales étendaient des
prolongements en forme de coupes ou de domes qui vont entourer et recouvrir en partie les
leucocytes au cours de I'extravasation. Ces prolongements endothéliaux appelés « coupes de
migration » permettent d’assurer ainsi « I’étanchéité » du systéme vasculaire?!> (Figure 22B).
Dans le cas de la transmigration des MKs, I'analyse détaillée de la surface endothéliale ne
montrent pas de telles structures au-dessus ou au-dessous de MKs en cours de transmigration
(observations A. Eckly non publiées). Pour autant, cela ne signifie pas que les MKs et les
cellules endothéliales ne coopérent pas. En particulier, il est connu que les cellules invasives
peuvent provoquer la déformation des noyaux des cellules endothéliales?!®, également
visible lorsque les MKs franchissent I'endothélium. Cette observation souléve plusieurs
guestions. Existe-il un lien entre les déformations de I'enveloppe nucléaire induites par la
cellule invasive et la formation des pores endothéliaux ? Une force appliquée a la surface du
noyau stimule un flux de calcium a travers des canaux ionique nucléaires qui pourrait moduler
le comportement de la cellule endothéliale?’’. On sait par ailleurs que les cellules
endothéliales comportent un réseau dense d’actine et peuvent activement le remodeler afin
de faciliter la diapédése leucocytaire?!®. L’utilisation de toxines bactériennes inhibant RhoA
ont permis la description de cables épais d’actine autours de certaines macro-ouvertures
transendothélales, jouant un réle important dans la régulation de leur diameétre?® (Figure 23).
Une autre question est de comprendre la machinerie cellulaire qui sous-tend I'ouverture
transendothéliale : élargissement d’un pore préexistant ou fusion des membranes
endothéliales apicale et basale ? Ce phénomeéne étant dynamique, quels sont les signaux
percus par la cellule endothéliale et quels sont les mécanismes impliqués dans leurs
fermetures ? Autant d’interrogations qui nécessitent encore la mise en place d’études

approfondies.

2.1.2. Autres composants cellulaires associés aux sinusoides.

Les péricytes. Le microenvironnement immédiat des cellules endothéliales est
également constitué de cellules stromales telles que les péricytes. Ces péricytes sont
enchassés au sein de la lame basale et organisés de maniére discontinue avec de larges plages
vides entre les cellules adjacentes puisqu’ils ne se superposent pas. Ces cellules montrent des

différences morphologiques et phénotypiques selon le type de vaisseau, le stade de
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développement, les especes et les conditions pathologiques. Le ratio cellules
endothéliales/péricytes varie selon les tissus et cette donnée n’est pas connue pour les
sinusoides médullaires?®. De par leur localisation, les péricytes soutiennent I'endothélium et
participent a la régulation du diametre du vaisseau, sa perméabilité et son développement
lors de I'angiogenése®?. Les cellules stromales pourraient également contribuer a la
maturation des MKs, soit par une interaction directe entre les cellules, soit par la sécrétion de
protéines de la MEC ou de chimiokines??%222, Au niveau cérébral, une étude récente utilisant
de l'imagerie intravitale a montré que les péricytes pouvaient étre trés dynamiques et se
réorganiser pour recouvrir le vaisseau??®. Quelques études font état de I'émigration de
neutrophiles dans cette couche via une voie para- ou trans-cellulaire??422%, Dans des systémes
de co-cultures en matrigel, la présence de péricytes favorise la sécrétion des constituants de
la lame basale??’.

Les cellules souches hématopoiétiques. Un deuxiéme type de cellules associées aux
sinusoides sont les CSHs qui, outre leur localisation au niveau de la niche endostéale, sont
également situées a proximité de I'endothélium des sinusoides??822°, Enfin, des cellules
stromales exprimant le récepteur de la leptine (Lepr*) et des cellules CAR (pour CXCL12-
abondant reticular cells) ont également été identifiée a proximité immédiate des

sinusoides230-232,

Ce chapitre met en avant l'importance des interactions entre le MK et son
microenvironnement au cours des différentes étapes de son développement. De par sa
diversité constitutionnelle et sa dynamique, la MEC peut moduler le comportement des MKs
par I'intermédiaires de récepteurs membranaires dont font partie les intégrines (décrites
dans le chapitre 3). La lame basale et la barriére endothéliale constituent deux barriéres a
franchir. Certaines cellules utilisent des structures particuliéres appelées podosomes dont

les mécanismes de formation et fonctions sont discutés dans la suite (chapitre 4).

30






Les intégrines 3

Sommaire
3.1. Des récepteurs cellulaires intermédiaires entre matrice et cellules...........ccccceveernnnnnnne 31
3.1.1. Lafamille des iNtEEIINES...ccccuviieeiiiiieceiee ettt e e e e e s e e e s e e e e e senae e e e sanees 31
3.1.2. Les différentes conformations des intégrines...........cocveeeeiiiiieeeiiee e e 33
3.1.3. La signalisation bidirectionnelle...........cccoooo it 33
3.1.4. Association des intégrines avec des molécules adaptatrices.......ccocoveemereeecceveevecereereseeennne 34
3.2 Intégrines et fonctions cellulaires impliquées dans la transmigration............c.cccccuuuu..... 35
3.2.1. L'adhérence CellUIAire.....c.ueiiiiiiieeiee e et e 35
3.2.2. (Trans)IMlIBIation ....cccccccccierieeece st et e e e ettt e e e st e e e e tae e e sna e e e s s e e eaeste e ssasesasssreesenneeeeeenneeens 37
3.2.3. L'organisation et le remodelage de 1a MatriCe ......coeveeevevecieiee e e 39
3.2.4. Lesintégrines et leurs [iens avec 1€ NOYAU ......c.ccovieeeeieccciiiieee ettt e e e e 39
3.3. Les intégrines jouent-elles un role dans la formation des plaquettes sanguines ?....... 40
3.3.1. LeS dONNEES ClINIQUES.....cccveeeeitiieeeiieeeeitee e stteeeeste e eeesneeeessaeeeessseeeeessaeesnnsnneeesnnneeanans 40
3.3.2. Les données exXperimentales..........cocueeeecuiiiieiiie ettt e e et e et e e earaea e 41

Les cellules communiquent en permanence avec leur environnement. Les récepteurs
cellulaires intégrés a la membrane plasmique servent d’intermédiaire dans cette interaction
et permettent de relier le compartiment extracellulaire au compartiment intracellulaire. Nous
nous intéresserons ici a une famille particuliére de récepteurs, les intégrines qui pourraient
étre impliquées dans l'interaction des MKs avec la matrice extracellulaire. Les MKs expriment

les intégrines de type B1 et 3.

3.1. Des récepteurs cellulaires intermédiaires entre matrice et

cellules

3.1.1. La famille des intégrines

Les intégrines sont les récepteurs majeurs de I'adhérence cellulaire a la MEC. Ces
récepteurs ont été caractérisés et baptisés intégrines par le groupe de R. Hynes dans les

années 1980 en raison de leur intégration dans la membrane et de leur réle de liaison entre
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Figure 24 : Représentation schématique de la famille des intégrines.

Les sous-unités a et B se combinent et forment les 24 hétérodimeéres d’intégrines. Ils sont regroupés
selon leur famille de ligands, soit la séquence RGD, soit les collagenes, soit les laminines, en paralléle
du groupe d’intégrines spécifiques des leucocytes. D’aprés Barczyk et al., 2010.



la MEC et le cytosquelette (integral membrane complex involved in the transmembrane
association between the extracellular matrix and the cytoskeleton)?33234, Elles sont
constituées de deux sous-unités, a et [3, associées de fagcon non-covalente. Il existe 18 sous-
unités o et 8 sous-unités § dont la combinaison génere 24 hétérodimeéres fonctionnels qui ont
une répartition cellulaire/tissulaire différentes?3>23%, Les intégrines sont synthétisées et
glycosylées au niveau du Golgi et du réticulum, ou elles s’associent en diméres. Cette
association est une condition obligatoire a la stabilité et a I'expression du dimére au niveau
de la membrane.

Les intégrines peuvent étre regroupées en fonction de la séquence reconnue dans le
ligand matriciel (par exemple, les intégrines aV, a5, a8 et allb reconnaissent la séquence RGD)
ou en fonction de leur combinaison entre sous-unités a. et 237 (Figure 24). L’association entre
sous-unités a et B conférent la spécificité au ligand. Par exemple, les intégrines a5B1 lient
spécifiguement la fibronectine. Bien qu’il existe une redondance entre les intégrines pour la
reconnaissance des ligands extracellulaire, celles-ci n’ont pas la méme affinité pour ce ligand
et elles ne sont pas toutes exprimées dans les mémes types cellulaires?3823°, Ces récepteurs
sont des structures dynamiques capables de s’assembler, de se désassembler et de changer
de configuration, influencant ainsi fortement la physiologie de la cellule en termes de
migration, de prolifération, de différenciation et d’organisation de la MEC. Outre qu’elles
instaurent une signalisation bidirectionnelle, les intégrines sont aussi des mécanorécepteurs
qui permettent a la cellule de percevoir les propriétés chimiques et mécaniques de la MEC, et
ainsi de répondre et de s’adapter a son microenvironnement. Les intégrines ne possedent pas
d’activité enzymatique et n’engagent pas de liaison directe avec I'actine. Leur fonction repose
sur l'association de molécules adaptatrices et d’enzymes au niveau de leur domaine
cytoplasmique.

La lignée mégacaryocytaire exprime les intégrines de type B1 et B3, correspondants
aux hétérodiméres a2B1, récepteur des collagenes ; ad4p1, récepteur de VCAM-1 et de la
fibronectine ; a5B1, récepteur de la fibronectine ; a6B1 récepteur des laminines; avp3,

récepteur de la fibronectine et vitronectine, et allbp3 récepteur du fibrinogéne et du FW.
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Figure 25 : L’activation des intégrines.

(A) L'intégrine est repliée sous forme inactive. (B) En présence de cations divalents, la liaison de la
taline et la kindlin a la queue cytoplasmique de la sous-unité B permet le dépliement de I'intégrine
en conformation active, c’est la voie « inside-out ». (C) La liaison de ligands extracellulaires induit le
regroupement d’intégrines et initie une signalisation interne, c’est la voie « outside-in ». Celle-ci
conduit au recrutement de protéines impliquées dans I'organisation du cytosquelette d’actine ainsi
que dans la signalisation. Adapté d’aprés Zent et Pozzi, 2010.
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Figure 26 : La signalisation « inside-out » et « outside-in » de I'intégrine allbp3.

Suite a l'activation de récepteurs membranaires, une premiére signalisation intracellulaire dite
« inside-out » conduit a un changement conformationnel de I'intégrine sous forme dépliée, active.
Les intégrines se lient a leur ligand, se regroupent en clusters et induisent une signalisation dite
« outside-in » aboutissant a la réorganisation et a la contractilité du cytosquelette d’acto-myosine.
Adapté, d’apres Payrastre et al., 2014



3.1.2. Les différentes conformations des intégrines

Les intégrines sont au coeur de la transmission des signaux de l'intérieur vers I'extérieur
(inside-out) puis de I'extérieur vers l'intérieur de la cellule (outside-in). En absence de liaison
des ions magnésium, calcium ou manganese, les domaines extracellulaires des intégrines
présentent une conformation « repliée » ou les sites d’interactions avec leur ligand sont
cryptiques, l'intégrine est alors a I'état de repos et présente une faible affinité pour son
substrat. La liaison de cations permet aux intégrines d’acquérir une conformation « dépliée »
et active d’affinité intermédiaire pour le substrat, avant que les queues cytoplasmiques ne se
séparent et que l'intégrine adopte une conformation qui leur permet de lier le ligand
extracellulaire avec une forte affinité et induit leur regroupement?® (Figure 25). Les domaines
transmembranaires sont reliés par un pont salin qui est rompu suite a la fixation de certaines
protéines sur le domaine cytoplasmique de la sous-unité B telle que la taline, permettant le
dépliement et I'ouverture des intégrines?®?. La partie cytoplasmique des intégrines est
généralement courte et sert de plateforme a de trés nombreuses interactions, notamment au
niveau de certaines sous-unités B qui présentent des motifs NPxY (Asparagine-Proline-x-
Tyrosine). Ces motifs sont des sites de phosphorylations par les tyrosine kinases qui régulent

I’état d’activation des intégrines et leurs signalisations.

3.1.3. La signalisation bidirectionnelle.

L’état d’activation des intégrines dépend a la fois de leurs liaisons avec leur ligand
extracellulaire, de leurs interactions avec leurs partenaires cytoplasmiques et de leur état
d’étirement en réponse aux forces extracellulaires et intracellulaires qu’elles subissent (Figure
26). La liaison du ligand extracellulaire provoque un changement de conformation et engage
les intégrines dans des voies de signalisation. C’'est ce qu’on appelle la signalisation entrante
(outside-in). En amont, il existe aussi une signalisation sortante (inside-out) qui intervient
principalement dans la régulation du passage de la forme pliée inactive a la forme dépliée
active de l'intégrine. Dans cette conformation ouverte, les deux sous-unités a et 3 s’éloignent
I'une de I'autre et la téte extracellulaire s’étend. Le ligand peut alors se lier dans la cavité libre
entre les deux sous-unités. La liaison du ligand extracellulaire permet le regroupement des
intégrines (« clustering ») et active les voies de signalisation outside-in impliquant les
protéines kinases FAK, Src et ILK, et conduisant a la réorganisation du cytosquelette d’acto-
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Tableau 3 : Les protéines associées aux intégrines et aux structures

d’adhérence.
Adapté d’apreés Flier et Sonnenberg, 2001 et Legate et Fassler, 2009



myosine?*!, Différentes voies de signalisation peuvent étre activées en fonction des intégrines

et de leurs ligands extracellulaires spécifiques (cf partie 3.2.1.).

3.1.4. Association des intégrines avec des molécules adaptatrices.

Suite a leur attachement a la matrice, les cellules acquiérent une morphologie
dépendante de la cellule elle-méme (type cellulaire, caractéristiques intrinséques, état de
différentiation) et des propriétés moléculaires, structurales et mécaniques de
I’environnement. La mise en place des structures d’adhérence fait intervenir une multitude
de molécules cytosoliques nécessaires pour stabiliser et renforcer les points d’ancrage a la
matrice et initier la signalisation intracellulaire?4>243, Leur étude est regroupée sous le concept
d’adhésome?*3 dans lequel les protéines cytosoliques sont classées en trois grandes familles?*?
(Figure 27, tableau 3%%24%), Premiérement, les protéines de structure qui servent
d’intermédiaire pour lier la partie cytosolique des intégrines au cytosquelette d’actine. Les
plus connues sont la taline ou les kindlines qui sont des régulateurs positifs qui interagissent
en synergie pour activer les intégrines. Deuxiemement, les protéines adaptatrices qui lient a
fois les protéines de structure et |'actine pour consolider le point d’ancrage, telles que la
vinculine et I'a-actinine qui lie la taline a I'actine. Enfin, les protéines de signalisation telles
que Arp2/3, certaines kinases (FAK, Src) ou les Rho GTPases, possédant des activités
catalytiqgues permettant respectivement la polymérisation de I'actine, I'enclenchement de
voies de signalisation telles que la voie des MAP kinases et de remaniements du cytosquelette
d’acto-myosine?*®247 Certaines protéines se lient spécifiquement a une sous-unité (Src et Fyn
sur la sous-unité B3 et ICAP sur la sous-unité 1) alors que d’autres se lient a plusieurs sous-
unités (l'a-actinine, la taline, la paxilline...). Ceci démontre la complexité des voies de

signalisation des intégrines, avec |'existence de signalisation croisée entre les intégrines,

notamment entre les intégrines B1 et 33248,
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Figure 28 : Formation des adhérences focales.

L'intégrine s’active et se déplie en conformation ouverte. La liaison des intégrines a leur ligand
fibronectine induit leur regroupement ainsi que le recrutement des partenaires protéiques
permettant leur association au cytosquelette d’actine. Les forces de traction internes influencent la
I’'organisation des adhérences focales en adhésion fibrillaires. Adapté, d’apres Régent et al., 2011
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Figure 29 : Les étapes de I’'adhérence cellulaire in vitro sur une matrice de fibronectine.

La cellule adhere par linteraction de ses intégrines avec la fibronectine, augmente sa surface
d’étalement puis génere des points focaux d’adhésions. Cela permet la génération des forces de
tractions associées au substrat et I’étalement de la cellule. La déficience en taline met en lumiere
que la taline n’est pas nécessaire dans les deux premieres étapes d’adhésion et le début de
I’étalement cellulaire déclenché par linteraction intégrine-fibronectine. Alors que I'étalement
complet implique le recrutement de la taline, permettant I'augmentation de I’affinité de I'intégrine
pour la fibronectine, la formation de points focaux d’adhésion et la génération d’une tension
mécanique intracellulaire. D’apres Zhang et al., 2008.



3.2. Intégrines et fonctions cellulaires impliquées dans la
transmigration

Les intégrines, de par leur lien entre la MEC et l'intérieur de la cellule, activent des
voies de signalisation qui controlent divers aspects du comportement cellulaire. Dans cette
partie, nous allons concentrer notre attention sur les réponses cellulaires susceptibles d’étre
associées a la transmigration des MKs, notamment I'adhérence, la (trans)migration, le

remodelage de la MEC et la déformabilité du noyau.

3.2.1. L’adhérence cellulaire.

Les structures d’adhérence et leur évolution. L’adhérence cellulaire est le résultat de la
coopération de différents acteurs que sont la MEC, les intégrines et leurs partenaires, et le
cytosquelette. Cette coopération va permettre la formation de structures subcellulaires
spécialisées : les structures d’adhérence. Elles sont classées en trois types : les complexes
focaux, les contacts focaux et les adhésions fibrillaires'’® (Figure 28). Elles se distinguent par
leur morphologie, leur agencement moléculaire, leur dynamique et leur localisation a la
surface cellulaire?*®2*, Lors de la phase initiale d’adhérence, la cellule entre en contact avec
la matrice. Ceci favorise I'étalement cellulaire qui permet de nouvelles interactions entre la
MEC et d’autres intégrines®>1?>2, Cette deuxiéme phase est liée a la formation de larges
lamellipodes qui permet la protrusion de la membrane plasmique. Une partie des complexes
focaux vont fusionner et maturer en complexes stables de plus grande tailles appelées
adhérences focales. Lors de cette phase de stabilisation, la cellule développe également des
adhésions fibrillaires qui correspondent a des structures d’adhérence plus longues. Elles sont
caractérisées par la présence de larges fibres de stress structurée par une alternance paralléle
de d’actine-F et myosine?>3. Cette troisiéme phase d’étalement est dépendante de I'activation
des intégrines par les talines?>*. En absence de taline, les cellules se rétractent sur elles-mémes

apres les deux premieres phases de I'étalement (Figure 29).

Les variantes a ces structures, plus spécifiques a l'invasion cellulaire, sont les
invadosomes dont les podosomes font partie et qui sont largement décrits dans le chapitre 4,
et dont la régulation par les intégrines fera I'objet d’'un paragraphe séparé (Cf paragraphe

4.1.3).
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Figure 31 : Réles distincts des intégrines B1 et B3 dans les adhésions focales.

(A) Synergisme des voies de signalisation des intégrines a5B1 et aVB3 permettant a la cellule de
s’adapter aux contraintes mécaniques de son environnement par linteraction avec un ligand
commun, la fibronectine. D’apres Schiller et al., 2013. (B) La délétion de l'intégrine avB3 renforce
I'activation de l'intégrine a5B1. Quantification et images confocales de cellules avp3*/* et avp3-
déposée sur de la fibronectine illustrant montrant |'activation de l'intégrine B1. D’aprés Milloud et
al., 2017. (C) La tension intracellulaire affecte la mobilité des intégrines B3 mais pas celle des
intégrines B1. Quantification et images illustrant les sites d’adhésion dans des régions de tensions
variées (symbolisées par des cercles/demi-cercle de couleurs différentes) sur un pattern en forme de

fleche. D’aprés De Mets et al., 2019.



Signalisation d’adhésion. Au coeur de cette signalisation d'adhésion, il a été montré ces
dernieres années qu'’il existait une relation étroite entre les intégrines, les kinases de la famille
des Src et FAK, et les GTPases de la famille Rho?*. L'engagement de l'intégrine régule 'activité
de plusieurs membres de la famille des petites GTPases Rho qui contrélent la croissance ou la
contraction des fibres de F-actine par le biais de protéines telles que Arp2/3 et la myosine?>®,
L’axe de signalisation médié par la GTPase Racl stimulent la formation des complexes focaux
en diminuant la contractilité corticale via une inhibition des voies ROCK et mDia. L’axe de
signalisation médié par la GTPase RhoA stimule la formation des adhérences focales via son
action sur ROCK et sur mDia. ROCK active la chaine légere de la myosine Il a la fois par une
phosphorylation directe et indirectement en inhibant sa phosphatase MLCP via la
phosphorylation de la sous-unité MYPT-1. Ceci permet la formation de myosines Il bipolaires
et leur interaction avec les filaments d’actine pour s’assembler en fibres de stress

contractiles?*” (Figure 30).

Réles distincts des intégrines 1 et [53 dans les adhésions focales. Bien qu'elles lient le
méme ligand, la fibronectine, il semblerait que les intégrines a5B1 et aVB3 aient des roles
distincts et coopératifs au sein des adhérences focales®8. Ainsi I'intégrine a5B1 serait
importante dans la génération de forces a l'interface cellule/substrat (lié a I'activité de la
myosine Il), alors que l'intégrine aVB3 se verrait attribuer plutét un réle dans I'ancrage des
cellules dépendante de la tension (lié a la formation de fibres de stress régulée par mDia)?>®
(Figure 31A). Pour étayer ces propos, il a été montré que les cellules exprimant fortement
I'intégrine a5B1 généraient des forces plus importantes comparées aux cellules exprimant un
niveau plus faible?*°. En 2017, Milloud et collaborateurs ont montré que les intégrines 33
modifiaient la distribution spatiale (le « clustering ») des intégrines B1 a travers leur capacité
alier lataline et la kindline?®® (Figure 31B). Enfin, on sait que I'activité des intégrines est basée
sur des cycles d’activation/désactivation. Ceci se traduit par une mobilité des intégrines
oscillant entre une diffusion membranaire libre et des événements d’immobilisation
transitoires dans les sites d’adhésion?®12%2, En combinant du « micropatterning » avec une
approche d’imagerie tICS (« temporal image correlation spectroscopy ») permettant d’étudier
la mobilité des intégrines sur une longue période et sur toute la cellule, De Mets et
collaborateurs ont découvert que la tension intracellulaire affectait la mobilité des intégrines

B3 mais pas celle des intégrines B1 (temps de résidence stable)?%! (Figure 31C).
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Que sait-on du réle des intégrines dans I'adhérence des MKs ? Le role des intégrines
dans I'adhérence des MKs a principalement été étudié in vitro a partir d’observations de MKs
déposés sur des protéines adhésives, dont la présence dans la lame basale des sinusoides n'est
toujours pas prouvée in vivo. Par exemple, il a été montré que les MKs déposés sur du
collagene de type | (absent de la lame basale) restent étalés aprés 16 heures d'incubation,
alors que ceux placés sur du collagéne de type IV étendent les proplaquettes®2. In vitro, les
MKs adherent également a la fibronectine et la formation de proplaquettes est stimulée par
I'activation de ses récepteurs, a5B1 et a4Pl sur les MKs'72263 Les MKs adhérent au
fibrinogéne via allbB3'7. La présence de fibrinogéne au niveau des sinusoides vasculaires de
la BM a été décrite par I'équipe de S. Watson qui montre que les MKs, et en se liant au
fibrinogéne, forment des proplaquettes'®. In vivo, dans la moelle osseuse, I'attachement des
MKs aux protéines extracellulaires via les intégrines est peu connu. Sur la base de nos
observations in situ de coupes de moelle osseuse, nous ne distinguons pas de MKs étalés ou
aplatis sur les sinusoides, mais plutdt des cellules rondes ancrées aux sinusoides par le biais

de zones de contact plates.

3.2.2. (Trans)Migration

Plusieurs études rapportent I'absence de locomotion des MKs (chapitre 1.2.4)%.
Néanmoins, on peut considérer que les MKs se déplacent depuis le compartiment médullaire
vers la circulation sanguine. Cette migration transendothéliale pourrait répondre a certains

critéres du mode de migration employé par d’autres cellules.

Des stratégies de migration dépendantes ou non des intégrines. La migration cellulaire
est un processus complexe composé d'événements d'adhésion et de non-adhésion auxquels
s'ajoutent des stratégies cellulaires destinées a surmonter la résistance imposée par la MEC.
Dans ce paragraphe, nous n'entrerons pas dans les détails de ce processus, mais allons
notamment documenter les travaux de P. Friedl| sur la contribution relative des intégrines a la
migration selon le type cellulaire?®*. Le comportement de deux types de cellules a été étudié
: 1) les cellules de mélanome MV3 et les fibroblastes qui sont des cellules trés invasives, de
grandes tailles, polarisées qui migrent a faible vitesse (0,1-0,5 um/min) et 2) lymphocytes T et
cellules dendritiques qui sont des cellules plus petites et trés mobiles qui migrent a des

vitesses 10 a 40 fois plus élevées que les précédentes®®. Les cellules MV3 et les fibroblastes
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Figure 32 : Réle des intégrines dans la migration de différents types cellulaires.

Les cellules MV3, les lymphocytes T et les cellules dendritiques sont incluses dans des réseaux de
collagéne en 3D. Les cellules ont été prétraitées avec I'anticorps bloquant anti-B1 intégrine mAb 4B4
(10 pg/ml) ou du PBS. Le blocage de l'intégrine B1 a un effet sur la migration des cellules
dendritiques et des cellules cancéreuses mais pas des lymphocytes T. D’aprés Friedl et al., 1998.
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utilisent des stratégies de migration adhésive dépendante des intégrines B1. Le regroupement
de ces intégrines permet, en activant la voie de signalisation liée a la contractilité de |’acto-
myosine, de générer de force nécessaire pour se créer un chemin de migration (« path
generating »). C'est le mode de migration mésenchymateuse. En revanche, les lymphocytes T
et les cellules dendritiques expriment plus faiblement l'intégrine B1 a leur surface. Leur
migration se produit en I'absence d'adhésions focales et n’est pas dépendante de l'intégrine
1. Leurs déplacements se caractérisent par des contorsions cellulaires qui permettent aux
cellules de se faufiler entre les fibres de la matrice en s’attachant de facon transitoires et de
courte durée au collagéne. Ce déplacement ne nécessite pas/peu de protéolyse de la MEC et
est dépendant de la voie de signalisation Rho/ROCK (Figure 32). C'est la migration
amiboide?%6257 (Figure 33). Dans un autre autre modele, Blandin et collaborateurs ont évalué
la sortie de cellules tumorales de sphéroides contenant initialement peu de fibronectine. Ils
ont montré que I'ajout d’un coating de fibronectine sur les sphéroides diminuait la sortie de
cellules tumorales. A l'inverse, I'inhibition de I'intégrine a5 favorisait la sortie des cellules
tumorales. Cela suggere ainsi que les interactions entre I'intégrine a5B1 et la fibronectine
peuvent jouer un rdle limitant sur la migration cellulaire?®®. Le mode de migration adopté par
les MKs n’est pas documenté a ce jour et fera I'objet d’un point particulier dans les

perspectives de I'axe 3.

Que sait-on du réle des intégrines dans la migration des MKs ? Plusieurs études in vitro
indiquent que les MKs migrent vers un gradient de SDF-1a%826%270 Ainsi, dans les chambres
de Boyden, moins de 20 % des MKs ajoutés a la chambre supérieure migrent au travers des
pores de 5 um en 3 h, sans que ne soit précisé la taille des MKs ayant transmigré*28488 Dans
ce modele, la neutralisation de l'intégrine B1 par l'utilisation d’un anticorps bloquant
empéche la transmigration des MKs. In vivo, I'administration de SDF-1 a des souris conduit a
une relocalisation rapide, en 1 heure, des MKs au niveau des sinusoides®. Plus récemment,
Suraneni et ses collaborateurs ont constaté que les MKs déficients pour les dynamines 2 et 3
présentaient un défaut de migration. Les auteurs postulent que ces protéines dirigent la
migration in vitro des MKs en contrdlant I'expression de I'intégrine B1 a la surface des MKs?’,
Ainsi, il apparait que la contribution réelle des intégrines dans le processus de transmigration

des MKs n’est pas comprise.
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Figure 34 : Le remodelage de la fibronectine se déroule en différentes étapes impliquant les
intégrines.

(A) L'intégrine a5pB1 lie la fibronectine soluble extracellulaire sous forme compacte. (B) Cela induit
I’activation d’une signalisation intracellulaire et la réorganisation du cytosquelette d’actine (en vert).
L’activité contractile permet un changement conformationnel et un dépliement de la fibronectine, ce
qui libére des sites d’auto-assemblage précédemment masqués. (C) Les fibrilles de fibronectine se
forment par interactions et alignement de plusieurs molécules de fibronectine dépliées. Adapté,
d’apres Mao et Schwarzbauer, 2005.



3.2.3. L'organisation et le remodelage de la matrice.

Il est admis que les intégrines influencent le processus de réorganisation et
d’assemblage de la MEC a I’échelle nanoscopique. En effet, il a été montré que la liaison des
intégrines a5B1 a la fibronectine (FN) le long des adhérences fibrillaires induit I’étirement de
la fibronectine, démasquant des sites cryptiques d’auto-assemblage et permettant ainsi la
formation de fibres de fibronectine formant une matrice insoluble?’? (Figure 34). L’assemblage
de la matrice de fibronectine est donc dépendant de son interaction avec I'intégrine mais aussi
du cytosquelette et de la contractilité cellulaire?’3. Lors de leur recyclage, les intégrines a5p1
exprimées a la membrane plasmique jouent également un réle dans I'organisation fibrillaire

de la fibronectine en internalisant des monoméres de fibronectine lors de leur endocytose?’4.

3.2.4. Les intégrines et leurs liens avec le noyau

Le noyau et la transmigration. Le noyau est I'organite le plus grand et le plus rigide de
la cellule. Dans des environnements 3D, les cellules doivent remanier leur noyau, c’est-a-dire
sa forme, sa position et sa déformation, pour pouvoir se faufiler a travers des espaces confinés
tels que les espaces interstitiels ou effectuer la migration transendothéliale?’>276, Par
exemple, des travaux menés par le groupe de R. Alon montrent que les lymphocytes T
déforment et inserent les lobes de leur noyau entre deux cellules endothéliales adjacentes
pour créer des pores de plusieurs um de diameétre. Puis le noyau, grace a sa rigidité, exerce
une pression entre les deux cellules, pour passer de I'autre c6té. Ce glissement actif du noyau
entraine le déplacement des filaments d’actine des cellules endothéliales, sans nécessiter la

contraction endothéliale médiée par la myosine IIA et la Rho kinase?”’.

Réle des intégrines dans les modifications nucléaires. Le lien entre les intégrines, le
cytosquelette et le noyau a été établi il y a plus de 20 ans par Maniotis et collaborateurs?’2,
Dans leur étude pionniere, les auteurs ont appliqué des contraintes mécaniques directement
sur les intégrines de la surface cellulaire en les liant a des microbilles recouvertes de séquence
RGD, puis en tirant ces billes latéralement a I'aide d'un micromanipulateur. Ills constatent que
le noyau s’allonge dans la direction de la traction et que la distribution des nucléoles varie. En
revanche, aucun changement de la forme nucléaire ou de la distribution nucléolaire n’est

observé lorsque les billes recouvertes d'AcLDL (acetylated low density lipoprotein) sont liées a
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Figure 35 : Démonstration de la connexion mécanique entre les intégrines, les filaments du
cytosquelette et le noyau.

Images représentative en contraste de phase de cellules endothéliales avant (A, C) et aprés (B, D)
I'application de contraintes mécaniques (fleches rouges) aux récepteurs de la surface cellulaire. (A et
B) Traction d'une microbille recouverte de RGD et (C et D) Déplacement similaire d'une microbille
recouverte d'AcLDL liée a la surface. Adapté, d’apres Maniotis et al., 1997.
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Figure 36 : Les intégrines forment un lien avec le cytosquelette nucléaire via le complexe LINC.
L'intégrine est au cceur d’une liaison mécanique entre la membrane plasmique et le noyau. Cela
s’organise par l'intermédiaire des nesprines ancrées dans la membrane nucléaire externe, en
interaction avec les protéines SUN de la membrane nucléaire interne elle-méme connectée aux
lamines nucléaires. Le cytosquelette d’actine connectent physiquement les intégrines de la
membrane plasmiques aux nesprines de la membrane nucléaire. D’aprés Bélaadi et al., 2016



des récepteurs métaboliques transmembranaires non connectés au cytosquelette?’® (Figure
35). L'application d’inhibiteurs du cytosquelette d’actine, des microtubules et des filaments
intermédiaires empéchent également la déformation nucléaire. Les auteurs concluent que la
connexion entre la membrane plasmique et le noyau est spécifiques aux intégrines et est
médiée par des liens directs entre les trois systemes de filaments du cytosquelette. Ce n’est
gue 12 ans plus tard que Wang et al . décrivirent la composition de I'enveloppe nucléaire et
ses connexions potentielles avec la membrane plasmique. L'enveloppe nucléaire est
constituée de deux membranes nucléaires interne (MNI) et externe (MNE) et délimite le
compartiment dans lequel la chromatine est séquestrée. Les complexes protéiques essentiels
qui y sont associés sont les lamines et les complexes LINC (Linker of Nucleoskeleton and
Cytoskeleton). Les lamines forment le squelette des noyaux et le complexe LINC, formé par
I'association des protéines SUN et Nesprines, constituent le lien physique entre le
cytosquelette d’actine, lié aux intégrines, et les lamines nucléaires. L’'ensemble formant ainsi
une liaison mécanique entre la matrice extracellulaire, la membrane plasmique et le

noyau?’228 (Figure 36).

A ce jour, la relation entre les intégrines et le noyau polylobé des MKs reste une

question encore ouverte.

3.3. Les intégrines jouent-elles un role dans la formation des

plaquettes sanguines ?

La présence d’'une numération plaquettaire normale, bien que située dans la fouchette
basse, chez les patients ayant un déficit constitutionnel en intégrine allbR3 a tres longtemps
fait évoquer que les intégrines n’étaient pas impliquées dans la mégacaryopoiese.
Récemment, de nouvelles observations cliniques et expérimentales sont venues nuancer cette
hypothése en apportant de nouvelles données sur I'importance des intégrines dans la
production des plaquettes.

3.3.1. Les données cliniques.

Sur le plan clinique, des mutations au niveau des génes codant pour les intégrines allb3
(intégrine la plus exprimée sur la plaquette avec ~80.000 copies/plaquette) se traduisent par
une maladie hémorragique connue sous le nom de thrombasthénie de Glanzmann. Elle se

caractérise par des saignements dus a un défaut d’agrégation des plaquettes mais la grande
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majorité des patients ne présentent pas d’anomalie majeure de la thrombopoiése
(numération basse sans thrombopénie et morphologie plaquettaires normales, pour rappel la
numération plaquettaire de la population frangaise adulte est comprise entre 162.000 et
445.000 plaquettes/ul?®l), laissant présager un réle mineur de cette intégrine dans la
biogénése des plaquettes?®?. A I'échelle mondiale, seules huit familles de patients ont été
décrites comme présentant une thrombopénie allant de 22.000 et 113.000 plaquettes/pl.
Chez ces patients, les mutations sont majoritairement localisées au niveau de la queue intra-
cytoplasmique des intégrines, entrainaient un gain de fonction des intégrines?83-286, pour
déterminer |'origine de la thrombopénie, la formation des proplaquettes a été évaluée in vitro,
en culture liquide, a partir de progéniteurs circulants. Ces études s’entendent sur une
diminution du nombre de pro-plaquettes avec une augmentation de la taille des boutons
plaguettaires. Au niveau plaquettaire, chez certains patients, il a été constaté la présence de
marqueurs de signalisation outside-in (FAK phosphorylée, liaison PAC-1) dans les plaquettes
au repos témoignant d’un état de pré-activation des plaquettes, ainsi que d’une altération de
la polymérisation d’actine apres stimulation, les auteurs suggérent alors que les mutations
gains de fonctions d’allbB3 alterent la biogenese des plaquettes en facilitant I'interaction des
MKs avec le stroma et en favorisant la réorganisation du cytosquelette285-287.

3.3.2. Les données expérimentales.

Chez la souris, la littérature rapporte que l'invalidation des géenes codants pour les
intégrines B1 ou B3 n’impacte pas significativement la numération plaquettaire®-190.172 Seule
une légere diminution du volume moyen plaquettaire a été relevée chez un knockout a2
spécifique a la lignée MK (diminution de 19%) suggérant, la-encore, une implication mineure
des intégrines dans la thrombopoiese. Toutefois, un role des intégrines dans la
mégacaryopoiese n’est peut-étre pas complétement éliminé. En effet, I'inhibition de la voie
de signalisation outside-in de l'intégrine allbB3 par le lotrafiban réduit significativement la
formation des proplaquettes in vitro'®. Dans une autre étude, I'inhibition de I'intégrine allbp3
par des anticorps bloquants diminue I'adhérence des MKs au fibrinogéne et au FW, sans
affecter la capacité des MKs a émettre des proplaquettes?8. L’étude d'un patient présentant
une macrothrombopénie liée a une mutation de la filamine A, révele que l'interaction entre
l'intégrine allbB3 et la filamine A est essentielle a la formation de proplaquettes?®?.

Plus récemment, le groupe de K. Hoffmeister a rapporté que I’hyperactivation des

intégrines B1 impactait la production plaquettaire. Ce résultat repose sur des observations
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réalisées dans des souris déficientes en [-1,4-galactosyltransferase 1, une enzyme
responsable de la glycosylation des protéines de surface incluant les intégrines. Les auteurs
montrent ainsi que la perte de galactosylation des intégrines Pl conduit a leur
hyperactivation. Ceci affecte le développement des MKs (DMS sous-développé délimitant peu
de territoires cytoplasmiques) et leur apposition aux sinusoides et, de ce fait, conduit a une
thrombopénie sévére (réduction de la numération plaquettaire de 60%)2°. En lien avec cette
étude, il a été rapporté qu’une activation constitutive des intégrines liées a I'inactivation de
Rasa3 (une GTPase de la famille GAP1 qui cible Ras et Rap1) entrainait de multiples anomalies
mégacaryocytaires (développement, adhérence, organisation du cytosquelette d’actine,
production des proplaquettes) associées a une thrombopénie sévere (réduction de 80% de la
numération plaquettaire), des saignements et méme de la myélofibrose?®!. C’est d’ailleurs
dans le contexte pathologique de la myélofibrose que, I'année derniére, K. Ravid et
collaborateurs ont découvert le réle de I'intégrine a5B1 dans la mégacaryopoiése. En effet,
lors d’une myélofibrose primaire associée a la mutation V617F+ de JAK2, I'accumulation de
fibronectine dans la moelle s’"accompagne d’une surexpression de la sous-unité a5 sur les
MKs. L'augmentation de la capacité de ces MKs a adhérer a la fibronectine est reversée par
I'injection d’anticorps bloquant anti-B1 a la souris. De fagon importante, les auteurs valident
I'interaction « intégrine a5B1/fibronectine » dans des patients atteints de myélofibrose

primaire?®?,

En résumé, I'ensemble de ces études indiquent des résultats contradictoires qui ne
permettent pas d’établir précisément un role des intégrines dans biogéneése des plaquettes.
Par ailleurs, on sait que les intégrines sont impliquées dans des structures d’adhérence
appelées podosomes dont les fonctions permettent I'invasion cellulaire et leur passage

transendothélial. Ces structures font I’objet du chapitre suivant.
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Les Podosomes 4
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Pour aller plus loin dans I’étude de la transmigration, cette partie de l'introduction cible les
podosomes, des structures d’adhérence cellulaire et de dégradation. lls forment une classe
de structures adhésives uniques dont les propriétés, en particulier leur capacité a concentrer
des métalloprotéases, different de celles des autres structures d’adhérences membranaires
(complexes focaux et adhérences focales). lls ont été identifiés dans les MKs et I’élucidation
de leur fonction pourrait constituer un enjeu majeur en termes de physiopathologie de la
formation des plaquettes sanguines.

Ce chapitre est séparé en trois sections. Les deux premiéres donnent la vision actuelle de la
structure des podosomes et de leurs fonctions dans des cellules telles que les macrophages,
les ostéoclastes ou les cellules tumorales, qui pourraient constituer des modeéles d'étude
pertinents pour une meilleure compréhension des podosomes dans le MK. La troisieme

section est liée aux connaissances de ces structures sur les MKs.
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Figure 37 : La structure de base du podosome.

(A)(B) La structure moléculaire du podosome se définit par un cceur d’actine perpendiculaire
au subtrat et entouré d’un anneau de protéines formant un complexe d’adhérence basé sur
les intégrines. (A) Inspiré, d’aprés Régent, 2011 et Schachtner et al.,, 2013. (B) Adapté,
d’apres Gawden-bone et al., 2014.



4.1. Une structure d’adhérence particuliére : le podosome

4.1.1. Les principales caractéristiques des podosomes

Les podosomes appartiennent a la famille des invadosomes. Les podosomes sont des
microdomaines d’adhérence formés au niveau de la membrane plasmique de la face ventrale
des cellules déposées sur de la MEC. lls s’organisent en structures cylindriques a base d’actine
filamenteuse (actine-F) et sont orientés perpendiculairement au plan de la cellule. Les
podosomes consistent en un cceur d’actine-F associée a des protéines régulatrices (telles que
la cortactine, Arp2/3, WASp), entouré d’un anneau de protéines structurales et de
signalisation (paxilline, vinculine, taline, intégrines)?°3-2%> (Figure 37). Ce sont des structures
extrémement dynamiques qui se forment, fusionnent, se dissolvent en permanence avec une
demi-vie comprise entre 2 et 20 min. Une de leurs caractéristiques est leur richesse en
métalloprotéases leur conférant une activité de dégradation de la MEC.

Initialement découverts dans des fibroblastes transformés par le virus du sarcome de Rous
(porteur de I'oncogéne v-src), les podosomes ont ensuite été mis en évidence dans des cellules
en condition physiologique ayant des propriétés d’invasion tissulaire, telles que les
macrophages?®®, les cellules dendritiques?®’, ou les ostéoclastes?®®. Par la suite, des
podosomes « inductibles » ont été caractérisés dans les cellules endothéliales et les cellules
musculaires lisses aprés stimulation par des cytokines ou des esters de phorbols?®®3%, Les
podosomes de cellules transformées par v-src, et plus largement des cellules tumorales, ont
été renommés invadopodes, une dénomination qui refléte leur puissante capacité a dégrader
la matrice cellulaire, leur architecture caractéristique (protrusions plus longues que celle des
podosomes) et leurs propriétés dynamiques (demi-vie d’environ 1h, plus élevée que celle des
podosomes)3°l, Cependant, dans certaines conditions de culture, les podosomes peuvent
également correspondre a de longues extensions qui dégradent la MEC, suggérant une
relation étroite entre les podosomes et les invadopodes3®2. Pour faciliter leur description, le
terme invadosome a récemment été adopté pour désigner les deux structures, en proposant
gue les invadopodes et les podosomes puissent s'adapter et méme s'inter-échanger en
réponse au microenvironnement303-306,

La visualisation des podosomes. Extensivement décrits in vitro en 2D, les podosomes sont
généralement visualisés par co-marquage des cellules avec de la phalloidine fluorescente se

liant a I'actine-F, et d'autres protéines localisées autour du coeur d’actine. Parmi celles-ci, on
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Figure 38 : Les différentes configurations des podosomes en 2D.
Adapté, d’apres Schachtner et al., 2013
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Life time ca. 1 min (precursor) ca. 5min
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Matrix degradation - -

Figure 39 : Différences de distribution et caractéristiques des podosomes en 2D et en 3D.
D’aprés Wiesner et al., 2014



trouve la paxilline, la vinculine et la taline, qui connectent le cytosquelette a la membrane
plasmique pour assurer I'amarrage du podosome a la matrice via des intégrines de type B1,
B2 et B3. Les podosomes peuvent se présenter sous différentes configurations, 1) sous la
forme de ponctuations individuelles réparties sur I'ensemble de la surface ventrale, 2)
assemblés en superstructure de forme circulaire (rosettes) et par groupes, ou 3) sous forme
linéaire?®> (Figure 38). Ces organisations varient selon le type de cellule, I'état de la cellule et
le substrat inducteur. Ceci a clairement été démontré pour les ostéoclastes dont la motilité,
I'adhérence et la sécrétion sont controlés par la distribution subcellulaire des podosomes.
Ainsi, lorsque I'ostéoclaste est en mouvement, on observe peu de podosomes et ils restent
confinés au bord antérieur de la cellule. Lors de la phase d’attachement a |'os, le nombre des
podosomes s’accroit, et ils s’organisent d’abord de maniére centrale puis en un anneau
périphérique. Lorsque la cellule s’engage dans le processus de la résorption osseuse, une zone
de scellement hermétique (sealing zone) correspondant a une large bande circulaire formée
de podosomes étroitement associés, se constitue, isolant la partie sécrétoire de
I’environnement3%’, Il a été montré que chacune de ces structures dérivait de la réorganisation
de la précédente®®,

La culture cellulaire en 3 dimensions (3D), utilisée pour imiter plus fidelement
I'environnement in vivo, a fait I'objet d’attention grandissante ces derniéres années. Il a ainsi
été montré que les podosomes formés par des macrophages cultivés en 3D dans du collagéne
fibrillaire (collagene | ou matrigel) ont un aspect bien différent que in vitro en 2D. lls
apparaissent a l'extrémité de longues protubérances et on les appelle alors 3D-
podosomes30830% (Figure 39). Ces structures semblent se former lors de la migration
mésenchymateuse des cellules et de facon protéases-dépendante319312, Les 3D-podosomes
ont une composition moléculaire similaires a ceux décrits en 2D, mais I'architecture classique
du coeur d’actine-F et de I'anneau périphérique n’est pas présente. lls sont de plus grande
taille (environ 5 um de diametre versus <1 um en 2D) et moins nombreux (2 a 3 3D-
podosomes/cellule versus >100 podosomes/cellule en 2D)3!3,

Malgré de bonnes descriptions de podosomes dans des systemes 2D et en 3D, il existe
actuellement peu de données concernant les podosomes in vivo. La question de leur role in

vivo reste donc actuellement ouverte.
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Figure 40 : Les podosomes sont des structures interconnectées par le réseau d’actine.

(A)(B) Images de microscopie électronique a balayage montrant la membrane ventrale d’ostéoclastes
formant des podosomes perpendiculaires au substrat (tétes de fleches). Ces structures apparaissent
interconnectées par des filaments d’actines paralléles au substrat. D’aprés Luxenburg et al., 2007
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Figure 41 : L’architecture de la coiffe dans I'organisation collective des podosomes.
D’aprés van den Dries et al., 2019



Le réseau interconnecté et la coiffe de podosomes. D’abord caractérisés comme des structures
isolées, les podosomes peuvent apparaitre dans certaines cellules (ostéoclastes,
macrophages)31431> comme des éléments de base d’un réseau interconnecté par des cables
d’actine et de myosine3'®37, Une étude élégante de microscopie corrélative associant la
microscopie électronique a de la microscopie a fluorescence a permis de caractériser finement
I'architecture de ces superstructures, avec notamment la présence d’un deuxieme jeu de
cables d’actine parallele au substrat, non ramifiés et contractiles, connectant les podosomes
les uns aux autres3'* (Figure 40). Cette organisation semble essentielle pour assurer le
comportement collectif et synchrone des podosomes a plus grande échelle. Par ailleurs,
I’'analyse fine des réseaux d’actine par la microscopie a haute résolution a révélé I'existence
d’un troisieme élément d’architecture qui chapeaute la structure, appelé coiffe, contenant
notamment les formines FMNL1 et la supervilline3'8319 (Figure 41). Cette structure pourrait
moduler la croissance des podosomes ou controler les forces contractiles qui leur sont

associées.

4.1.2. Focus sur le cytosquelette des invadosomes

Réle du cytosquelette au cours des différents stades de maturation des invadosomes. Les
invadosomes sont des structures dynamiques dans lesquelles la
polymérisation/dépolymérisation de I'actine est continuelle. La polymérisation a lieu au sein
du domaine membranaire ponctiforme de 0.5 a 1 um de diamétre au niveau de la membrane
plasmique de la cellule et le podosome ainsi formé croit perpendiculairement sur une hauteur
d’environ 0.6 um. L'utilisation de la microscopie de force atomique a permis de révéler
I'oscillation des protrusions, animées par des fluctuations de forces protrusives générées par
I’acto-myosine31®,

Dans le cas des cellules tumorales, I'équipe de D. Vignejevic a mis en évidence la nature mixte
du cytosquelette d’actine des invadopodes intégrant a la fois des caractéristiques de type
lamellipode (réseau d’actine dendritique) et de type filopode (réseau d’actine fasciculée et
paralléle)3?°. Le passage de la lame basale est initié par I'actine fasciculée, avec la fascine
comme protéine clef dans cette organisation, permettant d’exercer la force nécessaire au
franchissement de cette barriere. Quant au réseau d’actine dendritique, comprenant les
protéines a-actinine et Arp2/3, il permet I'élongation des invadopodes en stabilisant leurs
architectures. Les auteurs mettent ainsi en évidence I'importance de 'organisation mixte du
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Figure 42 : Modéle de la formation et la maturation des invadopodes.

(A) La cellule tumorale devient invasive (stade 1) et forme des invadopodes dégradant la lame basale
(notée BM, en jaune). Ces invadopodes s’allongent (stade 2) et la cellule s’infiltre dans le tissu(stade
3). (B) Maturation et élongation des invadopodes. Un réseau d’actine branché et fasciculé permet
I'assemblage de I'invadopode. Puis I'actine fasciculée s’allonge pour former des faisceaux soutenus
par le réseau d’actine branchée a la base de I'invadopode. Enfin les microtubules et les filaments
intermédiaires s’organisent dans l'invadopode mature et l'actine branchée se développe en
remplagant les faisceaux d’actine. D’aprés Schoumacher et al., 2010



cytosquelette d’actine des invadosomes leur permettant d'initier et de promouvoir l'invasion
des cellules cancéreuses. Par ailleurs, ils démontrent qu’une coopération entre les
microtubules et les filaments intermédiaires de vimentine est requise dans I'élongation des
invadopodes. Le réle des microtubules dans la stabilisation des podosomes est en accord avec
des observations rapportées sur les ostéoclastes et les macrophages traités au nocodazole,
une molécule dépolymérisant les microtubules?®321.322 (Eigyre 42).

Les voies de signalisation contrélant la formation des podosomes. De nombreux travaux ont
démontré I'importance de WASp dans les voies de signalisation associées aux podosomes.
WASp a un role clef dans I'organisation de la structure d’actine en tant qu’activateur de
Arp2/3. En effet, lorsque WASp est en conformation inactive, son domaine d’interaction avec
Arp2/3 n’est pas accessible. C'est lorsque Rac ou Cdc42 se lie a WASp qu’il opére un
changement de conformation et va ensuite interagir avec le complexe Arp2/3. La nécessité de
la triade intégrines - Src - RhoGTPases dans la formation des invadosomes est également bien
documentée comme des protéines de signalisation majeur dans [linduction des

323326 Un modeéle a été décrit par C. Albiges-Rizo et al., faisant mention, en

podosomes
premier lieu, de I'engagement des intégrines et leur regroupement dans des zones enrichies
en phosphatidylinositol 4,5-bisphosphate (PIP2) de la membrane plasmique. Ceci conduit au
recrutement de la tyrosine kinase non-récepteur Src et a la phosphorylation de la cortactine,
de WASp et de petites GTPases. La nucléation de I'actine est alors possible via le complexe
Arp/3 par I'action synergique de la cortactine et de WASp. Enfin, I'allongement des filaments
d’actine induit par les formines permet ensuite la formation de colonne perpendiculairement
au substrat3?’ (Figure 43). Parmi les GTPases impliquées dans I’assemblage de I’actine dans les
podosomes, RhoA semble jouer un réle puisqu’il a été montré que la micro-injection de
I'enzyme C3 (une toxine botulique qui inhibe RhoA/B/C) provoquait un désassemblage rapide
de la zone de scellement dans les ostéoclastes3?®. Par la suite, il a été précisé que RhoA
contrélait le niveau d'acétylation des microtubules et I'organisation de I'actine par le biais de

la formine effectrice mDia2, qui régulait a son tour I'histone désacétylase HDAC6, contrdlant

ainsi la maturation des podosomes dans les ostéclastes326:329.330 (Figure 44).
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Figure 43 : Modéle de formation des invadosomes.
(A) Les intégrines se lient a la MEC et se regroupent. (B) La signalisation impliquant Src, FAK et les
GTPases induit 'activation de WASP et Arp2/3. (C) L’actine monomérique est alors polymérisée en
filaments d’actine branchés. L’élongation de ces filaments d’actines conduit a la formation de piliers
d’actine au cceur du podosome. (D) Les podosomes s’interconnectent par un réseau d’actine
branchée. Adapté, d’aprés Albiges-Rizo et al, 2009
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Figure 44 : Effecteurs de la signalisation des invadosomes.
Les GPTases Cdc42, Rac et RhoA contribuent au réarrangement du cytosquelette d’acto-myosine et a
la construction des invadosomes. La contribution de chaque voie sous-jacente dépend des types
cellulaires étudiés et des mécanismes de coopérations ou d’inhibition existent entre ces différents

effecteurs. D’aprés Spuul et al., 2014.




4.1.3. Régulation de la formation des podosomes.

Régulation par le microenvironnement. Le microenvironnement joue un effet prépondérant
dans 'acquisition des caractéristiques morphologiques et fonctionnelles des podosomes. On
sait que le contact avec le substrat peut déclencher I'assemblage des podosomes, sans que
I'on sache aujourd’hui préciser la nature du signal inducteur. Ce signal peut étre d’origine
extracellulaire (nature et propriété de la matrice, cytokines, facteurs solubles tel que SDF-1q,
TGF-B, esters de phorbol), mécanique (confinement, rigidité, topologie du substrat) ou
résulter de changements intracellulaires (dérivés réactifs de I'oxygéne, microARN, etc.)
démontrant clairement la complexité de cette régulation33!. Les caractéristiques du substrat
(composants, géométrie, rigidité) modulent la localisation, I'arrangement ainsi que la durée
de vie des podosomes. Par exemple, sur une surface en relief, les podosomes s’accumulent le
long des crétes et sont plus stables que ceux formés dans les zones réguliéres et planes33?. Les
podosomes se maintiennent deux fois plus longtemps sur un substrat rigide (160 sec) que sur
un substrat flexible (84 sec)333. Sur une matrice de faible rigidité, les podosomes peinent a se

former392

. Inversement, sur une matrice rigide, leur nombre augmente et leur pouvoir
protéolytique est multiplié33*, faisant des podosomes des modules adhésifs mécano-
sensibles.

Réle des intégrines [1 et [f3 dans la formation des podosomes. De nombreuses études
s’accordent a dire que les intégrines sont des composants cruciaux des podosomes. Elles sont
localisées dans I'anneau des podosomes de nombreuses cellules, comme par exemple les
intégrines B2 dans les podosomes des macrophages33®, et les intégrines 1, B2 et B3 dans les
podosomes des ostéoclastes33®. La délétion des trois intégrines B1, B2 et B3 est nécessaire
pour conduire 3 la disparition totale des podosomes dans les ostéoclastes3?’. C'est également
dans les ostéoclastes, qu’un réle particulier a été attribué aux intégrines B3. Leur expression
est corrélée avec la formation des podosomes et, a I'inverse, leur inactivation conduit a une
perte de formation de la ceinture de podosomes in vitro et in situ?®®321338339 En ce qui
concerne les intégrines B1, il a été rapporté que c’était I'oscillation dynamique entre leur état
actif /inactif, plutot que la configuration constitutivement active, qui jouait un réle essentiel
dans la fonction des invadosomes3%. En effet, I'utilisation d’un agent d’inactivation
photoinductible (KillerRed) des intégrines Bl a permis de mettre en lumiéere le role

stabilisateur de l'intégrine dans les invadosomes. Enfin, il a été montré que les intégrines
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avaient un lien étroit avec la métalloprotéase MT1-MMP (également appelée MMP-14) dans
des cellules endothéliales au cours de leur migration. L'engagement et le regroupement des
intégrines B1 sur les cellules endothéliales par le collagene de type | induit une interaction
physique entre MT1-MMP et les intégrines B1, conduisant a I'activité protéolytique de la MT1-

MMP a la surface des cellules endothéliales341.

4.2. Tour d’horizon sur les fonctions des invadosomes

Pour mieux se rendre compte du rbéle que les podosomes pourraient jouer dans la
transmigration des MKs, les données exposées ici concernent les fonctions classiquement

attribuées aux invadosomes.

4.2.1. Adhérence et dégradation de la matrice extracellulaire

Le couplage antagoniste « adhérence-dégradation ». Une des singularités des invadosomes
est leur couplage entre les machineries d’adhérence de l'actine et de dégradation des
matrices, encore appelé ADC (pour « acto-adhesion and degradation coupling »). Ces deux
fonctions ne sont pas automatiquement liées mais semblent étre finement régulées pour
contréler les fonctions des podosomes et mieux contrdler leur dynamique3*?. L’activité
protéolytique dépend de la libération polarisée des métalloprotéases MT1-MMP (décrite dans
le paragraphe ci-dessous) qui est elle-méme liée a la machinerie adhésive et au cytosquelette
d'actine. Plusieurs composants cellulaires impliqués dans I'organisation du cytosquelette, et
dans la régulation du trafic de MT1-MMP et de son ciblage polarisé vers les invadopodes, ont
été décrits dans la littérature. Parmi les candidats possibles, on peut citer les membres de la
famille ARF-GTPase, les protéines adaptatrices Tks5 et Tks4 liées a la signalisation des Src, et
les protéines impliquées dans le transport le long des microtubules de la famille des
kinésines343-345_ Plus récemment, Vellino et collaborateurs ont mis en évidence I'importance
de la signalisation calcique, et en particulier du canal calciqgue TRPV4, pour réguler le couplage
ADC. Dans cette étude, les auteurs montrent que ce sont les espéces réactives de I'oxygéne
qui, en se liant au canal calcique TRPV4, régulent négativement |'activation des intégrines 1
et contrélent ainsi négativement les fonctions d’adhérence et de dégradation des

invadosomes331,
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Figure 45 : L’activité de dégradation de matrice et d’invasion des invadosomes est MT1-MMP
dépendante.

(A) Podosomes (Actine-F en rouge) de cellules dendritiques dégradant une matrice de gélatine-FITC
(en vert) avec la présence d’une zone sombre de dégradation. D’aprés West et al., 2008. (B)(C)
Podosomes de cellules dendritiques envahissant un filtre imprégné de gélatine. La longueur de la
protrusion et la taille des pores formés sont réduits en absence de MT1-MMP (notée MMP-14).
D’aprés Gawden-Bone et al., 2010. (D) Structure de la MT1-MMP. Adapté, d’aprés Okada et al., 2017.

Figure 46 : Invasion des podosomes de macrophagages au travers d’un gel 3D de collagéne.
D’aprés Van Goethem et al., 2011



Les métalloprotéases et la MT1-MMP. Les MMPs sont des endopeptidases dont I'activité
dépend de la présence d’un ion métallique de zinc Zn?* au niveau de leur site catalytique. Elles
sont synthétisées sous forme de proenzyme inactive nommée zymogene. Chez I’'Homme et la

346 qui partagent entre elles une structure commune

souris, il existe 23 métalloprotéases
comprenant : un domaine pro-peptidique qui maintient I'enzyme sous forme inactive, un
domaine catalytique et une région charniére assurant la liaison entre le domaine catalytique
et la partie C-terminal*’:348, La spécificité de substrat est régie par le domaine C-terminal
(Figure 45).

Parmi les différentes MMPs, la MT1-MMP (également appelée MMP-14) occupe une place
particuliére dans la fonction de dégradation des invadosomes. En effet, son inhibition conduit
a une diminution de dégradation de la matrice, ainsi qu’a une réduction de la taille des
protrusions émises et de la largeur des pores formés au travers de la matrice30234%, La MT1-
MMP a ainsi été décrite comme essentielle a I'invasion cellulaire en conditions tumorales et a
la progression métastatique®°-3°3, De plus, cette enzyme favorise la génération de forces
protrusives et est impliquée dans I'assemblage des invadopodes puisque son absence réduit
de plus de moitié la proportion de cellules formant des invadopodes3>*. La MT1-MMP est
délivrée par le réseau de microtubules et est exposée a la membrane plasmique en contact
avec la MEC sur laquelle elle exerce son activité enzymatique3>>.

L’activité enzymatique des podosomes permet aux macrophages de creuser des tunnels. En
immobilisant la cellule et en concentrant les activités enzymatiques portées par les
métalloprotéases, les podosomes représentent un dispositif cellulaire efficace destiné a
former un chemin sous la cellule pour libérer un espace dans lequel celle-ci s’introduit. Ceci a
été particulierement bien décrit pour les ostéoclastes et les macrophages. Par exemple,
I’équipe de V. Cabec a cultivé des macrophages dans un gel 3D de collagéne |, mimant
I’environnement des macrophages dans les tissus in vivo3°®, Les auteurs ont démontré
I’existence de structures podosomales 3D situées aux extrémités de longues protrusions
membranaires émises par les macrophages au cours de leur migration mésenchymateuse. Ces
podosomes 3D présentent une forte activité dégradation liée a la MT1-MMP permettant de
dégrader, d’ingérer et de compacter la matrice (Figure 46). La question se pose alors de savoir
si les MMPs sont impliquées dans le passage de la lame basale par les MKs et ceci sera abordé

dans I'axe 3 de ma thése.
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Figure 47 : Organisation des protéines et génération de la force du podosome.

Au coeur du podosome, I'actine forme un pilier qui polymérise contre le substrat. Il est entouré
d’un complexe d’adhérence en forme d’anneau qui est basé sur les intégrines. La poussée
centrale du podosome induite par la polymérisation de I'actine s’équilibre avec la traction au
niveau I'anneau d’adhérence, permettant ainsi d’appliquer une force protrusive déformant le
substrat. D’aprés Bouissou et al., 2017.



4.2.2. Remodelage de la matrice par la force du cytosquelette d’actine

Le remodelage de la lame basale par les podosomes n’est pas uniqguement un processus
enzymatique. Il peut s"accompagner ou étre remplacé par une génération de force et un
déplacement des protéines de matrice extracellulaire.

Le podosome est un générateur de force. L’équipe d'lsabelle Maridonneau-Parini a Toulouse a
récemment précisé l'architecture nanométrique et le fonctionnement mécanique de ces
structures. En couplant la microscopie 3D a I’échelle nanoscopique et la microscopie de force
atomique, ces chercheurs ont démontré que le podosome est un générateur autonome de
force ol sont couplées une force de protrusion et une force de traction3!®. Selon leur
hypothése, les forces de protrusion doivent étre contrebalancées par des forces de traction
pour que le podosome puisse déformer I'environnement localement. Dans le but d’étudier la
fonction mécanique de I'anneau d’adhérence, I'expression de plusieurs de ses composants a
été inhibée et I'effet sur la capacité protrusive des podosomes a été déterminée par
microscopie a force atomique. Cette approche a mis en évidence que l'intégrité de I'anneau
d’adhérence est cruciale pour qu’une force protrusive soit générée au coeur du
podosome. L'anneau fonctionnerait donc comme wun appui qui transmettrait a
I’environnement la force produite au cceur d’actine protrusif du podosome3>® (Figure 47). A
I'aide d’une technigue de nanoscopie tridimensionnelle appelée DONALD (Direct Optical
Nanoscopy with Axially Localized Detection), les chercheurs ont révélé que la taline, un des
constituants de I'anneau, est étirée verticalement au sein d’un échafaudage moléculaire qui
fait le lien entre les récepteurs d’adhérence et le cytosquelette et qui contient la vinculine et
la paxilline3>®. L’étirement de la taline s’accentue lorsque le podosome génére des forces
protrusives importantes, ce qui prouve que I'anneau subit une tension mécanique. En accord
avec ces études, une méthode consistant a déposer des lymphocytes T sur micropiliers de
PDMS a été appliquée a I'analyse en immunofluorescence de la formation des podosomes en
3D ainsi que déduire les forces de traction générées par les podosomes en suivant le
déplacement des piliers3>’. La question qui se pose encore est : Qu’en est-il de ces mécanismes
in vivo ?

Combiner dégradation et force. Le remodelage de la lame basale peut faire intervenir la
dégradation enzymatique et la génération de force par les podosomes. Sur un modele
d’anchor cells de C. elegans, Kelley et al., a révélé que le passage de la lame basale
s’accompagne d’une dégradation enzymatique pouvant étre substituée par une génération
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Figure 48 : Le passage de la barriére endothéliale.
(A) Coupe sériées montrant un neutrophile pénétrer I'endothélium et former un pore
transendothélial (f-j). Adapté, d’apres Feng et al., 1998. (B) La diapédese transendothéliale. D’apres

Sage et Carman, 2009.




de force conduisant a un déplacement des protéines de matrice extracellulaires a la
périphérie. Les anchor cells des vers déficients en MT1-MMP arrivent ainsi a perforer la lame
basale en recrutant d’avantage de mitochondries, source d’ATP, au site protrusif afin
d’augmenter la force générée. L'activité de dégradation initierait la formation de pores et la

génération de force jouerait un rdle d’accélérateur du franchissement de la lame basale3>8.

4.2.3. Ll'invasion cellulaire

Pour souligner d’éventuel points communs avec les MKs, nous mentionnons dans cette partie
les études décrivant des processus d’invasion cellulaire liés aux invadosomes.

L’exemple des leucocytes. Les deux exemples les plus connus sont ceux rapporté par D. Feng??*

et C. Carman?!

qui ont montré que les leucocytes développaient des protrusions
membranaires pour emprunter un passage transendothélial. L’étude de D. Feng et al., est
basée sur I'observation de coupes consécutives par microscopie électronique a transmission
(Figure 48A). Son étude repose sur un modele d’inflammation aiglie dans lequel I'interaction
in situ de neutrophiles avec des microvaisseaux de la peau a été étudiée apres injection
intradermique de fMLP  (N-formyl-methionyl-leucyl-phenylalanine), un peptide
chimiotactique attirant neutrophiles et leucocytes, a des cochons d’Inde. L'analyse de coupes
sériées a permis de montrer que les neutrophiles étendaient de courtes extensions
directement au travers des cellules endothéliales, sans lien avec les jonctions inter-
cellulaires, permettant a D. Feng et ses collaborateurs de conclure a un parcours cellulaire
entierement transendothélial. L’étude de C. Carman, quant a elle, est basée sur des approches
d’imagerie dynamique par fluorescence et de I'ultrastructure. Les auteurs démontrent que les
lymphocytes se servent de protrusions invasives pour palper la surface de I'endothélium et
former des pores transcellulaires. lls montrent que ces structures sont trés dynamiques avec
des phases de protrusion/rétraction rapides qui pourraient permettre aux cellules de scanner
la surface de I'endothélium afin d’y trouver des zones de moindre résistance avant de
traverser la matrice extracellulaire puis la barriere endothéliale. Sur la base de leur
architecture, de leur dynamique et de leur signalisation médiée par WASp et la kinase Src, les
auteurs concluent que ces protubérances représentent des "podosomes invasifs". IIs peuvent
étre formés par des lymphocytes, des monocytes et des basophiles et sont observés in vitro
et in vivo. lls ont également constaté que des événements de fusion membranaire dépendant

des protéines SNARE étaient nécessaires pour la formation efficace de pores transcellulaires
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Figure 49 : Invasion d’une lame basale mésothéliale par des cellules tumorales.

La cellule forme une courte protrusion invadopodiale qui degrade la matrice (jour 1). L'invadopode
s’allonge au travers de la lame basale mésothéliale (jour 3-5) puis la cellule s’infltre au travers de la
lame basale (jour 5-7). D’aprés Schoumacher et al., 2010



dans lI'endothélium (Figure 48B). Ces deux études démontrent le role fonctionnel des
podosomes dans le passage transendothélial des cellules.

L’exemple des cellules cancéreuses. Dans le cas des cellules tumorales, la progression
métastatique se met en place lorsque des cellules d’'une tumeur primaire quittent leur stroma,
dégradent la lame basale, traversent la paroi vasculaire, pénétrent dans la circulation sanguine
avant d’extravaser vers un site secondaire. Elle nécessite |'acquisition de propriétés
migratoires et invasives par les cellules cancéreuses, avec un remodelage de leur
cytosquelette d'actine. Les invadopodes jouent un rOle important dans ce contexte en
accordant aux cellules tumorales des capacités uniques d’invasion et de dégradation de la
MEC. Pour comprendre le déroulement de ces évenements, I'équipe de D. Vignejevic a
développé des modeéles in vitro utilisant : 1) la membrane péritonéale qui mime I'architecture
d’'une membrane basale native et permet ainsi d’analyser les premiéres étapes d’initiation et
d’interaction des invadopodes avec son substrat et 2) un modeéle d’insert dont les pores sont
remplis de matrigel permettant d’examiner comment les invadopodes péneétrent et
s’étendent dans le substrat3?°. Les auteurs ont ainsi pu décrire que les cellules cancéreuses
traversent la lame basale selon trois phases de développement des invadopodes: 1)
Iinitiation de courtes protrusions capables de dégrader la lame basale, 2) I'élongation et
maturation des protrusions puis 3) le guidage et le passage du corps cellulaire au travers de la
lame basale. L'ensemble de ce processus s’étend sur 5 jours et exige une organisation mixte
du cytosquelette (Cf paragraphe 4.1.2). De facon intéressante, cette étude démontre la
nécessité d’un processus de maturation des podosomes pour le passage de la lame basale
(Figure 49). Cette capacité d’invasion de la matrice permet aux cellules cancéreuses d’entrer
dans la circulation générale et d’envahir différents tissus. Par conséquent, la caractérisation
des invapodopodes des cellules cancéreuses est actuellement un domaine de recherche
important pour identifier des cibles thérapeutiques potentielles.

L’exemple des macrophages. Un troisieme exemple vient des macrophages M2, intervenant
dans la réparation des tissus et qui sont associés a la phase tardive des réponses immunitaires.
Pour remplir leur fonction, ces cellules doivent traverser la barriere endothéliale et la lame
basale pour atteindre les tissus. Des modeles in vitro de monocouches de cellules
endothéliales reposant sur de la matrice extracellulaire ont été utilisés pour caractériser
I'organisation et la dynamique de leurs podosomes. Il a ainsi pu étre montré que, suite a une

stimulation par la chimiokine CSF1, les podosomes des macrophages s’accumulaient au front
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Figure 50 : Les podosomes précurseurs et successeurs.

Un macrophage polarisé présente des précurseurs plus grands sur le bord d'attaque (en bas) et des
successeurs plus petits sur le bord de fuite (en haut). Seuls les successeurs contiennent de la myosine
IIA et sont connectés aux cables d'actomyosine. Adapté d’apres Bhuwania et al., 2012.
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Figure 51 : Les mégacaryocytes forment des podosomes in vitro capables de dégradation.

(A) MKs murins issus de culture lin — formant des podosomes (actine-F, en rouge) sur du collagéne,
de la fibronectine et du fibrinogéne. Adapté, d’apres Sabri et al., 2006 et Schachtner et al., 2013. (B)
En condition contréle, les MKs murins issus de cultures lin - forment des podosomes (actine-F, en
rouge) qui dégradent la matrice de fibrinogene fluorescent (ponctuations noires). L'inhibition de
MMPs au GM6001 réduit la dégradation de la matrice par les MKs. Adapté, d’apres Schachtner et al.,
2013.



de migration, et s’assemblaient/se déformaient continuellement de facon trés rapide?®’. Cette
dynamique élevée des podosomes permet aux macrophages de se déplacer plus rapidement
et ainsi de traverser une monocouche de cellules endothéliales. La caractéristique la plus
remarquable de ces cellules est qu’elles possedent deux populations de podosomes : (1) les
« précurseurs », de grandes tailles et dynamique, localisés au front de migration et (2) les
« successeurs », plus petits et plus stables, connectés a des cables d’actomyosine et localisées
en arriére des premiers3® (Figure 50). Cette organisation particuliére serait dépendante de la
protéine supervilline présente dans la coiffe des successeurs, qui serait essentielle a la
capacité des macrophages a traverser une barriére en 2D3%°. Cette étude révéle qu’au sein
d’une méme cellule les podosomes ne sont pas tous équivalents et qu’il existerait une

spécialisation associée a des fonctions particuliéres.

4.3. Les mégacaryocytes forment des podosomes in vitro

4.3.1. Les podosomes des mégacaryocytes

Caractérisation des podosomes mégacaryocytaires. Les podosomes des MKs ont été décrits in
vitro, en 2D et en I'absence d’'une matrice complexe que sont le milieu interstitiel ou la lame
basale. Des études in vitro indiquent que les MKs sont capables d’adhérer et de former des
podosomes sur des protéines matricielles (de type collagéne |, fibronectine, matrigel)0449,
La matrice module la durée de vie des podosomes : ceux formés par les MKs sur le collagene
| perdurent trois fois plus longtemps que ceux formés sur le fibrinogene. Ces protrusions ont
été caractérisées in vitro comme étant des podosomes sur la base de leur composition
moléculaire consistant en un coeur d’actine et de protéines associées a sa polymérisation
telles que WASp et le complexe Arp2/3, encerclé d’'un anneau constitué de protéines
structurales telles que la vinculine, la cortactine ou la taline (Figure 51A)194140, Par ailleurs,
I"utilisation de souris déficientes en WASp (WASp’) a permis a I’équipe de W. Vainchencker de
montrer un défaut de formation de podosomes sur une matrice de collagéne | et une
diminution de leur capacité de migrer vers un gradient de SDF-1 suggérant un réle de ces
structures dans I'attachement au sous-endothélium?®®. La myosine IIA ne semble pas
contribuer de facon significative a la formation de ces structures in vitro puisque I'inhibition
de son activité par la blebbistatine ne modifie ni le nombre des podosomes/MK, nil’étalement

des cellules sur le collagene. Il est intéressant de noter que I'observation de la moelle des
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souris WASp™ révele une libération ectopique des plaquettes dans le compartiment
médullaire. Ces résultats suggérent ainsi le role central des podosomes dans la
mégacaryopoiese et fournissent un mécanisme pouvant expliquer la thrombopénie modérée
observée chez les souris WASp™ (527 000 plaquettes/uL)3>°. En outre, ils apportent de
nouvelles réponses quant a 'origine de la microthrombopénie chez les patients souffrant du
syndrome de Wiskott-Aldrich dont la protéine WASp n’est pas fonctionnelle (cf 4.3.2.).

Les podosomes des MKs ayant été jusqu’ici principalement décrits in vitro et du fait du réle
prépondérant du microenvironnement dans I'acquisition de leurs caractéristique, I’objectif
est donc maintenant de préciser leurs organisations en 3D dans le contexte de la moelle
osseuse et de définir leur(s) fonction(s) in vivo, en rapport avec le contexte cellulaire de la
moelle osseuse. De fagon intéressante, des structures ressemblants a des podosomes ont
également été identifiées sur les plaquettes, et joueraient un réle lors des étapes précoces
d’adhérence et dans la formation d’agrégats stables en conditions de flux36%361, Ce point sera
discuté dans les perpectives de la these.

In vitro les podosomes des MKs sont dotés d’une activité de dégradation de la matrice. En
1990, Leven et Yee montrent que des MKs issus de moelle de cobaye sécrétent deux types de
collagénases lorsqu’ils sont mis en culture dans des gels de collagéne ou du matrigel.
Depuis, plusieurs études transcriptomiques sur des MKs humains en culture issus de cellules
CD34+ indiquent la présence d’ARNm des formes solubles de MMP-1, -2, -9 et les formes
membranaires MMP-14, -173627364 | es études de colocalisation par immunofluorescence
indiquent que les MMP-1, -2, -3, -9 sont localisés dans les granules a avec le vWF et la P-
sélectinel®365,

Dans un modele de Transwell recouvert de matrigel, I'addition d’un anticorps bloquant dirigé
contre la MMP-9 réduit significativement le nombre de MKs ayant transmigré, suggérant un
role de cette MMP dans le passage de la lame basale des MKs. Par ailleurs, I'injection d’un
inhibiteur a large spectre de métalloprotéases a une souris empéche I'augmentation de la
numeération plaquettaire induite par le SDF-1, suggérant un role in vivo des métalloprotéases
dans la production des plaquettes®. Enfin, plus récemment, Schachtner et collaborateurs ont
démontré la capacité des podosomes de MKs a dégrader le fibrinogene fluorescent de fagon
MMP et Myosine IIA dépendante!® (Figure 51B). En effet, lorsque les MKs sont déposés sur
une lamelle de verre recouverte de fibrinogene-Alexa488, ils notent la présence de zones non

fluorescentes sous les podosomes, témoignant d’une activité de dégradation enzymatique. En
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présence de GM6001 ou de blebbistatine, inhibiteurs respectifs des MMPs et de la myosine
lIA, le nombre de MKs dégradant la matrice fluorescente et la tailles des zones de protéolyse
sont fortement diminués. Ces auteurs proposent que la production de métalloprotéases liée
aux podosomes pourrait constituer une étape importante dans la transmigration des MKs.
A I'heure actuelle, plusieurs travaux et revues proposent I'hypothése que l'activité de
dégradation des podosomes est essentielle a la transmigration des MKs, bien que cela n’ait
pas été vérifié in vivo. Les anomalies de la formation des podosomes des MKs ont été associées
a divers acteurs liés a I'organisation du cytosquelette d’actomyosine. Il s'agit de la protéine
WASp04140  du complexe Arp2/33%¢, de la protéine adaptatrice ADAP favorisant la
dégranulation3®’, de la L-Plastin3®8, de la tropomoduline 314, |a protéine kinase-1 dépendante

des phosphoinositides3®® et Cdc4214,

4.3.2. Déficits touchant un élément de signalisation commun aux podosomes

De nombreuses preuves indirectes suggerent que les podosomes sont des structures
importantes sur le plan physiologique. Par exemple, I'identification de WASp et des protéines
apparentées WIP a permis d’établir un lien entre certaines maladies et la polymérisation de
I'actine dans les podosomes.

Le syndrome de Wiskott-Aldrich. Ce syndrome est une maladie trés rare liée au chromosome
X et qui résulte de la mutation mono- ou bi-allélique du gene WAS, affectant ainsi la protéine
WASpP37%-372_ Plus de 300 mutations ont été décrites a ce jour et aboutissent & une protéine
tronquée, absente ou non fonctionnelle, et entrainent un syndrome sévére caractérisé par
une thrombopénie associée a une apparition progressive de déficits immunitaires et
d’eczéma, et chez certains patients a des réactions auto-immunes®’3. La protéine WASp est
exprimée exclusivement dans les cellules hématopoiétiques et joue un rble clé dans la
régulation du cytosquelette. Son absence entraine une microthrombopénie sévére (moins de
10% de la numération plaquettaire normale) associée a des manifestations hémorragiques et
immunitaires graves. Le nombre de MKs médullaires est normal écartant I’hypothése d’un
défaut de production. In vitro, les MKs différenciés a partir de cellules CD34+ de ces patients
présentent une morphologie normale et une capacité a émettre des proplaquettes normale.
Un modele murin de knock-in a permis de montrer le réle critique de la phosphorylation au
site Y293 dans l'activation de WASp, notamment dans I'assemblage des podosomes. Les
traitements combinent administration d’immunoglobulines et antibiothérapie pour atténuer
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les infections récurrentes de ces enfants. En cas d’hémorragies ou d’interventions
chirurgicales, des concentrés plaquettaires sont transfusés. De facon ponctuelle, il est possible
d’administrer a ces patients des analogues de la TPO tels que I'’elthrombopag afin de stimuler
la thrombopoiése. Néanmoins, la mutation de WASp étant associées a une libération de
plaguettes prématurément en intramédullaire, cette approche thérapeutique est limitée,
permettant seulement d’augmenter ponctuellement la numération jusqu’a 70 000
plaquettes/uL372374, Les seules solutions curatives sont la greffe de cellules souches
hématopoiétiques ou la thérapie génique chez le jeune enfant afin de restaurer une
hématopoiése normale3’°,

Mutations des protéines du complexe Arp2/3. Ces derniéres années, un nouveau déficit
génétique touchant le complexe Arp2/3 a été identifiée chez ’'Homme. Plusieurs patients ont
été décrits présentant des problémes immunologiques et des saignements dus a une
thrombopénie3’>378, Ces rapports d’études cliniques valident I'importance de cet axe
WASp/Arp2/3, et de facon plus spécifique, des podosomes dans la mégacaryopoiése et la

production plaquettaire.

En résumé, ’ensemble de cette revue bibliographie, centrée sur la transmigration des
MKs, le role potentiel des intégrines et de facon plus générale des podosomes, donne la
vision actuelle que I'on peut avoir de la biogénése des plaquettes sanguines. Elle est en
faveur de I’hypothése selon laquelle les podosomes pourraient jouer un réle de premier

plan au cours du passage des MKs au travers de la paroi des sinusoides de la moelle osseuse.
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Ainsi, nous venons de voir que les derniéres étapes de la mégacaryopoiése représentent
des événements clés dans le bon déroulement de la production plaquettaire, et un défaut ou
une modification dans I'une de ces étapes pourrait avoir un effet délétere. A ce jour, la
compréhension des mécanismes de formation des plaquettes repose essentiellement sur des
études in vitro et une connaissance plus précise des processus intervenant in vivo est

nécessaire.

Objectif de la thése. Mon projet de thése porte sur le passage des fragments
mégacaryocytaires au travers de deux barrieres, I’endothélium et la lame basale composant
les sinusoides médullaires. Le but de la thése est de caractériser les mécanismes cellulaires
et moléculaires impliqués dans I'intravasation des MKs. Ce travail s’articule autour de trois
axes:

Axe 1. Comprendre la nature des extensions émises par les MKs, en particulier
I'organisation de leur cytosquelette. Les observations réalisées avant mon arrivée révélent que
les MKs au contact des sinusoides forment des extensions membranaires ressemblant aux
podosomes. Afin de comprendre la nature de ces extensions, j’ai analysé leur composition et
I'organisation de leur cytosquelette en analysant des cryosections de moelle par microscopie
superrésolutive a illumination structurée (SIM) en collaboration avec F. Gaits-lacovoni
(INSERM U1048, 12MC, Université Paul Sabatier, Toulouse, France) et par microscopie
corrélative permettant de superposer des images fluorescentes et électroniques.

Axe 2. Evaluer le réle des intégrines dans le passage des MKs au travers I'endothélium.
Nous avons ensuite focalisé notre attention sur les intégrines parce qu’elles permettent
I'adhésion des cellules a leur environnement, s’associent aux filaments d’actine pour stimuler
leur polymérisation et participent a la formation des podosomes. Ce travail, débuté lors de
mon Master 2, a fait appel a des souris déficientes en intégrines B1 et B3 (notée DKO Itgh1”
/Itgb37") car ces intégrines sont les seules exprimées par les MKs.

Axe 3. Déterminer si une activité de dégradation de la matrice extracellulaire est nécessaire
au passage trans-endothélial des MKs. Nos observations en microscopie électronique
indiquent I'existence d’espaces exempts de protéines matricielles dans la lame basale des
sinusoides. La taille de ces ouvertures est suffisante pour le passage des podosomes, mais trop
étroite pour celui des proplaquettes, suggérant I’existence d’'un mécanisme pour élargir ces

ouvertures. Nous formulons ainsi ’hypothése d’une dégradation de la lame basale par les

59






métalloprotéases de la famille MMP (matrix metalloproteinase) dans le processus de passage

des MKs.
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Axe 1. Comprendre la nature
des extensions émises par les
MKs, en particulier leur
organisation du cytosquelette
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1. Résumé de I’étude

Au sein de la moelle osseuse, 'une des étapes clefs dans la génération des plaquettes
sanguines est le passage de fragments cytoplasmiques du MKs au travers de la barriere
sinusoidale. Cette étape reste a I’heure actuelle encore peu connue du fait de la difficulté de
capturer ces événements. L'objectif de cette étude a été de comprendre comment les MKs
interagissent et traversent les sinusoides médullaires. Pour répondre a cette question, nous
avons entrepris une analyse détaillée in situ des zones de contacts entre les MKs et les cellules
endothéliales dans le microenvironnement natif 3D de la moelle osseuse en combinant
différentes approches d’imagerie en microscopie électronique et en microscopie a

fluorescence.

L’observation ultrastructurale des cellules endothéliales des sinusoides montre une
monocouche continue et non fenétrée, sans ouvertures pré-existantes. Ainsi, pour traverser
la barriére endothéliale, les MKs doivent se créer un passage. Pour cela, les MKs forment de
courtes protrusions invasives pouvant s’invaginer profondément dans la cellule endothéliale
jusqu’a la traverser. Ces passages se font directement a travers la cellule endothéliale
indiquant que le MK emprunte un chemin transcellulaire. Les protrusions ne sont présentes
gue dans les MKs les plus matures et trouvent leur origine dans la zone périphérique des MKs
connue pour étre riche en cytosquelette d’actomyosine. Cela nous a conduits a examiner

I'organisation du cytosquelette d’actine dans les protrusions émises par les MKs.

Visualisée par immunofluorescence, 'organisation des filaments d’actine dans les
protrusions consiste en un pilier orienté perpendiculairement a la surface endothéliale. Cette
organisation caractéristique, ainsi que la présence/localisation de marqueurs tels que la
cortactine et la taline, leur architecture spécifique en forme de courtes protrusions et leurs
propriétés invasives sont autant d’éléments de reconnaissance des podosomes. Cette étude
fait également apparaitre I'organisation collective de ces structures reliées par un réseau
secondaire d’actomyosine présent dans la zone périphérique, tout autour du MK. Ainsi, pour
franchir la barrieére endothéliale, les MKs ont la particularité de former plusieurs podosomes
interconnectés leur permettant de perforer I'endothélium en de multiple points. La
microscopie électronique a balayage a révélé l'existence de regroupements de pores
transendothéliaux. Il est vraisemblable que cette disposition particuliere puisse permettre la

fusion des pores et ainsi réguler la taille des points de passage permettant la traversée des
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fragments cytoplasmiques volumineux des MKs, sans endommager l'intégrité vasculaire.
Décrits jusqu’ici sous forme de podosomes individuels in vitro, nous avons ainsi pu démontrer
leur existence et leurs fonctions invasives in vivo, ou les podosomes ont une organisation bien
différente de celle observée in vitro sous forme interconnectée. On les appelle alors in vivo-

MK podosomes.

Au regard du réle essentiel du cytosquelette d’actomyosine dans la structuration des
in vivo-MK podosomes, nous avons voulu connaitre I'impact d’une anomalie de ce réseau sur
la capacité des MKs a émettre des podosomes pouvant perforer I'endothélium. Pour cela,
nous avons utilisé des souris déficientes en complexe Arp2/3 et en myosine IIA
spécifiquement dans la lignée mégacaryocytaire (respectivement Arp2/37- et Myh97"). Les
résultats obtenus avec la souris Arp2/37- révélent la nécessité d’une organisation d’actine
branchée pour la formation des podosomes et pour la création de pores transendothéliaux.
La souris Myh9”- a permis de mettre en lumiére I'importance de I'organisation collective des
podosomes. En effet, dans des conditions ou le réseau secondaire d’actomyosine contractile
de la zone périphérique est incapable de se former, on note la présence de podosomes plus
petits, plus nombreux et dispersés sur toute I'interface MK/sinusoide. Ceci modifie de fagon
considérable I'entrée du MK dans le sinusoide sous forme d’une multitude de petits
fragments, totalement différents des fragments volumineux et compacts émis par les MKs
dans des conditions normales. Des résultats similaires ont été décrits in vivo dans des

expériences d’imagerie menée en temps réel par microscopie biphotonique'?2,

L’'ensemble de ces travaux publié dans le journal JTH en 2020 met en évidence un
processus original et unique du MK reposant sur la formation de podosomes organisés en
réseau leur permettant d’adopter un comportement collectif dans la perforation de la barriéere

endothéliale.

Podosomes interconnectés par un
réseau d'actomyosine contractile
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Abstract

Background: Blood platelets are anucleate cell fragments that prevent bleeding and
minimize blood vessel injury. They are formed from the cytoplasm of megakaryo-
cytes located in the bone marrow. For successful platelet production, megakaryo-
cyte fragments must pass through the sinusoid endothelial barrier by a cell biology
process unique to these giant cells as compared with erythrocytes and leukocytes.
Currently, the mechanisms by which megakaryocytes interact and progress through
the endothelial cells are not understood, resulting in a significant gap in our knowl-
edge of platelet production.

Objective: The aim of this study was to investigate how megakaryocytesinteract and
progress through the endothelial cells of mouse bone marrow sinusoids.

Methods: We used a combination of fluorescence, electron, and three-dimensional
microscopy to characterize the cellular events between megakaryocytes and en-
dothelial cells.

Results: We identified protrusive, F-actin-based podosome-like structures, called in
vivo-MK podosomes, which initiate the formation of pores through endothelial cells.
These structures present a collective and spatial organization through their intercon-
nection via a contractile network of actomyosin, essential to regulate the endothelial
openings. This ensures proper passage of megakaryocyte-derived processesinto the
blood circulation to promote thrombopoiesis.

Conclusion: This study provides novel insight into the in vivo function of podosomes
of megakaryocytes with critical importance to platelet production.

KEYWORDS

megakaryocyte, endothelial cells, podosomes, Arp2/ 3, myosin IIA, thrombopoiesis
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2 | jth
1 | INTRODUCTION

Megakaryocytes (MKs) generate 10! blood platelets daily whose
essential role is to maintain vascular integrity by stopping bleeding
at the site of vascular injury. This massive production system is
coupled with a set of cell biology processes unique to MKs com-
pared with other blood cell lineages. Located in the bone marrow
(BM), they undergo a unusual differentiation process that involves
multiple rounds of endomitosis to become highly polyploid cells
averaging 50 pm in size.! As they mature, they develop a unique
intracellular membrane system known as the demarcation mem-
brane system (DMS), which provides the plasma membrane of
the future platelets.z'4 Terminally mature MKs extend cytoplas-
mic processes into the sinusoidal blood vessels of the BM. These
processes are further fragmented into individual platelets in the
bloodstream, whereas the polylobulated nucleus remains in the
BM. Whole MKs can also extrude from the BM under certain
circumstances,>® but it is debated whether this could take place
under normal physiological conditions.”

In vivo, the formation of platelets can be divided into two well-rec-
ognized phases: (a) megakaryopoiesis, which is the differentiation of
BM hematopoietic progenitors into mature MKs, and (b), thrombo-
poiesis, which composes the delivery of MK-derived processes into
BM sinusoid and the subsequent release of platelets. Importantly,
between these two phases, a critical step is the passage of the MK
fragments through the vascular wall of the sinusoids. This specific
intravasation step has no equivalent with any other process of cell
intravasation because it requires the extrusion of the entire cyto-
plasmic mass of the giant MK without damaging the endothelial bar-
rier. The biological importance of this step has been demonstrated in
the Wiskott-Aldrich syndrome (WAS), where mutations in WAS (en-
coding WAS protein) lead to defective delivery of platelets into the
bloodstream. In these patients, ectopic platelet release within the
BM environment and premature transmigration of immature MKs
have been reported to contribute to microthrombocytopenia (ie, re-
duced number and size of blood platelets).s'9 Intravasation of MKs is
therefore a fundamental and regulated aspect of platelet production,
in which the initial interactions between MKs and endothelial cells
(ECs) play an important role.

Intravasation requires that the MKs make contact with the si-
nusoid ECs and subsequently penetrate this physical barrier. Very
little is known regarding this specific sequence of events, in large
part because of their rare and transient nature. Two types of trans-
migrations exist, either at the site of junction between two ECs
(paracellular) or directly through the EC body (transcellular). Two
earlier ultrastructural studies described that MKs extended pseu-
dopod-like processes across the ECs, but the precise site of transmi-
gration was not identified.)>!* More recently, in vitro studies have
shown that MKs can form specialized actin-based structures, called
podosomes, when exposed to extracellular proteins matrix.5?
Originally described in highly invasive cells such as osteoclasts,
macrophages, and dendritic cells, podosomes are mechanosensing

specialized organelles implicated in invasion through their ability to

Essentials section

e To produce platelets, megakaryocyte (MK) cytoplasmic
fragments must interact and progress through the sinu-
soid endothelial barrier.

e We characterized the early cellular events taking place
between MKs and endothelial cells in the bone marrow
native environment.

o Megakaryocytes form F-actin- based in vivo podosome-
like structures interconnected through a contractile ac-
tomyosin network which allow them to cooperate.

e Collective in vivo podosomes enable the transendothe-
lial passage of megakaryocyte-derived processes.

generate protrusion forces and matrix degradation by metallopro-
teases. They are characterized by a core of F-actin surrounded by a
ring rich of adhesion molecules such as integrins and associated talin
and vinculin,*® which are highly sensitive to Arp2/3 dependent actin
polymerization'* and profoundly perturbed in WASp patients.'”
Currently, it remains unclear whether such structures exist in the
BM microenvironment and, if so, to understand their physiological
implication in platelet biogenesis.

This work is focusing on the early cellular events taking place
between MKs and ECs in the BM native environment before in-
travasation and delivery of MK-derived fragments into BM sinu-
soids. Here, using a combination of high-resolution microscopy
approaches, we show that MKs extend protrusive, F-actin en-
riched podosome-like structures oriented perpendicularly to the
endothelium. We call these structures in vivo-MK podosomes. By
creating pores directly through ECs, they can find their way across
the EC barrier using a transcellular route. Groups of closely po-
sitioned in vivo-MK podosomes work collectively to breach the
endothelium through their connections to a peripheral actomyosin
contractile network. Loss of myosin IIA affects their size, num-
ber, and distribution, leading to scattered transendothelial pores.
Loss of the Arp2/3 complex profoundly impairs the ability of MKs
to initiate transendothelial pores and to expand in vivo intrasinu-
soidal cytoplasmic processes. In conclusion, our work uncovers in
vivo-MK podosomes as an essential structure for communication
between MKs and ECs.

2 | METHODS

Detailed methods are described in the Appendix S1.

2.1 | Mice

The Myh9'/', Yall, ﬂl-tubulin'/', and Arp2/3'/' mice have been previ-
ously described.'*'® Because previous studies have shown early
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embryonic mortality in Arp2/3 and MYH9™™ mice, we used the loxP-
Cre system to restrict the Arpc2 gene (encoding the p34 subunit of
the Arp2/3 complex) and the MYH9 gene knockout to the megakar-
yocyte lineage. All animal experiments were approved by the local
ethics committee.

2.2 | BM preparation

Murine BM was obtained by flushing the femurs of mice with phos-
phate buffered saline followed by fixation.

2.3 | Confocal microscopy on cryosections

Bone marrow was fixed in 2.5% paraformaldehyde and 0.5% glutar-
aldehyde, and frozen in liquid nitrogen as described.* Cryosections of
250-nm thickness were cut and labeled with Alexa488-conjugated
phalloidin, an Alexa555-conjugated anti-GPIbp antibody, and pri-
mary antibodies against FABP4 or B1-tubulin. The sections were
then labeled with Alexa680-conjugated secondary antibodies of
the appropriate species. They were examined under a confocal mi-
croscope (TCS SP8, Leica) or by Structured lllumination Microscopy
(Elyra PS.1, Zeiss). For the images in Figure 2D, two rounds of im-
munofluorescence (IF) labeling and imaging were performed as de-

scribed by Micheva et al.X?

2.4 | Electron microscopy

e Standard electron microscopy (SEM): Bone marrow was fixed in
2.5% glutaraldehyde and embedded in Epon as described.?®
Transversal thin sections of the entire BM were cut and exam-
ined under a CM120 TEM (FEI). In some experiments, the BM cells
were permeabilized with 0.02% saponin for 5 minutes to visualize
the cytoskeleton, before fixation in 2.5% glutaraldehyde and em-
bedding in Epon.

e Focused ion beam (FIB)/SEM: Samples were processed and exam-
ined under a Helios NanoLab microscope (FEI) as described.?*

e SEM: Fixed samples were broken open with a scalpel and dehy-
drated. Dried samples, marrow side uppermost, were attached
to stubs and sputter coated. Secondary electrons were used to
image the inner surface of the sinusoids. To ascertain that MKs
were located under the imaged surface, the specimen stage was
tilted to 52° and exposed to the focused ion beam and backscat-
tered electrons were used to image the new face of the sample to
identify the MKs.

Immunoelectron microscopy labeling: BM cells were permeabilized

with 0.02% saponin for 5 minutes, fixed in 2% paraformaldehyde
and labeled in suspension. The cells were incubated overnight
with anti-myosin or irrelevant antibodies (10 pg/mL) followed by
10 nm gold-conjugated secondary antibodies and the samples
were embedded in Epon.

° | 3
jth
e Electron tomography: Samples were processed as for TEM and
300-nm-thick sections were cut. Single tilt imaging series were
recorded using a JEM-2100Plus TEM (Jeol) and processed as
previously described.* The tilt series were aligned and recon-
structed three-dimensionally (3D) using a TEMography Recorder
(TOMO-MOD2).
Correlative light and electron microscopy on cryosections: 100-nm-

thick cryosections were mounted on formvar-carbon coated
grids. The regions of interest were first examined under the IF mi-
croscope (as described previously) and their coordinates relative
to the grid were recorded before being examined under the TEM.
The two pictures were superimposed using “picture overlay” soft-

ware (Jeol).

3 | RESULTS
3.1 | Invivo characterization of the contacts
between MK and sinusoids

In BM, the passage of MK-derived processes through the vascu-
lar wall of the sinusoids are rare, transient, and unpredictable;
it is thus challenging to catch MKs in the act of penetrating the
sinusoid barrier. Because so little was known about this specific
step, we first characterized the cellular events occurring at the
interface between MK and endothelial cells. MKs and sinusoids
are easily recognized by their large size and their irregular chan-
nel morphology, respectively (Figure 1A). Consistent with earlier

reports, 1022

we observed that the endothelial lining of the sinu-
soid is continuous without preformed apertures indicating that
MKs have to mechanically alter the EC barrier for intravasation.
ECs are joined together by electron-dense junctions (Figure 1B)
and the subjacent basement membrane was found to be discon-
tinuous with empty spaces of 1400 + 76 nm in length (n = 55)
(Figure 1C). Intercellular contacts between sinusoidal MKs and
ECs being low-frequency events, their analyses required the ob-
servation of a large number of thin sections. Typically, we found
that 38 + 2% of MKs are in direct contact with sinusoids, corre-
sponding to ~12 contacts per BM transversal section. Four types
of contacts could be discriminated according to their morphology
and their ability to invade the endothelium (Figure 1D). We found
(a) planar contacts between MKs and ECs, (b) MK protrusions
without any visible effect on the ECs, (c) MK invasive protrusions
deforming the EC surface, and (d) MK cytoplasmic processes
filled with DMS and organelles and passing through the endothe-
lium. The percentage of MKs showing these four characteristic
contacts was 45 + 3, 35 + 2.5, 11 + 2 and 9 + 1.5, respectively
(n = 235 MK/EC contacts analyzed in 18 sections from nine wild-
type [WT] mice). Also, consistent with previous intravital micros-

2325 e did not see entire MKs in the lumen of the

copy studies,
sinusoids. To determine whether there was a link between the
type of interaction and the degree of MK maturation, we classi-

fied the contacts according to MK morphology. MKs were ranked
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in three maturation stages (I, I, and 1ll) based on cell size, nu- 3.2 | MK protrusions are podosome-like structures
clear morphology, and DMS development.?° MK invasive protru- interconnected via a peripheral network of

sions were mostly observed in fully mature and DMS-rich MKs, actomyosin filaments

whereas planar contacts dominated in immature MKs (Figure 1E),

indicating that there is a correlation between the stage of matura- TEM observations showed that the MK protrusions are devoid of
tion and the ability to extend protrusions. DMS and intracellular organelles (Figure 1D) and thus are of similar
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FIGURE 1 Megakaryocyte-EC interactions involve four different types of contacts. (A) Representative TEM image showing an MK
(highlighted with a 75% transparency orange overlay) in close contact with a sinusoid, which forms a continuous barrier. The monolayer
of sinusoidal EC is indicated with a 75% transparency blue overlay. (B) At higher magnification, two endothelial cells are bound together
by numerous tight junctions (white arrowheads), whereas (C) the basement membrane is discontinuous. The black arrowheads delimit

the openings. MK, megakaryocyte; EC, endothelial cell. Scale bars represent 10 um in (A) and 500 nm in (B) and (C). (D) Ultrastructure of
the types of contact between MK and sinusoidal EC. Three images are shown for each type of contact: left, overviews of MK attached

to sinusoids; middle, details of the boxed areas; right, models illustrating the different types of MK/EC contacts. In (1) planar contact, in
(2) an MK has developed three protrusions toward the EC, in (3) a MK forms an invasive protrusion deforming the EC surface, and in (4)

an MK extends a cytoplasmic process into the lumen (*) of the sinusoid. In the middle panels, MKs are indicated with a 75% transparency
orange overlay and EC with a 75% transparency blue overlay. MK-1l and MK-IIl indicate the stage of maturation. Scale bars represent 5 um
in the left panels and 1 um in the middle panels. For the TEM images, 18 sections coming from nine WT mice were observed. Gray lines,
DMS; gray circles, granules. (E) Bar graph showing quantification of the types of MK/EC contact at different stages of MK maturation. Bars
correspond to the mean percentage of each type of contact + SEM (21 < n < 70, as indicated in the open bars)

nature as the peripheral zone of mature MKs. Because this zone is
known to berich in actomyosin,26 we decided to investigate their cy-
toskeletal organization by IF microscopy. To increase the chance to
observe these low occurrence events, we employed the Yall mouse
model that present the advantage to increase by 5-fold the number
of MKs in the BM (driven by a misbalance between thrombopoietin
and its receptor).’® We confirmed that Yall MKs displayed the same
morphological features as WT ones (Figure S1). To locate MKs in
contact with sinusoids, BM cryosections were stained for the MK-
specific marker GPIbp and for the EC marker fatty acid binding
protein 4 (FABP4) ?/ (Figure 2A-B). The strong cytosolic labeling of
FABP4 allowed to better delineate the transendothelial penetration
of the MK protrusions than classically used EC surface markers, such
as PECAM.1. Three different stages of intravasation, captured in a
single shot in Figure 2Ai, were analyzed at higher magnification: a
MK with invasive protrusions (Figure 2Aii), an MK extruding a single
process (Figure 2Aiii) or a large extension (Figure 2Aiv). In each cell,
F-actin formed a continuous ring at the MK periphery with short
radiating F-actin structures. Using structural illumination micros-
copy super-resolution microscopy (Figure 2B), the radiating F-actin
structures appeared clearly lying perpendicular to the endothelium
and penetrating this barrier (arrowheads in Figure 2B). Remarkably,
these perpendicular actin-rich structures were linked at their base to
a peripheral submembranous F-actin network (arrows in Figure 2B).
Using correlative light electron microscopy (CLEM) to superimpose
fluorescent signals and EM images, we ensured that the phalloidin-
stained F-actin entirely filled MK protrusions which deformed the
surface of the endothelium, in the same manner as the protrusions
observed previously (Figure 2C). This F-actin organization in the
MK protrusion and the ability of MKs to form classic podosomes
in vitro'? led us to determine whether these in vivo observed pro-
trusions could be native podosomes as well. We checked for the
presence of F-actin-binding proteins classically associated with po-
dosomes (ie, myosin IIA, cortactin, and talin) (Figure 2D). IF analysis
was performed either on tangential views showing radiating F-actin
pillars oriented perpendicularly to the endothelium or transversal
views showing bright dots of F-actin inside GPIbf-stained extensions
(Figure 2D). Line scans of the fluorescence intensity passing through
the F-actin columns indicated that all three proteins were located

within GPIbf-stained extensions, but their respective distribution

differed. Myosin IlA and cortactin colocalized with F-actin, whereas
talin formed circular structures outside the bright F-actin dots, as re-
vealed on transversal views of the MK surface (inset in Figure 2Dvii).
Thus, the MK protrusions at this point seem to be compositionally
similar to podosomes in other cell types.

Overall, these observations revealed that mature MKs form podo-
some-like structures in vivo, in which actomyosin is the primary cyto-
skeletal component. The localization of myosin in podosomes has been
intensively discussed in the literature and appears to depend on the
selected cell type.?8%° To precise the localization of myosin in MKs,
we analyzed more carefully the fibrillar organization of the F-actin
network. To do so, we used saponin-permeabilized BM, which permits
extraction of the soluble cytoplasmic proteins that otherwise mask and
obscure the filamentous cell structures (Figure 3). EM revealed that the
MK protrusions contain microfilaments arranged into two distinct net-
works with orthogonal orientations. One is oriented perpendicular to
the endothelium (arrowheads) and is connected at its base to a second
network running parallel to the EC plasma membrane (arrows), similarly
to what was observed in the IF experiments (Figure 3A-B). Remarkably,
this second network forms a large intracellular circular lattice at the
MK periphery and connects several F-actin pillars (Figure 3A-B). It was
made of tightly packed thick myosin fibers, as demonstrated by immu-
noelectron microscopy (inset in Figure 3C).

Collectively, these data clearly showed that the MK protrusions
present the characteristic features of podosomes, ie their perpen-
dicular F-actin organization to is substrate (EC in this case) and their
collective organization via a peripheral network composed of myosin
IIA-decorated F-actin fibers. We called these structure in vivo-MK
podosomes.

3.3 | MK-dependent initiation of transendothelial
cell pores

We next asked how these in vivo-MK podosomes affected the en-
dothelial barrier. By TEM, we observed that they penetrated deeply into
the endothelium resulting in tight apposition of the apical and basal EC
plasma membranes (Figure 4A-B). To understand the details of these
membrane interactions, we turned to EM tomography (Figure 4C).
The 3D images of tilted sections revealed that two EC bilayers came
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FIGURE 2 Megakaryocyte protrusions are invasive, F-actin-based podosome-like structures. (A-B) Cryosections of BM from Yall

mice were stained with an anti-GPIbf mAb (to detect MK, yellow), an anti-FABP4 mAb (to detect EC, blue) and phalloidin-488 (to detect
F-actin, red). (A) Representative confocal images showing (i) an overview of a BM section with three types of MK/EC contacts; (1) is an MK
extending two protrusions, (2) is an MK extending a cytoplasmic process into the lumen, and (3) is an MK extending a large intravascular
fragment. Higher magnifications of the three MKs are shown in (ii), (iii), and (iv), respectively. A higher magnification of the boxed area in

Aii, flipped 180° is shown in Bi. Star, sinusoidal lumen, bars: 10 um. (B) Four examples of SIM super-resolution images showing short F-actin
staining perpendicular to the endothelium, passing through or pushing against the endothelial barrier (white arrows). Note that the F-actin
staining is connected to the circular PZ network of actin (white arrowheads). Star, sinusoidal lumen; bars, 1 um. Views are representative of
three independent immunostainings in three different Yall mice, more than 50 MKs were observed. (C) Correlative IF and TEM analyses of

a MK protrusion. Cryosections of Yall BM were stained with an anti-GPlbg mAb (yellow), an anti-FABP4 mAb (green), phalloidin-488 (red),
and DAPI (blue). (i) Superimposed IF and EM micrographs showing the same MK in contact with a sinusoid. The boxed area in (i) is magnified
in (ii). Bar: 10 um. (ii) In the correlative EM image, the MK protrusion coincides with the actin-rich staining in (i). Bar: 2 um. Images are
representative of two independent CLEM experiments. (D) Invasive MK protrusions are enriched in myosin lla, cortactin, and talin. Upper
image: schematic representation of the selected orientation planes. Cryosections of BM from Yall mice were stained with an anti-GPIb mAb
(to detect MK, yellow), an anti-FABP4 mAb (to detect EC, dotted red lines), phalloidin-488 (to detect F-actin, green), an anti-myosin lIA, anti-
cortactin IlA, or anti-talin (red) and DAPI (blue). (i-iii) Tangential view images of an MK in contact with a sinusoid delineated by the broken
line. (v-vii) Transversal view through the peripheral zone of an MK. Bars: 10 um. (iv and viii) Graphs showing the overlay of the fluorescence
intensity (in arbitrary units: a.u.) of the actin staining (green) and the myosin/cortactin/talin staining (red) on straight-line sections (solid
white lines in the insets). For talin IF staining, the inset in vii shows that talin formed circular structures outside the bright F-actin dots.
Results are representative of three independent experiments in three different Yall mice

into immediate contact exactly at sites adjacent to in vivo- MK po-
dosomes and formed hemifused intermediates indicating fusion of the
EC plasma membranes (Figure 4D, Movie S1). More advanced steps of
this intravasation process could be found on TEM sections with MKs
extending in vivo podosomes into the sinusoidal lumen through small
transendothelial pores (838 + 65 nm in diameter, n = 38) (Figure 4E).
These pores occurred at sites distinct from the EC-EC junctions that re-
mained intact (arrowheads in Figure 4E), favoring a transcellular route.
Because a single-section TEM cannot conclusively determine the site of

tra\nsmigration,31 we used FIB-SEM to visualize these events in their en-
tirety (Figure 4F-G). We analyzed 10 sets of consecutive FIB-SEM series
along with a 3D reconstruction showing that MKs could extend a mul-
titude of finger-shaped extensions toward the EC surface. These exten-
sions had a height of ~600 nm and a submicron diameter. In all of the sets
that we analyzed, MKs formed trans-EC pores and not inter-EC crossing,
providing firm evidence for a transcellular route (Movie S2). A second
observation was that in vivo-MK podosomes were able to deform the EC
nucleus (Figure 4H), arguably the stiffest intracellular organelle, which
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FIGURE 3 Collective organization of the in vivo-podosomes

of MKs via a peripheral network of actomyosin. (A-B) TEM images
of MK permeabilized with saponin to visualize the cytoskeletal
microfilaments in MK protrusions. Filaments are arranged into

two types of networks: one is oriented perpendicular to the EC
(arrowheads) and is connected at its base to a second network
oriented parallel to the EC (arrows). The edge of the MK is
delineated with an orange line and the EC with a 75% transparency
blue overlay. Views are representative of two independent saponin-
treatments on WT mice and three sections per experimental
condition were observed. (C) Immunogold EM labeling with an
anti-myosin lIA on saponin-permeabilized MK. The inset is a
magnification. Images are representative of three independent IEM
stainings. «, alpha granule; 8, dense granule; DMS, demarcation
membrane system; er, endoplasmic reticulum. Scale bars represent
1um

was further confirmed by TEM observations (Figure 4I-J), emphasizing
their capacity to apply important forces.

Our TEM observations also indicated that a single MK can gen-
erate multiple in vivo podosomes that perforate the sinusoid in close
proximity to each other (Figure 5A). To obtain a better appreciation
of the perforation process, we inspected the inside of the sinu-
soids by SEM. This allowed us to visualize different pore arrange-
ments: either pores in close proximity to each other (Figure 5Bi),
or pores forming clusters (Figure 5Biii), or a single opening with an
enlarged size (Figure 5Biv). Occasionally, budding structures could
be observed through theses openings, which could correspond to
MK extensions. To evaluate this, the BM samples were tilted in the
microscope and the surface FIB-milled to reach the exact position

of the pores. MKs identified according to their size, polylobulated
nucleus and DMS, were actually present and projected cytoplasmic
extensions through the pores at the exact position revealed by SEM
observations (Figure 5B, right panels).

Taken together, these detailed two-dimensional (2D) and 3D
studies show that in vivo-MK podosomes represent the first events
leading to MK intravasation. They trigger the fusion of opposite EC
plasma membranes, leading to the formation of small transcellular
pores in close proximity to each other.

3.4 | Abranched F-actin organization is essential
for the generation of MK protrusion-driven
transendothelial pores

Having established the structure and the biological activity of the
in vivo-MK podosomes, we next examined how interfering with the
actin cytoskeleton structures could affect their capacity to drive
transendothelial pores. Previous pharmacological approaches clearly
highlighted the high sensitivity of podosomes to Arp2/3 activity.14
We examined BM preparations from mice in which the Arp2/3 com-
plex was compromised specifically in the MK lineage because of the
inactivation of Arpc2 gene encoding the p34 subunit of the Arp2/3
complex (Arp2/3”" mice). Arp2/3” mice exhibit thrombocytopenia
(433 x 107 platelets/L) partially caused by the abnormal release of
platelet-like elements into the BM compartment (Figure $2).2 Our IF
experiments revealed a lack of in vivo podosome formation and of the
peripheral network of F-actin interconnecting podosomes in Arp2/37"
mice (Figure 6A). At the ultrastructural level, this resulted in MKs pre-
senting an irregular peripheral zone or showing signs of cytoplasmic
fragmentation (Figure 6Bi-iii). Moreover, the interactions between
mature stage Ill Arp2/3” MK and EC revealed mostly flat contacts
(Figure 6Ci), rare thin protrusions (Figure 6Cii), and an almost total
absence of invasive protrusions (Figure 6Ciii). Of note, no MK-driven
transendothelial pores could be detected demonstrating a defective
capacity of Arp2/3” MK-derived processes to cross the EC layer. To
evaluate the impact in a more dynamic setting, we performed intravi-
tal microscopy of calvarial bone marrow. MK-derived structures were
rarely detected inside sinusoids in Arp2/3”" mice in contrast with WT
mice (12-25 MKs per group, observation time of 50 minutes, three
independent experiments for each genotypes) (Figure 6D, Movies S3
and S4). This highlighted the requirement of F-actin polymerization
for in vivo-MK podosomes and efficient entry of MK-derived pro-
cesses into the marrow blood stream.

3.5 | A myosin lIA enriched network is required

for the collective organization of in vivo-MK
podosomes into clusters and for appropriate trans-EC
pore arrangement

The abundance of myosin lIA in in vivo-MK podosomes raised the
significance of its function for MK invasiveness. Myosin lla appears
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FIGURE 4 Megakaryocyte protrusions squeeze the endothelium causing the formation of transendothelial pores. (A) TEM image of an
MK displaying four protrusions (P1-P4) squeezing the EC. (B) Expanded view of protrusion P4, which flattens the endothelium at the point
of contact. (C-D) Selected tomographic sections showing fusion of the apical and basal plasma membranes of EC at the sites of adjacent MK
protrusions. In D, a higher magnification of the boxed area in C, arrowheads point to the zone of hemifused intermediate membranes (see

i Movie S1 for the animation). (E) Representative TEM image showing a MK protrusion extending into the vascular lumen through a small
transendothelial pore. Note that the pore passes through a single EC at a point distant from the next EC-EC junction which remains intact
(white arrowheads). In panels A, C, and E, MKs are indicated with a 75% transparency orange overlay and EC with a 75% transparency blue
overlay. Scale bars represent 2 umin (A, E), 1 um in (B), and 50 nm in (C-D). For the 2D TEM, 18 sections coming from nine WT mice were
analyzed. For the 3D EM tomography, five MKs forming an invasive protrusion deforming the EC surface were analyzed. (F-G) A typical
FIB-SEM analysis illustrating the 3D visualization of all the contact areas between an MK and an EC (arrows). (H) 3D reconstruction of a MK
protrusion causing deformation of the endothelial nucleus (n) (white arrowheads) (see Movie S2 for an animation). Images are representative
of 10 different FIB-SEM acquisitions. (I-J) Two TEM images of indentations in the EC nucleus exerted by MK protrusions. (H-1) Scale bars
represent 1 um

to be dispensable for the formation of numerous types of podosomes was specifically inactivated in the MK lineage (Myh9”" mice). We pre-
but is important in their collective synchronization and their ability viously reported that these mice are thrombocytopenic (336 x 107
to produce protrusive forces.?*3%%2 To investigate the role of the platelets/L) and produced abnormal MKs that lack the peripheral
myosin llI-enriched network, we used mice in which the Myh9 gene zone.’ Confocal microscopic analysis of BM sections confirmed
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FIGURE 5 Several MK-dependent transendothelial

pores combined to penetrate the endothelial barrier. (A) Two
representative TEM images (i, ii) showing that the same WT MK
is able to perforate the sinusoid at several places (arrowheads).
Eighteen sections coming from nine WT mice were analyzed.

(*) lumen of the sinusoid. Bars: 5 um. (B) SEM images of Yall BM
samples showing the luminal side of a sinusoid with openings
(arrowheads) appearing as (i) individual small pores, (iii) clusters
of pores, or (v) an enlarged pore. Panels on the right (ii, iv, and vi)
correspond to the same BM specimen tilted at +52°. The surface
was milled and observed under the SEM showing the presence
of MK below the endothelial surface, at the exact location of the
openings (arrowheads). The MKs were identified according their
size, their polylobulated nucleus, and the presence of the DMS
(arrows). Images are representative of three Yall mice. Bars, 10 um

that the peripheral F-actin staining was absent in Myh9”" MKs, as
compared to the intense F-actin accumulation at the periphery of
WT MKs (Figure 7A). TEM observations of the MK-EC contact areas
revealed that Myh9”" MKs were able to form invasive protrusions,
demonstrating that myosin IIA is not absolutely required for their
formation (Figure 7B). However, these were clearly thinner than
those in WT, with a cross-sectional thickness of 186 + 5 um versus
568 + 30 pm in WT (Figure 7Biii). This decreased thickness corre-
lated with a decreased volume of the extensions, as seen by 3D FIB-
SEM analysis (Figure 7C). Furthermore, in contrast to the grouped

protrusions in WT MKs, they appear scattered over the whole area
in contact with the endothelial cells (Movie S5). These morphometric
data clearly implicate myosin IlIA in the collective organization of in
vivo-MK podosomes. In support of this, we found that the transen-
dothelial pores were 1.7 times smaller than in WT cells (505 + 32 vs
838 + 65 nm in diameter, n = 38 and 47, respectively). Differences
in the MK transmigration sites were also confirmed when we looked
at the fourth type of EC-MK contact. In WT mice, the MK extruded
one cytoplasmic process through a single transmigrating site having
adiameter limited to 7 um (5.7 + 0.3 um, n = 10). In contrast, in Myh9"
’ mice, multiple smaller transmigration sites (2.8 + 0.2 um in diame-
ter, n = 15) were detected scattered all over the endothelial surface.
These findings were obtained using three distinct approaches (TEM,
IF, and FIB-SEM) (Figure 7D) (Movies S5 and Sé). Altogether, these
data provide firm evidence that myosin Ila-mediated contractility is
necessary for the collective organization of in vivo-podosomes of
MKs into clusters.

4 | DISCUSSION

Here, a combination of high-resolution microscopy approaches (IF,
IEM, CLEM, EM tomography, and FIB/SEM) was used to investigate
how MKs interact with the physical barrier of the vascular sinusoids
in vivo and to identified the cytoskeletal actors in these processes.
We established in vivo-MK podosomes as key components in the
early phases of thrombopoiesis from observing that (a) they are
short protrusions originating from the peripheral zone of MKs, (b)
they can generate mechanic forces capable to physically deform the
target EC surface and leading to the formation of transcellular pores,
(c) they present the characteristic features of podosomes (ie, their
perpendicular F-actin organization to a substrate and contain the
typical markers myosin IIA, cortactin and talin), and (d) the peripheral
connection with actomyosin allows them to work together to cre-
ate appropriate transendothelial passage of MK-derived processes
(Figure 8).

4.1 | Invivo-MK podosomes invade the
endothelium

So far, podosomes from MK have only been identified in vitro upon
interaction with matrix-coated (2D) surfaces.®'? Here MK protrusions
were observed in situ, which shared numerous features of podosome
organization (ie, size, morphology, collective organization, composition,
F-actin organization, and protrusive activity).'® Remarkably, the MK
protrusions crossing the vascular wall of sinusoids strongly resemble
two other types of podosomes described in other biological contexts.
Lymphocytes have been shown to extended invasive podosomes to
form transcellular pores through the endothelium.®® Invadopodia (an-
other structure homologous to podosome that are both part of the
large family of invadosomes) that support invasion of anchor cell in
Caenorhabditis elegans also bear functional homologies with in vivo-MK
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FIGURE 6 Megakaryocytes lacking Arp2/3 are not able to form MK-dependent transendothelial pores. (A) Cryosections from (i) WT and
(ii-iii) Arp2/3”" MK were stained with phalloidin-488 (green), anti-GPIbp (yellow), and anti-FABP4 (red). For the Arp2/3” MK, the phalloidin
staining is shown individually to better distinguish the labeling. Views are representative of three independent immunostainings in three
different Arp2/3'/' mice. Bars: 10 um. (iv) Quantification of the phalloidin-488 fluorescence intensity WT and Arp2/3'/' MKs (from three
independent IF experiments, n = 15 MKs for each genotype). (B) Ultrastructure of BM MK from WT (i) and Arp2/3'/' mice (ii, iii). Mature
Arp2/3” MK have an abnormal appearance with an absence of peripheral actomyosin network (i) and cytoplasmic fragmentation in the
hematopoietic compartment (iii). (i) Scale bars represent 10 um. Images are representative of three different mice for each genotype. (C)
TEM images of the contact interface between Arp2/3'/’ MK and EC. (i) The contacts are mostly flat. (ii) Occasionally, Arp2/3’/' MKs extended
short projections. Bars: 1 um. (i) Quantification of the different types of contact between mature MKs and ECs in WT and Arp2/3" BM
Arp2/3'/' MK are not able to extend protrusions. Data are reported as the percentage of the total number of MK from three independent
experiments in three different mice for each genotype (129 < n < 139). (D) Intravital microscopy of BM within WT (i) and Arp2/3”" (i) murine
calvarium. z-projection images from time-lapse experiments showing that WT MKs extend elongated cytoplasmic processes (arrows),
whereas intrasinusoidal MK fragments were not detected in Arp2/3” mice. Arp2/3'/' MK fragmentation was observed in the BM stroma
(arrowheads). MKs are in green, sinusoid vessels are in red. Scale bars, 20 um. (i) Quantification of the MK extruding cytoplasmic processes
into sinusoids in WT and Arp2/3”" BM. Results are expressed as percentage of the total population. Data are presented as mean + SEM
(n=3)

podosomes.®* Finally, the last feature of podosomes is their ability to de- to cross the basement membrane, recent data indicate that invasive cells
grade the extracellular matrix facilitating the crossing through blood ves- could also use protease-independent invasion programs using physical
sels. Although it is commonly assumed that cells employ this mechanism force to breach the basement membrane (Guiet et al, 2011).34*° The
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FIGURE 7 The peripheral actomyosin-enriched network is essential for the collective organization of in vivo-podosomes of MKs. (A)
Cryosections from (i) WT and (i) Myh9” BM were stained with phalloidin-488 (green) and anti-FABP4 (dotted red lines). Side views images
illustrate defects in F-actin organization in Myh9'/' MKs. Images are representative of three independent immunostaining performed on three
different mice for each genotype. Bars: 10 um. (i) Quantification of the phalloidin-488 fluorescence intensity WT and Myh9” MKs (from three
independent IF experiments, n = 15 MKs for each genotype). (B) TEM images of MK/EC contacts (arrowheads) in the BM from (i) WT and (ii)
Myh9'/' mice. *Indicates the lumen of the sinusoid. Bar: 1 um. (i) Measurement of the protrusion thickness showing the reduced size of Myh9'/'
MK protrusions (dots) compared with their control littermates (squares). Images are representative of three independent experiments in three
different mice for each genotype. (C) Representative 3D reconstructions of (i) a WT and (iii) a Myh9”" MK (orange) in contact with an EC (blue).
Myh9™~ MK displayed an abnormal shape. (ii) and (iv) Views highlighting the boundaries of the cell/cell contacts (red) in the boxed areas in panels
(i) and (iii), respectively. (v) Quantification of the MK/EC contact areas on three different FIB-SEM acquisitions for both genotypes (D) TEM, IF, and
FIB/SEM analyses of different transendothelial passage of MK-derived processes in (i-iii) WT versus (iv-vi) Myh9'/' BM. In WT mice, note the cell
constriction in the region at the level of the endothelium. In Myh9” BM numerous smaller transendothelial pores were found. Their diameters are
indicated in each image. For TEM, 10 sections from WT BM and 15 sections from Myh9”" BM were observed. For IF, images are representative of
three independent IF experiments performed on three different mice for each genotype. For 3D EM tomography, three WT and two Myh9” MKs
extending intraluminal cytoplasmic processes were analyzed. Dotted white line, EC; *indicates the sinusoidal lumen. Bars: 10 um
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FIGURE 8 Schematic diagrams showing how an MK make
contacts with the sinusoid ECs. (A) MKs use podosome-like
structures interconnected through a contractile actomyosin
network, which allow them to cooperate, thereby enabling the
transendothelial passage of MK-derived processes without
damaging the sinusoidal wall. (B) Loss of the Arp2/3 complex led

to an almost complete inability of MKs to initiate transendothelial
pores. Loss of myosin IIA affected the size, number, and distribution
of podosomes, leading to the scattering of the transendothelial
pores

source of this physical force was shown to be the branched actin net-
work, driven by the Arp2/3 actin nucleation complex, producing inva-
sive membrane protrusions that push aside matrix proteins.34'3" This
would be consistent with our findings that in vivo-MK podosomes are
sites of force generation as demonstrated by their ability to deform the
endothelial nucleus, and that the Arp2/3 complex plays a key role in the
MK-dependent initiation of transendothelial cell pores. MKs have been
found to produce and secrete matrix metalloproteases (MMPs)37'38 and
in vitro studies have shown that MK podosomes were able to degrade
matrix proteins in an MMP-dependent manner.*? However, it is cur-
rently unclear whether in situ matrix degradation is indeed necessary for
the transendothelial passage of MK-derived processes, especially given
our observation of gaps in the structure of the basement membrane of
BM sinusoids. These gaps could be preexisting areas generated by other
cells (such as endothelial cells, pericytes, or other transmigrating blood
cells) or could be generated by the MKs themselves during the intra-
vasation step (in an MMP-dependent or MMP-independent manner).
Interestingly, they appeared wide enough to allow the passage of the
initial in vivo-MK podosomes but too small for the passage of the MK-
derived cytoplasmic processes observed at later stages of intravasation,
suggesting that they are enlarged during the intravasation step. Taken
together, the characteristics described for the in vivo-MK podosomes,
beyond MMPs, correspond to what is expected of a podosome.

jth-1=
4.2 | MK-dependent initiation of transendothelial
cell pores requires a branched F-actin organization

The Arp2/3 complex consists of seven protein subunits including
two actin-related proteins, Arp2 and Arp3. When activated, Arp2
and Arp3 are brought together to adopt the conformation of actin
molecules that can interact with preexisting actin filaments to gener-
ate branched actin networks. This dendritic actin network has been
demonstrated to generate a pushing force to promote invasive pro-
trusions.®®*? In vitro, the WASp-Arp2/3 pathway has been shown
to be required for the formation of podosomes in MKs spread on
collagen and fibrinogen'? and, in mice loss of the Arp2/3 and WASp
proteins is associated with a decrease in platelet count.®*® Here,
we demonstrated that a branched F-actin organization is essential
for both, the generation of the in vivo podosome-driven transen-
dothelial pores and the transendothelial passage of MK cytoplasmic
processes. It should be mentioned here that it is not yet known why
Arp2/3'/' mice still have circulating platelets when they are unable
to form podosomes. Nevertheless, a point that is still unclear is why
Arp2/3'/' mice still have circulating platelets. We cannot entirely
exclude the possibilities that an Arp2/3 (podosome)-independent
mechanism of platelet release into the sinusoids might exist. Indeed,
Arp2/3-deficient mice exhibit a significant increase in MK numbers
in their spleen,'® which could compensate for impaired production
in the BM. These mice also exhibit significant ectopic platelet re-
lease into the BM compartment and it is not known if some of these
platelets-like elements can transverse the sinusoids.

4.3 | Collective organization of in vivo-MK
podosomes requires a peripheral actomyosin network
to sustain transendothelial cell pore formation

A specific structure of in vivo stage Ill MKs is the presence of a thick
peripheral zone rich in actomyosin. Very little is known concerning
the role played by this unique structure. A potential function is to
prevent MKs from premature release of extensions within the bone
marrow until the MK is fully mature and in the right place to release
platelets.?**® Here, through combined fluorescence and ultrastruc-
ture imaging, we uncovered that the actomyosin network contained
in the peripheral zone serves as a linkage between in vivo-MK po-
dosomes. In Myh9'/' mice, disruption of this cytoskeletal architecture
leads to thinner protrusions and scattered transendothelial pores.
In a later stage, this affected the size and the number of MK exten-
sions projected into the vascular lumen, as recently observed in a
multiphoton intravital microscopy study.41 From these observations,
we conclude that this peripheral network acts as a scaffold allow-
ing in vivo-MK podosomes to be organized into a cluster and sup-
port transendothelial penetration. This permits endothelial openings
of sufficient size to facilitate passage of MK-derived processes.
Collective organization of a group of podosomes into a cluster have
been described on the ventral surface of osteoclasts, monocytic
cells, and dendritic cells, where myosin IIA-decorated actin filaments
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assemble individual podosomes to each other to facilitate long-
range basement membrane exploration for a protrusion-permissive
spot.*245 MKs differ from these cells in the spatial organization
of the actomyosin network present under the plasma membrane
all around the cell. Because MKs are sessile perivascular cells,? it
is conceivable that this peripheral cytoskeletal organization may
allow them to probe the local environment in search of a permissive
transendothelial area. Thus, we describe here a novel function of the
peripheral actomyosin cytoskeleton as a key regulatory component
in the transendothelial passage of MK-derived processes through
the coordination of in vivo-MK podosomes and the modulation of
MK contractility.

4.4 | Collective action of MK protrusions to produce
a physiological transendothelial passage

Our work clearly demonstrates that intravasation of MK-derived
processes occurs through the body of the ECs (transcellular
route) and not between them. Small pores were detected at sites
distinct from the EC/EC intercellular contacts that remained in-
tact. In this regard, we observed that ECs of the sinusoids are
connected by tight junctions that would be difficult to break, a
process that would likely lead to blood leakage. Different pore
arrangements were observed; adjacent ones, clusters, or larger
openings, suggesting successive stages of formation to create a
normal physiologic transmigration site. The transmigration sites
are exit routes for the MK-derived processes. The latter elongate
and are remodeled in the blood stream to form the intravascu-
lar proplatelets, originally described in vivo by Becker and De
Bruyn (1976) and further characterized by Radley and Scurfield
(1981), which ultimately produce circulating platelets.***¢ The
exact mechanisms and sequence of events contributing to the
formation of the sites of transmigration are not known. A pos-
sible scenario would be that, once an MK has begun the intra-
vasation process, in vivo-MK podosomes enlarge the preformed
small pores by pushing vertically on the endothelial barrier and
the ensuing coalescence of adjacent pores will then expand into
a single macro-opening. The magnitude of the forces applied to
the endothelium probably depends on the collective behavior of
the in vivo-MK podosomes. This model would recapitulate previ-
ously reported mechanisms for the transcellular passage of lym-
phocytes and pathogens.3347

In conclusion, the unique nature of MKs has led these giant ses-
sile cells to develop innovative ways to penetrate the endothelial
barrier of the sinusoids and deliver cytoplasmic fragments into the
circulation. To do this, MKs use a specialized actomyosin structure,
the in vivo-MK podosome, whose collective and combined action
determines their function in this process. Moreover, the central
position of these specific events at the interface between mega-
karyopoiesis and thrombopoiesis makes this step a key element in
the platelet production chain. Any alteration of this major cellular

event has the potential to lead to pathophysiological states such as
thrombocytopenia.
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METHODS

Materials

Bovine serum albumin (BSA), glycine, Tris-buffered saline, gelatin from porcine skin,
chromium potassium sulphate dodecahydrate, anti-myosin ITA (M8064-.2ML) and anti-
cortactin (p80/85, clone 4F11) antibodies were from Sigma-Aldrich Merck (Darmstadt,
Germany). Glutaraldehyde and paraformaldehyde were from Euromedex (Souffelweyersheim,
France). The anti-FABP4 antibody (AF1443) was from R&D Systems (Heidelberg, Germany)
and Alexa-488-phalloidin (PHDG1) from Cytoskeleton (Denver, USA). Anti-talin antibodies
(Ab71333) were from AbCam (Cambridge, United Kingdom). A rat mAb against mouse GPIbf
(RAM.1-488) and anti-B1tubulin produced and labelled in our laboratory. Goat anti-rabbit and
anti-mouse antibodies and DAPI (4’6-diamidino-2-phenylindole, dilactate) were from
Invitrogen (Cergy-Pontoise, France). Gold-conjugated protein A was from the Cell Microscopy

Center (Utrecht, The Netherlands).
Mice

The Myh9", Yall, fl-tubulin-" and Arp2/3’- mice have been previously described (Leon et al.,
2007; Paul et al., 2017; Tiedt et al., 2009). Since previous studies have shown early embryonic
mortality in Arp2/3 and MYH9 '~ mice ,we used the loxP-Cre system to restrict the Arpc2 gene
(encoding the p34 subunit of the Arp2/3 complex) and the MYHY gene knock out to the

megakaryocyte lineage. All animal experiments were approved by the local ethics committee.

Confocal microscopy on cryosections

3-color immunofluorescence imaging: Fresh BM was fixed with 2.5% paraformaldehyde and
0.5% glutaraldehyde in 0.2 M sodium cacodylate buffer for 1 h. The fixed samples were
infiltrated with 2.3 M sucrose and frozen in liquid nitrogen. Cryosections of ~250 nm were
obtained at —110°C with a LEICA ultrathin cryosections cutter, mounted on gelatin-coated
coverslips (coated with 0.5% gelatin and 0.05% chromium potassium sulphate) and placed on
a hot plate (~ 60°C) for 30 min. The sections were rinsed in Tris containing 50 mM glycine (5
min), in Tris containing 0.1% acetylated BSA (BSAc, Aurion) and 0.05% TWEEN (Fluka,
93773) (5 min) before overnight incubation with primary anti-FABP4 antibodies (3 pg/mL in
Tris/0.1%BSA/0.05%TWEEN) or the corresponding non-immune antibodies. The next day, the
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cryosections were labelled for 1 h with a mixture of Alexa488-conjugated phalloidin (1/150
dilution), Alexa-555 conjugated anti-GPIb (RAM.1-555; 1/300) and Alexa 647-conjugated
anti goat antibody (dilution 1/150) in Tris/0.1%BSA/0.05%TWEEN, after which the nuclei
were counterstained with DAPI. The slides were examined under a confocal microscope (TCS
SP8, Leica Microsystems) and MKs were imaged as single slices at x63 magnification using
zooms of 0.75 (wide view enabling one to locate the region of interest, ROI), 2.5 (view of an
entire MK) and 5 (protrusion details). The BM specimens from 3 mice were examined under
identical conditions, using a constant exposure and the same irrelevant antibodies. No
fluorescence was detected using isotype-specific control IgG. For quantification, a macro was
developed for automatic assessment of cell morphology with ImageJ ver. 1.51r (National
Institutes of Health, Bethesda, MD). In brief, for fluorescence intensity measurements, images
of GPIbp labelling were converted to 8-bit images before being auto-thresholded to binary
photos using the default method of the “Make Binary” function in ImageJ. Threshold element
corresponding to a MK was added on the ROI Manager and was used to calculate the
fluorescence intensity of Actin channel. For morphological parameters of cells, we used the
Shape Descriptors plugin from ImageJ. The protrusion length have been analyzed with the
Imagel] software on confocal pictures acquired at the magnification x63 with a digital zoom of
5. Of note, F-actin labeling was also present in ECs, but is hidden in the pictures by the anti-
FABP4 cytoplasmic staining

4-color immunofluorescence imaging: For the images in Figure 2D, two rounds of
immunofluorescence (IF) labelling and imaging were performed as described by Micheva et
al., (Micheva et al., 2010). Firstly, the cryosections were labelled with Alexa488-conjugated
phalloidin (dilution 1/150), an Alexa 555-conjugated anti-GPIb antibody (dilution 1/300) and
primary antibodies against myosin IIA, talin or cortactin (10 pg/mL in
Tris/0.1%BSA/0.05%TWEEN). The sections were then labelled with Alexa 647-conjugated
secondary antibodies of the appropriate species. They were mounted in a DAPI-containing
medium and examined under a confocal microscope (TCS SP8, objective 63%/1.4 oil; Leica
Microsystems). Images were obtained of the MK of interest. After this first round of image
acquisition, the antibodies were eluted and the sections were reprobed using an anti-FABP4
antibody followed with Alexa 647-conjugated donkey anti-goat secondary antibodies to
localize EC. The information from the two acquisition systems was superimposed using ImageJ

software to locate MK in close contact with sinusoids.

Structured Illumination Microscopy (SIM)
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Serial BM cryosections were labelled as described above and examined under a SIM super-
resolution microscope (Elyra PS.1 Zeiss) with a Plan-Apochromat 63x/1.4 Oil DIC M27
objectif. 2D Images were captured with a cMOS camera (pixel size: 6,45 x 6,45 um) on a 1280
x 1280 pixels field. Post-imaging analysis was performed using Imagel 1.47v and Imaris
software (Oxford Instruments). For the 3D tomography analyses using this SIM approach, we
followed the F-actin staining within invasive MK protrusions on 8 successive serial sections

(up to 2pum in length) and reconstructed the stack of pictures using Imaris software.

Electron microscopy

Sandard electron microscopy: BM samples obtained by flushing mouse femora with 0.1 M
sodium cacodylate buffer were fixed in 2.5% glutaraldehyde and embedded in Epon as
described in Eckly et al. (Eckly et al., 2012) . Thin sections were stained with uranyl acetate
and lead citrate and examined under a CM120 transmission electron microscope (FEI, The
Netherlands). The MK maturation stage classification was: stage (I) the earliest recognizable
MKs of 10 to 15 pm in diameter with a large nucleus, (II) cells of 15 to 30 um in diameter
containing platelet-specific granules, and (III) mature MKs, 30-50 pm in diameter, having a
well-developed DMS with clearly defined cytoplasmic territories and a peripheral zone (PZ)
devoid of organelles To analyze the MK/EC contacts, MK profiles were recorded at a
magnification of x2.500 (overview) and x17.500 (detail). Planar interfaces were defined as any
flat MK/EC contact > 5 um in length (~ half the diameter of a stage I immature MK), short MK
extensions as any extension lacking cytoplasmic organelles and in contact with EC showing no
deformation, MK protrusions as any extension penetrating below the EC basal plasma
membrane, and transmigrating cells as any MK cytoplasmic process emerging into the sinusoid.
MK/EC contact was defined as an intercellular distance of ~ 20-50 nm, corresponding to the
average distance recognized as a cellular association. In some experiments, the BM cells were
permeabilized with 0.02% saponin for 5 min to visualize the cytoskeleton, before fixation in
2.5% glutaraldehyde and embedding in Epon.

For FIB/SEM, samples were prepared as described previously (Eckly et al., 2018). Briefly, BM
cells were processed as for TEM and the blocks were mounted on SEM stubs, coated with
platinum/palladium and examined under a Helios NanoLab dual beam microscope (FEI).
Samples were milled with the FIB (30 kV, 9.4 nA) at a thickness of 20 nm per section and
images were acquired in backscattering mode (3 kV, 1.4 nA). Of note, vertical lines could

appear in the FIB-SEM image, known as curtaining (see Figure 3F). This is due to the milled
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resin ejected from the block which can redeposit on the block surface, sometimes creating these
imaging artifacts. Tomograms and 3D models were computed using Amira 6.2 software
(ThermoFischer). The contact areas in the Figure 6Bv were modelized in 3D and exported
directly as a 2D binarized stack from Amira software to ImageJ. The surfaces of each contact
individually have been determined individually and then averaged it. These quantifications
were performed on protrusions from whole MKs analyzed by FIB-SEM (n=3 for each
genotypes). Briefly the images underwent a transformation to 8bits and a rotation step with the
"reslice" tool followed by a flat 2D projection with "Z project". After thresholding of the contact
spots, the number of contacts and their areas were then quantified with the options "Particle

analysis" and "ROI manager" and finally exported to Excel for analysis.

For SEM, BM samples obtained by flushing mouse femora were fixed in 2.5% glutaraldehyde,
broken open with a scalpel and deshydrated by the routine procedure that involved ethanol and
hexamethyldisilazane. Dried samples, marrow side uppermost, were attached to stubs and
sputter coated. Secondary electrons were used to image the inner surface of the sinusoids. To
ascertain that MKs were located under the imaged surface, the specimen stage was tilted to 52°
and exposed to the focused ion beam (such that the plane of the stage was parallel to the ion
beam). A cross sectional cut was made (30 kV, 9.4 nAmp) to create a trench that enabled
viewing of the cross-section, and backscattered electrons were used to image the new face of

the sample in order to identify the MKs.

For immunoelectron microscopy labelling: BM cells were permeabilized with 0.02% saponin
for 5 min, fixed in 2% paraformaldehyde and labelled in suspension. The cells were incubated
overnight with anti-myosin or irrelevant antibodies (10 pg/mL) followed by 10 nm gold-

conjugated secondary antibodies and the samples were embedded in Epon.

Electron tomography: About 300 nm thick Epon-embedded BM sections were stained with
uranyl acetate and lead citrate. Single-axis tilt series of selected MKs were recorded using a
JEM2100-Plus TEM (Jeol, Japan) equipped with a CEMOS camera (2kx2k) as previously
described . The tilt series were acquired using a single-axis high-tilt tomography holder (model
670; Gatan, Munich, Germany) and were aligned with IMOD software (Boulder Laboratory,
Colorado).

Corrélative light and €electron microscopy on cryosections: Cryosections (100 nm thick) were
prepared from chemically fixed and sucrose infiltrated BM. They were mounted on formvar

carbon-coated grids, immunolabelled as described in the Confocal Microscopy section and

83






examined under a confocal microscope (TCS SP8). The areas of interest were imaged at x63
magnification using zooms of 0.75 (wide view enabling to locate the region of interest; ROI),
2.5 (view of an entire MK) and 5 (protrusion details). We selected landmarks, e.g., vascular
sinuses, which could be used to locate the same ROI. After this first series of image acquisition,
the antibodies were eluted as described above and the sections were stained with uranyl acetate
and lead citrate and examined under a JEM2100Plus transmission electron microscope (Jeol,
Japan). Under the microscope, the ROI could be identified by visual inspection. Images were
recorded at x 2.500 and x 17.500 magnification and superimposed on IF images using the

“picture overlay” software (Jeol).

M ultiphoton intravital microscopy.

Mice were anesthetized by intraperitoneal injection of 1.5% Xylazine and 10% Ketamine (10
ul/g of body mass). Al-cm incision was made along the midline to expose the frontoparietal
skull, while carefully avoiding damage to the bone tissue. The mouse was placed on a custom
metal stage equipped with a stereotactic holder to immobilize the head. BM vasculature was
visualized by injection of tetra-methylrhodamine dextran (5 ug/g body weight). Platelets and
MKs were visualized by injection of Alexa Fluor 488-labeled anti-GPIX derivative (0.5 pg/g
body weight). Images were acquired at a frame rate of 2 f/min on an upright two-photon
fluorescence microscope (Olympus Fluoview Multi photon with 25X aqueous objective)
equipped with a x25 water objective. FIJI Image] Software (Version 2.0) and Photoshop CC

2019 were used to generate movies.

Statistics: All values are reported as the mean + SEM. Data were compared by 1-way ANOVA

followed by the Mann-Whitney nonparametric test with a threshold of significance of 5%.
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L egends to the Supplemental Figures

Figure S1. Ultrastructure of MK in Yall mice. (A) Representative TEM images of BM from
WT and Yall mice. Note the increased number of MK present in Yall BM (red arrowhead), Bars:
20 um. (B) Quantification of the BM MK observed by electron microscopy, per surface unit
(s.u., 12,945 um?). Bars represent the mean + SEM in 3 BM samples (total number of MK
counted 99-205). (C) Classification of the MK according to their maturation stage: stage I
(presence of granules), stage II (developing DMS not yet organized), stage III (DMS organized
in platelet territories). Data are reported as the percentage of the total number of MK. (D)
Representative TEM images of the contact interface between MK and EC in Yall BM. Left,
overview of a fully mature MK attached to the sinusoid; right: detail of the boxed area showing
numerous MK extensions. (E) Quantification of the number of MK/EC contacts per square
(12,945 um?) of the EM grid (116-277 MK analyzed in 3-8 mice). (F) Bar graph representing
quantification of the different types of MK/EC contact in all WT and Yall MK (stages I to III).

Error bars indicate the mean + SEM.

Figure S2. Ultrastructure of BM from Arpc2’- mice. (A-C) Mature Arp2/3’”- MK exhibited
signs of cytoplasmic fragmentation. Cytoplasmic MK extensions (red arrowheads) and isolated
platelets were frequently found in the BM outside the sinusoids. Bars: 2 pm in (A) and 10 pm
in (B) and (C). (D) At higher magnification, these platelets were similar to circulating platelets.
They displayed a discoid shape, had a normal distribution of the open canalicular system (OCS),

contained o and 3 granules and had a well-defined microtubular margin (MT). Bar: 500 nm.

Movie 1. TEM tomographic video illustrating the fusion of the apical and basal plasma
membranes of the EC. Note the hemi-fused intermediate on the EC adjacent to the site of the

invasive MK protrusion.

Movie 2. FIB/SEM analysis and 3D reconstruction of an MK/EC interface. The MK extends
multiple short extensions, some of which invade the EC and deform the endothelial nucleus
(red box). The MK is visualized in orange, the EC in blue, MK/EC contacts in red and its
nucleus in grey. The red arrowhead indicates the EC/EC junction. Number of serial images:

1300, dimension: X=28um, Y=24pm, Z=26pum.
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Movie 3. Representative time lapse video (z-projection) recording WT mouse with MKs
extending an elongating proplatelets (green, labeled with AF-488 anti-GPIX antibody

derivative) within bone marrow sinusoids (red, AF655-conjugated dextran).

Movie 4. Representative time lapse video (z-projection) recording Arp2/3” mouse with MKs
close to sinusoids (green, labeled with AF-488 anti-GPIX antibody derivative) within bone

marrow sinusoids (red, AF655-conjugated dextran).

Movie 5. FIB-SEM analysis and 3D reconstruction of a transmigrating WT MK extruding a
large portion of its cytoplasm into the sinusoidal lumen. This occurs through a single
transmigration site at some distance from the next EC/EC junction. The MK is visualized in
orange and the EC in blue. Number of serial images: 1600, dimension: X=28um, Y=28um,
Z=32um.

Movie 6. FIB-SEM analysis and 3D reconstruction of a transmigrating Myh9”~ MK extending
numerous cytoplasmic processes into the sinusoidal lumen. This occurs through multiples
smaller transendothelial pores. The MK is shown in orange and the EC in blue. Number of

serial images: 1500, dimension: X=28um, Y=28um, Z=30pum.
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Supplemental figure S3. B1-tubulin is dispensable for MK intravasation.

(A) Representative TEM images showing that (i) mature Tubb1-/- MKs have an abnormal appearance
with (ii) the presence of a peripheral zone. (B) Quantification of the number of MKs observed by
electron microscopy, per surface unit (s.u., 12,945 um2) of BM, showing no significant difference in
the density of Tubb1-/- MKs. Bars represent the mean + SEM in 3 BM samples, for a total number of
178 MKs counted. (C) Quantification of the MKs associated with sinusoids, showing a normal
perivascular localization of Tubbl-/- MKs. Bars represent the percentage of MK at the sinusoid
relative to the total number of MKs counted (84<n<138). (D) Ultrastructural details of Tubb1-/-
MK/EC contacts including (i) planar contacts, (ii) short MK extensions, (iii) invasive MK protrusions
and (iv) transmigrating MK fragments. Bars: 2 um. (E) Quantification of the different types of contact
between mature MKs and ECs in WT and Tubbl-/- BM. Planar contacts appear in white, short
extensions in light grey, invasive protrusions in dark grey and transmigrating cytoplasmic processes
in black. (F) Representative TEM image of a large intravascular cytoplasmic Tubbl-/- MK process
(arrow) *indicates the sinusoidal lumen. Bar: 5um. (G) Cryosections of BM from WT mice were
stained with an anti-GPIbB mAb (to detect MK, yellow), phalloidin-488 (to detect F-actin, green), an
anti-B1-tubulin mAb coupled to Alexa 647 (red) and DAPI (blue). (i-ii) Confocal images of an MK in
contact with a sinusoid. (iii) A higher magnification of the invasive protrusion (large boxed area in i)
showing that B1-tubulin does not colocalize with F-actin. (iv) A higher magnification of a circulating
platelet (small boxed area in i) showing B1-tubulin staining of the marginal band in a transverse
section. Dotted red line, EC, bars: 10 um.



3. Résultats supplémentaires

L’ensemble de ce travail suscite de nouvelles pistes de réflexion : 1. Les microtubules
interviennent-ils dans la formation des podosomes ? 2. Compte tenu que les MKs des souris
Arp2/3 sont incapables de transmigrer en raison de leur inefficacité a former des podosomes,
d’ou proviennent les plaquettes circulantes dans ces souris ? 3. Quel est le r6le des podosomes
périphériques n’interagissant pas directement avec les sinusoides ? Ces points sont abordés
ci-dessous.

3.1. Réle des microtubules : Etant donné le réle essentiel des microtubules dans la biogénese
des plaquettes, et en particulier dans I’élongation des proplaquettes, on peut se demander si
ce cytosquelette participe également au développement des podosomes. Pour répondre a
cette question, nous avons tout d’abord recherché la présence de microtubules dans les in
vivo-MK podosomes. Nos analyses in situ par microscopie électronique et par
immunofluorescence ciblant la tubuline B1 ne révelent pas la présence de microtubules ou de
tubuline B1 dans ces structures. (Figure supplémentaire S3). En paralléle, nous avons mis a
profit un modele murin déficient pour la tubuline 1, I'isotype de tubuline majoritaire dans
les MKs et qui présente la particularité de n’étre exprimé que dans la lignée mégacaryocytaire.
Ces souris présentent une macrothrombopénie sévere avec des plaquettes sphériques et leurs
MKs sont incapables de former des proplaquettes in vitro'?’. Nous n’avons pas observé
d’anomalies dans l'intravasation des MKs (contact, formation des protrusions, pénétration de
I’endothélium). Par conséquent, 'ensemble de ces résultats suggerent que les microtubules
ne sont pas essentiels a la formation des in vivo-MK podosomes. Ces résultats ont été
présentés lors d’'une communication orale a I'ISTH de Melbourne en 2019. La question qui
demeure néanmoins est de savoir si les microtubules pourraient intervenir dans la maturation
des podosomes. Cela a notamment été démontré dans d’autres modeles cellulaires tels que
les ostéoclastes, les macrophages et les cellules cancéreuses??®317,320,321,379,380 yn mécanisme
de régulation des podosomes par les microtubules pourrait faire intervenir les protéines de la
famille KANK capables d’interagir a la fois avec la taline et les microtubules, et les myofibrilles
de myosine IIA dépendante de Rho-GEF-H138, || pourrait ainsi exister un lien structural et

fonctionnel entre le réseau de microtubules et 'actomyosine de la zone périphérique.

89



mag B3 | tilt curr
5000x | 0° | 0.69nA

Figure S4. Les sinusoides de la rate sont fenétrés et pourraient permettre I’émission directe de

proplaquettes.
Images de microscopie électronique a balayage montrant une veinule de rate (en haut), celle-ci

comporte de nombreuses ouvertures permettant la libération de proplaquettes (en bas).



3.2. Intravasation des MKs dans la rate : Bien gu’incapables de former des podosomes, les
MKs des souris Arp2/3 générent des plaquettes circulantes (numération plaquettaire diminué
de moitié) interrogeant sur I’existence d’un autre mécanisme d’intravasation non médié par
les podosomes. Une piste possible est de considérer la rate, un autre organe hématopoiétique
de la souris, dans laquelle les mécanismes de transmigration des MKs pourraient étre distincts
de ceux observé dans la moelle. Sachant d’une part que les sinusoides spléniques sont
largement fenétrés3®? et que, d’autre part, le nombre de MKs localisés dans la rate est
augmenté de 2 fois dans la souris Arp2/373% une hypothése serait une production
plaguettaire d’origine splénique. Nous avons analysé la rate de ces souris par microscopie
électronique a balayage. Cette approche d’imagerie offre la possibilité d’investiguer un grand
volume de I’échantillon (et ainsi augmenter les chances de repérer des évenements d’intérét)
et possede la résolution nécessaire pour suivre/détecter les proplaquettes. Nous avons ainsi
détecté la présence de proplaquettes dans la microcirculation splénique de ces souris
suggérant la possibilité d’une transmigration des MKs podosome-indépendante (via les
ouvertures pré-existantes ?) dans cet organe (Figure supplémentaire S4). De facon
intéressante, cette observation ouvre de nouvelles perspectives de vision d’adaptation des
mécanismes d’intravasation des MKs selon le type d’environnement avec lequel il est en

contact.

3.3. Fonctions des podosomes périphériques : L'étude de I'organisation du cytosquelette
d’actomyosine révele I’existence de deux populations de podosomes au sein du méme MK :
le podosome que I'on retrouve en contact avec le sinusoide qui a pour fonction de perforer
I'endothélium et le podosome périphérique, plus court, dont le réle est méconnu (Figure
supplémentaire S5A-B). Une fonction possible pour ces derniers, déja évoquée dans la

littérature pour d’autres cellules?**

, serait d’explorer et de scanner le microenvironnement.
En effet, les podosomes sont des structures trés dynamiques avec des phases de protrusion
et de rétraction rapides qui permettent aux cellules de sonder leur environnement. Pour
évaluer cette hypothése, nous prévoyons d’étudier la demi-vie des podosomes de MKs
déposés sur différentes surfaces (monocouche de cellule endothéliale, lamelles recouvertes
de gradients de protéines adhésives). Pour cela, nous disposons au laboratoire de souris

transgéniques GFP-myosine ayant des podosomes fluorescents dans les MKs (Collaboration

D. Vignevic, Institut Curie, Paris) (Figure supplémentaire S5C). En résumé, cette étude révele
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Figure S5. Les podosomes issus de la podoPZ sont plus longs lors des contacts avec 'endothélium.
A)(B) Mesures de la longueur des protrusions et de la longueur de la F-actine dans les protrusions de
MKs en contact avec les cellules endothéliales (A) ou distants des CE (B). Les plus longues protrusions
enrichies en actine ne sont présentes que dans les zones de contact MK/cellule endothéliale (n=267
protrusions sur 18 MKs en contact avec les sinusoides). (C) Image de microscopie a contraste de
phase et a épifluorescence montrant la podoPZ d’un MK issu de souris Myosine-GFP.



gue le MK posséde deux types de podosomes qui pourraient correspondre a des degrés de
maturation différents, concept cité dans les modeles cancéreux (Cf. chapitre 4.2.3 de la revue
bibliographique) et pouvant étre lié a des fonctions spécifiques tel que cela a été rapporté

pour les macrophages (Cf. chapitre 4.2.3 de la revue bibliographique).
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Axe 2. Evaluer le role des
intégrines dans le passage des
MKs au travers I’endothélium
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1. Résumé de I’étude

Les propriétés des intégrines, en particulier leurs capacités : 1) a permettre I'adhésion des
cellules a leur environnement, 2) a s’associer aux filaments d’actine pour stimuler leur
organisation et ainsi induire la formation de projections cellulaires et 3) leur présence dans
les podosomes, nous amenent a nous demander si ces récepteurs sont impliqués dans les
I'intravasation des MKs. Pour cela, nous avons analysé le comportement de MKs de souris
doublement déficientes en intégrines B1 et B3 (DKO Itgh17-/Itgh3” spécifique de la lignée
MK) au cours des différentes étapes de l'intravasation (Manuscrit en cours de rédaction).

Nous avons démarré notre étude par I'analyse de la moelle osseuse par microscopie
électronique, et avons observé que les MKs des souris DKO présentent un défaut de
maturation caractérisé par un DMS désorganisé et contiennent des neutrophiles, un
processus appelé empéripolése (Cf. paragraphe 1.2.3 de la revue bibliographique). De facon
surprenante, au cours de ces observations, nous avons également constaté la présence de
MKs entiers dans la lumiere des sinusoides des souris DKO. Ceci a été confirmé par
I'augmentation des événements de transmigration quantifiée par microscopie confocale sur
coupes épaisses de moelle fixée, et par I'observation dynamique du passage de MKs entiers
par microscopie intravitale. Le passage de MKs entiers n’est pas observé dans les souris
contréles. En accord avec ces résultats, nous avons noté la présence de noyaux polylobés
mégacaryocytaires dans la microcirculation des poumons des animaux DKO. Ces premiers
résultats démontrent que les intégrines B1 et B3 limitent le passage de MKs entiers vers la
circulation sanguine. Sur ce dernier point, nous savons que l'intravasation accrue des MKs
DKO n’est pas due a une augmentation de la taille des pores transendothéliaux, impliquant
d’autres mécanismes cellulaires. L'ensemble de ces résultats démontrent que les intégrines
régulent négativement l'intravasation des MKs. Trois hypothéses peuvent étre avancées
pour expliquer ces données : 1) I'absence d’intégrines conduit-elle a un défaut d’ancrage du
MK dans son microenvironnement, facilitant ainsi sa transmigration ? 2) les mécanismes de
franchissement de la barriére endothéliale médiés par les podosomes sont-ils impactés dans
les souris DKO ? et/ou le noyau du MK est-il plus facilement déformable en absence

d’intégrines, s’insérant ainsi plus facilement dans les pores transendothéliaux ?
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Afin d’explorer la premiere piste d’'un défaut d’ancrage, nous avons d’abord voulu
savoir si les intégrines interviennent dans I'attachement des MKs dans la moelle dans des
souris controles. Des études de co-marquage de l'intégrine B1 activée (visualisée grace a
I'utilisation de I'anticorps 9EG7) et de la fibronectine révelent la présence de plaques
d’adhérence tout autour des MKs. Dans les souris Itgb17-/Itgb37", ces sites d’adhérences sont
inexistants suggérant que les MKs soient moins ancrés a leur environnement. Des études
d’adhésion statique sur différents substrats confirment qu’en absence d’intégrines les MKs ne
s’étalent pas. Le modeéle ex vivo d’explants de moelle osseuse nous a permis de quantifier le
nombre de MKs se détachant de la périphérie du tissu. Nos résultats indiquent une tendance
a 'augmentation de I’émigration des MKs Itgb1”/-/Itgh3”7- en comparaison aux MKs témoins.
D’autres analyses de (trans)migration de MKs utilisant des chambres de Dunn et de Boyden
sont actuellement en cours d’étude. Quoiqu’il en soit, ces résultats suggerent que les
intégrines participent a la rétention des MKs au niveau de I’environnement médullaire.

Apreés avoir établi que les intégrines sont localisées dans les podosomes des MKs, nous
avons cherché a savoir si elles contribuaient a leur formation. Pour cela, nous avons utilisé les
souris Itgh17/Itgh3”- et avons analysé les podosomes des MKs 1) in vitro sur différents
substrats (taille, densité, cellules formant les podosomes, capacité de protéolyse) et 2) in situ
en contact avec les sinusoides dans la moelle osseuse de souris. Notre conclusion principale
est que les intégrines ne sont pas nécessaires a la formation des podosomes et a leur
fonction de perforation de I'endothélium.

Nous nous sommes ensuite intéressés a la possibilité que les intégrines controlent les
propriétés biophysiques du noyau. Pour répondre a cette question, nous avons caractérisé la
morphologie (taille, forme) des noyaux en analysant des coupes de moelle marquées avec du
Hoechst. Il apparait que les noyaux des MKs ltgb1”-/Itgb37- présentent une configuration
dépliée, occupant ainsi un volume plus important dans la cellule. En raison du role joué par
les lamines sur les propriétés des noyaux, nous sommes actuellement en train d’évaluer
I'impact de la délétion des intégrines sur I'expression des lamines A/C et B1. Nos premiers
résultats laissent entrevoir une répartition anormale de la lamine A/C au niveau de la
membrane nucléaire (impliquée dans la rigidité du noyau), sans affecter celle de la lamine B1
(impliguée dans l'intégrité des noyaux). Ces études qui semblent indiquer que les intégrines

jouent un role dans le maintien structural du noyau des MKs demandent a étre approfondies.

94






Nous poursuivons actuellement ces travaux en développant des chambres de déformabilité

afin d’analyser la capacité des noyaux a se faufiller au travers de pores calibrés?’>.

Cette étude est présentée sous la forme d’un manuscrit en cours de rédaction qui sera

complété selon les résultats obtenus sur les propriétés biophysiques des noyaux.
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2. Manuscrit en cours de rédaction

Integrins prevent the passage of entire megakaryocytes into the circulation by

ensuring their bone marrow attachment and their nuclear shape
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Background: Thrombopoiesis requires the orchestrated passage of megakaryocytes (MKs)
from the bone marrow, an adhesive environment rich in matrix proteins, into the
bloodstream, raising the question of the role of adhesive receptors in this process.

Objective: We evaluated the role of f1 and 3 integrins, the two members expressed by MKs,
in the final stages of megakaryopoiesis, i.e. MK passage across the sinusoid wall, using mice
lacking both B1 and 3 integrins (DKO) in the MK/platelet lineage.

Results: In situ, bone marrow DKO MKs displayed an abnormal demarcation membrane
system and emperipolesis. Remarkably, electron microscopy also revealed the presence of
entire DKO MKs inside the vascular lumen of sinusoid. This was confirmed by
immunofluorescence on fixed BM thick sections and by dynamic intravital 2-photon
microscopy. Accordingly, large polyploid MK nuclei were found in the downstream pulmonary
microvessels of these mice. Transmigration of entire DKO MKs did not result from an increased
size of endothelial pores, indicating other mechanisms. Podosomes formation and their
invasive properties were not affected in these mice. However, DKO MKs plated on fibronectin
and fibrinogen displayed a round shape compared to spread control MKs suggesting weaker
adhesive properties of these cells. In the absence of integrins f1 and 3, we also found that
the polylobulated nuclei were larger with an unfolded appearance and have an abnormal
nuclear distribution of lamin A/C, the nuclear protein known to contribute to nuclear stiffness.
This indicates that integrins regulated the shape and physical properties of the nucleus of
mature MKs.

Conclusion: These findings demonstrate that integrins act as negative regulators of the MK
passage into the blood circulation by ensuring via nuclear properties, in addition to their

established role in modulating adherence.
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INTRODUCTION

Megakaryocytes (MKs) are giant cells of the bone marrow (BM) which play an essential
role in generating 10! blood platelets every day. To produce platelets, MKs undergo a
stepwise differentiation process that takes place in the bone marrow environment [1]. This
includes endomitosis leading to a large polylobulated nucleus, the synthesis of platelet-
specific granules and the development of an extensive demarcation membrane system (DMS)
which functions as a reservoir for the plasma membrane of future platelets [2]-[5]. Upon
maturity, MKs extend pseudopod-like cytoplasmic projections, called proplatelets, through
the endothelium into the sinusoid lumen where they are shed and processed into platelets
[4]-[6]. A more recent model has been proposed whereby platelet biogenesis may also be the
result of individual platelets budding off from the MK periphery [7]. During terminal
differentiation, the nucleus separates from the extended mass of cytoplasm, and is
surrounded by a narrow rim of cytoplasm and an enveloping plasma membrane. These
pyrenocytes (nuclei surrounded by plasma membrane) remain in the hematopoietic bone
marrow compartment where they are phagocytized [8]. Although this may be the dominant
mode of thrombopoiesis, several studies showed that intact MKs can occasionally enter the

circulation, circulate through the lungs where they dynamically release platelets [9]-[11].

The successful extension of proplatelet arms across the endothelial lining requires the
fine regulation of MK interactions with the surrounding microenvironment. To enter into the
circulation, MKs must cross a continuous endothelial barrier [12]-[14]. We have recently
shown that they use podosome-like invasive protrusions to generate transendothelial pores
allowing the extension and release of proplatelets into the circulation [14]. Podosomes are
actin-based dynamic protrusions of the plasma membrane typically present at sites where the
cells adhere to the extracellular matrix (ECM) and they also mediate matrix degradation [15].
In vitro studies have shown that podosomes in MKs can degrade the ECM and this process has
been predicted to have a pivotal role in ECM remodeling and MK-sinusoid interactions [16].
Several proteins implicated in the actin cytoskeleton organization have been linked with
defects in MK podosome formation. They comprise the Wiskott-Aldrich syndrome protein
WASp [17], the Arp2/3 complex [18], the degranulation-promoting adaptor protein ADAP [19],

the actin-bundling protein L-Plastin [20], the phosphoinositide-dependent protein kinase-1

98






[21] and Cdc42 [22]. Missing from this list are the integrins which are known to participate in
the formation and dynamics of podosomes in many cell types.

B1 et B3 integrins are the two forms expressed by MKs and their role in platelet
biogenesis is still incompletely understood [23], [24]. Several studies indicate that integrins
have little or no impact on platelet count, as found in Glanzmann thrombasthenia patients
with mutations in integrin alllb3 genes and in knockout mice lacking B1 and B3 integrins [25]—
[28]. On the other hand, gain-of-function mutations in the genes of allb and 33, defects in the
DMS and proplatelet formation have been documented, resulting in defective thrombopoiesis
[29], [30]. Proplatelet formation has also been reported to be negatively regulated by 1
integrin family members through the Rho/ROCK pathway [17]. Recent data proposed a pivotal
role of B1 integrin glycosylation in proper MK localization at the sinusoids and in the formation
of the DMS [31]. In a myelofibrosis context, dysregulation of the fibronectin-integrin a581 axis
contributes to the expansion of the bone marrow megakaryocytosis and fibrosis in JAK2V617F
transgenic mice [32]. Hence, the question of the effective contribution of integrins to platelet
formation remains open.

In the present study, we evaluated the role of 1 et B3 integrins in MK transmigration
using double knockout mice lacking 31 and 3 integrins in the MK/platelet lineage. We found
that B1/PB3 integrin double deficiency in MKs result in a striking transmigration of intact MKs
into the BM sinusoids in vivo. We propose that this atypical process was linked to defective
MK anchoring to surrounding ECM and to abnormal ECM organization. In addition, we show
that integrins also control the nucleus architecture, likely affecting its physical deformability.
These findings highlight a role of integrins in platelet biogenesis by influencing MK

transmigration via modulating both MK adherence and nuclear physical properties.
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MATERIAL and METHODS

Animals. Four transgenic mouse lines were used 1. Double KO mice in B1 and R3 integrins
(DKO), single KO Itgb17, single KO Itgh37-and control mice of C57BL/6J genetic background.
The single KO mice were generated by crossing ltgb1flox/flox or Itgb3flox/flox mice from the
laboratories of R. Fassler (Basel, Switzerland) and K. Weilbaecher (Saint Louis, USA) and
control mice from the C. River (L'Arbesle, France). Inactivation of integrin-encoding genes
occurs through the cre/lox system under the control of the PF4 (Platelet factor 4) promoter.
Itgb17-/Itgb3”- double KO mice (DKO) are crosses of the two single KO lines. To establish that
gene disruption resulted in a loss of expression of proteins, western blots were performed
confirming that expression of 1 and 3 integrins was lost in platelets (unpublished data, C.
Leon). DKO mice had a 35% reduction in platelet count (mean: 663866 +85851 platelets/uL
versus 1013000 +40186 platelets/uL for the control, n=12-15 mice). All mice were bred in a
specific pathogen free facility at the Etablissement Francgais du Sang-GEST in Strasbourg and
all animal experiments were approved by the local ethics committee.

Reagents and antibodies. BSA, Saponin, Triton X-100, were from Sigma-Aldrich (Rueil-
Malmaison, France). The goat anti—rabbit and anti-mouse, DAPI (4’6-diamidino-2-
phenylindole, dilactate), Dulbecco’s modified Eagle’s medium (DMEM), penicillin,
streptomycin, and glutamine were from Invitrogen (Cergy-Pontoise, France). Goat anti-rabbit
immunoglobulin (lIg) conjugated Alexa Fluor 555 was from Thermo Fisher Scientific (Saint
Aubin, France), goat anti-rat Ig conjugated cyanine 2 was from Jackson ImmunoResearch Labs
(Sufolk, United Kingdom). Monoclonal antibody against mouse glycoprotein GPIb (RAM.1-
488, RAM.1-647) and monoclonal antibody against mouse allbf3 (RAM.2) were produced and
labeled in our laboratory [33]. Round culture dishes coated or uncoated with ESS 28kPa were
form Ibidi (Martinsried, Germany). M11 Cl-huMEC human dermal microvascular endothelial
cell line was from Inscreenex (Braunschweig, Germany).

Confocal microscopy. For the analysis of podosome localization and distribution, a single-cell
suspension of tibia and femur wt or DKO BM was prepared by flushing the bones with PBS
followed by type | collagenase 2.3 mg/ml for cell isolation and resuspension. Resuspension
was performed by incubation at 37 °C for 5 min followed by vortexing. The supernatants were
collected and collagenase stopped by adding v/v DMEM-1%PSG-10% FCS. BM were incubated
a further 5 min for a second runin collagenase for complete cell isolation. Total cell suspension

of supernatants in DMEM-1%PSG-10% FCS were then centrifuged at 1400 RPM and
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resuspended in 2 mL of DMEM-1%PSG-10% FCS containing 100 nM Sir-Actin. For podosomes
analysis, ibidi 35 mm microdishes were coated with human fibrinogen (100 pg/ml), human
plasma fibronectin (100 pg/ml) overnight at 4°C, blocked with HSA (10 mg/ml) for 30 min and
washed with PBS before use. In some experiments, human dermal microvascular endothelial
cells (M11) were cultured for 24 hours to form a confluent monolayer (Cl-
huMEC, Inscreenex). MKs freshly isolated from the BM were incubated for 3 or 6 h on the
indicated substrate and non-adherent cells were removed with PBS. Adherent MKs were fixed
in PFA 4% and stained with anti-GPIbf3 and DAPI. For MK-endothelial cell interaction studies,
isolated MKs were incubated for 3h and 6h over a confluent layer of cultured human dermal
microvascular endothelial cells (M11), and stained as described above. Podosomes
localization and organization were analyzed by confocal microscopy (SP8 Leica, 63x) for GPIb3*
cells. The percentage of podososome-containing MKs were quantified on at least 12 MKs from
3 mice from each genotypes. The number of podosomes per um? was calculated with the
Imagel software on at least 36 MKs/ experiments (n=3 wt and n = 3 DKO for each indicated
substrates).

For the analysis of activated B1 integrins and ECM distribution, BM from wt and DKO were
fixed in @ mix of 2% paraformaldehyde-0.2% glutaraldehyde, and frozen in liquid nitrogen as
described [3]. Cryosections of 250 nm thickness were cut and labelled with an Alexa568-
conjugated anti-GPIbp antibody, an endothelial marker (FABP4, 3 pg/ml) and primary
antibodies against B1 or B3-integrins (MB1.2 and Luc.AS5, at 3 pg/ml), or activated B1 integrin
(9EG7, at 10 pg/ml), or fibronectin (ab2413), or fibrinogen (A0080). The sections were then
labelled with Alexa488 Donkey anti-Goat for FABP4 staining, and with Alexa647 or Alexa680-
conjugated secondary antibodies of the appropriate species for integrins and matrix staining
and DAPI. They were examined under a confocal microscope (TCS SP8, Leica). No fluorescence
was detected with isotype-specific control IgG.

Confocal analysis of thick bone marrow sections for transmigration quantification and nucleus
volume measurements was performed according to an adaptation of the method described
by Coutu et al. [34]. Briefly, 250 um thick vibratome BM and lung sections from 4%
paraformaldehyde (PFA) fixed femurs were incubated with FABP4 (3 pg/ml, overnight)
followed by Alexa 568-conjugated anti-GPIbB antibody (RAM.1-568; 10 pg/ml) and Alexa488
Donkey anti-Goat for FABP4 staining overnight and by DAPI counterstaining (1/36000, 10
min). For analysis of nucleus, the BM and lung sections were counterstained with Hoechst
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staining (1/1000, 10 min). The fluorescently labeled BM tissue was placed cut-face down into
incubation chambers and mounted with Mowiol mounting solution. BM and lung samples
from 3 mice were examined. The BM tissue beneath the bone edge was located and
positioned using differential interference contrast (DIC) illumination. Series of x-y-z images of
typically 193,75*193,75 um x-y size were collected along the z-axis at 1 um step size through
30-50 um of BM tissue, using the 40x objective from a Leica SP8 confocal microscope. For
guantitative analysis of nucleus number in the lung, samples from 3 different mice were
examined. For the nucleus volume analysis, the fluorescence was delineated on Z-stack of
whole MKs (z-size 1 um) using the Amira software. Six cells were included in each MK stage
and the results were expressed as a mean + SEM.

For the confocal analysis of lamin localization, native wt and DKO MKs were cytospun onto
poly L-lysine-coated slides. The cells were then permeabilized with 0.1% triton-X100 in PBS
containing 1% BSA followed by incubation with 10 pg/mL of AF488-labeled anti-lamin
antibody. The slides were mounted in Prolong gold with Dapi for examination under a SP8
confocal microscope (Leica Microsystems, France) and observations have been made on Z-

stacks (z-size 0.5 um).

Electron microscopy. For Transmission electron microscopy, BM was fixed in 2.5%
glutaraldehyde and embedded in Epon as described [35]. Transversal thin sections of the
entire BM were cut and examined under a CM120 TEM (FEl).

For SEM, native BM MKs were allowed to adhere to a surface coated with fibronectin,
fibrinogen or endothelial cells, and after gentle agitation to detach non-adherent cells, the
remaining adherent cells were fixed in 2.5 % glutaraldehyde, dehydrated, attached to stubs,
sputter coated and examined under a Helios NanoLab microscope at 5kV (ThermoFisher,
Eindhoven, The Netherlands) as described [14]. Secondary electrons were used to image the
shapes of the MKs.

Flow cytometry. For the ploidy analysis of the native MKs, mouse femurs, tibias and iliac crests
were harvested, cut in small fragments and incubated in a PBS-collagenase-dispase mix
(respectively at 3 mg/mL and 4 mg/mL, 5mL/mouse) for 30 min at 37°C. Then, the tube is filled
with PBS-2%NCS to stop the collagenase and the supernatant is 70 um filtered to eliminate
bones fragments. After red cell lysis, the freshly isolated bone marrows are washed in PBS-2%

NCS and stained with anti CD41 and anti CD42c antibodies and Hoechst. Anti Gr-1, B220, F4/80
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and TER119 probes were used as a negative control to respectfully exclude granulocytes, B
lymphocytes, macrophages and erythrocytes from the total bone marrow suspension. The
freshly isolated MKs are identified as a CD41/CD42c positive cell population and ploidy

analysis was performed using Hoechst 33342.

MK emigration from bone marrow explants. Preparation of BM explants was performed as
previously described [36]. Briefly, BM from femur wt or DKO mice were flushed with Tyrode’s
buffer (0.137 M NaCl, 2.68 mM KCl, 11.9 mM NaHCOs3, 0.4 mM NaH2PO4, 1 mM MgCL3, 2 mM
CaCly, 5 mM HEPES, 0.35% BSA, at pH = 7.3). Ten 0.5 mm thick sections of marrow were placed
in an incubation chamber containing Tyrodes’s buffer with 5% mouse serum. Chambers were
maintained in a 5% humified CO2 atmosphere at 37 °C for 6h. MKs at the periphery of the
explants were counted under an inverted phase contrast microscope coupled to a video
camera (DMI8 Leica microscope, 40x objective). A motorized multiposition stage (in x, y, 2)
was used, and an average of 100 stages positions showing MKs were followed. Results are
expressed as the number of total emigrating MKs at the indicated time-points. In each case, a
minimum of six independent experiments (i.e. with femurs from four different mice) were
performed. When examining the effects of blocking antibodies, one experiment was
simultaneously performed with femurs from the same mouse in the presence of irrelevant
antibody. Mice from each genotypes were analyzed and image acquisitions were performed
in a blinded manner.

Statistics. All values are reported as the mean + SEM. Statistical analyses were performed with
PrismGraphpad software (La Jolla, CA, USA). Data were compared by t-test, 1-way ANOVA or
2-way ANOVA followed by Bonferroni post-test with a threshold of significance of 5%. P-values

<0.05 were considered statistically significant. *P<0.05; **P<0.01; ***P<0.001.

103



Stage | Stage ll Stage lll

© 20 e

)] 60 =
v J
3l

0 1.5 4 =

X S 40

= 1o 7 1

Y V9

o =

CT) 20 ]

L 054

£

0 0
z wT DKO
Stage lll



RESULTS

Combined deletion of 1 and (3 integrins causes the passage of intact MKs into the blood
circulation

To study the role of B1 and 3 integrins in MK transmigration, mice with a conditional double
deficiency (DKO) in the MK lineage were generated using the Pf4-Cre/lox strategy. We first
investigate the impact of combined B1 (B3 integrins deletion on megakaryopoiesis, by
examining the MK ultrastructure in situ by transmission electron microscopy. In DKO mice, the
number and the distribution of the different MK maturation stages were similar to WT mice
(Figure 1A-B). However, while mature WT MKs showed a defined DMS with clearly delineated
cytoplasmic territories, DKO MKs exhibited abnormal DMS organization associated with
reduced cytoplasmic territories and had frequent emperipolesis (DKO 15.2 +3% vs WT 4.5
+2.2%, p<0.01) (Figure 1C). But the most striking observation was the presence of intact
mature MKs located in the sinusoid lumen in DKO BM, an event that was not observed in WT
BM. They were of similar size and ultrastructure to those in the stroma compartment,
suggesting that altered size are not the triggering event for their transendothelial passage
(Figure 1D). To estimate the degree of this defect, we examined the distribution of MKs by
performing 3D immunofluorescence microscopy on thick BM sections. In these experiments,
the transmigration abnormality of MKs in DKO mice was even more evident, as we see more
MKs in transmigration and more whole MKs and fragments in the blood circulation. (Figure
2A). Quantitative analysis revealed a six-fold increase of these transmigrating events in DKO
mice as compared to WT (DKO 23.6 £3% % vs WT 3.8 £1.4% per visual field; P<0.01) including
7.6 +2 % of intact MKs in the circulation. We measured the diameter of the endothelial pores
and found no difference between both genotypes (DKO: 4.6 +0.3 um, n=33 vs WT: 4.3 £0.4
um, n=12 P> 0.05) indicating that the passage of intact DKO MKs do not result from an
increased size of endothelial pores. To determine which of the two integrins was responsible
for this MK phenotype, we used simple knock-out mice (Supplemental Figure S1). Intact MKs
in the sinusoidal lumen were not found in single knock-out mice, but we observed an increase
of intravascular fragments in /tgh1”/- MKs suggesting a preferential contribution of B1 integrin
in the MK transendothelial passage. To evaluate the effect of the integrins ablation in a more
dynamic setting, we directly visualized the MK behavior using intravital 2-photon microscopy
imaging (Figure 2B). This confirmed the release of intact DKO MKs into the blood stream,
validated the fact that these MKs are large mature cells, and also revealed the cellular
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distortions allowing the DKO MKs to leave the marrow and slide intactly into the blood
circulation (Supplemental movie S1). Accordingly, large MK nuclei were found in the
downstream pulmonary capillaries of DKO mice, a finding not observed to that extent in WT
mice (Figure 2C).

In summary, these findings demonstrated that integrins play a key role in controlling MK
transmigration, acting as negative regulators to prevent the passage of intact MKs through

the bone marrow sinusoids.

Integrins maintain MK anchoring to the surrounding bone marrow tissue

We hypothesized that defective anchoring of MKs in DKO mice may be a cause of their
enhanced transmigration. We first examined surface expression of activated B1 integrin in situ
on BM cryosections of WT mice and found staining on the sinusoids and at the periphery of
the MKs where it appears as fluorescent clusters (Figure 3A). Co-staining studies
demonstrated that these B1 integrin-positive clusters are associated with fibronectin,
suggesting that MK bind to the bone marrow through fibronectin-f1 integrin contact sites
(Figure 3B). This stood in contrast to the transmigrating WT MKs devoid of such contact sites,
likely reflecting that these cells lose their interactions with the ECM when they enter the
circulation (data not shown). As expected, these contact sites were absent in DKO mice,
suggesting that these MKs are less well anchored to their ECM microenvironment (Figure 3C).
Besides being adhesive receptors, integrins are recognized for their role in ECM remodeling
[37]-[39]. Thus, we determined the distribution of fibronectin and fibrinogen in the bone
marrow of WT and DKO mice. Depletion of integrins causes a significant reduction in the
expression of extracellular fibronectin around MKs, without affecting fibronectin deposits in
the basement membrane around sinusoids (Figure 3D). We also investigated the impact of
integrin depletion on fibrinogen distribution and found that its primarily localization in
granules was lost, as previously reported (Figure 3E). Instead, DKO mice exhibited fibrinogen
localization in the extracellular space of the DMS, as confirmed by immunogoldEM (IEM)
(Supplemental Figure S2).

To next investigate whether integrin play a functional role in the MK anchorage to ECM and
endothelial cells by analyzing their cell shape using scanning electron microscopy (Figure 4A).
While almost all WT MKs flatten on fibronectin and fibrinogen reaching diameters over 100

um, DKO MKs fail to spread and still exhibited a round shape. We quantified the number of
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adhering cells, and it was significantly reduced for DKO MKs adhering on both fibronectin and
fibrinogen. No difference in the number of adhering MKs and in their shape were observed
between both genotypes when the assays were performed on endothelial cells instead of
matrix proteins, suggesting minimal effect of the integrins regarding MK attachment to
endothelial cells. To better recapitulate physiological conditions, we next probed the overall
interactions of MKs with interstitial matrix in BM explants and with neighboring cells using
freshly isolated BM explants. In this model, cells migrate out of the BM explants, forming a
layer in which MKs become progressively visible and allowing to count the number of MKs
released at the periphery of the explant [32] (Figure 4B). We observed a trend toward an
increase in the number of MKs released from DKO BM explants as compared with WT BM
explants, reaching a plateau at 6h. Together, these results emphasize the important
contribution of integrins in the matrix organization around MKs, in addition to their role in

modulating ECM-mediated adhesion processes in the bone marrow.

P1 and 3 integrins are dispensable in the podosome-mediated transendothelial penetration

To further dissect the mechanisms underlying the transmigration defect in DKO MKs,
we assessed the formation of podosomes known to be important in MK-sinusoid interactions
and ECM remodeling [14], [16]. By fluorescence microscopy, podosomes appeared classically
as SiR-actin stained F-actin dots on the ventral surface of MKs and both integrins were found
within the rings around the actin dots (Figure 5A). DKO MKs were able to develop podosomes
on different substrates (fibrinogen, fibronectin and endothelial cells) similarly to WT MK, as
evaluated by the quantification of the percentage of MKs displaying podosomes and the
podosome density (Figure 5B). Given that ECM degradation is a hallmark of podosome
function, we checked whether DKO MKs exhibit higher digestive ability of the matrix by
analyzing gelatin-FITC green surface degradation. Notably, unlike previously described [16],
ECM degradation was virtually absent in native WT MKs and the same results were obtained
for DKO MKs (Figure 5C). Tumoral 4T1 cells, which triggers large digested areas, were used as
a positive control.

While podosomes develop only on the ventral surface of MKs in a 2D context, we could
recently show that in situ they appear interconnected on the periphery of MKs, a collective

organization essential to drive transendothelial pores [14]. To investigate this spatial
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organization, we analyzed native flushed MKs, fixed upon their suspension to maintain their
3D organization, and found that DKO MKs exhibited a normal actomyosin peripheral cortex
and a normal collective podosome distribution with comparable density to controls (Figure
5D). Given that the function of MK podosomes is to perforate the endothelial barrier, we
examine the interactions between MKs and endothelial cells in BM thin sections of intact
femora from DKO mice (Figure 5E). Transmission electron microscopy (TEM) images showed
that DKO MKs were able to extend podosomes toward the endothelium. These protrusions
were even able to push and invade the endothelium and form pores. Quantification of the
different types of contacts indicated no significant difference in DKO versus WT mice. These
results indicate that 31 and 33 integrins do not play a significant role in podosome-mediated

transendothelial passage of MKs.

The polylobulated nucleus, which is the largest and most rigid organelle in the cell, is a
major physical constraint to MK transmigration [40]—-[42]. We sought to determine why the
nucleus of DKO MKs could cross through transendothelial pores that are smaller than their
nuclear cross section. We first investigated whether endomitosis may be affected in DKO. We
performed a ploidy analysis of native flushed BM MKs by flow cytometry and found that the
ploidy distribution of DKO MKs was comparable to that of WT (Figure 6A). We next analyzed
the architecture of the nucleus in MKs at different stages of transmigration by complete z-
stack analysis of MKs stained with anti-GPIBb antibody and DAPI (Figure 6B). We found that
the nucleus diameter of DKO MKs was significantly larger than that of WT MKs (18 +0.3um vs
15 +0.26 um, p<0.01). 3D renderings of the whole nucleus were generated to illustrate the full
extent of the morphological abnormalities in DKO MKs (Supplemental Movies S2 and S3). This
reveals the unfolded appearance of the DKO multilobulated nucleus, compared with the more
compact conformation of the WT nucleus, leading to a significant increase in the ratio of the
nucleus volume/entire MK volume in DKO MKs compared to WT MKs. These findings provide
evidence that integrins control the MK nuclear size, volume and geometry.

It is known that the nuclear lamin A/C determines the stiffness of the nucleus [43]-[45], and
that lower levels of lamin A/C facilitate cell migration through tight spaces [40], [42]. We

therefore investigated the localization of lamin A/C in freshly BM-isolated MKs, using lamin
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B1 as a reference for the nuclear stability [46] (Figure 7A). During maturation of WT MKs, we
found an increase in lamin A/C expression along with a decrease in that of lamin B1. In mature
stage IIl WT MKs, we observed a thin and continuous nuclear membrane staining for lamin
A/C. In DKO MKs, the lamin A/C signal was more heterogeneous, with cells having either
normal, discontinuous or no staining. We quantified these different populations according to
their maturation stages and found that almost 80% of mature DKO MKs displayed an abnormal
nuclear expression of lamin A/C (including no or discontinuous staining). Of note, we also
observed a subpopulation of mature MKs which still retain their nuclear expression of lamin
B1. Overall these data strongly suggest a link between the presence of integrins and MK

nuclear properties.
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DISCUSSION

Platelet production depends on the transmigration of MKs when they leave the bone
marrow and lose their interactions with the bone marrow microenvironment. The precise
contribution of integrins in this process has never been studied. Here we used DKO mice
lacking 1 and B3 integrins in the platelet/MK lineage to demonstrate that these integrins
tightly regulate MK transmigration by preventing the entry of entire MKs into the blood
circulation. These studies highlight that both bone marrow anchoring and nuclear architecture
regulated by integrins appear to be critical in MK transmigration, whereas a role of integrin in
podosome generation appears to be less important. Furthermore, deletion of only one of the
two integrins is not sufficient to induce the passage of whole MKs into the circulation,
suggesting cooperativity between these two receptors.

In agreement with our EM observations in WT mice, initial direct visualization of bone
marrow by two-photon electron microscopy rarely showed whole MKs extruded from the
marrow, but rather the release of large cytoplasmic fragments [4]. In contrast, Lefrancais et
al. documented pulmonary release of platelets from whole MKs that have physiologically
traveled in the circulation from the bone marrow [10]. It is unclear why our results differ from
these observations; but could be related to stress differences in the experimental conditions.
However, both models are consistent with the much earlier observations of Howell et al.
demonstrating that platelet numbers are higher in pulmonary veins than in arteries [47]. It is
interesting to note that RhoA deletion also results in mislocalization of MKs, with 30% of
intrasinusoidal MKs present in the vessel lumen. These authors propose a model in which
platelet release is regulated by GTPases: RhoA emitting a "stop" signal and Cdc42 emitting a
"go" signal, supporting the idea that GTPases act as molecular checkpoints [48]. Integrin
engagement is known to stimulate RhoA GTPase activity promoting the generation of focal
adhesions [49] and the induction of podosomes [50]—[52]. Thus, by controlling the interactions
of MKs to their microenvironment, integrins may modulate the passage of MKs into the
general circulation. This is in accordance with our observation that integrins-depleted MKs are
unable to interact and spread on fibronectin/fibrinogen coated- surface [53], [54]. Also, based
on our immunofluorescence data, and in accordance with previous observations, we observed
that B1 integrin interaction with ECM fibronectin may be important to promote MK

localization at the sinusoids [31], [55].
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Integrins are implicated in the formation of podosomes and invadopodia in many cell
types and we have recently demonstrated that in vivo, MKs used a transcellular mechanism
that involved podosomes to cross the sinusoid endothelium. In the present study, we further
studied the relationship between integrins and podosomes during MK transmigration.
Although we found that B1 and B3 integrins were present on MK podosomes, they do not
appear to be required in the linkage of MK podosomes to the ECM. At this point, we cannot
entirely exclude some activation of a compensatory network in genetic knockouts, as already
reported for the F-actin binding proteins cortactin and HSP1 [56]. We searched for
compensation by B2 and 5 integrins and were unable to detect any of these proteins on the
platelet surface by flow cytometry. It is also possible that other adhesion receptors may
contribute to MK podosome formation. As an example, CD44 is a cell surface receptor for
hyaluroninc acid, a major component of the basal lamina [57]. Studies on osteoclasts have
indicated that CD44 could be directly associated with the actin core of podosomes and its
activation was found sufficient to form a functional sealing zone, a large circular band of F-
actin formed of podosomes [58]. It is not yet known whether similar processes are involved in
MK podosome generation. However, CD44 was found expressed on mature MKs [59]-[61] and
deregulation of hyaluronan expression at the bone marrow level could have a deleterious
effect on thrombopoiesis, arguing for a role of the CD44 in MK transmigration [62].

A connection between integrins, cytoskeleton and nucleus was described more than
20 years ago [63]. We show herein that integrins regulated the size, shape and morphology of
the MK nucleus, with a more compact conformation of the polylobulated nucleus in WT MK
than in DKO MKs. The deformability of the nucleus is controlled by nuclear lamins A/C, which
mechanically maintain the nuclear membrane and potentially impact the minimum tissue
gaps that can be transmigrated([44], [45]. Although we do not yet know whether the nucleus
of DKO MKs is more deformable than that of WT MKs, we found an abnormal nuclear
distribution of lamin A/C in the absence of integrins 31 and 33. A better understanding of the
physical properties of MK nuclei, i.e. their stiffness and deformability, and how integrins
control the nuclear shape of transmigrating MKs would help to understand the reason why
entire MKs do not transmigrate into the bloodstream in a physiological condition, which is an

important factor in platelet biogenesis.
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FIGURE LEGENDS

Figure 1: Ultrastructural characterization of MKs from DKO mice (A) (Top left) Quantification
of the BM MKs observed by electron microscopy, per surface unit (s.u., 12,945 um?). (Top
right) Classification of the MKs according to their maturation stage: stage | (presence of
granules), stage Il (developing DMS not yet organized), stage Ill (DMS organized in platelet
territories). Data are reported as the percentage of the total number of MK. (Bottom)
Representative TEM images of BM stage Il MKs. (i) The DMS is well-defined with the presence
of cytoplasmic territories in WT mice. (ii) In DKO mice, the DMS accumulates in packets
without marking territories (arrow). (iii) Emperipolesis images on DKO bone marrow sections.
The arrow points to a leucocyte within the MK cytoplasm. Scale bar, 10 um. Representative
images were selected from 3 different mice per group. (B) Two representative TEM imaging
illustrating the presence of intravascular entire DKO MKs containing a well-developed DMS
(arrows). Scale bars, 5 um; *, vascular lumen. Red dotted lines indicate the sinusoid wall (n=3
WT and n=3 DKO). Bars represent mean + sem in 3 BM samples (total number of MK counted

199-205).

Figure 2: Passage of entire DKO MKs through the bone marrow sinusoids. (A) (Left)
Representative confocal image of immunostained DKO MKs located in the hematopoietic BM
compartment (BMHC), in contact with sinusoids (SC), in transmigration (Transmig.) or into the
circulation (Intrasin.). MKs are shown by GPIb staining in green. FABP4 staining (red) labels
the vessels. Asterisk indicates the sinusoid lumen. Scale bars, 10 um. (Right) Quantification of
MKs localization in the BM reveals abundant transmigration events in DKO (black) MKs
compared to the WT(grey) (n=3 for each genotype). The table shows a quantification of the
percentage of intrasinusoidal MKs in Wt and DKO BM. (B) Intravital two-photon microscopy
of DKO BM MKs. The arrow indicates the intrasinusoidal DKO MK, dotted lines illustrates the
sinusoid wall and the values in the left corner the time-lapses. Quantification of intrasinusoidal
entire MKs in WT (grey) and DKO (black) mice. (C) Representative confocal images of
immunostained pyrenocytes located within the pulmonary microvessels of DKO mice.
Pyrenocytes are shown by GPIbB staining in green and MK nucleus are visualized by DAPI
staining (arrow). Red dotted lines indicate the sinusoid wall. Scale bars, 10 um. Quantification

of pyrenocytes in in WT (grey) and DKO (black) mice. Bar graphs represent mean+ s.e.m. Two-
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way ANOVA with Bonferroni correction for multiple comparisons or T-test for simple

comparison; *P<0.05, **P<0.01, **P<0.001.

Figure 3: Active B1 integrins are present at MK surface and form contact zones with
extracellular matrix. Immunofluorescence of WT and DKO mouse BM sections stained with
the antibody 9EG7 directed against active B1 integrin subunit (red), GPIb (yellow) and DAPI
(blue). (A) Active P1 integrins appear clustered at the plasma membrane of WT MK
(arrowheads) and at the endothelium of sinusoids (arrows) and (B) correlate with fibronectin
presence (white box). (C) Active B1 is still expressed by endothelial cells but no staining is
visible on DKO MKs (inset). (E-F) Immunofluorescence of WT and DKO mouse BM sections
stained with the antibody directed against fibronectin (green) (E) and fibrinogen (green) (F),
GPIbB (yellow) and DAPI (blue). Arrowheads point to the MK staining and arrows to the
sinusoids. Asterisk indicates the sinusoid lumen. Red dotted lines indicate the sinusoid wall.

Scale bars, 10 um.

Figure 4. Altered DKO MKs adhesion, spreading and motility. (A) Impaired adhesion and
spreading of DKO MKs to fibronectin and fibrinogen, but not to endothelial cells.
Representative SEM images depicting BM-derived MKs adhering on fibronectin (left) and
endothelial cells (right). Scale bars, 10 um. Spreading (hatched bars) and round (grey bars)
MKs were counted following 3h incubation on fibronectin- (FN), fibrinogen- (Fb) and
endothelial cell-coated coverslips. Average of 100 MKs analyzed visual field per condition is
shown. Values are mean * SEM of 3 independent experiments. Groups were compared using
two-way ANOVA with Student t-test for multiple comparisons. (B) Representatives bright field
images of the ten femur BM sections placed in an incubation chamber (left panel), of the box
(center panel) and of the MKs released from the periphery of the explant (right panel).
Quantification of the number of WT (grey) and DKO (black) MKs released from the explants
following 3h and 6h (n=5 with 594-1158 MKs counted).
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Figure 5. 1 and 33 integrins do not affect podosome formation. (A) Murine MK podosomes
express B integrins in their ring region. Representative images of the localization of B1 or 33
integrins in native MKs collected from wt BM. Cells were plated on coverslips coated with
matrigel, fixed and stained for B1 or B3 integrins (green) and F-actin (red, SirAct). Images were
acquired on the ventral surface of the cells with the boxed area enlarged in the middle column.
Scale bars: 5 um. (B) Podosomes still form in the absence of B3 and B1 integrins. Wt (gray
bars) or DKO (dark bars) were plated for 3h and 6h onto coverslips coated with fibronectin
(100 pg/ml), fibrinogen (100 pg/ml) or endothelial cells (confluent monolayer) and cells were
examined for podosomes formation using systematic scanning of the coverslips.
Quantification of the percentage of podosomes-containing MKs indicated a slight decrease
when DKO cells adhere on 1 and 3 ligands. Individual podosomes were also counted and
the results demonstrate that DKO MKs plated on fibronectin and fibrinogen have less
podosomes as compared with wt MKs (36 cells scored per sample, error bars are the SEM. for
triplicate biological samples, * P>, **, unpaired t-test). (C) BM native MKs do no digest gelatin
matrix. Native WT MKs(left), DKO MKs or 4T1 cancer cells were deposited on a fluorescent
gelatin matrix (green) for 3h, labeled with the anti-actin probe Sir-Actin (red) and observed
under a confocal microscope. Podosomes (in red, right pictures) at the contact interface with
fibronectin (in green, left pictures). The dark area corresponds to fibronectin degradation
under 4T1 cells. (D) Loss of B1 and B3 integrins does not affect the 3D podosomes
organization. Representative confocal images showing the 3D podosomes organization in MK
fixed after BM collection and labeled for F-actin (red). Images at two different z-values,
bottom and middle, are shown. Scale bars: 10 um. (E) Representative TEM images of the
contact interface between MK and EC in DKO BM. Left, overview of a fully mature MK attached
to the sinusoid; right: detail of the boxed area showing numerous MK extensions. Bar graph
representing quantification of the different types of MK/EC contact in all wt and DKO MK.

Error bars indicate the mean + SEM for 3 individual mice.

Figure 6. Lack of 1 and B3 integrins results in a loss of nuclear compactness. (A)
Representative ploidy histogram of WT (grey trace) and DKO (dark trace) is shown. Flow
cytometry analysis of BM MK ploidy in control (grey) and DKO (dark) mice. N=3 mice. (B) (Top)
Confocal images showing the MKs (GPIb, in yellow) and the sinusoids (FABP4, in green) and
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(Bottom) 3D reconstructions of the same MK. The red dotted lines indicate the sinusoids.
Analysis of the nuclear diameters (N=100-117 MKs). (C) Analysis of the nuclear volume ratio
on the total MK volume. At least 6 MKs were analyzed par animal (N=18-28 MKs). Values are

means +/- s.e.m.

Figure 7. Nuclear membrane localization of lamins A/C and lamin B1 in WT and DKO native
MKs (A) Representative confocal immunofluorescence images of DKO and WT MKs. Yellow:
lamin B1 or A/C, Blue: DAPI. In WT MKs, the lamins A/C and B appear homogeneously
distributed around MKs nucleus. In DKO MKs, the lamins A/C and B are miss localized around
the MK nucleus. (B) Bar graph representing quantification of the different population of MKs
having no nuclear membrane staining (white bar), discontinuous nuclear staining (grey bar) or
continuous nuclear membrane staining of MK/EC contact in all wt and DKO MK.

Representative of two experiments performed each on 3 mice.

Supplemental Figure 1. B1 and B3 integrins are complementary to regulate MKs
transmigration. Quantification of MKs localization in the BM of Simple Knock Out mice for f1
(itgb17") and B3 (itgb3”) integrins. MKs located in the hematopoietic BM compartment
(BMHC), in contact with sinusoids (SC), in transmigration (Transmig.) or into the circulation
(Intrasin.). Quantification showed no significant increase in transmigration event in SKO mice

as compared to the control, showing that both integrins regulate MK transmigration.

Supplemental Figure S2. ImmunogoldEM images showing fibrinogen staining with 10 nm gold
particles located in the alpha granules of WT MKs and on the extracellular DMS side of DKO
MKs.
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(A)(B) Schéma d’une chambre de Dunn consistant a faire sédimenter des cellules sur une lamelle et
de la retourner sur la chambre comportant 2 puits séparés par un pont de 1 mm de largeur, laissant
une hauteur de passage de 20 um pour les cellules. Celle-ci migrent alors du c6té interne vers le coté
externe selon un gradient chimiotactique. D’aprés Keenan et Folch, 2007. (C) Images de microscopie
a contraste de phase et a épifluorescence montrant des MKs (en vert) fraichement isolés de moelle

de souris Rosa-PF4cre dans une chambre de Dunn. D’apres 'lUMR_S1255.



3. Discussion et perspectives

3.1. Transmigration de MKs entiers dans la circulation des souris DKO Itgb17-/Itgb3”". Nos
résultats mettent en avant un role jusqu’ici insoupconné des intégrines en tant que
régulateurs négatifs de la transmigration des MKs. Par différentes approches d’imagerie (TEM,
IF et microscopie intravitale), nous avons observé la présence de MKs DKO entiers dans la
lumiére des sinusoides. De facon logique, nous avons également noté une augmentation du
nombre de noyaux polylobées mégacaryocytaires dans la microcirculation pulmonaire, le
premier lit vasculaire recevant le sang en provenance de la moelle. Ces observations peuvent
étre rapprochées de celles faites par I’équipe de B. Nieswandt montrant qu’une délétion de
RhoA conduit également un défaut de transmigration des MKs, avec la présence de 30 % de
MKs intrasinusoidaux présents dans la lumiére des vaisseaux. Dans cette étude, les auteurs
proposent que la libération des plaquettes sanguines serait régulée par les GTPases : RhoA
émettant un signal « stop » et Cdc42 un signal « go », les GTPases se comportant ainsi comme
des checkpoints moléculaires383. Comment expliquer le phénotype similaire des souris RhoA"
/- et DKO Itgb17/Itgb3”-? Comme mentionné dans la revue bibliographique (Cf. Chapitres
3.2.1 et 4.1.2), on sait que I'engagement des intégrines stimule I'activité de la GTPase RhoA
favorisant notamment la génération des adhérences focales?>’ (Figure 30) et I'induction des
podosomes32>328329  (Figure 44). Ainsi, en contrdlant I'adhérence des MKs & leur
microenvironnement, les intégrines et la GTPases RhoA pourraient moduler le passage des
MKs dans la circulation générale. |l serait donc intéressant de mesurer directement I'activité

de ROCK et de son activateur RhoA dans les MKs DKO.

3.2. Les intégrines permettent I'ancrage des MKs au tissu environnant de la moelle osseuse.
Nos expériences d’'immunomarguages montrant la présence de zones de contacts riches en
intégrine 1 activée et fibronectine, ainsi que nos résultats obtenus en adhésion statique et
en explants de moelle osseuse, sont en faveur d’un réle des intégrines dans I'adhérence des
MKs dans la moelle osseuse. Pour compléter ces études, nous caractérisons actuellement le
role des intégrines dans la capacité des MKs a migrer sous I’effet d’un gradient chimiotactique
de SDF1q, en utilisant les chambres de Dunn. Ce modeéle consiste a déposer des MKs sur une

lamelle recouverte de fibronectine, entre les 2 puits formant le gradient chimiotactique?6%384
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Figure S4. Stratégies d’étude de la déformabilité des noyaux : la chambre de déformabilité.

(A) Modeéle de chambre de déformabilité avec réservoirs pour le milieu et la suspension cellulaire,
canaux d’irrigation jusqu’a la zone de déformabilité. D’aprés Davidson et al., 2015. (B) A gauche et au
centre, schéma de la chambre de déformabilité développée au laboratoire a partir du modele de
Davidson et al., 2015. Les MKs traverseront des canaux dotés de pilliers d’espacement décroissants
(20-15-6 pum) ou de taille unique (15 um) A droite, image de microscopie électronique a balayage
montrant les canaux de déformabilité du moule de PDMS généré au laboratoire. D’apres
I'UMR_S1255. (C) Image de microscopie a contraste de phase montrant des MKs se déformant lors
du passage des canaux dé déformabilité. D’aprés 'UMR_S1255. (D) Représentation schématique de
la corrélation entre la vitesse de déplacement et le diamétre des MKs qu’il sera possible de réaliser
avec ce modele.



(Figure S3). La preuve de concept a déja été réalisée avec des MKs fluorescents isolés de
moelle de souris ROSA-PF4cre permettant de corréler leur taille (index de maturité) avec leur
comportement (migration, statique, étirement cellulaire). Néanmoins, ce modele ne mime
pas le passage au travers d’une monocouche de cellules endothéliales. Il conviendrait donc
également d’utiliser un modeéle de coculture basé sur un systeme de transwell permettant de
déposer des MKs au contact de la face basale d’'une monocouche de cellules endothéliales. A
ces fins, N. Brouard a développé au laboratoire des modeles expérimentaux sur cellules
murines et mis au point des méthodes robustes permettant d’isoler des populations pures de
cellules endothéliales médullaires. Chez la souris, 'utilisation de souris IMMORTOMOUSE®
nous a permis d’établir plusieurs lignées de cellules endothéliales médullaires. Ces lignées

représentent un outil précieux pour I'étude in vitro de la mégacaryopoiese.

3.3. Réle des intégrines dans la maturation des MKs. Nous avons constaté que les MKs DKO
présentaient des anomalies dans I’organisation du DMS qui ne délimite pas le cytoplasme en
petits territoires. On sait qu’un développement anormal du DMS est associé a une diminution
du nombre de plaquettes circulantes dans certaines maladies héréditaires hémorragiques
(syndrome de Bernard-Soulier, syndrome de May-Hegglin)'*76. Ainsi, cette observation
pourrait expliquer, au moins en partie, la thrombopénie observée dans ces souris (diminution
de 35% de la numération plaquettaire). Ces résultats contrastent avec les données
physiopathologiques observées chez les patients atteints de la thrombasthénie de Glanzmann
(mutation ou absence de la allbB3) qui ont une numération plaquettaire normale, bien que
comprise dans la fourchette basse de la norme. La raison de cette différence n’est pas connue,
mais pourrait étre dle a l'intégrine B1 qui est toujours fonctionnelle chez ces patients, bien
que chez nos souris simple KO B3, la numération plaquettaire soit déja réduite de 30%. De
facon intéressante, les MKs DKO présentent également une plus grande fréquence
d’empéripolese, c’est-a-dire de passage d’une cellule (souvent neutrophile et lymphocyte) a
I'intérieur des canaux du DMS (décrit dans le chapitre 1.2.3. de la revue). L'absence
d’intégrines pourrait-elle modifier les propriétés physiques des membranes en modulant
I'ancrage du cytosquelette sous-membranaire ? Des méthodes de micromanipulations
cellulaires (systemes d’aspiration par micropipette et d’écrassement cellulaire) devraient
permettre de répondre a cette question et feront I'objet d’'une étude menée par C. Léon,

spécialiste de la mécanotransduction dans notre unité.
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Figure S5. Stratégies d’étude de la déformabilité des noyaux : le modéle des piliers.

Schéma du modele (A) et images représentatives des différentes configurations possibles selon les
coatings utilisés (B). A gauche, les cellules déposées sur les piliers peuvent adhérer a la fois aux piliers
et au fond de la chambre. Au centre, les cellules déposées peuvent adhérer uniquement a la surface
des piliers. A droite, les cellules déposées peuvent adhérer uniquement au fond du puits et se
déformer entre les piliers. A)(B) (A)(B) Adaptés, d’apres Tusamda Wakhloo et al., 2020.



3.4. Les intégrines dans le maintien structural du noyau Nous nous sommes ensuite tournés
vers le role des intégrines dans les propriétés intrinseques des noyaux des MKs. Ceci est
illustré par le passage du noyau polylobé de MKs DKO au travers de pores de diameétre limité
(~5-8 um) lors de leur transmigration. Les reconstructions 3D de ces noyaux montrent I’aspect
déplié de leurs lobes nucléaires en comparaison aux noyaux de MKs wt qui sont compacts.
Ainsi nous proposons que les intégrines contrélent les propriétés structurales des noyaux
telles que leur rigidité, leur organisation et leur polarisation. Cette hypothése est appuyée par
une différence de localisation des lamines A /C qui n’apparait pas répartie de fagon homogéne
sur toute la périphérie nucléaire comme en condition contréle. Des études complémentaires
de Western Blot nous permettront de définir si ces défauts s’accompagnent (ou non) de
différences d’expression des protéines nucléaires, en particulier les lamines A/C, les lamines
B ainsi que les histones méthylées. En effet, des études récentes ont montré que l'intégrine
a4B1 jouait un role important dans la méthylation de I’histone H3K9 via la méthyltransférase
G9a, ceci ayant pour effet de réguler la compaction de la chromatine et donc la rigidité du
noyau3®, D’un point de vue fonctionnel, nous développons actuellement deux modéles in
vitro en vue de mesurer la déformabilité des noyaux des MKs, 1) au cours de leur passage dans
des microcanaux de diamétre calibré selon la chambre décrite par I’équipe de Lammerding?’®
(Figure S4) et 2) entre des micropilliers sur des surfaces microstructurées décrites par I'équipe
de K. Anselme38® (Figure S5). Ceci nous permettra de définir respectivement les cinétiques de
passage des MKs et la taille limite de passage. Pour ces études, nous nous sommes rapprochés
de biophysiciens spécialistes en micro-fluidique et en analyses d’images afin d’automatiser le
suivi cellulaire a partir d’images en contraste de phase ou fluorescence (M. Faivre de 'UMR
5270 a Lyon, Y. Knapp de I'IRPHE a Marseille et L. Pieuchot de I'IS2M a Mulhouse). Si ces tests
fonctionnels s’averent concluants, nous prévoyons des expériences de CLEM afin de définir
avec précisemment les caractéristiques des noyaux de la population de MKs qui ne restent
pas coincés dans les pores (architectures des noyaux, expression/distribution des lamines A/C

et B1).
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3.5. Limites et difficultés de I’étude. Une difficulté que nous avons rencontrée concerne la
génération des souris DKO. En effet, les couples reproducteurs (hétérozygotes pour la cré
recombinase) ne donnent que peu de progénitures DKO en raison d’une plus forte létalité
avant sevrage. En analysant les proportions des différents génotypes obtenus (souris cré
positives et cré négatives) par les couples, nous estimons a seulement 30% le nombre de
naissances DKO viables (contre 50 % attendues) pouvant étre expliqué par des saignements
in utero ou périnataux des souriceaux. Ce faible nombre de souris disponibles a ainsi en partie

limité nos expériences.
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Axe 3. Déterminer si une
activité de dégradation de la
matrice extracellulaire est
nécessaire au passage
transendothélial des MKs
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1. Résumé de I'étude

Une dégradation de la matrice extracellulaire est-elle nécessaire pour que les MKs
puissent traverser I'endothélium ? Nos expériences d'immunomarquage de la lame basale
indiquent I'existence d’espaces exempts de protéines matricielles. Nous formulons ainsi
I’'hypothése d’une dégradation de la lame basale par les métalloprotéases de la famille des
MMPs (matrix metalloproteinase).

Parmi les MMPs présentes dans les MKs, nous avons d’abord ciblé la MT1-MMP parce qu’il
s’agit de 'isotype le plus exprimé par les MKs humains (étude transcriptomique dirigée par C.
Strassel et H. de la Salle) et qu’elle a été décrite comme jouant un rdle crucial dans I'invasion
cellulaire. Nous avons commencé a étudier sa distribution subcellulaire en utilisant la
technique d’'immunomarquage aux billes d’or en microscopie électronique. Nos observations
indiquent que la MT1-MMP est essentiellement localisée sur la membrane des granules a.
L'analyse détaillée de MKs en cours de transmigration ne permet pas de détecter I'enzyme a
I'interface MK-sinusoide, une région susceptible d’étre soumise a la dégradation enzymatique.
Afin d’évaluer un réle possible de cette enzyme, nous avons ensuite analysé la moelle de
souris déficientes en MT1-MMP (collaboration S. Weiss, Michigan, USA). Nos observations en
microscopie électronique montrent que les MKs de ces souris se comportent de facon
normale (apposition aux sinusoides, émission de podosomes invasifs, transmigration, aspect
normal de la lame basale). La lame basale des sinusoides médullaires de ces souris apparait
également interrrompue comme pour les souris WT. Ainsi, ces données semblent indiquer
gue la MT1-MMP n’est pas primordiale dans la pénétration des MKs au travers de la lame
basale.

La MT1-MMP n’étant pas la seule MMP exprimée par les MKs, d’autres MMPs pourraient
intervenir dans la dégradation de la lame basale. Nous avons ainsi souhaité évaluer, de
maniére plus globale, I'activité enzymatique des MMPs mégacaryocytaires dans un modele de
MKs matures natifs déposés sur une matrice de collagéne fluorescent. Nos conclusions
indiquent que les MKs matures directement issus de la moelle ne dégradent pas la matrice
extracellulaire, alors que dans notre controle positif, des cellules tumorales invasives, on
observe des plages sombres sous les cellules indiquant la dégradation de la matrice. Enfin,

nous avons voulu savoir si l'activité des MMPs était impliquée dans la production des
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plaguettes sanguines in vivo. Pour cela, nous avons suivi la numération plaquettaire de souris
traitées pendant 7 jours avec le GM6001, un inhibiteur a large spectre des MMPs. L’efficacité
du traitement a été validée par dosage des MMPs actives dans le plasma. Nos résultats
montrent que le traitement in vivo par le GM6001 n’affecte pas la numération plaquettaire.

En conclusion, I'ensemble de nos résultats suggere fortement que les MMPs ne soient pas
nécessaires au passage de la lame basale et a la production des plaquettes sanguines. Ces
résultats questionnent alors sur la possibilité que les podosomes utilisent uniguement la force
pour déplacer les protéines de la lame basale. Ce travail met également en lumiere les
différences de résultats expérimentaux entre les études utilisant des MKs cultivés in vitro ou
isolés fraichement de moelle moelle et de la nécessité de générer des modeles au plus prés

du microenvironnement natif.

MMPs non nécessaires au passage de la lame
basale et a la production plaquettaire
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Annexe 1 : Expression des MMPs par les mégacaryocytes humains de cultures.

(A) Les cellules CD34+ ont été cultivées en deux étapes et en présence ou en absence de StemRegeninl (SR1),
une molécule favorisant I'émergence de la population proplaquettogéene (Strassel et al.,, 2016). Les cellules
CD34+ sont caractérisées selon les marqueurs CD41, CD9 lors des différentes phases de cultures, la population
CD34+ CD41+ CD9- étant la plus proplaquettogéne. Les quantités de transcrits ont été mesurées a 3 stades de
maturations différents, dans 1) les progéniteurs CD34+ obtenus apreés tri immunomagnétique positif a JO, 2) les
cellules immatures CD34+ CD41+ a J7 et J10 et 3) les MKs proplaquettogénes CD34+CD41+CD9- a J14.

(B) Quantité de transcrits ARN exprimés par des MKs CD34+ a différents jours de cultures (encart a droite),
valeurs en log2 du nombre de lectures normalisées sur la série de données et la longueur des transcrits de
référence. Les résultats montrent que les progéniteurs CD34+ (barres rouges) expriment majoritairement les
MMP-2 et MMP-28 alors que les cellules engagées ou proplaquettogénes exprimant majoritairement la MT1-
MMP des le 7¢ jour de culture.

Annexe 1



2. Résultats

Les métalloprotéases ne participent pas

significativemant a la transmigration des MKs

1. Introduction

Afin de libérer les plaquettes sanguines, les MKs traversent la barriere des sinusoides
comportant deux composantes, une lame basale et une monocouche de cellules
endothéliales. Dans le premier axe de ma these, nous avons montré qu’in situ, pour traverser
I'endothélium, les MKs formaient des in vivo-podosomes afin de créer des pores
transcellulaires pouvant ensuite fusionner et former des ouvertures de taille plus importante.
Dans le second axe, nous avons montré que les intégrines régulent négativement la
transmigration en permettant I'ancrage et le maintien structural du MK lors de son passage.
Dans cette partie, nous allons focaliser notre attention sur la lame basale qui compose les
sinusoides afin de comprendre le franchissement de cette barriére.

En microscopie électronique, Inoue et Osmond avaient fait I'observation du caractere
irrégulier de la lame basale, composée de matiére « amorphe » le long des sinusoides?®. En
2013, Schachtner et collaborateurs montrent que les MKs murins forment in vitro des
podosomes dotés d’une activité de dégradation du fibrinogéne par l'intermédiaire des
MMPs!40, Ces observations ont amené les auteurs a conclure que c’est par le biais de cette
activité enzymatique médiée par les podosomes que les MKs franchissent la lame basale des
sinusoides. De facon cohérente, des analyses transcriptomiques générées au laboratoire par
H. de la Salle et par d’autres équipes montrent que les MKs en cultures issues de CD34+
expriment certaines MMPs362363_ En effet, nos résultats illustrés dans I'annexe 1 montrent que
les progéniteurs CD34+ (barres rouges) expriment majoritairement les MMP-2 et MMP-28
alors que les cellules engagées ou proplaquettogeénes (barres grises et oranges) expriment
majoritairement la MT1-MMP dés le 7¢ jour de culture. La MT1-MMP est une enzyme
transmembranaire s’accumulant au niveau des invadopodes des cellules invasives et jouant
un réle essentiel dans leur formation et leur fonction protéolytique3023>4355387 E|le participe

ainsi a la migration et l'invasion cellulaire, a la transition épithélio-mésenchymateuse et
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favorise la carcinogénése mammaire in vivo®%3%2, Trois modéles de souris déficientes pour la
MT1-MMP ont été rapportés dans la littérature et ces animaux meurent tous de cachexie
avant le quinzieme jour de vie3883%1, Ces souris présentent un nanisme associé a une
ostéopénie, un défaut de remodelage des tissus mous avec accumulation de fibrilles de
collagéne 1388, In vitro, il a été montré que les cellules dendritiques MT1-MMP”- émettaient
des podosomes moins longs au travers de la matrice, associées a une diminution de la
dégradation et de la largeur de pores au travers de la matrice3°? et que le nombre de cellules
tumorales MT1-MMP” formant des invadopodes était réduit de moitié3>*. De facon
intéressante, une numération plaquettaire réduite de 50 % a été décrite pour I'un des trois
modéles de souris MT1-MMP7-391 alors qu’elle n’est pas rapportée pour les deux autres souris
transgéniques. La thrombopénie serait due a une myélofibrose, induite par une accumulation
du collagene | dans les moelles de ces souriceaux et conduisant a une pancytopénie (cytopénie
de toutes les cellules sanguines)388391,

L'objectif de cette étude vise a évaluer la contribution des MMPs dans la
transmigration des MKs. Nous avons d’abord focalisé notre attention sur la MT1-MMP parce
gu’il s’agit de I'isoforme la plus exprimée dans les MKs et en raison de ses propriétés connues
dans l'invasion cellulaire. Pour cela, nous avons étudié la localisation de la MT1-MMP dans
des MKs au contact des sinusoides et analysé des moelles osseuses fixées de souriceaux MT1-
MMP”- obtenues dans le cadre d’une collaboration avec S. Weiss (Michigan, USA). Dans un
deuxiéme temps, nous avons caractérisé le role global de toutes les MMPs par des études in
vitro de digestion enzymatique et in vivo par I'utilisation d’un inhibiteur pharmacologique a
large spectre, la GM6001. Nos principaux résultats montrent que 1. la MT1-MMP ne semble
pas requise pour la formation des podosomes invasifs, 2. les MKs matures fraichement isolés
de la moelle ne dégradent pas la matrice extracellulaire et 3. I'inhibition pharmacologique des

MMPs in vivo n’affecte pas a la production plaquettaire.
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Annexe 2 : La MT1-MMP est nécessaire a I'invasion tumorale des carcinomes mammaires.

(A) Représentation schématique du locus génomique de Mmp14 codant pour la MT1-MMP et du
vecteur construit pour entourer les exons 2 a 4 de sites LoxP. D’aprés Tang et al., 2013. (B) En haut,
expression relative de la MT1-MMP déterminée par RT-PCR sur les cellules MT1-MMP**+ et MT1-
MMP-, D’aprés Tang et al., 2013. En bas, niveau d’expression protéique de la MT1-MMP normalisé
sur la GAPDH de différents modéles dont MT1-MMP*/+ et MT1-MMP~-en encadrés rouges. Adapté,
d’aprés Feinberg et al.,, 2018. (C) A gauche, les cellules carcinomateuses MT1-MMP** (en haut)
positives aux cytokératines CK8/CD14 (a gauche) ou marquées RFP (souris ROSA, a droite) sont
retrouvées dans le stroma environnant. La délétion de la MT1-MMP (en bas) abolit I'invasion du
tissus stromal (lame basale en pointillés blanc). A droite, des organoides carcinomateux, ont été
cultivés ex vivo dans un hydrogel de collagéne I. Aprés 4 jours de culture, la MT1-MMP (en rouge, a
droite), marquées avec le clone EP1264Y, est présente sur des organoides de cellules
carcinomateuses MT1-MMP*/* (en haut) mais absente sur les organoides de cellules carcinomateuses
MT1-MMP- (en bas). Adapté, d’aprés Feinberg et al, 2018. (D) Phénotype de nanisme de la lignée
MT1-MMP-. Adapté, d’aprés Tang et al, 2013.

Annexe 2



2. Matériels et Méthodes

2.1. Modéle de souris. Les souris C57BL/6 contréles sont hébergées a I'animalerie de I'EFS
selon I'agrément n° : G-67-482-10 et le prélevement des fémurs et tibias sur les souris
euthanasiées se déroule dans des conditions conformes aux normes européennes
2010/63/UE.

Les souris Mmp147f de fond génétique FVB/NJ et C57BL/6 ont été générées par S. Weiss39?,
les exons 2 a 4 du domaine catalytique ont été floxés avec des sites loxP. Les souris
homozygotes Mmp14”f ont ensuite été croisées avec des souris MMTV-cre (promoteur
ubiquitaire) pour donner des souris Mmp147/- (notées MT1-MMP7-)3%0 (Annexe 2A et 2B).
Cette lignée a été générée par I'équipe de S. Weiss afin d’évaluer les mécanismes d’invasion
et de remodelage de la MEC en conditions de morphogénése normale ou de progression
carcinomateuse mammaire. La principale observation est que la MT1-MMP est nécessaire a
Iinvasion cancéreuse et la progression métastatique3*® (Annexe 2C). Les souriceaux MT1-
MMP”- souffrent de nanisme a partir du jour 5 post-natal et décédent entre les jours 12 et 15
par défaut de développement vasculaire et osseux associé a une fibrose3® (Annexe 2D). La
taille des souris rend alors le flush de la moelle impossible. Les tibias et fémurs entiers de
souriceaux de 10 jours nous ont été envoyés apres fixation soit au glutaraldéhyde 2,5%, soit
avec un mélange paraformaldéhyde 2%-glutaraldéhyde 0,2% par le laboratoire de S. Weiss

(Michigan, USA). La numération plaquettaire de ces souris n’est pas connue.

2.2. Microscopie électronique a transmission sur coupes de moelles osseuses ou os décalcifiés.
Les moelles osseuses et les os entiers sont fixés au glutaraldéhyde 2,5%. Les os entiers sont
décalcifiés en PBS-EDTA 10% pendant 1 semaine sous agitation a 4°C. Les échantillons sont
ensuite rincés en tampon cacodylate, enrobés d’agarose, post-fixés au tétroxide d’osmium
1%, incubés en acétate d’uranyl 4% avant d’étre déshydratés par bains croissants d’éthanol.
Les blocs sont ensuite inclus dans la résine époxy. Des coupes transversales ultrafines (100
nm) sont réalisées, contrastées aux métaux lourds (acétate d’uranyl 4%, citrate de plomb) et
observées avec le microscope électronique a transmission JEOL 2100 Plus (JEOL, Japon) a 120

kV. Nous avons analysé les moelles provenant au moins de 3 souris différentes par lignée.
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2.3. Préparation des moelles osseuses pour la cryo-ultramicrotomie. Apres prélevement des
os, les moelles osseuses de souris C57BL/6 sont flushées, fixées avec un mélange de
paraformaldéhyde 2% et de glutaraldéhyde 0,2%, avant d’étre enrobées en gélatine 10% puis
infusées dans le sucrose 2.3M et congelées dans I'azote liquide selon la méthode de
Tokuyasu393. Les os entiers de souris MT1-MMP~" et leurs contrdles sont décalcifiés en PBS-
EDTA 10% pendant 1 semaine sous agitation a 4°C avant d’étre enrobés en gélatine 10%,

infusés dans le sucrose 2,3M et congelés dans I'azote liquide.

2.4. Immunofluorescence sur coupe fines de moelle. Des sections de moelle osseuse d’une
épaisseur de 250 nm sont coupées a I'aide d’un cryo-ultramicrotome et déposées sur des
lamelles de verre (0,13mm d’épaisseur, 72192-75, EMS, USA). Aprés un lavage a l'eau, les
coupes sont traitées au PBS-glycine 0.2% et incubées dans une solution de blocage (Tris-
Tween 0,05%-BSA 0,1%). Puis on incube la solution d’anticorps primaires anti-laminine
(L9393), anti-fibronectine (ab2413), anti-collagéne IV (ab6586), anti-perlécan (A7L6), ou anti-
MT1-MMP (EP1264Y) dilués en solution de blocage, durant la nuit a 4°C. Aprés lavage,
I'anticorps secondaire approprié couplé en Alexa-647 ou Alexa-680 ainsi que si nécessaire
I’anticorps primaire couplé anti-GPIbp-Alexa 568 sont ajoutés pendant 30 min. Apres plusieurs
lavages, les coupes sont montées sur des lames avec du liquide de montage Prolong Gold
contenant du DAPI. Les coupes sont ensuite observées au microscope confocal Leica SP8
(Leica, Wetzlar, Allemagne) a un objectif x63. Trois expériences d’immunomarquages
indépendants ont été réalisées pour chaque condition (n=3) et les analyses d’images ont été

effectuées avec les logiciels Image J-Fiji (version 1.52q) et Leica Las-X (version 3.3.3).

2.5. Localisation de la MT1-MMP par immumarquages aux billes d’or. Des sections de moelle
osseuse d’'une épaisseur de 100 nm sont coupées a l'aide d’un cryo-ultramicrotome et
déposées sur des grilles en nickel (formvar carbone). Ces grilles sont ensuite incubées coté
coupe sur de la gélatine 2% pendant 30 min a 37°C. Apres lavages sur du PBS a 37°C, les grilles
sont successivement incubées sur des gouttes de PBS-Glycine 0,2% et de solution de blocage
a la PBS-BSA 1%. Puis les grilles sont déposées sur la solution d’anticorps primaire anti-MT1-
MMP (EP1264Y) ou de son isotype contrdle a 10 pg/mL en PBS-BSA 1% pendant 30 min. Les
grilles sont ensuite lavées en PBS-BSA 1% et déposées sur la solution secondaire de protéine

A couplées aux billes d’or (PAG 10) en BSA 1%. Les grilles sont rincées sur gouttes de PBS-BSA
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1%, et lavées sur du PBS. Une fixation au PBS-glutaraldéhyde 1% permet de fixer les billes d’or
avant un rincage au PBS et des lavages a I'eau distillée. Les grilles sont ensuite contrastées sur
un mélange de méthylcellulose-acétate d’uranyl 0,4% placé sur glace, a I'obscurité. L'excédent
de méthylcellulose est ensuite éliminé sur filtre buvard imbibé d’eau distillée, les grilles sont
séchées sur oese puis observées avec le microscope électronique a transmission JEOL 2100
Plus (JEOL, Japon) a 120 kV. Trois expériences d'immunomarquages indépendants ont été

réalisées pour chaque condition (n=3).

2.6. Immunofluorescence sur coupe épaisses de moelle. Aprés prélevement des os, les moelles
osseuses de souris C57BL/6 sont flushées, fixées avec du paraformaldéhyde 4%, avant d’étre
enrobées d’agarose 4%. Les os entiers de souris MT1-MMP”" et leurs contréles sont
décalcifiés en PBS-EDTA 10% pendant 1 semaine sous agitation a 4°C, avant d’étre enrobés
d’agarose 4%. Des sections transversales de moelle osseuse ou d’os entiers d’'une épaisseur
de 250 um sont coupées a l'aide d’un vibratome (Leica, Wetzlar, Allemagne) et déposées sur
des lamelles en verre. Aprés une incubation en solution de blocage (Tris-Tween 0,05%-BSA
0,1%) pendant 30 min, les coupes sont lavées en tampon Tris puis incubées avec I'anticorps
primaire anti-laminine (L9393), dilué dans la solution de blocage, pendant la nuit a 4°C. Aprés
une série de lavages au tampon Tris, I'anticorps secondaire couplé Alexa 680 est incubé
pendant la nuit a 4°C. Apres plusieurs lavages au Tris, les coupes sont incubés 10 min avec du
Hoechst, lavées et montées sur des lames avec du liquide de montage Mowiol. Les coupes
sont ensuite observées au microscope confocal Leica SP8 (Leica, Wetzlar, Allemagne) a un
objectif x63. Trois expériences d’'immunomarquages indépendants ont été réalisées pour

chaque condition (n=3) et analysées avec Leica Las-X (version 3.3.3).

2.7. Inhibition systémique in vivo des MIMPs. Cette procédure a été réalisée en accord avec les
normes européennes 2010/63/UE de bien-étre animal autorisant le projet n°
2019012313026890. Cette étude a été réalisé sur la base de travaux publiés dans la
littérature3®*3°7, Ainsi, les souris C57BL/6 ont été traitées quotidiennement par injection
intrapéritonéale de GM6001 (20 mg/kg, 50 mg/kg ou 100 mg/kg) ou avec le véhicule
carboxyméthylcellulose 4%. Pour la numération plaquettaire, I'extrémité de la queue est
sectionnée et 7ul de sang sont prélevés en EDTA 12 mM avant la premiére injection au jour 1

(J1) puis a J2, J4, 16 et J8. Au jour 8, un préléevement terminal a I'aorte est réalisé sur citrate
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Sinusoide

Figure 1 : Les protéines de matrice de la lame basale sont réparties de fagon discontinue au niveau
des sinusoides.

(A) Image représentative de MET d’une coupe de MO contréle montrant la lame basale discontinue
du sinusoide, * : lumiere du sinusoide. La lame basale apparait en grisé et est indiquée par les tétes
de fleches. (B) Des cryosections de moelles osseuses de souris contréle ont été immunomarquées
avec l'anticorps anti-laminines ou anti-fibronectine ou anti-collagéne IV ou anti-perlecan puis
observées au microscope confocal, * : lumiere du sinusoide. Images représentatives montrant
I'organisation discontinue des protéines majoritaires de la MEC au niveau de la lame basale des
sinusoides. (C) Projections maximales d’images de microscopie confocale de coupes épaisses de MO
contréle d’un immunomarquage de la laminine révélant des ouvertures dans la lame basale du
sinusoide (indiqués par les cercles jaunes) par opposition a I'artériole.



0,38% final, le plasma est récupéré par centrifugations et les os sont prélevés. Les dosages
plasmatiques ont été réalisés en ELISA compétitif et Bradford en collaboration avec Sylvie
Brassart-Pasco, UMR CNRS/URCA 7369, Reims, France selon la méthode précédemment
décrite3°®. Pour la dose-réponse 2 souris par condition ont été traitées. Pour la dose 20 mg/kg,
3 souris par condition ont été traitées au cours de 5 expériences indépendantes (n=15) et pour
la dose 50 mg/kg, 3 souris par condition ont été traitées au cours de 2 expériences

indépendantes (n=6).

2.8. Localisation de la MT1-MMP sur des MKs formant des podosomes in vitro. Apres
prélevement des os, les moelles osseuses de souris C57BL/6 sont flushées et incubées dans
une solution de collagénase | a 2,3 mg/mL pendant 5 min a 37°C avant d’étre vortexées. Le
surnageant est prélevé et la collagénase est arrétée par ajout a v/vde DMEM-PSG1%-SVF 10%.
Les moelles sont incubées une seconde fois dans la collagénase pendant 5 min pour une
dissociation totale. L’ensemble des surnageants en DMEM-PSG1%-SVF 10% est centrifugé a
350 g pendant 7 min puis resuspendu en DMEM-PSG1%-SVF 10% contenant du Sir-Actine 100
nM. Pour l'observation des podosomes, des cupules ibidis 35 mm microdishes sont
recouvertes de gélatine conjuguée a I'Oregon Green 488. Les MKs natifs de la moelle sont
incubés 3h au contact de la gélatine puis les cellules non adhérentes éliminées par rincage au
PBS. Les MKs adhérents sont fixés au paraformaldéhyde 4%, puis perméabilisés au Triton 0,3%
et incubés avec I'anticorps primaire anti-MT1-MMP (EP1264Y) ou de son isotype contréle a
10 pg/mL pendant 30 min. Apreés lavages, I'anticorps secondaire adapté et couplé Alexa 647
est ajouté ainsi que I'anticorps anti-GPlbB-Alexa 568. Apres lavage les ibidis sont montées avec
du liquide de montage Prolong Gold contenant du DAPI. Les MKs adhérents sont ensuite
observés au microscope confocal Leica SP8 (Leica, Wetzlar, Allemagne) a un objectif x63. Trois

expériences indépendantes ont été réalisées pour chaque condition (n=3).

2.9. Dégradation de la fibronectine fluorescente in vitro. Apres prélevement des os, les moelles
osseuses de souris C57BL/6 sont flushées et incubées dans une solution de collagénase 1 a 2,3
mg/mL pendant 5 min a 37°C avant d’étre vortexées. Le surnageant est prélevé et la
collagénase est arrétée par ajout a v/vde DMEM-PSG1%-SVF 10%. Les moelles sont incubées
une seconde fois dans la collagénase pendant 5 min pour une dissociation totale. L’'ensemble

des surnageants en DMEM-PSG1%-SVF 10% est centrifugé a 350 g pendant 7 min puis
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resuspendu en DMEM-PSG1% contenant du Sir-Actine 100 nM et du SDF-1 250 ng/mL. Une
suspension de cellules 4T1, lignée cancéreuse issue de glandes mammaires de souris, est
utilisée en controle positif et préparée en milieu RPMI-10% SVF contenant du Sir-Actine 100
nM. Pour I'analyse de la dégradation, des lamelles 12 mm sont recouvertes de fibronectine
plasmatique bovine conjugée a I'HiLyte Fluor 488 (Cytoskeleton) pendant la nuit a 4°C. Les
lamelles sont ensuite couvertes respectivement de DMEM-PSG1%-10% SVF pour la
suspension de MKs ou de RPMI-10% SVF pour les 4T1, pendant 1h a température ambiance,
avant d’étre lavées au PBS (Selon Schachtner et al., 2013)%°. Les MKs natifs de la moelle et les
cellules 4T1 sont incubées 4h sur les lamelles au contact de la fibronectine puis les cellules
non adhérentes éliminées par rincage au PBS. Les cellules adhérentes sont fixées au
paraformaldéhyde 4%, puis incubés avec I'anticorps anti-GPlbB-Alexa 568 pour les MKs ou du
Cell Mask Orange pour les 4T1. Apres lavage les ibidis sont montées avec du liquide de
montage Prolong Gold contenant du DAPI. Les cellules sont ensuite observées au microscope
confocal Leica SP8 (Leica, Wetzlar, Allemagne) a un objectif x63. Trois expériences

indépendantes ont été réalisées pour chaque condition (n=3).

2.10. Statistiques. Les analyses statistiques sont réalisées avec le logiciel PrismGraphpad (La
Jolla, CA, USA). Afin de comparer les numérations plaquettaires des différents groupes de
souris au cours du temps, la distribution des données a été analysée par un test d’analyse de
variance ANOVA a deux facteurs suivi d’un post test de Bonferroni. Des P-valeurs < 0,05 ont

été considérées comme statistiquement significatives. *P<0,05 ; **P<0,01 ; ***P<0,001.
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Figure 2 : La MT1-MMP est localisée au niveau de la membrane des granules a des MKs
indépendamment du type de contact avec le sinusoide.

(A) Des MKs issus de la moelle de souris contréles ont été déposés in vitro sur une matrice de
gélatine pendant 3h, marqués avec la sonde anti-actine Sir-Actine (en rouge) et observés au
microscope confocal. A gauche, les MK formant des podosomes (en rouge). A droite, I'image des
mémes MKs avec le marquage correspondant a I'anticorps anti-MT1-MMP ou son isotype (en vert).
(B) Des cryosections de moelles osseuses de souris contréle ont été immunomarquées avec
I’anticorps anti-MT1-MMP ou son isotype (en vert), I'anticorps anti-GPIbB (montrant la membrane
plasmique du MK, en jaune), du DAPI (en bleu) et observées au microscope confocal. A gauche, la
visualisation des MKs en jaune et a droite, I'image des mémes MKs correspondant au marquage
MT1-MMP en vert. (C)(D) Des cryosections de moelles osseuses de souris contréle ont été déposées
sur grilles, immunomarquées aux billes d’or avec I'anticorps anti-MT1-MMP puis observées en MET.
a : granules alpha; pm : membrane plasmique; m : mitochondrie; *: lumiére du sinusoide. A gauche,
images de MKs (délimité en bleu) isolé ou en contact avec le sinusoide (pointillés rouges). A droite,
zoom sur la zone encadrée a droite, les tétes de fleche indiquent les billes d’or. Encart a droite, trés
fort grossissement montrant les billes d’or. (E) Des cryosections de moelles osseuses de souris
contrdle ont été déposées sur grilles, immunomarquées aux billes d’or avec I'anticorps anti-MT1-
MMP puis observées en MET. neutro: neutrophile; *: lumiére du sinusoide. Images représentatives
d’un neutrophile en cours de transmigration au travers du sinusoide (pointillé rouge). A droite, fort
grossissement sur I’extension invasive dépourvue de marquage anti-MT1-MMP.

* 50 nm

Figure S1 : Les zones non recouvertes de lame basale coincident avec I’absence de péricytes.

Image représentative de MET d’une coupe de MO contréle montrant la lame basale discontinue du
sinusoide, * : lumiére du sinusoide. La fleche noire indiquent la présence d’une fine couche de MEC
entre le péricyte (P) et les cellules endothéliales (EC). On note sur cette image la superposition de
deux cellules endothéliales adjacentes.



3. Résultats et Discussion

3.1. La lame basale des sinusoides est ponctuée d’ouvertures pré-existantes

Avant d’aborder les mécanismes de passage de la lame basale, nous avons cherché a
comprendre la composition et la disposition de ses principales protéines. Des coupes
ultrafines de moelles osseuses ont été observées en MET. La figure 1A illustre la lame basale,
tapissant la face abluminale des cellules endothéliales du sinusoide, qui apparait comme une
fine couche d’aspect grisé (Figure 1A, tétes de fleches). Celle-ci présente des zones de
discontinuité avec des portions moins denses voire inexistante. Nous avons analysé la
localisation précise des laminines, du collagene IV, de la fibronectine et du perlécan par
immunofluorescence sur des cryosections de moelle osseuse de souris contréle. En accord
avec nos observations utrastructurales, les quatre protéines ne sont pas réparties de fagon
uniforme le long du sinusoide, mais comportent de nombreuses plages vides d’une longueur
moyenne de 3,6 + 0,3 um (n=110 sur 4 sinusoides marqués a |’anti-collagéne 1V) (Figure 1B).
La visualisation 3D des sinusoides aprés immunomarquage de la laminine illustre encore plus
clairement ces ouvertures, en comparaison a l'artériole qui est uniformément recouverte de
MEC. (Figure 1C). En conclusion, ces résultats indiquent que la lame basale est discontinue et
présente des espaces exempts de protéines de matrice. Toutefois, la porosité de la lame
basale des sinusoides ne permet pas le passage des extensions mégacaryocytaires (4,6 um <
épaisseur de la proplaquette'?® < 10,6 um) suggérant I'existence de mécanismes pour élargir
ces ouvertures.

Comment s’explique la porosité de la lame basale ? Nos observations en ME indiquent que les
zones pauvres en protéines matricielles sont alignées avec les espaces entre les péricytes
adjacents (Figure S1). Elles pourraient donc simplement résulter d’'une diminution de synthese
protéique due a I'absence de cellules sécrétrices. Rappelons également que les sinusoides
correspondent a une zone de passage de toutes les cellules sanguines lors de ’lhématopoiese.
Ainsi, cette discontinuité pourrait également provenir du déplacement de la matrice par les
cellules la traversant. De facon intéressante, ces ouvertures font penser aux zones de faible
expression de la matrice extracellulaire décrits par S. Nourshargh, qui représentent des sites
de passage privilégiés des neutrophiles?®. La question se pose maintenant de savoir si les MKs

profitent de ces ouvertures, participent a leur création ou les agrandissent par une activité
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MT1-MMP-/-

Sinusoide

Projection maximale (z total 15 pum)

Sinusoide Artériole

Projection maximale Projection maximale (z total 25 pm)
(z total 25 um)

Figure 3 : La lame basale est distribuée normalement dans les moelles des souris MT1-MMP/-,
Sections longitudinales d’un sinusoide de souris WT (A) et MT1-MMP (B). Ces images ont été
obtenues en microscopie confocale sur des coupes épaisses de moelle et correspondent a une
projection maximale de 33 a 55 plans focaux (z de 1 um, profondeur maximale est indiquée par le z
total) et a une section optique. Les fleches blanches indiquent des zones des sinusoides non
recouvertes par la laminine. Le cadrant rouge correspond a une portion de I'artériole sortant de la
hauteur d’acquisition.



enzymatique. Dans la suite de I’étude, nous avons testé I’hypothése d’une dégradation de la

lame basale par les MMPs.

3.2. La MT1-MMP n’est pas essentielle au passage des sinusoides par les MKs

Pour étudier I'implication de cette enzyme dans la transmigration des MKs, nous avons 1)
analysé sa localisation subcellulaire et 2) caractérisé les interactions MK-sinusoide dans les
moelles de souris déficientes en MT1-MMP.

3.2.1. La MT1-MMP n’est pas détectée sur la membrane plasmique des mégacaryocytes
murins en cours de transmigration. Nous avons d’abord voulu savoir si cette enzyme était
localisée dans les podosomes formés par les MKs in vitro. Pour cela, nous avons utilisé
I'anticorps EP1264Y dont la spécificité a été précédemment validé par S. Weiss sur des cellules
carcinomateuses®° (Annexe 2C). Nos résultats indiquent un marquage anti-MT1-MMP faible
et ponctué (en vert) dans les MKs formant des podosomes in vitro (actine-F, en rouge) (Figure
2A). Une analyse similaire sur des sections de moelle osseuse révele également un signal
fluorescent diffus dans le MK (Figure 2B). Afin de préciser la nature de ce marquage, nous
avons réalisée des études d’'immunomarquage aux billes d’or en microscopie électronique
(IEM). Nos observations mettent en évidence la localisation de la métalloprotéase sur la
membrane limitante des a-granules, comme cela a été rapporté pour d'autres MMPs dans les
plaquettes sanguines3®>3%° (Figure 2C). Cependant, lorsqu’on s’intéresse a sa localisation dans
les MKs en contact direct avec les sinusoides (Figure 2D) ou en cours de transmigration (non
montré), nous ne détectons pas ou trés peu de billes d’or au niveau de leur membrane
plasmique ou dans l'interface MK/cellule endothéliale. Ceci est d’ailleurs également le cas
pour des neutrophiles en cours de transmigration (Figure 2E). Ainsi, ces résultats laissent
entrevoir une faible contribution de cette enzyme dans le passage des MKs au travers de la
lame basale.

Une limite de cette étude est la difficulté d’obtenir des anticorps commerciaux spécifiques
des MMPs permettant d’analyser la présence de la MT1-MMP dans des coupes de moelle*®,
Une alternative a cette approche serait I'"hybridation in situ sur des cryosections de moelle
osseuse qui aurait I'avantage de cartographier les niveaux d’expression des enzymes
localisées a la fois dans les MKs et dans les cellules avoisinantes*°l. Par ailleurs, étant donné
les résultats de transcriptomique démontrant que la MT1-MMP est I'enzyme la plus exprimée

dans des MKs humains matures, nos marquages en immunofluorescence/IEM peuvent
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Figure 4 : Les mégacaryocytes MT1-MMP~/- étendent normalement des podosomes invasifs.

Images représentatives de microscopie électronique a transmission de sections d’os décalcifiés de
souriceaux de 10 jours montrant des MKs contréles (A) ou MT1-MMP/- (B)(C) formant des
podosomes invasifs (tétes de fleche noire) au travers de la lame basale et de I'endothélium du
sinusoide. A gauche, vue globale du MK et a droite, zoom sur I'interaction MK-sinusoide. (C) La lame
basale indiquée par la téte de fleche rouge pleine est traversée par les podosomes (tétes de fleches
noires) du MK MT1-MMP”-. La téte de fléche rouge vide indique une zone dépourvue de lame
basale.



sembler étonnamment faibles. De ce fait, il serait important de vérifier I'expression des MMPs
des MKs murins, car une différence d'expression entre la souris et 'homme ne peut pas étre
écartée, comme cela a déja été constaté pour d'autres enzymes?3?,

3.2.2. La lame basale des sinusoides est également discontinue en I'absence de MT1-MMP”-.
Pour évaluer le réle de la MT1-MMP dans les interactions MKs-sinusoides in situ, nous avons
analysé la moelle osseuse de souris déficientes en MT1-MMP (notées MT1-MMP7"). La |étalité
de cette lignée ne permet pas le flush de moelle de souris adultes et nous oblige a travailler
sur des os entiers de souriceaux. En premier lieu, nous avons voulu savoir s’il y avait un impact
de I'absence de I'enzyme sur la composition de la lame basale des sinusoides. Pour cela, nous
avons étudié la distribution des laminines sur des coupes de moelles contrdle et MT1-MMP~.
La figure 3 présente deux images par champs d’observation : la premiéere correspondant a une
projection maximale (illustrant I'organisation générale des vaisseaux) et la seconde a une
section optique (montrant la distribution protéique de la lame basale). Dans la moelle osseuse
des souris MT1-MMP7", on constate que la distribution de la laminine est similaire a celle des
souris témoins : discontinue au niveau des sinusoides et continue au niveau des artérioles
(Figure 3, tétes de fleches), suggérant une moindre implication de cette métalloprotéase dans
le remodellage de la MEC autour des sinusoides médullaires. Pour autant, d'autres
expériences d'immunofluorescence (ex : marquage du collagéne IV, fibronectine) sont encore
requises avant de tirer une conclusion définitive sur cette question.

3.2.3. La MT1-MMP n’est pas essentielle au passage de la lame basale. Nous nous sommes
ensuite demandé si la délétion affectait la maturation des MKs et leur capacité a franchir la
barriere des sinusoides. L'observation en ME nous a permis de distinguer des MKs MT1-MMP-
/- matures, d’aspect normal, contenant un DMS bien développé et une zone périphérique
(Figure 4). L'ultrastructure de sinusoides présente également une morphologie normale avec
une barriere endothéliale continue et lame basale similaire aux souris contréles en terme
d’épaisseur, de densité et de porosité (fleches rouges, Figure 4C). En outre, nous observons
que les MKs MT1-MMP” sont capables de former des podosomes invasifs qui traversent la
lame basale et déforment I'endothélium de fagon similaire aux controles (fleches noires,
Figure 4). L'ensemble de ces observations suggére que la MT1-MMP ne joue pas de role
majeur dans la capacité des MKs a former des podosomes invasifs qui pénétrent la lame
basale des sinusoides. Malheureusement, a ce stade de I'étude, il nous manque une donnée

importante concernant la numération plaquettaire de ces souris (difficile a collecter sur des
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Figure 5 : Caractérisation de lactivité de I'activité de dégradation de la fibronectine des
mégacaryocytes matures, natifs de la moelle osseuse.

Des MKs issus de la moelle de souris controles (A) ou des cellules cancéreuses 4T1 (B) ont été
déposés in vitro sur une matrice de fibronectine fluorescente (en vert) pendant 3h, marqués avec la
sonde anti-actine Sir-Actine (en rouge) et observés au microscope confocal. Apres 3h, les podosomes
sont visibles (en rouge, a gauche) a l'interface de contact avec la fibronectine (en vert, au centre). A
droite, la superposition des marquages. L'emplacement du MK reporté en blanc sur I'image du
centre ne correspond pas a une zone sombre (signe de la dégradation de la fibronectine)
contrairement aux cellules 4T1.



souriceaux pour une équipe n’ayant pas d’expertise en hématologie) et qui nous permettrait

de conclure définitivement sur la contribution de MT1-MMP dans la thrombopoiése.

3.3. Les MMPs des MKs fraichement isolés de la moelle ne dégradent pas la MEC.

Sachant que d’autres MMPs telles que les MMP-2, MMP-9 pourraient participer a la
protéolyse, nous avons utilisé un test global d’analyse de dégradation enzymatique in vitro.
Pour cela, nous avons utilisé des MKs fraichement isolés de la moelle osseuse qui ont
I’'avantage de s’étre différenciés dans leur microenvironnement natif. Les MKs ont été déposés
sur une matrice de fibronectine conjuguée a un fluorochrome HilLyte Fluor-488 et nous avons
recherché la présence de plages sombres correspondant a la dégradation de la fibronectine
fluorescente. Aucune zone de dégradation n’a été observée a I'emplacement des MKs (Figure
5A, n=3). Par comparaison, les cellules de la lignée cancéreuse murines 4T1 utilisées comme
cellules contréles forment des plages de dégradation de la fibronectine fluorescente (Figure
5B). Ces résultats sont en accord avec ceux décrits dans I'axe 2 utilisant des MKs déposés sur
gélatine (composée essentiellement de collagene fibrillaire) et montrent que les MKs matures
issus de la moelle ne dégradent pas la matrice in vitro. Nos résultats contrastent avec ceux
publiés par Schachtner et al., 2013 ol les MKs cultivés in vitro dégradent le fibrinogéne. Cette
différence pourrait s’expliquer par I'état de différenciation des MKs puisque nous savons que
les MKs différenciés in vitro ne sont pas pleinement matures (Cf. paragraphe 1.3.1 et Figure
10A de la revue bibliographique). Nos résultats sont également en accord avec une étude
collaborative dirigée par Frédérique Gaits-lacovoni (UMR1297, Toulouse) dans laquelle une
forte diminution de la capacité de dégradation de la matrice ainsi que de I'expression de Tsk5
(Tyrosine kinase substrate five SH3 domain), protéine centrale de ce processus, est observée
au cours de la mégacaryopoiese. A I'inverse, les progéniteurs hématopoiétiques possedent de
fortes activités sécrétrices de gélatinase associées a une expression élevée de Tsk5. Les
auteurs proposent I’hypothése selon laquelle les progéniteurs hématopoiétiques migrent au
cours de la mégacaryopoiéese a travers la moelle osseuse en digérant la matrice extracellulaire
via les podosomes, et perdraient ensuite cette capacité de protéolyse lors de la maturation

mégacaryocytaire a proximité des sinusoides.
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Figure 6 : L'inhibition des MMPs n’affecte pas la libération des plaquettes chez la souris.

(A) Schéma du protocole expérimental, les souris sont traitées tous les jours au GM6001 ou le
véhicule. Une numération de suivi est effectuée tous les 2 jours. Au jour 8, la moelle osseuse et le
sang sont prélevés. (B) Suivi de la numération plaquettaire sur 6 jours des souris traitées au GM6001
lors de la dose-réponse. (C) Tableau indiquant les dosages de fragments NC1 alpha 3, des protéines
totales et des MMPs (en unité arbitraires) réalisés sur les plasmas des souris traitées lors de
I’expérience de dose-réponse. (D) Suivi de la numération plaquettaire sur 8 jours de souris traitées
au GM6001 (A) 20 mg/kg ou (E) 50 mg/kg, 3 souris par condition et par expérience. En noir
apparaissent les courbes des souris traitées avec le véhicule seul, en vert les souris traitées au

GM6001.



3.4. L’inhibition des MMPs n’affecte pas la libération des plaquettes chez la souris.

La transmigration des MKs aboutissant a la libération des plaquettes sanguines, nous avons
finalement souhaité étudier I'implication des MMPs dans la biogénese des plaquettes in vivo.
Pour cela, I'activité des MMPs a été inhibée de fagcon systémique dans la souris en leur
injectant un inhibiteur a spectre large des MMPs, le GM6001 (voir matériel et méthodes). Une
étude préliminaire de dose-réponse a d’abord été entreprise pour définir une dose efficace
de GM6001. Pour cela, le GM6001 (20, 50 et 100 mg/kg) ou son véhicule, le
carboxyméthylcellulose, ont été administrés a deux souris controles pendant 7 jours (Figure
6A). La numération plaquettaire, suivie tous les deux jours, indique respectivement une
diminution de 47.9% et 47.7% de la numération plaquettaire pour les doses 20 et 50 mg/kg
(Figure 6B). Les dosages plasmatiques réalisés a J7 montrent une diminution de la
concentration totale de protéines et de la MMP-9 active pour les traitements de GM6001 a
20 et 50 mg/kg, les autres parametres n’étant pas affectés (c’est-a-dire la tumstatin, le
domaine NC1 alpha 3 du produit de dégradation du collagéne IV, et la MMP-2 active)
(collaboration avec Sylvie Brassart-Pasco, UMR CNRS/URCA 7369, Reims, France) (Figure 6C).
Nous avons retenu ces deux doses pour nos tests. A plus grand effectif, a la dose de 20 mg/kg,
nous ne notons plus aucune différence significative de la numération plaquettaire du
traitement GM6001 en comparaison aux souris témoins (n=15 souris/condition sur 5
expériences) (Figure 6D). A la dose de 50 mg/kg, nous avons seulement constaté une
diminution modérée de la numération plaquettaire le dernier jour de I'expérience a J8 (Figure
6E, n=6 souris/condition sur 2 expériences). Néanmoins, ce résultat est a prendre avec
précaution puisqu’il repose sur une numération plaquettaire plus élevée chez les souris
contréle, et pas les souris traitées. En résumé, nos résultats indiquent que I'inhibition in vivo
des MMPs par un agent pharmacologique n’affecte pas la biogénése des plaquettes. Ces
données sont a rapprocher de I'étude de Lane et al., qui a montré que I'administration de 5-
phenyl-1,10-phenanthrolene, un autre inhibiteur a large spectre de MMPs (plus
commercialisé), n’a pas d’effet sur la numération plaquettaire en conditions physiologiques®.
Ce n’est qu’en condition stimulée avec du SDF-1a que les auteurs montrent un impact de
I'inhibiteur sur la numération plaquettaire. Cela souléve la question de savoir si les MMPs
favorisent ou accélérent le passage de la lame basale dans un contexte de besoin rapide en

plaguettes.
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En conclusion, '’ensemble de ces données indique que, bien que présentes dans les MKs,
les MMPs auraient une contribution minime dans la formation des plaquettes dans des
conditions physiologiques. On ne peut toutefois pas exclure que d’autres enzymes
protéolytiques interviennent dans le processus de transmigration. Une étude de Petrey et
collaborateurs a révélé que la déficience d’'une enzyme protéolytique, la hyaluronidase-2
digérant I’acide hyaluronique, conduit a des thrombopénies*?. Par ailleurs, cette étude ouvre
de nouvelles perspectives de passage de la lame basale telle que la génération de forces pour

repousser la matrice3°6:3%8,
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Figure S2. lllustration schématique du protocole de « protrusion force microscopy ».

(A) Les cellules sont déposées sur une grille de microscopie recouverte d’une fine pellicule de
Formwar. D’aprés Bouissou et al., 2018. (B) Mesure des forces de protrusion émis par les
podosomes. La grille est placée de fagon a orienter les cellules vers le bas et la topologie du film de
formvar est imagée a I'aide de I'AFM. Les podosomes engendrent des déformations du formvar.
D’aprés Labernadie et al., 2014. (C) Résultats montrant la déflexion et la hauteur des déformations
induites par les podosomes. D’aprés Bouissou et al., 2018.



3. Discussion et perspectives

3.1. Est-ce que les podosomes des MKs génerent la force nécéssaire pour créer un
chemin de migration au travers la lame basale ?
Ayant a I'esprit que les protrusions invasives des MKs sont capables de déformer les noyaux
de cellules endothéliales (Cf Axe 2, Figure 4), nous nous demandons maintenant si le passage
de la lame basale pourrait résulter d’'un déplacement des protéines matricielles par la force.
Ce parameétre peut étre analysé par une méthode quantitative de microscopie a force
atomique (AFM) appelée « protrusion force microscopy » dans laquelle les cellules sont
déposées sur une grille de microscopie recouverte d’une fine pellicule flexible de formvar31®,
L’émission des podosomes déforme ce substrat et la topologie qui en résulte peut étre
mesurée par AFM. Ainsi dans la suite de cette étude, et en collaboration avec R. Poincloux
(CNRS, IPBS, Toulouse), nous allons comparer les forces émises par des MKs fraichement isolés
de la moelle présentant des podosomes interconnectés a ceux qui en sont exempts (MKs in
vitro, Arp2/37- ou Wasp™ MKs) (Figure S2).
L'énergie nécessaire a produire cette force est également sujette a questions et les
mitochondries pourraient y occuper une place centrale comme organelles génératrices d’ATP.
D. Sherwood et collaborateurs ont ainsi montré dans le C. elegans que I'étape d’invasion de
la lame basale impliquait un recrutement des mitochondries au niveau des invadosomes.
Celles-ci délivrent ’ATP nécessaire a la polymérisation de 'actine et a I’activité contractile de
I’acto-myosine3>8 (Figure S3A). Ceci est a rapprocher de nos observations montrant des
mitochondries a proximité des de la zone périphérique des MKs (Figure S3B). Il serait ainsi
intéressant de compléter cette étude en analysant plus précisémment ces événements
(densité de mitochondries, concentrations locales en ATP) par utilisation de marqueurs

mitochondriaux tels que TOMM-20, le mitotracker ou encore des sondes a ATP.

3.2. Les MKs utilisent-ils le mode amiboide pour franchir la barriére endothéliale ?

Pris dans leur ensemble, les résultats obtenus au cours de cette thése (Axes 1, 2 et 3)
suggerent que la migration transendothéliale des MKs répond a certains des criteres du mode
de migration amiboide employé par d'autres cellules, notamment 1) leur morphologie
arrondie, 2) les contorsions cellulaires leur permettant de se faufiler au travers les pores

transendothéliaux, 3) leur transmigration se produisant en absence de protéolyse de la MEC
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Figure S3. La mitochondrie, organelle au coeur de la génération de force protrusive.

(A) Les mitochondries sont recrutées au niveau de l'invadosome en cours de formation afin de
délivrer I’ATP nécessaire a la polymérisation et I'activité contractile de son cytosqulette d’acto-
myosine. D’apreés Kelley et al., 2019. (B) Image de MET montrant la présence de mitochondries (téte
de fleches) juxtaposées a la zone périphérique. D’apres Eckly A., UMR_S1255
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Figure S4. Caractéristiques (trans)migratoires mésenchymateuses et amiboides des
mégacaryocytes.
Adapté, d’apres Yamada et Sixt, 2019 et Hecht et al., 2015 et données personnelles.
Les caractéristiques de transmigration des mégacaryocytes sont encadrées en rouge.



et en absence d’intégrines et 4) leur déplacement lent (Figure S4). Il reste encore a explorer
par quels moyens les MKs traversent la lame basale : courtes protrusions qui pénétrent dans
les trous naturels de la matrice (« path finding ») ou création d’un chemin par la force (« path

generating ») ? A ce jour, il reste encore beaucoup a découvrir concernant cette étape.
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et perspectives

142






Conclusion générale

Ce travail de these, principalement centré sur le passage des MKs au travers des sinusoides
de la moelle, fournit un nouvel éclairage sur les mécanismes fondamentaux de ce processus
en identifiant I'un de ses acteurs principaux : le podosome. Nos résultats illustrent comment
ces petites structures de contact, leur organisation collective et spatiale, sont indispensables
pour assurer le bon passage des fragments mégacaryocytaires vers la circulation et permettre
ainsi la genese des plaquettes. L’'originalité et la force de ce travail ont été de combiner a la
fois cette analyse in vivo/in situ a partir des MKs localisés dans leur contexte natif et in vitro a
partir de MKs différenciés dans la moelle. Lutilisation d’approches complémentaires
d’imagerie de haute-résolution, nous a permis d’explorer les mécanismes mis en jeu lors du

passage du sinusoide aboutissant a I'intravasation des MKs et de sa régulation.

L’'ensemble de ces études nous permet de proposer le modeéle suivant pour le passage
des MKs au travers des sinusoides de la moelle osseuse : 1. les MKs utilisent des podosomes
interconnectés pour perforer I'endothélium, 2. les intégrines jouent un réle dans leur
adhérence au microenvironnement de la moelle et dans le maintien structural de leur noyau,
limitant ainsi le passage de MKs entiers dans la circulation, et 3. le passage des MKs est
indépendant d’une activité de dégradation par les MMPs. La transmigration des MKs est une
étape cruciale dans la production des plaquettes. De ce fait, une bonne connaissance des
mécanismes est essentielle, tant a visée cognitive qu’en termes de recherche appliquée a
visée transfusionnelle. Ce projet ouvre également de nouvelles perspectives dans le
diagnostic et la compréhension des mécanismes physiopathologiques de thrombopénies

jusqu’alors inexpliquées.

Actine-F in vivo podosomes
Intégrines
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Perspectives

Dans mon travail de these, nous avons montré que le cytosquelette d’acto-myosine
formait un anneau continu sur toute la bordure des MKs matures, appelé « zone
périphérique » et c’est a partir de cette zone que sont issus les podosomes. |l fait également
apparaitre la nature collective des podosomes leur permettant de perforer I'endothélium en
de multiples points et ainsi de laisser passer des fragments volumineux des MKs sans
endommager l'intégrité vasculaire. Cette organisation interconnectée, in vivo, differe donc
notablement de celle décrite jusqu’ici sous forme de podosomes individuels in vitro. Cette
nouvelle structure, que nous appelons PodoPZ (pour Podosomes of the peripheral zone PZ),
apparait aujourd’hui comme un acteur essentiel dans l'intravasation des MKs et dans
I'interaction du MK avec I’environnement complexe de la moelle osseuse. Nous savons que la
formation de la PodoPZ est liée au stade de maturation des MKs et a I'environnement natif en
3D de la moelle osseuse. Il s’agit maintenant de comprendre la signalisation menant a cette
mégastructure. La suite de ce travail consistera donc a caractériser la signalisation
spécifiquement mise en ceuvre dans la formation et I’organisation collective des podosomes
de MKs. Pour cela, nous développerons deux approches distinctes. La premiére approche
candidate se fera a partir de régulateurs classiques des mégastructures des podosomes. En
particulier, nous avons constaté que la composition moléculaire et la morphologie de la
PodoPZ étaient comparables a la bande d’actine de la zone de scellement (sealing zone) des
ostéoclastes. Ainsi, nous nous concentrerons sur les voies de signalisation connues pour jouer
un réle essentiel dans la sealing zone c’est-a-dire les kinases Src et les GTPases RhoA. L'équipe
de Y. Senis a généré des souris Src”" et elles présentent des défauts plaquettaires majeurs avec

403 || serait donc particuliéerement intéressant de rechercher s’il

d’'importants saignements
existe des défauts de transmigration des MKs dans ces souris. Dans la deuxiéme approche et
dans le cadre d’une collaboration avec O. Destaing, nous suivrons un protocole de screening
a partir d’'une analyse transcriptomique sur des cellules cultivées en 3D pour mimer les
contraintes biomécaniques de I'environnement. En particulier, nous utiliserons des cellules
DAMI transfectées au LifeAct (lignée de cellules tumorales humaines créée en 1986 a partir
d’un patient atteint de leucémie mégacaryocytaire aigué*®?) qui ont I'avantage d’étre

facilement cultivables et sensibles aux phorbol myristate acetate (PMA), un phorbol ester

tumoral induisant leur différenciation en MKs (expression de GPlb et allbB3). Nos résultats
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préliminaires indiquent que ces cellules, lorsqu’elles étaient stimulées et cultivées dans du

matrigel, sont capables de développer une bande d’actine périphérique similaire a la PodoPZ.

En lien avec le laboratoire d’hématologie et d’hémostase dirigé par A. Dupuis, nous
chercherons a élucider 'importance de la PodoPZ et des défauts de transmigration des MKs
dans les thrombopénies sans cause identifiées. On sait aujourd’hui que des mutations
ponctuelles sur des genes codants pour des protéines caractéristiques des podosomes sont a
I'origine de thrombopénies chez I'"homme (Cf. Paragraphe 4.3.2). L'étude des génes
responsables de défauts des podosomes devrait donc étre incluse dans le diagnostic des
patients présentant des formes congénitales de thrombopathies. L'accés aux MKs est
compliqué chez le patient. Pour contourner ce verrou, nous projetons d’utiliser les plaquettes
sanguines qui, a I'image des MKs, sont également capables de générer des podosomes30, Les
plaguettes serviraient alors de substituts des MKs permettant d’analyser la machinerie
moléculaire des podosomes de MKs de patients. Nous avons déja standardisé la détection des
podosomes sur plaquettes de donneurs sains et planifions actuellement les premiers tests de
dépistages sur les plaquettes de patients. Cela ouvrira des perspectives d’exploration
fonctionnelle a partir de CD34+ isolés du sang périphérique des patients et, a plus long terme,
de définir des banques de données de protéomiques permettant de lier des mutations
spécifiques a des thrombopathies. La possibilité de transfecter plus facilement des cellules
CD34+ grace a l'utilisation du systéme de CRISPR/Cas9, technologie nouvellement développée
au laboratoire, nous permettra de valider I'impact de ces mutations et de leur restauration de
I’expression génique normale. Outre la compréhension globale du fonctionnement de la
PodoPZ, il pourrait étre possible d’associer le protéome des podosomes de MKs de patients a

des pathologies plaquettaires et ainsi obtenir un outil de diagnostic médical.

La transfusion de plaquettes est I'option de choix pour les patients présentant non
seulement une thrombopénie constitutive mais également pour les personnes de plus en plus
nombreuses avec thrombopénie secondaire, suite a un traitement anticancéreux par
exemple. La production de concentrés de plaquettes de culture destinés a la transfusion
pourrait représenter une alternative industrielle pour faire face aux besoins en plaquettes
sans cesse croissants et, aux contraintes de sécurité sanitaire de plus en plus strictes. La
production de plaquettes de culture est possible a partir de cellules souches pluripotentes

(iPS) ou de lignées qui en dérivent, ou des progéniteurs hématopoiétiques (CD34). Notre
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laboratoire utilise des cellules CD34*, qui cultivées en présence de facteurs appropriés, suivent
un développement en 2 phases : une premiére de prolifération et d’engagement suivie d’une
phase de maturation aboutissant a la formation de MKs de grandes tailles. Ces MKs in vitro
different des MKs in vivo par leur degré de maturité moins élevé. De ce fait, les rendements
de ce processus de différentiation in vitro restent encore bien trop faibles pour envisager dés
aujourd’hui une application industrielle réaliste. Une bonne compréhension de la genése des
plaguettes dans I'organisme reste donc encore un préalable nécessaire. Ce travail de thése
qui souligne I'importance de la zone riche en actomyosine qui caractérise les MKs les plus
matures in vivo, ouvre la possibilité de développer des criteres de controle de la qualité des

MKs pour une amélioration de la production de plaquettes de culture.
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Use of electron microscopy to study megakaryocytes
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Abstract

Electron microscopy (EM) has a long history in megakaryocyte (MK) cellular biology. This
chapter shows how the electron microscope, since its first appearance almost 90 years ago,
has occupied center stage in the studies of MK morphology and function. It describes some of

Keywords

Bone marrow, correlative light electron
microscopy, electron microscopy,
megakaryocytes

the more productive EM techniques that have shaped our understanding of the physiology of

thrombopoiesis. These include the standard transmission and scanning EM techniques as well
as the new imaging methods, correlative microscopy and volume EM which provide informa-
tion on the 3D organization of MKs on different scales: single organelles, whole cells and
tissues. For each technique, we list the advantages and limitations, the resolution that can be
achieved, the technical difficulties and the applications in MK biology.

Historical Background

Due to its large size, the MK was the first hematopoietic cell to be
described with considerable accuracy. Evidence for the megakaryo-
cytic origin of platelets came from the study of Wright in 1906, who
examined histological sections using rudimentary microscopic equip-
ment and noted that MKs and platelets had apparently identical
cytoplasm [1] (Figure 1). Fifty years later, using the newly developed
transmission electron microscopy (TEM) techniques [2,3], Yamada
gained access to the internal structure of MKs. He described the
demarcation membrane system (DMS) as a network of membrane
vesicles and tubules which were thought to delimit “pre-formed
platelets”, the latter being released upon cytoplasmic fragmentation
[4-6]. However, this concept requires that the “pre-formed platelets”
be surrounded by microtubule coils, which has never been demon-
strated. In 1976, the first scanning electron microscopy (SEM) micro-
graphs revealed MKs extruding cytoplasmic extensions into bone
marrow sinusoids that have originally been named ‘proplatelets’
[7,8]. Cytoplasmic prolongations had already been observed in 1956
using phase contrast cinematography by Thiery and Bessis, who
found that MKs from bone marrow explants could extend elongated
thin and branched projections [9]. In 1982, using ruthenium red as an
electron dense extracellular marker, Radley and Haller discovered that
when MKs were exposed to microtubule depolymerizing agents, the
proplatelets retracted and the DMS reappeared in the cell body [10].
They thus postulated that the DMS, rather than delineating individual
platelets, is a membrane supply reserve for proplatelets. The first
insights into the cytoskeletal mechanics of platelet formation date
from the TEM observations of Tablin et al., who showed that
in vitro proplatelet elongation is dependent on microtubules [11].

Color versions of one or more of the figures in the article can be found
online at www.tandfonline.com/iplt.
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Since then, with the discovery and cloning of TPO in 1994, many
studies have documented the formation of proplatelets in MK cultures
[12-18]. In 1999, while studying replicas of the MK cytoskeleton,
Hartwig’s group reported that platelets bud off from the ends of
proplatelet extensions [19], leading to the “proplatelet model” becom-
ing accepted as the prevalent mechanism of platelet release from
MKs. More recently, 3D imaging of MKs with electron tomography
and large volume Focused Ion Beam (FIB)-SEM showed that the
DMS derives from the cell surface as well as from intracellular
membrane sources (Golgi and endoplasmic reticulum) [20].
Last year, Poole and colleagues combined intravital fluorescence
imaging with TEM to demonstrate that MKs enter the sinusoidal
space as large protrusions (from 4—10 pum) rather than extruding fine
proplatelet extensions (<3 um) [21], challenging the current view of
how platelets are generated. Large protrusions are not formed from
cultured MKs, leading the authors to suggest that this stage is
bypassed in vitro and that some elements of the bone marrow envir-
onment are key for their generation.

To conclude this historical revue, among many old but still relevant
manuscripts, we would like to recommend the review by Behnke and
Forer published in 1998 “From megakaryocytes to platelets; platelet
morphogenesis takes place in the bloodstream”[22] and the “Atlas
book of Blood cells” by Zucker-Franklin [23] for the high quality
and reliable description of the EM images.

Megakaryocytes at High Magnification: transmission
Electron Microscopy Methods

Conventional TEM
Description

Conventional TEM is the method most commonly used to explore
the ultrastructure of MKs. The principle of this approach is that
electrons pass through a thin sample. The transmitted electrons
carry information about the sample, which is collected by
a camera to create a projection image (Figure 2a).
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Figure 1. Key events in the EM history of MK biology. This figure highlights the important discoveries in MK biology made using EM.

TEM Sample Preparation

MKs (from bone marrow (BM) or cultures) are fixed in glutaralde-
hyde, post-fixed in osmium, dehydrated with alcohol and embedded in
a plastic resin. The samples are sectioned (80—100 nm), counterstained
with heavy metals and examined under a transmission electron micro-
scope at 80-120kV [24]. An alternative method to chemical fixation is
cryofixation. Taking into consideration the size of the sample, electron
microscopists have a wide range of cryo-techniques at their
disposal. Thin sample, such as platelets, can be vitrified in a thin
layer of ice on a TEM grid by plunge freezing. Vitrification of larger
cells up to ~ 200 pum thickness such as MKs can be achieved by high-
pressure freezing (HPF) by combining jets of liquid nitrogen simulta-
neously with very high pressures to prevent the formation of ice
crystals. Significant advantages of cryoimmobilisation over chemical
fixation is the preservation of the molecular structures in their native
environment and the possibility to catch a dynamic cellular pro-
cess [25].

TEM to Study the Developmental Stages of MKs

In BM sections, MKs may be classified in three stages: (I) the earliest
recognizable MKs of 10-15 um diameter with a large nucleus, (II)
cells of 15-30 um diameter containing platelet-specific granules and
(IIT) mature MKs, 30-50 pm in diameter, having a well-developed
DMS with clearly defined cytoplasmic territories and a peripheral
zone (PZ) devoid of organelles. A supplemental stage may be added
to describe an MK which has released all its cytoplasm into the
circulation and consists of a denuded MK nucleus. Additional mor-
phological characteristics, such as the interactions of mature MKs with
sinusoids, apoptotic MKs or emperipolesis (the presence of hemato-
poietic cells within the MK cytoplasm) can also be analyzed.
Remarkably, the ultrastructure of in situ and in vitro mature

in situ MKs contain o- and d-granules having a similar

appearance as in platelets. In contrast, cultured MKs contain
numerous multivesicular bodies (MVBs) displaying internal vesi-
cles and an electron dense matrix [26,27]. Another important
distinction is the marginal zone of the cells. In sifu, mature
MKs are bordered by a thick peripheral zone (PZ) rich in actin
filaments which forms a continuous network surrounding the
entire cell. On the contrary, this actin-rich zone is absent from
cultured MKs. Instead, the microtubules are located in the per-
iphery of maturing MKs and fill the cortex of the proplatelets
[28,29]. The exact role of the actin-rich PZ in situ remains poorly
understood. It has been proposed that it forms a barrier preventing
the premature extension of proplatelets until the MK is correctly
located to release platelets [11,30]. More recently, we observed
that short projections originate from this PZ and play a crucial
role in the early phases of MK transendothelial crossing [31].

Immunoelectron Microscopy

2.2.1. Description. IEM is an essential tool to examine the subcellular
localization of molecules within MKs at nanometer resolution. This is
achieved by specific antibodies and protein-A conjugated to gold
particles, the latter having sufficient electron density to make them
visible in TEM. In our opinion, the most reliable and sensitive immu-
nolocalization technique for MK studies is cryosectioning according to
Tokuyasu [32,33] (Figure 2b).

Tokuyasu Sample Preparation

MKs are fixed in paraformaldehyde, infiltrated with sucrose, frozen in
liquid nitrogen and cryosectioned. It should be mentioned here that
obtaining good quality cryosections (without knife marks, shrinkage or
stretching) represents a challenge, especially when cutting BM sam-
ples. The cryosections are immunolabeled, stained with uranyl acid
and methylcellulose and examined by TEM [20,33].
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Lower panel: for freeze-cleaved MK membranes. MKs are high-pressure frozen, freeze-fractured to cut across the cytoplasm and freeze-
etched to sublimate ice in the cytosol and the lumen of organelles. The cellular structures highlighted by these procedures are coated with
a thin layer of platinum and carbon deposited by vacuum evaporation and this platinum-carbon layer, or replica, is examined by TEM.
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IEM to Explore Granule Biogenesis

Using IEM, it has been demonstrated that multivesicular bodies
Thus, immunogold localization of vWF, P-selectin, and CD63 has
been shown in the MVBs of cultured MKs [26,27]. Another
example concerns the endocytosis of plasma proteins. o-
granules acquire their protein content via two distinct, biosyn-
thetic and endocytic routes [34,35]. IEM studies have revealed the
presence of fibrinogen, albumin and immunoglobulins in MK
granules following injection in the circulation, indicating that
these proteins are taken up by fluid phase endocytosis [35,36].
Furthermore, IEM showed that some biosynthetic and endocy-
tosed proteins (VWF and fibrinogen) have a polarized intragranu-
lar distribution, as also observed in platelets [37,38].

Replica Methods

A totally different approach is the study of surface replicas. Two kind
of replica methods have been documented on MKs: images of cytos-
keletal elements and of freeze-cleaved membranes (Figure 2c).

Imaging the MK Cytoskeleton

Hartwig’s group used this approach to investigate the organization of
the microtubules at specific stages of proplatelet morphogenesis
[19,39]. They demonstrated that the ends of proplatelet extensions
contain peripheral bundles of microtubules similarly organized as in
blood-derived platelets, suggesting that mature platelets are released
from the ends of proplatelets. In practice, cultured MKs are allowed to
adhere to the surface of coverslips and incubated with a buffer contain-
ing glutaraldehyde, Triton X-100 and cytoskeleton-stabilizing drugs.
The coverslips are frozen, freeze-dried and coated with tantalum-
tungsten and carbon. The replicas are then floated, picked up on
formvar-carbon-coated grids and examined under the microscope.

Visualization of Freeze-cleaved Membranes

This method is described in detail by Zucker-Franklin [5] and
Tavassoli [40]. Briefly, fixed cultured MKs are cryoprotected with
glycerol and quick-frozen in liquid nitrogen. Membrane cleavage is
performed under vacuum at —100°C. The surfaces are coated with
platinum-carbon and the proteinaceous material adhering to the plati-
num-carbon replica is removed by acid digestion. Where the fracture
line exposes the plasma membrane of MKs, the invaginations are
found to be continuous with the DMS, confirming that the latter
originates from plasma membrane invaginations [5]. On tangential
fractures, they appear as tubules lying side-by-side. Hence Shaklai and
Tavassoli [41] proposed a 3D model in which parallel aligned DMS
tubules fuse together and change into flat sheets of membranes enclos-
ing the cytoplasmic territories of the MK [40,41]. Although we know
today that the DMS does not delineate pre-formed platelets, the
description of its tubular arrangement is interesting. Accordingly, it
has been shown that DMS biogenesis is strongly dependent on F-BAR
proteins, such as CIP4 and PACSIN-2, which are known to regulate
tubular membrane invaginations [42,43].

Topology of Megakaryocytes: scanning Electron
Microscopy Studies

Description

The literature contains many studies of proplatelets based on
SEM [7,44-49]. In this approach, the surface of a sample is
scanned with focused electrons and secondary electrons are col-
lected to generate surface images (Figure 3a).

Platelets, Early Online: 1-10

SEM Sample Preparation

Samples are fixed and dehydrated as in TEM, but instead of
embedding the sample in a plastic resin, it is mounted on an
SEM stub, covered with a conductive coating of a fine metal
by evaporation and no further processing is necessary. Images
are obtained at low voltage (<5 kV) [22].

Comparison of Proplatelets in Bone Marrow and in Vitro
Cultures

On longitudinal BM sections (Figure 3b), the central sinus is
clearly visible with the openings of the sinusoids into the vein.
SEM observation demonstrates that the endothelium forms
a continuous non fenestrated barrier. Mature MKs appear as
large round cells and MK processes of variable size, length and
diameter are visible in the lumen of the sinusoids. Notably, they
are mostly linear, some processes being very large and others
constricted along their length [22]. In contrast, in vitro MK extend
numerous interlaced proplatelets. They present a regular thin shaft
terminated by a bud (Figure 3c). SEM observations of detergent-
extracted cultured MKs allow visualization of the microtubule
coils in the proplatelet tips (Figure 3civ). However, while SEM
imaging yields a 2D view of the outer surface of a cell, a major
limitation is that it prevents visualization of the intracellular
structures.

3D EM Imaging of Megakaryocytes

Using TEM, interpretation of the 3D organization of complex
structures from 2D sections is difficult and most often leads to
their “simplification”. Therefore, it is essential to gain access to
the ultrastructural information contained in thick sections or -
ideally- in the whole volume of a MK. Volume imaging can be
performed using transmission or scanning electron microscopy.
Depending on the desired sample size and resolution, the spec-
trum ranges from electron tomography through FIB-SEM and
serial block face SEM, to array tomography (Figure 4). To date,
only a few groups have used volume EM imaging to study MK
biology, mostly to investigate DMS biogenesis and MK crossing
through BM sinusoids.

Manual Serial Sectioning and ATUM
Manual Serial Sectioning

Manual serial sections are cut by hand using an ultramicro-
tome. Although this method can be employed in any EM
facility as it does not require special equipment, its success
depends on the skill of the operator, who must painstakingly
collect and image each ultrathin section. Hence it has not been
used very often, except in the study of Tavassoli and Aoki,
who investigated the transmural passage of MKs into sinusoids
and were able to capture a rare event, namely the migration of
an entire MK through the cytoplasm of a single endothelial
cell [50].

Array Tomography and ATUM

A recent improvement in serial sectioning is array tomography,
whereby ribbons of serial ultrathin sections are cut and collected
on a sample holder [51,52]. This automatic tape-collecting ultra-
microtome (ATUM) technique allows one to accurately cut thou-
sands of sections. The sections are imaged by SEM owing to the
non-transparency of the tape to electrons. Similarly, in the new
complementary approach known as correlative array tomography
(CAT), arrays of serial ultrathin sections are collected on glass
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The luminal side of the central vein (V) is illustrated, showing the openings (arrowhead) of the sinusoids (arrowhead) into the vein. (ii) Mature MKs in
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thn and highly branched proplatelets. (iii) Constrictions delineating platelet-sized areas are observed along the proplatelets and platelet-sized doublets
and isolated platelets are present in the culture. (iv) Microtubule coils within the tips of proplatelets, similar to those in circulating platelets, are visible

in detergent-extracted MKs.

slides, fluorescently labeled (with antibodies or stains) and
imaged by confocal microscopy to visualize the 3D distribution
of antigens. ATUM and CAT have not yet been used to study
megakaryocytes.

Serial Block Face SEM (SBEM)
Description

This method employs a scanning electron microscope to obtain
pictures of samples which are serially sectioned using an inte-
grated microtome [53]. It enables large-field imaging (~0.5 mm®)
at high resolution, providing information on the 3D distribution of
MKs and their shape, volume and structure in normal or geneti-
cally modified tissues. Although the z-resolution is limited by the
thickness of the slices (20 to 50 nm), this is nevertheless sufficient
to visualize the thinnest proplatelets.

SBEM Sample Preparation

Sample preparation does not differ significantly from conven-
tional TEM processing. As the back-scattered SEM mode is
employed, high contrast with heavy metal stains is required. In
practice, the epon block is mounted on a SEM stub, coated with
platinum/palladium and placed in the microscope. After each cut,
the block face is imaged before the next section is shaved off.
After contrast reversal, the images resemble classical TEM micro-
graphs with voxel sizes of 20 X 20 X 25 nm.

SBEM to Produce 3D Images of Bone Marrow

Use of this technique has not yet been documented in the MK
field. Our laboratory has applied it to mouse BM and could
confirm the parasinusoidal localization of MKs, irrespective of
their maturation stage (Figure 5), as previously reported [47,54].
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Focused lon Beam (FIB)-SEM
Description

In this case, a beam of gallium ions is used to remove thin layers
of tissue from a sample [55]. The main advantages of FIB-SEM
over SBEM are a better 3D resolution and site-specific targeting,
which is a particularly valuable feature for BM samples where
MKs are poorly represented (0.1% of the total cells). Using this
approach, one can visualize 3D subcellular organelle interactions
within a complete MK, as likewise cell-cell interactions and per-
form morphometric measurements. Nonetheless, SBEM and FIB-
SEM have the common disadvantage of being destructive
methods.

FIB-SEM Sample Preparation

Cells are prepared as for SBEM. In the microscope, the surface is
examined to find the exact region of the face to be processed.
Sections are then milled with a slice thickness of 7 to 20 nm (z-reso-
lution) and each successive sample face is imaged by SEM, before
the gallium ion beam shears off another layer and the process is
repeated [56].

FIB-SEM to Reveal a Novel Architecture of the DMS

Using this method, we recently identified an intracellular membrane
network located in the center of immature MKs, which appeared to
be the first detectable form of the nascent DMS, the “pre-DMS”’[20].
In another study, we investigated the cellular interactions between
MKs and sinusoids and demonstrated that MKs have to find a route
through the endothelium to reach the circulation and release plate-
lets. FIB-SEM allowed us to identify specialized MK protrusions
which are sites of force generation leading to the formation of
transcellular pores [31].

High Resolution Electron Tomography (ET)
Description

This approach is ideal to study membrane continuities in 3D such as
fission/fusion events or the spatial organization of organelles. The
principle is that a thick section (200-300 nm) is tilted +70 degrees in
the transmission electron microscope and a series of images is
collected for reconstruction into a high resolution 3D tomogram
(~2 nm axial resolution).

ET Sample Preparation

Samples are prepared as for classical TEM, except that thicker
sections are cut. The acquisition of tomograms requires
a microscope equipped with a goniometer allowing automatic tilting
of the EM grid and with high voltage (operated at >200 kV) to
enable the electron beam to pass through thicker sections. The speci-
mens can be tilted around two orthogonal axes (dual-axis tomogra-
phy), which reduces the missing-wedges information [20,38].

ET to Explore the Biogenesis of the DMS

Using this approach, we have recently characterized the membrane
sources involved in the biogenesis of the DMS. Tomography
revealed the fusion of Golgi-derived vesicles with the DMS as well
as tight contacts between the endoplasmic reticulum (ER) and DMS
with no apparent membrane continuity. These observations led us to
propose that the growing DMS requires, besides invagination of the
plasma membrane, the insertion of Golgi-derived membrane vesi-
cles and ER-mediated lipid transfer [20].
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Volume Reconstructions

One challenge of volume EM is to deal with large datasets. The
computers must be powerful enough to analyze and store these data
(Microsoft Windows 7/8/10-64 bits, 16 GB of RAM and a graphic
card NVIDIA with at least 2 GB dedicated to memory). The images
are loaded into the processing program, stitched together and aligned
to perfectly match into each other. Segmentation is then performed,
i.e., the outlines of the different subcellular structures are manually
delimited. Semi-automatic tracing methods are at present the only way
to reconstruct some MK features, e.g., the DMS. Several groups and
companies have developed software to facilitate 3D and correlative
imaging, such as Amira and Avizo (Visualization Sciences Group and
FEI Company), IMOD (Boulder Laboratory, Colorado), MAPS (FEI),
or TomoJ (Sergio’s group at the Institut Curie, Paris).

Correlative Light and Electron Microscopy (CLEM)

CLEM defines a variety of techniques aimed at visualizing the same
cell using both light microscopy (LM) and EM. This general descrip-
tion includes many applications where almost all combinations of
fluorescent LM (on living or fixed samples) and EM (TEM, IEM
and tomography) may be employed [25,57]. In this way, features
identified by fluorescence microscopy, such as the colocalization of
specific proteins or rare events, can be visualized by EM with high
resolution, revealing the underlying subcellular structures. A crucial
point in CLEM is to locate at the EM level what has previously been
recorded using LM. Several strategies adapted to the type of MK under
study (in vitro or BM MK) have been documented. Three different
examples are discussed here (Figure 5).

CLEM Experiments on MK Cultures

CLEM has been employed to characterize the first steps of DMS
formation during the early stages of MK development in cell cultures
[20] (Figure 5a). In this study, we used CLEM to determine whether
the DMS could arise de novo from an intracellular membrane pool. We
found no evidence for an isolated internal DMS-like structure, strongly
suggesting that the nascent DMS is essentially formed by invagination
of the plasma membrane. In practice, fixed cells were allowed to settle
on pre-patterned Aclar supports [58] and rare immature MKs were
identified by immunolabeling using a platelet-specific marker or using
GFP-expressing MKs. The cells were then located by LM and fluor-
escence microscopy with the help of the pre-patterned coordinates.
After classical EM treatment and resin embedding, these coordinates
were still visible on the sections, enabling retrieval of the previously
visualized MKs.

CLEM Experiments on Bone Marrow Cryosections

We recently used a CLEM strategy to investigate how MKs interact
with endothelial cells to cross the sinusoids. In this work, we found that
MKs form F-actin-based protrusions which squeeze the endothelial
cells, leading to the formation of transendothelial pores. To determine
the localization of F-actin within MK protrusions, CLEM experiments
on BM cryosections allowed us to superimpose phalloidin fluorescent
signals on bone marrow EM images with high precision (Figure 5b).
Our findings showed that the MK protrusions were composed of
F-actin bundles lying perpendicular to the endothelium, suggesting
that the actin cytoskeleton provides sufficient mechanical force to
deform the endothelial surface. In these experiments, cryosections
were prepared according to the Tokuyasu method. The cells were
first examined under the fluorescence microscope and their coordi-
nates relative to the grid were recorded before they were examined by
TEM [31].
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Figure 5. Overview of CLEM approaches. (a) CLEM of cultured MKs. Upper panel: MKs are allowed to settle on pre-patterned Aclar support, imunostained,
imaged by fluorescence microscopy and then processed exactly as for TEM and ultrathin sections are prepared for EM observation. Laser micropatterning of the
aclar are visible on the first thin sections thus allowing a localization of the MK of interest. Lower panel: Cells were fixed on day 2 of culture and allowed to settle
on pre-patterned Aclar supports. (i-ii) A cell displaying a GPIb-positive cell surface (in green) was located by bright field microscopy (arrow in (i)) and by
fluorescence microscopy (box in (ii)) using the “L.1 pattern” of the two adjacent GPIb-positive cells (green and red arrows in (ii)). The pattern is visible (red dots).
(iii) A correlative EM image at low magnification shows the same cell (boxed in (ii)), while the neighboring MKs are indicated with red and green arrowheads. (iv)
A higher magnification electron micrograph of the boxed areas; no intracellular pre-DMS was detected on this section. (b) CLEM of bone marrow cryosections.
Upper panel: MK of interest are precisely located on immunostained-cryosections and first imaged by fluorescence confocal microscopy. The alphabetic finder
grids are then inserted in the TEM for correlative studies. Lower panel: CLEM of bone marrow cryosections showing superimposed IF and EM images at three
magnifications (i-iii). The immunostainings are indicated, the white boxes define the region of interest and the arrows indicate the presence of F-actin within an
MK protrusion deforming the endothelial surface. Bars: 25 um in (i), 5 um in (ii) and 500 nm in (iii). (c) Intravital CLEM. Upper panel: Calvarium bone marrow
is imaged using confocal intravital microscopy. To delineate the vasculature and the MKs within the bone marrow, anaesthetized mice are injected intravenously
with anti-glycoprotein 1b AlexaFluor488 and Cy5-dextran. Calvarium is then removed, fixed and embedded in resin. Lower panel: NIRB marking. Confocal
images of a green-fluorescent MK close to a red-fluorescent sinusoid (*) in the bone marrow of a double-fluorescent Cre reporter mouse (mT/mG x Pf4-cre)
before (a) and after (b-c) NIRB marking. The marking is visible in DIC and by autofluorescence (length: 50 um). Bar: 10 pm.
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Intravital CLEM Experiments

CLEM is most rewarding when it is used to relate dynamic
events, only visible in live cells, to an ultrastructure (live-cell
CLEM). By combining intravital fluorescence microscopy with
EM, the elegant study of Brown et al. recently provided a direct
link between the dynamic processes of MK extrusion into sinu-
soids and 3D ultrastructure [21]. These authors demonstrated that
MKs predominantly extend into sinusoids as large protrusions.
Furthermore, they established that the mechanism of protrusion
migration differs from that of proplatelet extension. In vitro,
elongation of proplatelets involves the dynein-driven sliding of
microtubules, whereas microtubule bundles were not detected in
the large in vivo protrusions, challenging the current view of how
platelets are generated in vivo. While intravital CLEM has opened
up new ways of imaging rare cellular events or structures in
complex BM tissues with ultrastructural resolution, its main chal-
lenge is the localization of the MK structures on the z-axis. Thus,
an innovative method has been developed using a two-photon
laser to burn reference marks into the tissue, termed near infrared
branding (NIRB) [59,60] (Figure 5c).

Conclusion

We have briefly reviewed the current status of the wide range of
EM techniques available to study MKs, each having advantages
and limitations. One solution is to combine and correlate different
readouts from the same specimen, which opens new avenues to
explore structure-function relationships in MKs. In particular, the
combination of live-imaging and EM is promising to investigate
processes occurring in fully mature MKs in their natural environ-
ment. Similarly, the recently developed volume EM approaches
should enable us to visualize MKs across a range of length scales
and in 3D, to localize rare cellular events or structures in complex
bone marrow with ultrastructural resolution. Importantly, the use
of cryo-preparation and imaging techniques will eliminate arti-
facts induced by plastic embedding and the staining of the sam-
ples will be circumvented. We anticipate that the recent
developments in cryo-EM techniques (such as cryo-ET analysis
of cryo-FIB lamellas or correlative cryo LM and TEM), will
provide fresh views of unstained MKs in an unperturbed bone
environment and at the molecular level. In the future, we can
safely forecast that EM will remain at the forefront of research in
MK biology in health and disease.
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Introduction

Megakaryocytes are specialized

Differentiation and maturation of megakaryocytes occur in close association with
the cellular and extracellular components of the bone marrow. These processes are
characterized by the gradual appearance of essential structures in the megakaryocyte
cytoplasm such as a polyploid and polylobulated nucleus, an internal membrane
network called demarcation membrane system (DMS) and the dense and alpha
granules that will be found in circulating platelets. In this article, we describe a
standardized protocol for the in situ ultrastructural study of murine megakaryocytes
using transmission electron microscopy (TEM), allowing for the identification of key
characteristics defining their maturation stage and cellular density in the bone marrow.
Bone marrows are flushed, fixed, dehydrated in ethanol, embedded in plastic resin,
and mounted for generating cross-sections. Semi-thin and thin sections are prepared
for histological and TEM observations, respectively. This method can be used for any
bone marrow cell, in any EM facility and has the advantage of using small sample

sizes allowing for the combination of several imaging approaches on the same mouse.

large polyploid cells,

demarcation membrane system (DMS), a peripheral zone

localized in the bone marrow, responsible for platelet
production1. They originate from hematopoietic stem
cells through an intricate maturation process, during
which megakaryocyte precursors progressively increase in
size, while undergoing extensive concomitant morphologic
changes in the cytoplasm and nucleus?. During maturation,
megakaryocytes develop a number of distinguishable
structural elements including: a polylobulated nucleus,

invaginations of the surface membrane that form the

devoid of organelles surrounded by the actin based
cytoskeletal network, and numerous organelles including a-
granules, dense granules, lysosomes, and multiple Golgi
complexes. At the ultrastructural level, a major modification
observed is the cytoplasmic compartmentalization into
discrete regions delimited by the DMS3. This extensive
supply of membranes will fuel the extension of long
cytoplasmic processes in the initial phase of platelet

production, which will then remodel into platelets inside the
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circulation. Any defect during megakaryocyte differentiation
and maturation can affect platelet production in term of

platelet count and/or platelet function.

Thin layer transmission electron microscopy (TEM) has been
the imaging approach of choice for decades providing high-
quality ultrastructure of megakaryocytes that have shaped
our understanding of the physiology of thrombopoiesis4'5.
This paper focuses on a standardized TEM method allowing
to capture the process of platelet biogenesis occurring in
situ within the native bone marrow microenvironment, which
could also serve as a basis to analyze any bone marrow cell
type. We provide ultrastructural examples of the development
of megakaryocytes from immature to fully mature, which
extend cytoplasmic processes into the microcirculation of
sinusoids®. We also describe an easy procedure to quantify
the different megakaryocyte maturation stages, instructing on
the regeneration and platelet production capacity of the bone

marrow.

Protocol

All animal experiments were performed in accordance
with European standards 2010/63/EU and the CREMEAS
Committee on the Ethics of Animal Experiments of the
University of Strasbourg (Comité Régional d'Ethique en
Matiére d'Expérimentation Animale Strasbourg). The protocol

is schematically shown in Figure 1.

1. Bone marrow collection and fixation (Figure
1A)

CAUTION: This procedure includes carcinogenic, mutagenic,
and/or toxic substances and is performed under a chemical
extraction hood. Wear appropriate protective equipment such

as gloves and protections glasses.

1. Prepare the fixative solution

2.5%

consisting  of

glutaraldehyde in cacodylate buffer (see

Supplementary File).

2. Bone marrow collection

1. Use adult C57BL/6 mice of either sex 12-18 weeks

of age. Euthanize the mice by CO2 asphyxiation and

cervical dislocation.

2. With a pair of thin scissors, cut the skin around the
thigh and use tweezers to peel the skin off. Remove
the extremity of the paw and then cut between the
hip and thigh. Detach tibia from femur by cutting at
the knee articulation and remove adherent tissue on

tibias and femurs by using a scalpel.

3. Remove the epiphyses with a sharp razor blade.
While holding the femur with tweezers, use a 5 mL
syringe filled with cacodylate buffer with a 21 G
needle to flush the bone marrow into a 15 mL tube
filled with 2 mL cacodylate buffer. To do so, insert the
bevel of the needle into the bone marrow opening
and slowly press the plunger until the marrow is

expelled.
3. Bone marrow fixation by rapid immersion into fixative.

1. Immediately after flushing, use a plastic pipette to
transfer the bone marrow cylinder into 1 mL of fresh
glutaraldehyde fixative solution (previously prepared
in 1.1) for 60 min at room temperature.

NOTE: To preserve the tissue, ensure that the
entire process, from bone dissection to the fixation
step, is completed in less than 10 min. For the
fixation, ensure that the fixative solution is at room

temperature to avoid heat shock.
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2. Embedding bone marrow in agarose

NOTE: Marrow tissue is not sufficiently cohesive to maintain
its integrity during the different washing steps and material
can be easily lost. To overcome this problem, the marrow is

covered in a gel of agar before dehydration.

1. Prepare the agarose solution as described in the

Supplementary File.

2. Wash the fixed marrow from section 1.3 in cacodylate
buffer and transfer it carefully to a glass slide using a
plastic pipette. Using a warm pipette, quickly apply a drop
of 2% liquid agar to the bone marrow cylinder.

NOTE: The agar solidifies quickly while cooling. To
ensure a homogenous covering of the bone marrow, the
agar solution has to be kept warm until it is deposited

onto the slide.

3. Quickly place the slide rapidly on ice until the agar

solidifies (1-2 min).

4. Under a microscope, use a sharp razor blade to cut
and discard the extremities of the bone marrow cylinder
because of possible tissue compression in these areas.
Transfer the marrow blocks in 1.5 mL microcentrifuge

tubes containing 1 mL of cacodylate buffer.

3. Embedding bone marrow in resin

CAUTION: Resin components are toxic; some are
carcinogenic and must be handled with care under a chemical
extraction hood. Use appropriate protective equipment such
as gloves and protection glasses. Osmium tetroxide is highly
volatile at room temperature and its vapors are very harmful
to the eyes, nose, and throat. Before being discarded, 2%
osmium tetroxide must be neutralized by adding twice its

volume of vegetable oil.

Prepare the epoxy resin as described in the

Supplementary File.

Resin embedding

NOTE: Keep the samples in the same microcentrifuge
tubes during incubations in successive baths of osmium,
uranyl acetate and ethanol. Aspirate the supernatants
with a Pasteur pipette. The volume of solution used for
each bath must equal at least 10x the volume of the

sample.

1. Post-fix the blocks with 1% osmium in cacodylate
buffer for 1 h at4 °C, wash once in cacodylate buffer

and then once in distilled water.

2. Stain with 4% uranyl acetate in distilled water for 1

h, wash twice in distilled water.

3. Dehydrate through a graded series of ethanol in
distilled water: 4 times in 75% ethanol for 5 min,
followed by 3 times in 95% ethanol for 20 min and
then 3 times in 100% ethanol for 20 min. At this step,
take one syringe of epoxy resin out from the freezer.
NOTE: The protocol can be paused in 100% ethanol
for 1 h.

4. To obtain uniform infiltration and polymerization of
epoxy resin inside the marrow, incubate first the
blocks in 2 successive baths of propylene oxide for

15 min.

5. Add a 1:1 mixture of 100% propylene oxide and
epoxy resin and incubate for 1 h. Place the samples

on a slow rotary shaker at room temperature.

6. Add 100% epoxy resin leave the sample for

overnight incubation under agitation.

7. Add 100% epoxy resin for 2 h incubation, still under

agitation.
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8. Under a microscope, place the marrow blocks into
flat silicone molds. Orientate samples to permit
subsequent transversal sectioning of the entire bone
marrow. Fill the molds with epoxy resin and place
them at 60 °C for 48 h.

NOTE: All solutions (except ethanol and propylene
oxide) are filtered through 0.22 pym filter to
avoid samples contamination. To ensure adequate
polymerization of the resin, avoid bubbles while

filling the molds.

4. Ultrathin sectioning (Figure 1B)

NOTE: Transmission EM requires thin tissue sections through
which electrons can pass generating a projection image
of the interior of cells, structure, and organization of inner
organelles (granules, endoplasmic reticulum, Golgi) and the

arrangement of intracellular cell membranes.

1. Mount the sample block in an ultra-microtome support.
Put it on the sample holder. Trim the samples at 45° in
order to remove the excess of resin around the tissue

with a rotating diamond or tungsten milling cutter.

2. Mountthe samples on the ultramicrotome with a diamond
knife blade equipped with a water tank. Cut transverse
sections of 500 nm and 100 nm thickness for histological
and TEM analyses, respectively. Collect floating sections

on the water-surface with a loop.

3. Deposit the 500 nm thick section on a glass slide and
100 nm thick sections on 200 mesh thin-bar copper grids
with a paper filter underneath. Prepare five grids for
one condition: stain two grids first and keep the three

remaining grids as a backup if necessary.

5. Toluidine blue staining for histology

NOTE: Staining sections for histology is important for three
reasons: 1) to make sure that the tissue is actually cut and
not the resin, 2) to check the quality of the inclusion, and 3)
to rapidly evaluate the marrow sample. If this is not correct,

cut deeper in the block.

1. Dry the semi-thin sections slide on a heat plate (60 °C).

2. Add filtered 1% toluidine blue/1 % sodium borate in
distilled water on the slides and heat on a hot plate (60
°C) for 1-2 min. Wash the slides with distilled water and

let it dry on the heat plate.

3. Mount sections on coverslips with a drop of Poly(butyl
methacrylate-co-methyl methacrylate) mounting medium

and examine under a light microscope.

6. Heavy metal staining for TEM observation

( Figure 1C)

NOTE: For the contrast, the upper side of the grids are
inverted on 100 uL drops of each successive bath with a loop.
Prior to use, each solution is 0.22 um filtered. Remove the
excess of liquid between each bath by gently contact the grid

side on a filter paper.

1. Stain with 4% uranyl acetate in distilled water for 5 min.
2. Wash 3 times in distilled water for 5 min.

3. Stain with lead citrate for 3 min.

4. Wash 3 times in distilled water for 5 min.

5. Deposit the grids by the lower side in contact with the
filter paper to let them dry.
react in

NOTE: Heavy metals the presence of

carbon dioxide. To minimize the precipitates, avoid air
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displacement during the contrast, do not speak, keep the

environment calm and turn off the air-conditioning.

7. TEM ( Figure 1E)

NOTE: The sections are introduced in a TEM microscope and

examined at 120 kV.

1. First examine the sections at low magnification (< 500x)
to appreciate the general aspect of the preparation
(absence of hole in the resin, folds/compression in the

sections, precipitates due to staining).

2. Then examine the sections at higher magnification (~
2000x allowing to distinguish the stage of maturation).
Count manually the megakaryocytes from each stage
of maturation over whole transversal sections (see
Representative Results on how do visually identify each
stage).

NOTE: Each square of the grids is defined as an area
for examination (which equals 16000 um2 for 200 mesh

copper grids).

3. To assess the number of megakaryocytes, quantify only
the squares that are fully covered with a section. To
do so, use a model based on the screening of ranges.
Observe a first range of squares from an extremity of the
section to another, then another range in the same way,
etc. Using this procedure, screen fully and systematically

the whole marrow transversal section square by square.

4. For each square, score the number of Stage [, Il or lll
megakaryocytes.
NOTE: Higher magnifications are required to analyze the
granules, the DMS organization, the size of cytoplasmic

territories and the polylobulated nucleus.

Representative Results

Bone marrow histology

Observation of the bone marrow toluidine blue histology
under a light microscope is key to rapidly analyze
the overall tissue architecture in terms of e.g., tissue
compactness, microvessel continuity, and the size and shape
of megakaryocytes (Figure 1D). It is performed before
ultrathin sections to determine the need of cutting deeper in
the bone marrow block. Due to their giant size and nuclear
lobulation, the more mature megakaryocytes may be easily
visualized with a 40x objective. This gives an excellent and
rapid overview of the density of mature megakaryocytes in
the tissue and their relative localization to the microvessels.
Anomalies in megakaryocyte proliferation and maturation

could already been detected in such semi-thin sections.

Bone marrow ultrastructure

On the basis of distinct ultrastructural characteristics, murine
megakaryocytes are divided into 4 stages representing
sequential stages in their maturation (Figure 2A). Stage
| megakaryocytes are 10-15 ym in diameter with a large
nucleus occupying most of the cell and containing abundant
ribosomes and rough endoplasmic reticulum. The presence
of the earliest detectable stage of the DMS, called pre-
DMS, is also a key criterion for distinguishing stage | MKs

in TEM analysis3.

In the stage Il of maturation, granule
formation begins and the development of the DMS is
initiated. Megakaryocytes increase in size, measuring 15-25
pm in diameter and develop nuclear lobulation. Mature
stage Il megakaryocytes are giant cells 25-50 ym in
diameter. Their cytoplasm contains a well-developed DMS
with clearly defined cytoplasmic territories and a peripheral

zone devoid of organelles. At this stage, the nucleus is

generally located eccentrically and appears very irregular with
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condensed chromatin located at the nuclear membrane. The
last step is characterized by a naked nucleus, also called
pyrenocyte, consisting of a large nucleus surrounded by a
plasma membrane after the bulk of cytoplasm has been
eliminated. In wild type C57BL/6 mice, the bone marrow
comprises about 8% stage |, 20% stage Il, 71% stage llI
megakaryocytes and < 1% pyrenocytes. The average number
of megakaryocytes is between 1.7 and 2.2 cells per square.
This arbitrary classification allows to conveniently monitor
a continuous process of cell differentiation and detect its

possible anomalies.

Beside these classical stages of maturation, observation of
fixed megakaryocytes in the bone marrow allows to analyze
the series of events occurring as megakaryocytes interact
with the sinusoidal wall (Figure 2B). Megakaryocytes in
contact with the endothelial cells are frequently observed in
thin sections. On occasion one observes megakaryocytes
forming short invasive protrusions penetrating the
endothelium or extending large projection of its cytoplasm
into the sinusoidal lumen? 8. Remarkably, these intravascular
cytoplasmic processes display variable sizes, lengths, and
diameters, illustrating the progressive platelet remodeling

in the circulation. Platelets already present in the

general circulation, having a discoid shape maintained by
circumferential microtubule coils, are also visible in the lumen
of the sinusoids. This typical morphology of the platelets is

indicative of the correct fixation of the specimen.

Transmission electron microscopy has the level of resolution
required to visualize ultrastructural details, such as nuclear
lobulation, spatial organization of the DMS and granules
in terms of size, shape, and distribution. Figure 2C is
an example of the perinuclear region in a stage Il
megakaryocyte showing the presence of a granules, Golgi
cisternae, mitochondria, and endoplasmic reticulum. Also
noteworthy in Figure 2C is a multivesicular body, which
represents an intermediate stage in the formation of alpha and
dense granules, containing multiples exosomes measuring
less than 200 A in diameter®:10. Finally, transmission
electron microscopy enables to visualize neutrophils and
other hematopoietic cells present inside the megakaryocytes,
(Figure 2D) following an uncommon process called
emperipolesis whereby a cell penetrates another living cell".
This process, which concerns 4% of megakaryocytes in
normal physiological condition, can be significantly increased

in certain pathological conditions'2.
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Figure 1: Schematic illustration of the experimental setup. (A) Bone marrow embedding procedure. The bone marrow

is flushed and fixed by rapid immersion in glutaraldehyde solution. The photograph illustrates the typical appearance of the

bone marrow cylinder following flushing. After 1 h fixation at room temperature, the marrow is surrounded in agarose, post-

fixed in osmium tetroxide and incubated in uranyl acetate. The tissues are then rinsed in buffer, dehydrated in a series of

graded ethanol, incubated in propylene oxide and infiltrated with epoxy resin. (B) Bone marrows blocks sectioning. The

embedded bone marrow is mounted on an ultramicrotome holder, trimmed at 45° and cut either in semi-thin (500 nm) or

thin (100 nm) sections. For ultrastructural studies, the floating sections are picked up with a loop and deposited on grids with
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a paper filter underneath. (C) Contrast staining for TEM observations. Grids are inverted on uranyl acetate drops, washed

on distilled water drops and incubated on lead citrate before another run of washings. After drying (upper side with the
sections), the samples are ready to be examined under the TEM. (D) Histology of a mouse femoral marrow section stained
with toluidine blue. The giant cells correspond to mature megakaryocytes (1), some being in contact with sinusoids (2). The
sinusoids converge on a large central sinus vein (3). Bar: 20 um. Inset: Normal appearance of a mature megakaryocyte at
40x magnification. (E) Representative TEM image of a bone marrow section at low magnification.Cells are tightly packed with
little extracellular space. Each grid square of the section is observed from an extremity to another by following the schematic

arrowed path (red arrows). Bar: 200 um. Please click here to view a larger version of this figure.
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Figure 2: Representative in situ images of megakaryocytes ultrastructure. (A) Characteristic maturation stages of
wild-type megakaryocytes. Megakaryocytes are classified in four maturation stages: Stage I, a cell 10-15 ym in diameter
with a large nucleus; stage Il, a cell 15-30 ym in diameter containing the DMS under development; stage lll, a 30-50

um cell containing a well-developed demarcation membrane system (DMS) defining cytoplasmic territories and having

an organelle-free peripheral zone. A pyrenocyte corresponds to the naked polylobulated nucleus remaining in the bone
marrow following full cytoplasmic extension. Bars: 10 ym (B) Megakaryocyte-endothelial cell interactions and intravascular

cytoplasmic processes.(i) The peripheral zone (PZ) of a megakaryocyte is closely apposed to the abluminal surface of the
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sinusoidal endothelium. (ii) A megakaryocyte forming short invasive protrusions that penetrate deeply into the endothelial

layer (arrowheads). (iii-v) The arrows indicate cytoplasmic processes of megakaryocytes with varying diameters, some of

which are very large and have a peripheral zone that may represent fragments that have just entered the bloodstream.

(vi) A typical discoid platelet (P) observed in the sinus lumen. In each micrograph, the red line indicates the luminal side of

the endothelial barrier and the star indicates the sinusoid lumen. Bars: 2 um. (C) Higher magnifications of the perinuclear

region of a mature megakaryocyte. a, alpha granule; rer, rough endoplasmic reticulum; G, golgi; MVB, multivesicular body;

m, mitochondria. Bar: 0.5 pym. (D) Example of a megakaryocyte showing emperipolesis. The engulfed neutrophil appears

morphologically unaltered by the interaction with megakaryocytes. Bar: 2 um. Please click here to view a larger version of

this figure.

Supplementary File: Preparation of the reagents. Please

click here to download this File.

Discussion

Direct examination of megakaryocytes in their native
environment is essential to understand megakaryopoiesis
and platelet formation. In this manuscript, we provide a
transmission electron microscopy method combining bone
marrow flushing and fixation by immersion, allowing to dissect
in situ the morphology characteristics of the entire process
of megakaryocyte morphogenesis taking place in the bone

marrow.

The flushing of the bone marrow is a critical step of this
method, as the success of a high-quality flushing depends
on the practice and training of the operator. Although
delicate, flushing the bone marrow is the best way to avoid
removal of the mineralized bone, which usually requires a 2-
week EDTA treatment for complete decalcification associated
with significant artifacts on the megakaryocyte morphology.
Additionally, a major advantage of collecting whole unfixed
bone marrows from tibia and femurs is the ability to combine
several imaging approaches to the same mouse. In practice,
only a single bone marrow is required for the ultrastructural
study, the other three specimens being available for

complementary analyses. The second bone marrow can then

be used for the preparation of fresh bone marrow explants,
to study in real-time the dynamics of proplatelet formation
of native megakaryocytes6. The third sample is usually
designed for immunostaining studies on thick sections,
providing 3D imaging and distribution of megakaryocytes
within their natural environment. The last sample can be
frozen and stored for further studies by immunogold electron
microscopy, where the subcellular localization of proteins is
investigated at high resolution*. These combined imaging
methods, together with the availability of the targeted deletion/
mutation of genes in a mouse, provide an important means
of delineating in situ the biological role of a given protein
in thrombopoiesis. However, it should be pointed out here
that one limitation of this method is the withdrawal of the
epiphyses needed to flush the marrow. Epiphyses are known
to be important areas for hematopoiesis, and their removal
therefore hinders any possibility of analyzing hematopoietic
stem cells and the initial phases of engagement13. Another
limitation is that progenitors of megakaryocytes before the
immature stage | cannot be identified because these cells do
not have specific ultrastructural features. To overcome this

limitation, an EM immunogold approach could be used.

The second important step of the method is the bone

marrow fixation by immersion. When performed under the
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conditions described here, i.e., fixation immediately after
flushing out the compact bone marrow cylinder, it has the
following advantages: (i) it is quick and easy to perform,
(i) it preserves an ultrastructure close to that observed
following fixation by perfusionﬁ, and (iii) it maintains free
megakaryocyte processes and platelets in the sinusoid
bloodstream which are otherwise flushed out/lost after
perfusion. With this technique it is possible to investigate
the entry of megakaryocytes into the sinusoidal circulation
and to characterize all the intermediate forms of cytoplasmic
processes from which platelets arise®. In line with this, it has
recently been reported that the large protrusions intravasating
from megakaryocytes in vivo are structurally distinct from
the thin extensions formed by megakaryocytes in vitro,
with notably a different arrangement of the microtubules’.
Similarly, we have recently shown that the mechanism
governing platelets formation in vivo differs from that identified

in vitro4 .

Important ultrastructural differences are increasingly
recognized between in vitro cultured and in vivo generated
native megakaryocytes, underscoring the need for the
bone marrow microenvironment for a full megakaryocyte
differentiation/maturation. Following combination of bone
marrow flushing and fixation by immersion described in this
article, conventional transmission electron microscopy still
remains an invaluable tool to study megakaryocyte biology
and platelet formation, under physiological and pathological

conditions.
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Abstract The immunoreceptor tyrosine-based inhibition motif (ITIM)-containing receptor Géb-B
is critical for platelet production and activation. Loss of Géb-B results in severe
macrothrombocytopenia, myelofibrosis and aberrant platelet function in mice and humans. Using a
combination of immunohistochemistry, affinity chromatography and proteomics, we identified the
extracellular matrix heparan sulfate (HS) proteoglycan perlecan as a Géb-B binding partner.
Subsequent in vitro biochemical studies and a cell-based genetic screen demonstrated that the
interaction is specifically mediated by the HS chains of perlecan. Biophysical analysis revealed that
heparin forms a high-affinity complex with G6b-B and mediates dimerization. Using platelets from
humans and genetically modified mice, we demonstrate that binding of Géb-B to HS and
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multivalent heparin inhibits platelet and megakaryocyte function by inducing downstream signaling
via the tyrosine phosphatases Shp1 and Shp2. Our findings provide novel insights into how Géb-B
is regulated and contribute to our understanding of the interaction of megakaryocytes and
platelets with glycans.

DOI: https://doi.org/10.7554/eLife.46840.001

Introduction

Platelets are highly reactive anucleated cell fragments, which are produced by megakaryocytes
(MKs) in the bone marrow, spleen and lungs. In an intact vasculature, platelets circulate in the blood
stream for 7-10 days and are finally cleared by the reticulo-endothelial system in the spleen and
liver. Upon vascular injury, however, platelets adhere to the exposed vascular extracellular matrix
(ECM), become activated and form a hemostatic plug that seals the wound. Platelet activation must
be tightly regulated to avoid hyperactivity and indiscriminate vessel occlusion (Bye et al., 2016;
Jackson, 2011). The mechanisms that inhibit platelet activation include extrinsic factors, such as
endothelial-derived nitric oxide and prostacyclin, and intrinsic factors, such as immunoreceptor tyro-
sine-based inhibition motif (ITIM)-containing receptors (Coxon et al., 2017, Nagy and Smolenski,
2018).

Gé6b-B is a unique platelet ITIM-containing receptor that is highly expressed in mature MKs and
platelets (Coxon et al., 2017; Senis et al., 2007). It is a type | transmembrane protein that consists
of a single N-glycosylated immunoglobulin-variable (IgV)-like domain in its extracellular region, a sin-
gle transmembrane domain and a cytoplasmic tail containing an ITIM and an immunoreceptor tyro-
sine-based switch motif (ITSM). The central tyrosine residues embedded in the consensus sequences
of the ITIM ([I/V/LIXYxx[V/L]) and ITSM ([TIxYxx[V/I]) become phosphorylated by Src family kinases
(SFKs) and subsequently act as docking sites for the Src homology 2 (SH2) domain-containing pro-
tein-tyrosine phosphatases (Shp)1 and 2 (Mazharian et al., 2012; Senis et al., 2007). The canonical
mode of action of ITIM-containing receptors is to position these phosphatases, as well as the SH2
domain-containing inositol polyphosphate 5-phosphatase 1 (SHIP1) in close proximity to ITAM-con-
taining receptors, allowing them to dephosphorylate key components of the ITAM signaling pathway
and to attenuate activation signals. The inhibitory function of Géb-B has been demonstrated in a
heterologous cell system, by antibody-mediated crosslinking of the receptor in platelets and Gé6b-B
knockout (KO) mouse models (Mazharian et al., 2012; Mori et al., 2008; Newland et al., 2007).
Findings from these mice demonstrated that the function of Géb-B goes beyond inhibiting signaling
from ITAM-containing receptors (Mazharian et al., 2013; Mazharian et al., 2012). These mice
develop a severe macrothrombocytopenia, myelofibrosis, and aberrant megakaryocyte and platelet
function, establishing Géb-B as a critical regulator of platelet activation and production. This pheno-
type was also observed in a Géb-B loss-of-function mouse model (Mpigéb®") in which the tyrosine
residues within the ITIM and ITSM were mutated to phenylalanine residues, abrogating the binding
of Shp1 and Shp2 to Géb-B and downstream signaling (Geer et al., 2018). Moreover, expression of
human Géb-B in mouse platelets rescued the phenotype of Géb-B-deficient mice, demonstrating
that human and mouse Géb-B exert the same physiological functions (Hofmann et al., 2018). Impor-
tantly, null and loss-of-function mutations in human Géb-B have been reported to recapitulate key
features of the Mpigéb KO and loss-of-function mouse phenotypes, including a severe macrothrom-
bocytopenia, MK clusters in the bone marrow and myelofibrosis (Hofmann et al., 2018,
Melhem et al., 2016). Despite the vital role of G6b-B in regulating platelet production and function,
its physiological ligand was not known. Although a previous study demonstrated that Gé6b-B binds
to the glycosaminoglycan (GAG) heparin, the functional significance of this interaction was not
known (de Vet et al., 2005).

Proteoglycans comprise a heterogeneous family of macromolecules, consisting of a core protein
and associated unbranched GAG side-chains. Heparan sulfates (HS) are a specific subgroup of
GAGs, defined by their basic disaccharide unit. They are structurally related to heparin, which is pro-
duced as a macromolecular proteoglycan by tissue-resident mast cells (Lassila et al., 1997)
and which, following chemical or enzymatic processing, serves as an anti-coagulant
(Chandarajoti et al., 2016; Meneghetti et al., 2015). One of the best studied and abundant HS
proteoglycans is perlecan, which is synthesized and secreted by endothelial and smooth muscle cells
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into the vessel wall. It is comprised of a large 400-kDa core protein and has three HS chains attached
to its N-terminus. A number of proteins reportedly interact with the HS chains and protein core of
perlecan, among them are structural components of the ECM, including laminin, collagen IV and
fibronectin, and fibroblast growth factor-2 (Nugent et al., 2000; Whitelock et al., 2008). Of note,
the proteolytically released C-terminal fragment of perlecan, called endorepellin, binds to integrin
02B1 and enhances collagen-mediated platelet activation (Bix et al., 2007). Perlecan has also been
shown to exert anti-thrombotic properties in an ovine vascular graft model through its HS side-
chains, although the underlying mechanism has not been defined (Lord et al., 2009).

In this study, we identified the physiological ligand of Géb-B, the molecular basis of the G6b-B
ligand interactions and the mechanism underlying physiological effects. Our findings demonstrate
that Géb-B binds the HS chains of perlecan, as well as to heparin, eliciting functional responses in
MKs and platelets. Moreover, we also show that a cross-linked, semisynthetic form of heparin, called
anti-platelet anti-coagulant (APAC) (Lassila and Jouppila, 2014), beyond inhibiting collagen-medi-
ated platelet aggregation, induces robust phosphorylation and downstream signaling of Géb-B. Col-
lectively, these results reveal that HSs regulate Géb-B signaling and function, providing a novel
mechanism by which MK and platelet function is regulated.

Results

Identification of perlecan as a ligand of G6b-B

To identify the tissue expressing the physiological ligand of Gé6b-B, we generated a recombinant
mouse G6b-B Fc-fusion protein (mGéb-B-Fc), consisting of the murine G6b-B ectodomain and the
human IgG-Fc tail (to mediate dimer formation), which we used to stain frozen mouse tissue sec-
tions. We consistently observed prominent staining in large vessels, including the vena cava and
aorta, and also in smaller vessels in the liver and spleen, that were not observed with the negative
control (IgG-Fc) (Figure 1), suggesting the presence of Géb-B ligand in vessel walls. The highly vas-
cularized bone marrow sections showed a more diffuse staining, indicative of the presence of the
ligand in the bone marrow ECM (Figure 1).

Because of the strong signals and easy accessibility of the vena cava, we incubated vena cava
homogenates with mGéb-B-Fc and protein G sepharose beads to precipitate and identify Géb-B
binding partners. SDS-PAGE and colloidal coomassie staining revealed bands of high molecular
weight that were absent in the negative control (IgG-Fc pulldown, Figure 1—figure supplement 3).
Bands were excised and proteins identified by mass spectrometry, revealing basal membrane-spe-
cific HS proteoglycan (HSPG) core protein or perlecan as the most abundant protein specifically
pulled-down with mGéb-B-Fc (Table 1).

The interaction with perlecan was verified using an in vitro binding assay, which measured the
binding of soluble mGéb-B-Fc to immobilized molecules. mGéb-B-Fc bound robustly to perlecan,
but not to bovine serum albumin (BSA) (control) or other ECM molecules, including collagen | and
IV, various forms of laminin (111, 411, 421, 511 and 521), fibronectin or the related and recombi-
nantly expressed HSPGs syndecan-2 or agrin (Figure 2A). Hence, the laminin and collagen identified
by Géb-B pulldown and mass spectrometry (Table 1) most probably represented perlecan-associ-
ated proteins (Battaglia et al., 1992) rather than direct binding partners of Géb-B. Human Géb-B-Fc
(huGéb-B-Fc) showed binding characteristics similar to those of mGéb-B-Fc (Figure 2A).

Treatment of perlecan with the enzyme heparinase I, which removes the HS side-chains, signifi-
cantly reduced Géb-B binding to immobilized perlecan (Figure 2B), indicating that Géb-B binds to
the HS side-chains rather than the protein core. This observation was further supported by a compe-
tition assay, in which the addition of soluble HS inhibited the binding of Géb-B to immobilized perle-
can (Figure 2C). Of note, unfractionated heparin, which is closely related to HS, also interfered with
G6b-B binding to perlecan and streptavidin-immobilized biotin-conjugated heparin and also bound
directly to Géb-B-Fc (Figure 2A).

To gain further insights into the structural requirements of the Géb-B-ligand interaction, we
tested heparin oligomers of different lengths (4, 8, 12 and 20 saccharide units, degree of polymeriza-
tion (dp)4, dp8, dp12 and dp20, respectively) and selectively desulfated heparin molecules for their
binding to Géb-B. In a competition assay, only oligomers of at least eight saccharides were able to
block binding of Géb-B to heparin-biotin partially, suggesting that this is the minimum length
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Figure 1. Prominent binding of mGéb-B-Fc to the vessel wall. Imnmunohistochemistry staining of frozen mouse
tissue sections with mGéb-B-Fc or human IgG-Fc fragments (control). Bound protein was visualized using a
secondary anti-human-Fc-HRP antibody and DAB substrate, prior to counterstaining with hematoxylin. The images
were captured by a Zeiss Axio Scan.Z1 slidescanner, and images were exported using the Zeiss Zen software. (A)
Overview and (B) zoomed-in images for the indicated tissues. lu, vessel lumen. Larger overview sections of the
tissues are shown in Figure 1—figure supplements 1, 2.

DOI: https://doi.org/10.7554/eLife.46840.002

The following figure supplements are available for figure 1:

Figure supplement 1. Overview sections of tissues stained with mGéb-B-Fc or negative control.
DOI: https://doi.org/10.7554/elife.46840.003

Figure supplement 2. Overview sections of tissues stained with mGéb-B-Fc or negative control.
DOI: https://doi.org/10.7554/eLife.46840.004

Figure supplement 3. Pull-down of Géb-B binding partners from vena cava lysates.

DOI: https://doi.org/10.7554/elife.46840.005

required for this interaction (Figure 2—figure supplement 1A). In addition, high sulfation of the gly-
can was found to be important for Géb-B binding, as a loss of occupancy of one sulfation site
resulted in a significant drop in the ability of the oligomer to block Géb-B binding to native heparin
(Figure 2—figure supplement 1B).

As the binding assay results suggested that the Géb-B ligand was primarily composed of HS gly-
cans, we opted to confirm and extend these finding using a genome-scale cell-based CRISPR KO
screening approach to identify all of the genes that are required for the synthesis and cell surface
display of the Gé6b-B ligand (Sharma et al., 2018). We observed that a highly avid recombinant
Gé6b-B molecule, consisting of the entire ectodomain of biotinylated human Géb-B clustered around
phycoerythrin (PE)-conjugated streptavidin, robustly stained several human cell lines, providing the
basis for a cellular genetic screen (Figure 3A). A genome-wide mutant cell library was generated by
transducing Cas%-expressing HEK293 cells with a library of lentiviruses, each encoding a single
gRNA from a pool of 90,709 individual gRNAs targeting 18,009 human genes (Sharma et al., 2018).
Transduced cells that had lost the ability to bind to the recombinant protein were isolated using
fluorescent-activated cell sorting, and genes that are required for cell surface binding of Géb-B were
identified by comparing the relative abundance of gRNAs in the sorted versus unsorted control
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Table 1. List of proteins immunoprecipitated with mGéb-B-Fc from vena cava lysates

Accession number Name Peptides Protein score Protein score negative control FE

E9PZ16 Basement membrane- 131 607.22 n.d.
specific heparan sulfate
proteoglycan core
protein (perlecan)

E9QPE7 Myosin-11 103 468.02 719.71 0.7

F8vQJ3 Laminin subunit gamma-1 75 434.43 9.66 45.0

Q55X39 Myosin-4 80 328.62 587.14 0.6

Q8VDD5 Myosin-9 81 318.18 513.68 0.6

P97927 Laminin subunit alpha-4 56 285.20 n.d.

Q61292 Laminin subunit beta-2 63 262.37 n.d.

B2RWX0 Myosin, heavy polypeptide 1, 61 244.66 446.14 0.5
skeletal muscle, adult

P02469 Laminin subunit beta-1 57 236.87 n.d.

J3QQ16 Protein Col6a3 61 232.99 14.76 15.8

G3uws2 MCG140437, 54 214.75 378.87 0.6
isoform CRA_d

B7FAU9 Filamin, alpha 58 202.67 139.51 1.5

Q3UHL6 Putative uncharacterized 48 192.76 n.d.
protein — fibronectin

Q9JKF1 Ras GTPase-activating- 31 107.79 68.57 1.6
like protein IQGAP1

MOQWP1 Agrin 21 84.47 n.d.

P19096 Fatty acid synthase 27 74.68 23.81 3.1

Q61001 Laminin subunit alpha-5 23 73.24 n.d.

E9QPX1 Collagen alpha-1(XVIIl) chain 16 59.16 n.d.

A2AJY2 Collagen alpha-1(XV) chain 14 53.53 n.d.

B7ZNH7 Collagen alpha-1(XIV) chain 15 43.27 3.09 14.0

P26039 Talin-1 11 42.29 29.93 1.4

Fold enrichment (FE)=score Géb-B-FC precipitation/score negative control; n.d. = not detectable. Proteins that are prominently present in the negative
control (FE < 2) are shown in italic. The protein score was calculated using the SEQUEST HT search algorithm and is the sum of all peptide Xcorr values
above the specified score threshold (0.8 + peptide_charge x peptide_relevance_factor where peptide_relevance_factor is a parameter with a default value
of 0.4). The full data set, including the mass spectrometry result for the respective band of a Géb-B-FC only sample, is found in Table 1—source data 1-
3. A picture of a gel and the bands excised for mass-spectrometric analysis are shown in Figure 1—figure supplement 3.

DOI: https://doi.org/10.7554/eLife.46840.006

The following source data is available for Table 1:

Source data 1. Mass spectrometry results for proteins precipitated from vena cava lysates with mGéb-B-Fc.
DOI: https://doi.org/10.7554/elife.46840.007

Source data 2. Mass spectrometry results for proteins precipitated from vena cava lysates with Fc control protein.
DOI: https://doi.org/10.7554/elife.46840.008

Source data 3. Mass spectrometry results for the proteins detected at the respective height after loading mGéb-B-Fc only (no vena cava lysate).
DOI: https://doi.org/10.7554/eLife.46840.009

populations (Li et al., 2014). Using this strategy, we unambiguously identified many genes
that are required for HS biosynthesis, beginning with the generation of the tetrasaccharide linkage
on the serine residue of the protein backbone (B3GAT3, XYLT2, B4GALT7), the commitment
towards the HS pathway (EXTL3), HS chain polymerization (EXT1/2), and HS chain modification
(NDST1, HS2ST1) (Figure 3B). Of particular note, genes encoding the enzymes chondroitin sulfate
N-acetylgalactosaminyltransferase 1 and 2 (CSGALNACT1/2), which are essential for the
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Figure 2. G6b-B-Fc binds to heparan sulfate side-chains of perlecan. (A) 96-well plates were coated with the
indicated substrates (5 pg/ml) and incubated with mouse Géb-B-Fc (10 ug/ml), human Géb-B-Fc (30 ug/ml) or Fc-
control (10 pg/ml). Bound protein was detected with an anti-human-Fc-HRP antibody and 3,3',5,5'-
tetramethylbenzidine (TMB) substrate. n = 2-4; SA, streptavidin. (B) Perlecan and bovine serum albumin (BSA)
were treated or not with heparinase Il (5 mU/ml) prior to blocking, and mGéb-B-Fc binding was measured. n = 4.
(C) mGéb-B binding to immobilized perlecan was measured in the presence of the indicated concentrations of
heparin and heparan sulfate. n = 3. P-values were calculated using ordinary one-way ANOVA with Dunnett's post-
hoc test and asterisks denote statistical significance compared to the respective control. ***, p<0.001. Source files
of all binding assays are available in Figure 2—source data 1.

DOI: https://doi.org/10.7554/eLife.46840.010

The following source data and figure supplement are available for figure 2:

Source data 1. Source data for graphs shown in Figure 2A-C.

DOI: https://doi.org/10.7554/elife.46840.012

Figure supplement 1. Loss of heparin sulfation impairs interaction with Géb-B.

DOI: https://doi.org/10.7554/eLife.46840.011
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Figure 3. The heparan sulfate biosynthesis pathway is required for Géb-B binding to HEK293 cells. (A) Recombinant Géb-B, produced as a monomeric
biotinylated protein and conjugated to streptavidin-PE to generate an avid probe, binds to HEL, HEK293 and COLO-320-HSR cells. (B) A genome-wide
loss-of-function approach identifies the HS biosynthesis pathway as the factor required to mediate the binding of recombinant Géb-B to HEK293 cells
(left panel). X- and y-axis represent the log-fold-change (LFC) and robust rank aggregation (RRA) score calculated using the MAGeCK software,
respectively. Circles represent individual genes and sizes represent the false-discovery rate (FDR): large circle = FDR < 1%, small circle = 1% < FDR <
5%. Genes with FDR < 5% are color coded according to their functional annotation and genes corresponding to the HS biosynthesis pathway are
additionally named. The HS biosynthesis pathway is depicted in the right panel with the genes identified in the loss-of-function approach highlighted.
Similar results were obtained in HEL cells (not shown). (C) Géb-B binding to HEK293 cells was measured by flow cytometry in the presence or absence
Figure 3 continued on next page
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of the indicated concentration of heparin or chondroitin sulfate. One representative out of three experiments is shown. (D) Géb-B loses its binding to
cell lines when SLC35B2, encoding a transporter required for the sulfation of glycosaminoglycans (GAGs), is targeted. To ensure that the KO cells lack
GAGs, a known HS binding protein, FGFRL1, is used as a control that confirms the loss of binding on these cell lines. Source data for the genomic
screens in HEK293 and HEL cells are available in Figure 3—source data files 1-2 and 3-4, respectively.

DOI: https://doi.org/10.7554/elife.46840.013

The following source data is available for figure 3:

Source data 1. Raw read counts from the screen carried out in HEK293 cells.

DOI: https://doi.org/10.7554/elife.46840.014

Source data 2. MAGeCK output for gene-wise ranking from the screen carried out in HEK293 cells.
DOI: https://doi.org/10.7554/elife.46840.015

Source data 3. Raw read counts from the screen carried out in HEL cells.

DOI: https://doi.org/10.7554/eLife.46840.016

Source data 4. MAGeCK output for gene-wise ranking from the screen carried out in HEL cells.
DOI: https://doi.org/10.7554/elife.46840.017

commitment towards the biosynthesis of chondroitin sulfate chains, were not identified, demonstrat-
ing that Géb-B binding to HEK293 cells is mediated by HS, but not by chondroitin sulfate
(Figure 3B). Moreover, the addition of heparin, but not chondroitin sulfate, inhibited Gé6b-B binding
to HEK293 cells (Figure 3C). We also identified SLC35B2 (Solute Carrier Family 35 Member B2), a
gene encoding a transporter protein that translocates 3’-phosphoadenosine-5'-phosphosulfate from
the cytosol into the Golgi apparatus, where it is used as a sulfate donor for the sulfation of glycopro-
teins, proteoglycans, and glycolipids. We validated the involvement of sulfated HSs in mediating
Gé6b-B binding to cells by individually targeting SLC35B2 and were able to demonstrate that this led
to a loss of Géb-B binding relative to the parental cell line (Figure 3D). Together, this genetic screen
provides further evidence that the physiological ligand of Géb-B is negatively charged HS, corrobo-
rating our in vitro binding data.

Molecular basis of G6b-B interaction with the HS side-chains of

perlecan

The extracellular domain of Géb-B is enriched in positively charged residues, especially arginines (12
in 125 amino acids; 9.6% vs 5.6% average frequency in mammalian membrane proteins
[Gaur, 2014]), which are known to mediate strong binding to heparin (Margalit et al., 1993). Prior
to obtaining the crystal structure, we generated a structural model of Géb-B using template-based
tertiary structure prediction (RaptorX Structure Prediction server) and used this model to aid
in the identification of candidate residues for mutagenesis. Examination of the model showed four
basic residues (Lys54, Lys58, Arg60 and Argé1) in close spatial proximity to each other on a solvent-
exposed loop. We tested whether these amino acids are involved in heparin binding by generating a
mutant Géb-B (K54D, K58D, R60E, R61E; Figure 4—figure supplement 1A) and by comparing hep-
arin binding to WT Gé6b-B in transiently transfected CHO cells. An anti-Géb-B monoclonal antibody
demonstrated a robust cell surface expression of mutant Géb-B that was comparable to that of WT
Géb-B, suggesting that the quadruple mutation did not disrupt protein folding or expression (Fig-
ure 4—figure supplement 1B). Cells expressing WT Gbéb-B showed an increase in heparin binding
compared to that in non-transfected cells, whereas the cells expressing mutant Géb-B showed
impaired binding when compared to WT Géb-B expressing cells, demonstrating that these amino
acids (or a subset thereof) are involved in ligand binding (Figure 4—figure supplement 1C).

The crystal structure of the G6b-B extracellular domain (ECD)-dp12-
Fab complex

Subsequent to the tertiary structure prediction, we were able to generate crystals of the ternary
complex of the ectodomain of Géb-B bound to the heparin oligosaccharide dp12, scaffolded by a
G6b-B-specific Fab fragment, and we determined the structure of this complex by X-ray crystallogra-
phy to 3.1 A resolution (Figure 4 and Table 2). The construct that was used was N32D, S67A, S68A,
S69A, T71A. The N32D mutation was made to remove the single potential N-linked glycosylation

Végtle et al. eLife 2019;8:e46840. DOI: https://doi.org/10.7554/eLife.46840 8 of 43



LI FE Biochemistry and Chemical Biology | Cell Biology

site. Intact mass spectrometry also revealed that after having made the N32D mutation, the mea-
sured mass of the protein was 948 Da greater than expected, consistent with O-glycosylation. Sub-
sequent analysis identified five Ser and Thr residues as O-glycosylation sites, of which four were
mutated to Ala in successful crystallization experiments.

The solved complex encompasses six protein subunits, a dimer of G6b-B and two Fab fragments.
As expected for a Fab-scaffolded structure, crystal packing contacts occur predominantly between
the Fab fragment subunits (Figure 4—figure supplement 2A), but sparse direct contacts between
symmetry-related Géb-B subunits also occur (Figure 4—figure supplement 2B).

Confirming the fold of the predicted model, the ectodomain of Géb-B forms an immunoglobulin-
like fold of a topology closely resembling the structure of a variable immunoglobulin (Ig) domain
(Figure 4C) (Brandén and Tooze, 2009). A disulfide bond between cysteine residues 35 and 108
(strands B and F, respectively) stabilizes the immunoglobulin (Ig) fold (Figure 4C). The backbone
does not form the canonical strand C”, and only a very short strand D. In a canonical |g domain,
strand A is part of the sheet formed by strands B-E-D, but in the case of Géb-B, it is part of the
opposite sheet (strands C'-C-F-G). The two Géb-B subunits (peptide chains E and F in the coordi-
nate set) superimpose closely relative to the core B-sandwich structure, but divert markedly from
each other in the loop connecting strands C’' and D (residues 66 to 81; Figure 4C). This loop includes
several putative O-glycosylation sites (Figure 4D), which were mutated to Ala to ensure homoge-
nous glycosylation of the protein. However, the O-linked glycosylation site Thr73 was retained, and
electron density shows the presence of three saccharides attached to Thr73 in both peptide chains
(Figure 4—figure supplement 3). Although the electron density (resolution 3.1 A) does not allow
the unequivocal identification of the saccharides, the groups could be modeled as galactose, o-N-
acetyl-D-galactosamine and O-sialic acid, respectively. These glycosyl groups are well separated
from the heparin oligosaccharide.

The ectodomain of Géb-B assembles into an apparent dimer with a pseudo two-fold symmetry
oriented perpendicular to the extended B-sheet that forms the heparin binding site (Figure 4C).
Dimer formation of Géb-B is driven by the heparin ligand, as demonstrated by size exclusion chro-
matography (Figure 5). Although Géb ECD was eluted at approximately 12.9 kDa, matching the
molecular weight of the monomeric protein, the addition of the heparin oligomer dp12 (3.6 kDa)
resulted in a complex of around 30.8 kDa, corresponding to the weight of two Géb-B molecules and
one dp12 molecule (Figure 5).

The interface between chains E and F buries approximately 800 A? of solvent accessible surface
area. In line with the modest surface area buried between the two subunits, the interface analysis
using the PISA software does not predict a stable complex (Krissinel and Henrick, 2007), consistent
with the observation that ectodomain dimerization is induced by the heparin ligand. Non-covalent
contacts between the two chains consist almost entirely of van der Waals (vdW) and hydrophobic
interactions, with Trp657 and Pro62" positioned centrally in the interface, contacting Pro62F and
Arg61E, while Trpé5F forms vdW contacts with Val77F. There are very few H-bond interactions
(Ser575-Oy — Alab6"-O/Ala68"-N; Ly558E-NC - Arg43F-O) across the interface, and notably the cen-
tral B-sheet (strands C'-C-F-G-A\) is not continuous in that it lacks main chain — main chain hydrogen
bonds between the C’ strands of opposing protomers (Figure 4B). Nevertheless, dimerization cre-
ates a deep cleft, into which the heparin ligand inserts (Figure 6A). Crystallization involved a
dodeca-saccharide, of which eight residues are visible in the electron density map (Figure 6—figure
supplement 1), with the central residues 4 and 5 representing sulfated L-iduronic acid (IDS) and
D-glucosamine (SGN), respectively. Although the ligand-binding cleft provides partial charge com-
plementarity to the sulfate groups of the heparin ligand (Figure 6A), perhaps surprisingly, only one
sulfate group (residue SGN5) forms ionic interactions with basic side-chains (SGN5-O2S - ArgéOF-Ns
3.3 A, SGN5-035- Lys109F-NC 3.2 A, where the superscript refers to the chain ID; Figure 6B,C). The
other eight polar contacts (within a distance cut-off of 4 A) involving sulfate groups are with back-
bone amides (ArgéOE, Glu113E, His1125; 2.8-3.3 A) rather than side-chains, while nine residues,
including Lys109%, form vdW interactions with the ligand (Figure 6B,C). There is exquisite shape
complementarity between the heparin and the surface of the Gé6b-B dimer, even though the
S-shaped ligand only partially fills the ligand-binding cleft.

We next measured the binding affinities of Géb-B for the various ligands using surface plasmon
resonance (SPR). The human Géb-B-Fc-His6 homodimer and the human Géb-B-Fc-His6/Fc-Streptagll
heterodimer were used as dimeric and monomeric Géb-B molecules, respectively. It is important to
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Figure 4. Ribbon representation of the ternary complex of the extracellular domain (ECD) of human Géb-B bound
to heparin and the Fab fragment of a Géb-B-specific antibody. (A) Overview of the structure, with Géb-B colored
in magenta and dark green, heparin shown as spheres, and the Fab fragment chains in light green/light blue,
respectively. The assembly represents the asymmetric unit of the crystal lattice (space group C2). (B) Close-up view
illustrating the position of the heparin ligand relative to the secondary structure of the Géb-B dimer. Heparin
residues (shown as sticks) are sulfated D-glucosamine (SGN) and L-iduronic acid (IDS). The color coding of heparin
atoms is: C, yellow; O, red; N, blue; and S, green. B-strands in Géb-B are labeled according to the canonical Ig-
fold. (C) Superposition of chains F (various colors) and E (gray) of the Géb-B ECD. Strands are labeled according to
the canonical B-sandwich topology of the variable |g domain. The fold of Géb-B deviates from the canonical Ig
Figure 4 continued on next page
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Figure 4 continued

fold in missing strand C”, and as strand A is part of the B-sheet of strands B, E and D. Chain F is color ramped
from blue (N-terminus) to red (C-terminus), and the position of the disulfide bond (Cys35-Cys108) is indicated by
sticks in magenta. The glycosylation site Thr73 is shown (sticks) with glycosyl groups omitted from the view. (D)
Multiple sequence alignment of Géb-B orthologs across mammalian species with secondary structure elements
indicated above the sequence. Residue numbers refer to the sequence of human Géb. Conserved residues are
boxed, with identities shown as white letters on a red background. Species abbreviations are: Hs, Homo sapiens;
Pg, Pan troglodytes (chimpanzee); Mm, Mus musculus (mouse); Rn, Rattus norvegicus (rat); Oc, Oryctolagus
cuniculus (rabbit); Cl, Canis lupus familiaris (dog); Sc, Sos scroftus (wild boar); and Bt, Bos taurus (cattle). Géb_mut
is the sequence of the recombinant human Géb-B ECD used in crystallization, with mutations of the five putative
glycosylation sites (marked with M). GY indicates the retained O-glycosylation site and DS indicates the disulfide
cysteine residues.

DOI: https://doi.org/10.7554/elife.46840.018

The following figure supplements are available for figure 4:

Figure supplement 1. Mutations in Géb-B abolish heparin binding.

DOI: https://doi.org/10.7554/elife.46840.019

Figure supplement 2. Representation of the crystal lattice.

DOI: https://doi.org/10.7554/eLife.46840.020

Figure supplement 3. Unbiased cA-weighted difference density map demonstrating the presence of the O-linked
glycosyl groups at Thr73.

DOI: https://doi.org/10.7554/eLife.46840.021

note that SPR measures the overall avidity rather than the direct binding affinity of the interactions,
factoring in the effects of the multivalent nature of both the receptor (bivalent dimeric form) and the
ligands themselves. In the configuration with chip-immobilized Géb-B molecules, heparin bound to
both monomeric and dimeric Géb-B with high affinity (low nanomolar range). Similar values were
obtained for fractionated (9 kDa) HS and the 12 saccharide heparin oligomer dp12. The binding
affinity of perlecan was 366-fold weaker than that of heparin, in the low micromolar range (Table 3
and Figure 7A). The reverse configuration was also tested, in which ligands were biotinylated and
immobilized on streptavidin chips. The binding avidity of dimeric Géb-B to perlecan, fractionated HS
and heparin was comparable to that measured in the ligand-immobilized configuration (Table 3 and
Figure 7A). Interestingly, in the ligand-immobilized configuration, differences in the binding of
monomeric and dimeric Géb-B were observed for both heparin and fractionated HS, with the bind-
ing of the monomer being approximately 100-fold weaker than that of the dimer (Table 3 and
Figure 7B). The apparent decrease in the potency of monomer in the ligand-immobilized configura-
tion versus that in the Géb-B-immobilized configuration is likely to be the result of the ligands them-
selves being multi-site molecules that are able to bind several sites on the immobilized Géb-B
protein surface. Even when the monomeric form of Géb-B is immobilized in the standard assay con-
figuration, the ligands’ size and avidity allows them to bind multiple immobilized monomers simulta-
neously. When the configuration is reversed and the monomeric Géb-B is passed over the flow cell,
only a weaker one-to-one binding mode is observed. More efficient binding of the dimeric form in
this assay configuration correlates with our crystallography data showing that ligand binding induces
dimer formation.

Biological effects of perlecan, heparin and HS on platelets and MKs
Having established HS as ligand for G6b-B, we examined the effect of surface-bound ligand on
platelet function, using an in vitro platelet adhesion assay, in which human platelets were incubated
on different substrates and their adhesion was quantified colorimetrically. Platelets bound to fibrino-
gen, as expected, but failed to adhere to perlecan (Figure 8A). However, removal of the HS side-
chains by heparinase Ill treatment resulted in robust adhesion to perlecan. This adhesion might be
mediated by interaction of integrin a2f1 with the perlecan protein core (Bix et al., 2007), but the
contribution of other receptors cannot be excluded. Importantly, perlecan also inhibited the adhe-
sion to fibrinogen and collagen when immobilized together with these substrates. Again, this anti-
adhesive effect was abolished upon treatment with heparinase Ill (Figure 8A). These results suggest
that the HS side-chains of perlecan negatively regulate platelet adhesion.
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Table 2. Crystallographic data collection and refinement statistics for the Gé6b-B ECD-dp12-Fab
complex.
X-ray diffraction data

Beamline 103, Diamond Light Source
Wavelength (A) 0.97624
Space group c2

Cell parameters (A) 183.8,72.34, 131.0, B = 124.5°
Complexes per asymmetric unit 1

Resolution range A) 65.27-3.13
High resolution shell A 3.18-3.13
Rmerge (%) 17.0 (146.6)
Total observations, unique reflections 74,255/24,543
/o) 40(0.7)
Completeness (%) 97.2 (98.2)
Multiplicity” 3.03.1)
CCypp " 0.991 (0.348)
Refinement

Resolution range 63.1-3.13
Unique reflections 24,543

Reryst: Riree (%) 22.6,26.0
Number of non-H atoms 7852

RMSD bonds (A) 0.01

RMSD angles () 1.18

B-factors

Wilson (A?) 77.5

Average overall (A?) 84.7

RMSD B-factors (A?) 5.737
Ramachandran statistics*

Favored regions (%) 91.2

Allowed regions (%) 8.3
Disallowed (%) 0.5

" parentheses refer to the high resolution shell.

" as defined in Karplus and Diederichs (2012).

* calculated using molprobity (Williams et al., 2018).
DOI: https://doi.org/10.7554/eLife.46840.022

To determine whether this inhibitory effect of perlecan on platelet adhesion is mediated via Géb-
B, we performed platelet adhesion experiments with platelets from WT and Géb-B knockout
(Mpigéb™") mice (Figure 8B). WT mouse platelets exhibited adhesion characteristics that were simi-
lar to those of human platelets, with the exception that they adhered weakly to heparinase -
treated perlecan (Figure 8B). Importantly, co-coating of fibrinogen together with perlecan reduced
the adhesion of WT but not of Géb”platelets, resulting in enhanced adhesion of Mpigéb™ platelets
under this condition. Pre-treatment of perlecan with heparinase Il abolished this difference
(Figure 8B). Adhesion of WT platelets to collagen was inhibited by perlecan in a similar manner as
human platelets (data not shown). Platelets from Mpigéb™ could not be meaningfully evaluated on
collagen, because of the severe reduction in GPVI surface expression (Mazharian et al., 2012). Col-
lectively, these findings demonstrate that the G6b-B-HS interaction inhibited the adhesion of human
platelets to the perlecan protein core, collagen and fibrinogen, suggesting an inhibitory effect on
integrin and GPVI signaling.
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Figure 5. Heparin induces G6b-B dimer formation. Size exclusion chromatography of Géb-B ECD. Protein was
either analyzed immediately or incubated at 4°C for 1.5 hr in the presence of dp12 before analysis on a Superdex
75 10/300 GL column. Molecular weights were estimated using a calibration curve. Values of 30.8 kDa and 12.9
kDa were obtained for Géb-B ECD in the presence and absence of dp12 (approx. 3.6 kDa), respectively.
Ribonuclease A (13.7 kDa) and carbonic anhydrase (29 kDa) are shown for comparison.

DOI: https://doi.org/10.7554/elife.46840.023

We next investigated the morphological changes in platelets that are adherent to perlecan by
microscopy. In contrast to human platelets adhering to fibrinogen, which exhibited characteristic
spreading and actin stress fiber formation, platelets adhering to perlecan were small in size and did
not spread. The removal of the HS chains of perlecan resulted in a modest increase in size,
although the platelets were still much smaller than the platelets adhering to fibrinogen alone
(Figure 8C).

Mouse WT platelets, like human platelets, did not spread on perlecan and were small
(Figure 8D), although platelets from Mpigéb™ mice spread to a greater extent, indicating their acti-
vation. This was not simply due to the larger size of the Mpig6b™ platelets, as they did not differ in
size from WT platelets when spread on fibrinogen, in line with previous findings (Mazharian et al.,
2012). Moreover, this size difference was abolished upon heparinase Il treatment of perlecan, dem-
onstrating that HS also has an activating effect on platelets, presumably through an activation
receptor that is inhibited by G6b-B. Of note, platelets from Mpigéb®’F mice, which express physio-
logical levels of a signaling-incompetent G6b-B, recapitulated the enhanced spreading phenotype of
Mpigéb KO platelets (data not shown). Hence, we conclude that Géb-B signaling is required to
inhibit platelet activation in the presence of HS.

We next investigated the potential effect of perlecan on MKs. Staining of WT mouse bone mar-
row sections revealed perlecan expression in vessel walls, which co-localized with the sinusoid
marker endoglin (CD105) (Figure 9A and Figure 9—figure supplement 1). This raised the possibility
that MK Géb-B is likely to come into direct contact with the HS chains of perlecan in sinusoidal ves-
sels during MK maturation and proplatelet formation. The same observation was made in the bone
marrow of Géb-B-deficient animals (Figure 9A). Consistent with previous findings (Mazharian et al.,
2012), however, we observed an increased number of MKs in Mpigéb"/‘animals (Figure 9B), distrib-
uted throughout the bone marrow as atypical clusters (Figure 9C and Figure 9—figure supplement
2). Despite the increase in the number of MKs, Mpig6b™ mice showed similar frequencies of the dif-
ferent maturation stages of MKs, as quantified by EM (Figure 9D,E), arguing against an overall
defect of MK maturation in Mpigéb™ mice.

To investigate the impact of the Géb-B interaction with HS on MKs, we analyzed the spreading
and adhesion of bone marrow-derived MKs on different surfaces in vitro (Figure 10). We found that
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Figure 6. Electrostatic surface potential of the Géb-B ECD and representation of non-covalent contacts between
heparin and Géb. (A) The Géb-B dimer is shown with a translucent surface colored according to electrostatic
surface potential (calculated using CCP4mg). The heparin ligand is shown as a stick model and polar contacts are
indicated by dashed lines in magenta. Selected residues are labeled with superscripts indicating the relevant
G6b-B protein chain. (B, C) Representation of non-covalent contacts between heparin and the Géb dimer. (B)
Residues of Géb-B forming non-covalent contacts with heparin. Polar contacts are indicated by dashed lines in
magenta, van der Waals interactions are visualized by showing the relevant residues with their (transparent)
molecular surface. Superscript capitals designate the Géb-B protein chain. (C) LigPlot representation of the
heparin-Géb-B contacts, with van der Waals or hydrophobic interactions indicated by the bent comb symbol, and
polar contacts shown as dashed lines with distance indicated in units of A.

DOI: https://doi.org/10.7554/eLife.46840.024

The following figure supplement is available for figure 6:

Figure é continued on next page
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Figure 6 continued

Figure supplement 1. Unbiased ca-weighted difference density map demonstrating the presence of the heparin
ligand.

DOI: https://doi.org/10.7554/elife.46840.025

only very few WT and Mpigéb™~MKs adhered to a perlecan-coated surface (Figure 10). Whilst perle-
can-adherent WT MKs were small in size, Mpigéb” MKs spread to a greater degree on the same
substrate. The same effect was observed when perlecan was co-immobilized with fibrinogen, and
heparinase lll treatment abolished the difference (Figure 10). Hence, similar to platelets, exposure
of MKs to HS resulted in increased size in the absence of Géb-B, confirming the inhibitory function
of this receptor.

We next investigated the biological effects of Gé6b-B ligands on platelet aggregation in response
to collagen, which activates platelets via the ITAM-containing receptor complex GPVI-FcR y-chain
(Nieswandt and Watson, 2003). Heparin and HS both enhanced platelet aggregation in response
to subthreshold concentrations of collagen (Figure 11). This is in line with previous reports and may
be explained by binding of these ligands to multiple platelet receptors (Gao et al., 2011,
Saba et al., 1984; Salzman et al., 1980), resulting in an overall aggregation-promoting response.
We did not find an effect of perlecan on collagen-mediated platelet aggregation at
the concentrations tested, suggesting that perlecan must be immobilized to surface in order to pro-
vide HS chains at a sufficient density to observe the inhibitory effects observed in adhesion experi-
ments (Figures 8 and 9). In addition, multiple direct and indirect effects on platelets through the
perlecan protein core, as described previously (Bix et al., 2007), may mask an effect of the HS chains
in this assay.

To overcome this limitation, we took advantage of the multivalent semisynthetic heparin proteo-
glycan mimetic APAC (Lassila and Jouppila, 2014; Lassila et al., 1997) in this assay. APAC consists
of unfractionated heparin covalently coupled to a human albumin core, providing a high local density
of heparin molecules. In contrast to single-chain heparin, APAC dose-dependently inhibited

Table 3. Surface plasmon resonance affinities.
Immobilized G6b-B receptor (standard configuration)
Ligand G6b-B Kon Kot Ko (M)

Heparin Monomer 1.12 + 0.39x10° 2.01 +0.54x1072 200+ 1.17x1077
Dimer 0.60 + 0.56x10° 316 £ 1.17x1073 7.76 £ 5.30x107°7
Fractionated HS Monomer 1.33 £ 0.01x10° 9.99 £ 0.16x107* 7.47 £0.17x1077
Dimer 1.20 + 0.08x10° 1.71+1.11x1073 14.0 + 8.26x1077
Perlecan Monomer 1.94 + 1.72x10? 1.01 £0.37x107* 7.32 + 4.64x1077
Dimer 5.79 + 6.94%10° 2.28 +2.51x1073 474 +1.34x1077
dp12 Monomer 0.31 £ 0.27x10° 2.39 +1.79x1073 8.12 +1.22x1077
Dimer 2.50 + 2.72x10° 4.60 £ 5.01x1073 1.84 +0.01x1077

Immobilized ligand (reversed configuration)

Ligand G6b-B Kon Ko Kp (M)

Heparin Monomer 1.30 £ 0.29x10° 8.85 + 0.40x107? 6.99 +1.25x1077
Dimer 3.28 + 0.53%x10° 1.73 £ 0.04x1073 5.33+0.75x1077

Fractionated HS Monomer 9.22 + 2.67x10° 6.40 +0.33x1073 7.31 +2.47x1077
Dimer 3.76 + 4.69%10% 458 + 6.32x107* 7.70 £ 7.21x107

Perlecan Monomer 6.73 + 3.38x10° 1.28 + 0.24x1073 228 +1.51x1077
Dimer 4.90 £ 2.16x10* 6.78 £ 2.57x107* 1.41 £ 0.09x1078

Values are means + SD from two independent experiments.

DOI: https://doi.org/10.7554/eLife.46840.027
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Figure 7. High-affinity interaction between Géb-B and its ligands. Representative traces of the surface plasmon
resonance experiments, results of which are presented in Table 3. (A) Binding of the indicated compound to
immobilized dimeric Géb-B in the standard configuration. (B) Results from the reversed configuration, depicting
traces of dimeric and monomeric Géb-B binding to immobilized heparin.

DOI: https://doi.org/10.7554/eLife.46840.026

collagen-induced platelet aggregation (Figure 11), with an almost complete block observed at 0.5
UM, as previously described (Lassila and Jouppila, 2014).

We next examined the effect of heparin and APAC on WT and Géb-B deficient platelets using a
flow-cytometric approach, sufficing much smaller sample volumes than aggregation assays, using
integrin allbB3 activation (fibrinogen-A488 binding) and degranulation-dependent TLT-1 surface
exposure (Smith et al., 2018) as markers for platelet activation. APAC and heparin had no detect-
able effect on WT platelets, but APAC induced robust integrin activation and platelet secretion in
Gb6b-B deficient platelets, demonstrating a platelet-activating effect of this compound in the
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Figure 8. Heparan sulfate removal of perlecan facilitates platelet adhesion. The indicated substrates were coated
alone or in combination onto wells in 96-well plates (2.5 ng/ml collagen and 10 pg/ml for all other substrates)
overnight. Where indicated, wells were treated with 5 mU/ml heparinase lll. Platelets from (A) humans or (B) mice
were allowed to adhere for 1 hr and adhesion was quantified colorimetrically with 4-nitrophenyl phosphate(pNPP).
(A) Human, platelets; n = 4-5 individual donors from 3 to 4 independent experiments; P-values were calculated
using one-way ANOVA with Sidak’s post-hoc test. (B) Mouse platelets; n = 4 samples/condition/genotype from
two independent experiments. Owing to severe thrombocytopenia, platelets from up to five mice were pooled for
one KO sample. P-values for differences between WT and Mpigéb™ mice were calculated using two-way ANOVA
with Sidak’s post-hoc test. (C, D) Adhesion of (C) human or (D) WT and Géb’/’platelets on fibrinogen and
perlecan. (i) Mean surface area of individual platelets quantified by KNIME software analysis. In panel (C) () n =5
donors from two independent experiments. P-values were calculated using one-way ANOVA with Sidak’s post-hoc
test. Total number of cells analyzed: fibrinogen, 1957; perlecan, 239; perlecan + heparinase lll, 686.

In panel (D) (i) n = 5-7 mice/condition/genotype from 2 to 3 independent experiments. P-values were calculated
using two-way ANOVA with Sidak’s post-hoc test. Total number of cells analyzed: 134-176 for perlecan conditions,
and 913-1277 for fibrinogen conditions. *, p<0.05; **, p<0.01; and ***, p<0.001. (ii) Representative images of
platelets stained for actin with phalloidin-Alexa-488; scale bar: 5 um; hep I, heparinase IIl.

Figure 8 continued on next page
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Figure 8 continued
DOI: https://doi.org/10.7554/eLife.46840.028
The following figure supplement is available for figure 8:

Figure supplement 1. Mean surface area of individual adherent platelets.
DOI: https://doi.org/10.7554/elife.46840.029

absence of Géb-B (Figure 12A). Next, we aimed to investigate the impact of Géb-B ligands on
ITAM-mediated platelet activation in WT and Mpigéb KO mice. Owing to severe reduction of GPVI
receptor levels in G6b-B deficient animals, we stimulated platelets with an antibody directed against
the hemi-ITAM receptor CLEC-2, expression of which is not affected by Gé6b-B deficiency
(Mazharian et al., 2012). APAC, but not heparin, significantly inhibited platelet degranulation and
fibrinogen binding in response to CLEC-2 stimulation in WT platelets. Importantly, this inhibitory
effect of APAC on degranulation was not observed in platelets from Géb-B-deficient animals
(Figure 12B). Fibrinogen binding was also significantly reduced by APAC in Géb-B-deficient mice,
but to a lesser extent than in WT platelets (Figure 12B). The inhibitory effect of APAC was also
absent in the platelets from Mpig6b®"’F mice, which express a signaling-incompetent form of Géb-B
(Figure 12C). Hence, we conclude that APAC suppresses CLEC-2-mediated platelet activation via
G6b-B by recruiting the downstream phosphates Shp1 and Shp2. Overall, these findings demon-
strate that multivalent Géb-B ligands inhibit platelet activation via (hemi)ITAM receptors, whereas
soluble single-chain molecules do not.

Conjugated heparin induces the phosphorylation of G6b-B and
downstream signaling

We performed signaling studies to gain mechanistic insights into the opposing effects of soluble
heparin vs. conjugated heparin. Washed human platelets were incubated with heparin or APAC, and
their lysates were immunoblotted with an anti-phospho-tyrosine antibody (p-Tyr). Both heparin or
APAC induced moderate changes in whole-cell tyrosine phosphorylation as compared to collagen,
with APAC having a stronger effect (Figure 13A). The most pronounced change observed in
response to G6b-B ligation was an increase in the signal intensity of a 150 kDa protein, as well as
of a doublet in the heparin- and APAC-treated sample migrating at 27 and 32 kDa, which correlated
with glycosylated and non-glycosylated human Géb-B. Hence, we assessed the phosphorylation sta-
tus of G6b-B using custom phospho-tyrosine-specific G6b-B antibodies directed against phosphory-
lated ITIM and ITSM of Géb-B (Figure 13A), and by immunoprecipitating the receptor and blotting
with the p-Tyr antibody (Figure 13—figure supplement 1A). Heparin, and to a greater extent
APAC, enhanced the basal phosphorylation of Géb-B, which was accompanied by an increase in
Shp1 and Shp2 association (Figure 13A and Figure 13—figure supplement 1). Similar results were
obtained with HS, but to a lesser extent than with either heparin or APAC (Figure 13—figure sup-
plement 1B). Perlecan did not induce the phosphorylation of Géb-B, in line with our observation in
the aggregation assay, suggesting perlecan must be surface-immobilized to have an effect on plate-
lets (Figure 13—figure supplement 1A).

Using a quantitative capillary-based gel electrophoresis platform (ProteinSimple Wes), we investi-
gated the effects of heparin and APAC on the phosphorylation status of the tyrosine phosphatases
Shp1 (pTyr562) and Shp2 (p-Tyr580 and p-Tyr542), which are essential effectors of Géb-B signaling
(Geer et al., 2018). Strikingly, APAC induced prominent phosphorylation of Shp1 and Shp2,
whereas heparin only induced modest changes in Shp2 phosphorylation (Figure 13B). We also
observed a marginal increase in SFK phosphorylation (p-Tyr418) in platelets treated with heparin and
APAC, correlating with increased phosphorylation of Géb-B under these conditions (Figure 13B).

Subsequently, we compared the effects of heparin and APAC on GPVI signaling in response to an
intermediate concentration of collagen (3 pg/ml). Although both compounds further enhancing col-
lagen-induced phosphorylation of Géb-B, and although APAC also enhances the phosphorylation of
Shp phosphatases (Figure 13B), whole-cell phosphorylation remained largely unaltered
(Figure 13A). Similarly, we also found no inhibitory effect of heparin or APAC on Src (p-Tyr418) and
Syk (p-Tyr525/6) phosphorylation, both critical kinases for initiating and propagating GPVI signaling
(Senis et al., 2014) (Figure 13B).
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Figure 9. Megakaryocytes come into contact with perlecan in the bone marrow. (A) Analysis of immunofluorescent
images of murine femur sections from WT and Mpigéb™ mice. Sinusoids were marked using anti-endoglin
(CD105) and MKs by anti-GPIX antibodies. Perlecan is abundantly expressed within the bone marrow

cavity, present in intersinusoidal spaces and part of basement membranes in sinusoids and arterioles. MKs come
into contact with perlecan. Scale bar: 20 um. (B) Quantification of MKs in the bone marrow of WT and

Mpigbb™ mice; three animals of each genotype with five images per animal were analyzed. (C) Analysis of MK
clustering, with % of clustered MKs per visual field with a total number of three mice per genotype analyzed; P
values were calculated with Mann-Whitney U-test **, p<0.01. (D) Classification of the MK according to their
maturation stage: stage | (absence of granules), stage Il (granules and developing demarcation membrane system
(DMS) not yet organized), stage lll (DMS organized in cytoplasmic territories). Data are reported as the percentage
of the total number of MK. Bars represent the mean + SEM in three bone marrow samples (total number of MK
Figure 9 continued on next page
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Figure 9 continued

counted 395-449). (E) Representative transmission electron microscopy (TEM) images of bone marrow from WT
and Mpigéb™~ mice. Bars: 10 um.

DOI: https://doi.org/10.7554/eLife.46840.030

The following figure supplements are available for figure 9:

Figure supplement 1. Overview sections of the bone marrow from WT and Mpigéb™ mice.

DOI: https://doi.org/10.7554/eLife.46840.031

Figure supplement 2. Mpigéb™ megakaryocytes form clusters.

DOI: https://doi.org/10.7554/elife.46840.032
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Figure 10. Géb knockout megakaryocytes show enhanced spreading on perlecan. Adhesion of WT and

Mpigéb™ MKs on perlecan. (i) Mean surface area of MKs was quantified with ImageJ. n = 4-6 mice/condition/
genotype from three independent experiments; total cell numbers analyzed per condition/genotype were 77-188
for conditions with perlecan only and 1671-2866 for conditions with fibrinogen. P values were calculated using
two-way ANOVA with Sidak’s post-hoc test, ***, p<0.001; *, p<0.05. (ii) Representative images of platelets stained
for tubulin (green) and DAPI (blue); scale bar: 20 um.

DOI: https://doi.org/10.7554/elife.46840.033
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To corroborate that the APAC-induced increase in Shp1 and Shp2 phosphorylation are mediated
by Géb-B, we conducted signaling experiments in platelets from WT and Mpigéb™ mice. APAC
treatment of WT platelets recapitulated the effects observed in human platelets, showing only a
modest change in overall phosphorylation pattern, and an increase in Shp1 and Shp2 phosphoryla-
tion (Figure 13C,D). By contrast, APAC-induced robust tyrosine phosphorylation in Gé6b-B-deficient
platelets (Figure 13C), indicative of reduced inhibitory signaling and platelet hyperreactivity the
absence of Gé6b-B. Strikingly, this was accompanied by reduced tyrosine phosphorylation of Shp1
and Shp2 in these platelets compared with WT platelets (Figure 13D). Collectively, these findings
demonstrate that heparin and APAC have a direct effect on Géb-B phosphorylation, however, only
the high-density ligand APAC is able to induce robust downstream inhibitory signaling via Géb-B,
culminating in Shp1 and Shp2 binding and tyrosine phosphorylation.

Discussion

In this study, we present evidence that establishes Géb-B as a functional receptor of HS and heparin.
Little was known about the effects of GAGs on platelet and megakaryocyte function and the underly-
ing molecular mechanisms, thus these findings represent a major advance in our understanding of
the interaction, and of the biological and biochemical effects, of GAGs on these cells. Using a mass-
spectrometry-based approach and subsequent in vitro binding assays, we identified the HS chains of
perlecan as a physiological binding partner of Gé6b-B. The binding of Géb-B to HS was corroborated
by a cell-based CRISPR KO screening, which identified molecules involved in the HS synthesis path-
way as a prerequisite of Géb-B binding. There are two possible explanations as to why this assay did
not identify perlecan, nor any other individual HSPGs as binding partners of Géb-B: first, the CRISPR
screening approach will not identify genes that are essential for cell viability; and second, it will not
identify proteins that have redundant functions. Given that perlecan is secreted from endothelial and
smooth muscle cells, it is possible that there could be HSPGs other than perlecan (syndecans/glypi-
cans) on the cell surface that carry the GAG chains in HEK cells. As the molecules in the HS synthesis
pathway are essential for their respective synthesis, they can be identified in this approach more eas-
ily. This potential redundancy of HSPGs may also exist in vivo, and we cannot exclude the possibility
that Géb-B may interact with other HSPGs in the cardiovascular system.

As with many other HS-binding molecules, Géb-B also binds structurally related heparin (Xu and
Esko, 2014). Indeed, the interaction between heparin and G6b-B had been described previously,
but the molecular details of the interaction and their functional significance had not been deter-
mined (de Vet et al., 2005). HS chains are not homogenously sulfated; instead, highly sulfated resi-
dues are clustered in domains along the polymer (called N-sulfated (NS) or sulfated (S) domains),
which are interspersed by stretches of N-acetylated disaccharides (NA domains) that are largely
devoid of sulfate groups (Murphy et al., 2004; Xu and Esko, 2014). Heparin, a degradation product
derived from HS isolated from porcine intestine, shows larger NS domains and a greater degree of
sulfation than HS. Hence, it is often used as an analogue for the NS domains of HS, despite the limi-
tation that it may lack the protein binding properties of less sulfated HS. Our structural analysis of
the G6b-B ligand complex shows that Géb-B interacts with multiple sulfates in the heparin oligosac-
charide. Hence several observations, including the higher potency of heparin in inducing Géb-B
phosphorylation as compared to HS, and the shift in dose-response curve in aggregometry, may be
due to the larger NS domains in the heparin molecule. In addition, synthesis of HS is not template-
driven, therefore, the length and distribution of such domains is regulated in a tissue- or cell-specific
manner, adding additional complexity to the regulatory role of HS.

Our size-exclusion chromatography data demonstrate that the dimerization of Géb-B is induced
by the heparin ligand. The crystal structure of heparin-bound Géb-B reveals the mode of ligand
binding and how the binding of this ligand induces ectodomain dimerization. The contact surfaces
between the Géb-B dimer and the Fab fragments are spatially separated from the heparin-binding
site, suggesting that the presence of the Fab fragments does not interfere with heparin binding.
Heparin-dependent, non-constitutive dimerization of G6b-B is consistent with the small interface
between the Géb-B subunits and the absence of main chain-main chain hydrogen bonds across the
B-sheet of the binding surface. Among 34 entries currently in the PDB of structures containing hepa-
rin as a ligand, dimeric assemblies (or multimeric assemblies with a two-fold rotation axis) are com-
mon (Figure 14—figure supplement 1), but the anti-parallel alignment of two lg-like domains in the
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Figure 11. Effects of Géb-B ligands on platelet aggregation. Human platelet rich plasma (PRP) was incubated with
the indicated compound for 90 s prior to agonist addition. Aggregation traces were recorded on a Chronolog four

Figure 11 continued on next page
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Figure 11 continued

channel aggregometer. Averaged aggregation traces (left) and area under the curve (AUC) quantification (right) of
platelet aggregation (n = 3-5 per condition). P-values were calculated using one-way ANOVA with Dunnett’s post-
hoc test and refer to the untreated control. ***, p<0.001; **, p<0.01; and *, p<0.05.

DOI: https://doi.org/10.7554/eLife.46840.034

heparin-bound structure of Géb-B appears to be unique (Cai et al., 2015; Dahms et al., 2015;
Fukuhara et al., 2008; Pellegrini et al., 2000; Schlessinger et al., 2000). The involvement of the [3-
sheet surface in heparin binding is somewhat reminiscent of how carbohydrate-binding modules
(CBM) bind saccharide ligands (Abbott and van Bueren, 2014). CBMs are non-enzymatic domains
often associated with carbohydrate-active enzymes, which contribute to carbohydrate binding and
discrimination (Boraston et al., 2004).

The crystal structure of Géb-B shows a prominent positively charged electrostatic surface area,
but this positive surface patch runs perpendicular to the central cleft of the Géb-B dimer. Indeed,
the heparin oligosaccharide lines up with the cleft, rather than extending along the positive surface
patch. Comparison with other heparin-bound structures (Figure 14—figure supplement 1) suggests
that charge complementation is not the sole determinant of the mode of heparin binding, and that
the depth and shape of the docking site are likely to be important as well. Nevertheless, charge
complementing ionic interactions lock the ligand in to register at the center of the Géb-B binding
cleft, where the sparsity of sulfate-Arg or sulfate-Lys interactions is surprising. The crystal structure
rationalizes the diminished binding of Géb-B transfected HEK293 cells to biotinylated heparin when
the four basic residues Lys54, Lys58, Argé0 and Argé1 are simultaneously mutated. Among these
four side-chains, the key interaction appears to be with Argé0, as Argé1 is shielded through Géb-B
dimerization from the ligand, Lys54 is well separated from the binding cleft and Lys58 is situated
within a 4 A-radius of heparin, but makes no polar interactions. The heparin ligand does not exhaust
the possibilities for specificity-determining interactions with Géb-B in the ligand-binding cleft. For
instance, Argé0F and Lys109%, but not their counterparts in chain E on the opposite side of the
cleft, are involved in ionic interactions with the same sulfate group. It is conceivable that the physio-
logical HS ligand of G6b-B may have a different pattern of sulfate groups that engage both
Arg60 and Lys109, perhaps in addition to Lys58.

Since Géb-B shows a considerable degree of glycosylation, the question arises as to whether this
might modulate the ligand interaction. Through the course of our structural analysis of Géb-B, we
identified multiple glycosylation sites (N32, S67, S68, S69, T71, T73) in the Gb6b-B ectodomain.
Although most of these sites can be mutated to increase protein homogeneity for crystallization
studies, the final structure of the Géb-B-heparin complex revealed that all of these glycosylation
sites are spatially separated from the ligand-binding surface, and are not likely to impede ligand
binding sterically. All of the recombinant Géb-B molecules used in this study were produced in mam-
malian cell lines and are therefore glycosylated. We previously showed that MK and platelet G6b-B
migrate at the same molecular weight by Western blotting (Mazharian et al., 2012), suggesting
that G6b-B is not differentially glycosylated in MKs and platelets. We currently have no evidence
that the glycosylation of Géb-B alters ligand binding.

Investigating the functional consequences of this interaction revealed that heparin and HS have
complex effects on platelet function and that Géb-B is a key regulator in this process. Our data dem-
onstrates that, to induce robust inhibitory biological or signaling effects, Géb-B ligands need to be
either immobilized to a surface, as in the case of perlecan-coated plates, or multivalent, as in the
case of APAC. By contrast, single-chain heparin and HS enhanced rather than inhibited platelet
aggregation. These findings are in line with numerous previous reports, showing enhancing effects
of heparin on platelet aggregation in platelet-rich plasma (Gao et al., 2011; Saba et al., 1984;
Salzman et al., 1980). This most likely also contributes to a mild drop in platelet counts in patients
receiving heparin, referred to as non-immune heparin-induced thrombocytopenia (Cooney, 2006).
On the basis of our signaling data and size-exclusion chromatography data, we assume that heparin,
despite being able to dimerize the receptor, fails to cluster Géb-B sufficiently into higher-order
oligomers to induce robust downstream signaling (Figure 14A,B). It remains to be determined
whether the enhancing effects of heparin and HS on platelet aggregation is mediated by
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Figure 12. APAC inhibits CLEC-2-mediated degranulation in WT but not Mpigéb KO platelets. Mouse blood,
diluted 1:10 in Tyrode's buffer was incubated with the indicated compounds (0.05 uM) in the (A) absence or (B)
presence of a stimulating CLEC-2 (3 ug/ml) for the indicated time. Samples were fixed and TLT-1 surface levels, a
marker for platelet degranulation or fibrinogen-Alexa488 binding (a measure of integrin activation), were
determined by flow cytometry. n = 5-6 mice/condition/genotype from two independent experiments. P-values
were calculated using (A) two-way ANOVA with Sidak’s post-hoc test (comparison of WT APAC vs Mpigéb™~
APAC) or (B) two-way ANOVA with Tukey's post-hoc test, and refer to the difference between WT and Mpigéb™".
*** p<0.001; **, p<0.01; and *, p<0.05. (C) Mouse blood was incubated with the indicated compounds for 20 min.
Samples were fixed and TLT-1 surface levels were determined by flow cytometry. n = 6-8 mice/condition/
genotype from three independent experiments. P-values were calculated using two-way ANOVA with Tukey's
post-hoc test. ***, p<0.001; and **p<0.01. Source data are available in Figure 12—source data 1.

Figure 12 continued on next page
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Figure 12 continued
DOI: https://doi.org/10.7554/eLife.46840.035
The following source data is available for figure 12:

Source data 1. Source data for graphs shown in Figure 12A-C.
DOI: https://doi.org/10.7554/elife.46840.036

reducing the inhibitory effects of Géb-B alone or by additional effects on other platelet receptors,
which promote platelet activation, such as the integrin allbf3, previously shown to bind heparin
(Fitzgerald et al., 1985; Gao et al., 2011; Sobel et al., 2001).

In contrast to these soluble, monovalent ligands, the HS side-chains of immobilized perlecan
exerted an inhibitory effect on platelets, as evidenced by the impaired adhesion of platelets to colla-
gen and fibrinogen. This extends observations from previous reports describing the anti-adhesive
properties of the HS chains of perlecan, although the underlying mechanism was not known
(Klein et al., 1995; Lord et al., 2009). Moreover, heparinized polymers showed less platelet adhe-
sion than their non-heparinized counterparts (Han et al., 1989; Lindhout et al., 1995; Olsson et al.,
1977). Our results with platelets from Géb-B-deficient mice demonstrate that heparin or HS engage-
ment by Géb-B on these surfaces induces an inhibitory signal, blocking platelet activation and
adhesion.

The failure of perlecan to have an effect on collagen-mediated platelet aggregation and platelet
signaling in solution might simply be a consequence of the test conditions and suggests that it must
be immobilized to a surface in order to present HS chains at a density sufficient to induce the inhibi-
tory effects observed. Hence, to determine the effect of G6b-B clustering in solution, we took advan-
tage of APAC, which mimics naturally occurring macromolecular heparin proteoglycans and harbors
a higher GAG density than perlecan. On the basis of our findings, and given the dependence of
Gé6b-B binding to sulfate groups and the common use of heparin as an analog for the NS domains of
HS (Xu and Esko, 2014), we concluded that the inhibitory effect of both APAC and the HS chains of
perlecan is mediated by clustering Géb-B. We compared the effect of APAC to that of single-chain
heparin, which differ only by the clustering of the chains, but not the structure or composition of the
polysaccharide chains. Similar to previous reports (Kauhanen et al., 2000; Lassila and Jouppila,
2014; Lassila et al., 1997), we found that APAC inhibited platelet activation via the ITAM-containing
GPVI-FcR y-chain receptor complex, and also via the hemi-ITAM-containing receptor CLEC-2. Thus,
by increasing the clustering capacity of heparin to a multivalent form, an inhibitory effect on platelet
function was achieved in solution. In line with this observation, we found that APAC induced stron-
ger phosphorylation of Géb-B, which was accompanied by the association and phosphorylation of
the tyrosine phosphatases Shp1 and Shp2, which is not observed in Géb-B-deficient platelets. We
therefore conclude that clustering of Gé6b-B receptor dimers into higher-order oligomers by an
immobilized or multivalent ligand is required for the inhibitory effect on platelet function
(Figure 14C).

Perlecan is secreted by endothelial and smooth muscle cells into the extracellular space of the
vessel wall and hence is inaccessible by platelet Géb-B in an intact blood vessel (Murdoch et al.,
1994; Saku and Furthmayr, 1989, Segev et al., 2004). Only upon vascular injury will the interaction
between platelet Géb-B and perlecan occur, resembling the interaction of other platelet receptors
with ligands that are expressed in the vessel wall, including collagen, laminin and fibronectin
(Bergmeier and Hynes, 2012). Given the results of our adhesion assay, we speculate that the inter-
action of platelet Géb-B with perlecan negatively regulates the initial steps of thrombus formation,
preventing thrombi from forming unnecessarily.

The Géb-B-HS interaction may also be relevant for triggering the directional formation of propla-
telets by MKs towards sinusoidal blood vessels at sites of platelet production. A key, yet unresolved,
question is how MKs remain relatively refractory and do not release platelets into the ECM-rich envi-
ronment of the bone marrow despite expressing the same repertoire of cell-surface receptors as pla-
telets. G6b-B is highly expressed in mature MKs and Géb-B KO and loss-of-function mice show a
severe macrothrombocytopenia resulting from impaired proplatelet formation and platelet produc-
tion, which is accompanied by an increase in MK numbers in the bone marrow (Geer et al., 2018;
Mazharian et al., 2012). Here, we provide first evidence for a potential role of perlecan in regulating
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Figure 13. APAC induces Géb-B phosphorylation and downstream signaling. (A) Washed human platelets (5 x
108/ml) were incubated for 90 s with 0.05 uM APAC, 0.7 uM heparin or buffer in the presence of 10 uM integrilin.
Where indicated, platelets were additionally stimulated with 3 pg/ml collagen for 90 s following compound
treatment. Samples were lysed and whole cell lysates (WCL) were analyzed by western blotting. Representative
western blots are from n = 3-5 independent experiments. (B) Lysates were also analyzed by quantitative capillary-
based gel electrophoresis with the indicated antibodies. Representative data are displayed as blots on the left and
as quantified peak areas on the right. (C, D) Washed mouse platelets (5 x 10%/ml) were incubated for 90 s with
0.05 uM APAC or buffer in the presence of 10 uM lotrafiban. Samples were analyzed as described above. The
Mpigéb™"samples show IgG light chain fragments, which result from IgG binding to the platelet surface. P-values
were calculated using one-way ANOVA with Sidak’s post-hoc test. ***, p<0.001; **, p<0.01; and *, p<0.05. p-Tyr,
anti-phosphotyrosine (4G10).

DOI: https://doi.org/10.7554/elife.46840.037

The following figure supplement is available for figure 13:

Figure supplement 1. Effects of Géb-B ligands on Géb-B phosphorylation.
DOI: https://doi.org/10.7554/elife.46840.038
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Figure 14. Simplified model of glycan-mediated regulation of Géb-B function. (A) In the absence of any ligand,
G6b-B is mainly present in a monomeric state and phosphorylated to a low degree. (B) Small soluble ligands,

for example heparin, induce the dimerization of the receptor, but induce only mild Géb-B phosphorylation and
downstream signaling. (C) Multivalent ligands, for example the HS chains of vessel-wall perlecan (not shown) or the
heparin molecules in APAC, cluster Gé6b-B dimers into higher-order oligomers. Hence, they facilitate downstream
signaling of Géb-B, including robust phosphorylation of Géb-B and downstream Shp1 and Shp2 phosphatases,
resulting in the inhibition of platelet activation. SFK, src family kinase.

DOI: https://doi.org/10.7554/eLife.46840.039

The following figure supplement is available for figure 14:

Figure supplement 1. Selected structures of proteins with a heparin ligand.
DOI: https://doi.org/10.7554/eLife.46840.040

MK function by demonstrating that Géb-B-deficient, but not WT, MKs increase their size in the pres-
ence of the HS side-chains of perlecan, indicating cellular activation. Because it has been shown in
vitro (Mazharian et al., 2012) and ex vivo (this publication) that Géb-B-deficient MKs have no overt
maturation defect and as an increase in size was only observed in the presence of the HS chains of
perlecan, it seems unlikely that the increase in size results from an overall maturation defect of the
MKs. In addition, findings from our study and others demonstrate that perlecan is abundantly
expressed in the bone marrow ECM and comes into contact with mature MKs (Farach-Carson et al.,
2014). We hypothesize that the MK G6b-B-HS interaction might play a role in regulating polarized
proplatelet formation in the sinusoidal blood vessel lumen.
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Despite sharing a common structure, the biophysical details of HS are tissue- or cell-specific,
including variability of sulfation patterns, suggesting that the regulatory role of HS occurs in a spatio-
temporal manner in different tissues and at different developmental and pathological stages. Hence,
future research is needed to investigate whether and to what extent G6b-B interacts with other HS
proteoglycans and to determine the physiological relevance of these interactions under normal and
pathological conditions, such as cardiovascular disease in which the composition of the vascular gly-
cocalyx is altered (Kim et al., 2017). Moreover, our results also demonstrate that platelets and MKs
from Géb-B-deficient mice showed an activation response towards the HS chains of immobilized per-
lecan and, in case of platelets, also towards APAC, even in the absence of a classical platelet agonist
such as collagen. Hence, one of the key functions of Géb-B in vivo may not be solely restricted to
the inhibition of platelet function upon vascular injury, but may also retain platelets in a resting state
by inhibiting other HS-binding platelet receptors, which remain to be identified. Notably, the HSPGs
syndecan-1 and —4 are expressed on the surface of endothelial cells that form an integral part of the
glycocalyx (Marki et al., 2015). As platelets marginate to the vessel wall, the interaction of Gé6b-B
on circulating platelets within the glycocalyx may induce a low level inhibitory signal that helps to
maintain platelets in an inactive state, in line with the basal phosphorylation of Géb-B in resting
platelets.

In summary, our findings establish the interaction of Géb-B with heparan sulfate as a novel mech-
anism regulating platelet reactivity, and demonstrate important implications of this interaction in the
regulation of platelet production and the adverse effects upon soluble heparin administration.

Materials and methods

(species) or
resource

Genetic reagent
(Mus musculus)

Genetic reagent
(M. musculus)

Cell line
(Cricetulus griseus)

Source or
reference

PMID: 23112346

Designation

Mpigéb™~
MpigsbVF/divF

PMID: 29891536

A5 CHO other

Identifiers

Additional
information

Dr. Yotis Senis
(University of
Birmingham

and EFS Grand Est,
Inserm UMR-S1255)

Dr. Yotis Senis
(University of
Birmingham

and EFS Grand Est,
Inserm UMR-51255)

provided by

Dr. Ana Kasirer-Friede
and Dr. Sanford Shattil
(University of
California,

San Diego)

Antibody

Santa Cruz
Biotechnologies

anti-perlecan
(rat monoclonal)

clone A7L6;
s¢-33707;
RRID:AB_627714

(1:100); used for
IF staining

of bone marrow
(BM)

Antibody

Antibody

Antibody

eBioscience/Thermo Fisher
Scientific

anti-mouse CD105
(Endoglin)

(rat monoclonal)
anti-GPIX-Alexa488
(rat monoclonal)

other

anti rat 1I9G Invitrogen
Alexa 647

(goat polyclonal)
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#MA5-17943;
clone MJ7/18;
RRID:AB_2539327

clone 56F8

#A-21247;
RRID:AB_141778

(1:100); used for
IF staining of BM

1.4 ug/ml;

used for IF
staining of BM,
custom made
lab reagent

(1:300); used for
IF staining of BM
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Antibody anti rat IgG Invitrogen #A-11081; (1:300); used for
Alexa 546 RRID:AB_141738 IF staining of BM
(goat polyclonal)
Antibody anti-actin Sigma-Aldrich #A4700, clone AC-40; (1:1000)
(mouse monoclonal) RRID:AB_476730
Antibody Anti-o-tubulin Sigma-Aldrich #T76199, clone DM1A; (1:1000)
(mouse monoclonal) RRID:AB_477583
Antibody anti-GAPDH Cell Signaling #2118, clone: 14C10; (1:10) dilution,
(rabbit monoclonal) Technology RRID:AB_561053 on 0.05 mg/ml lysates for Wes
Antibody anti-Src p-Tyrd18 Sigma-Aldrich #44660G; (1:10) dilution,
(rabbit polyclonal) RRID:AB_1500523 on 0.05 mg/ml
lysates for Wes
Antibody anti-Shp1 p-Tyr564 Cell Signaling #8849, clone: D11G5; (1:10) dilution,
(rabbit monoclonal) Technology RRID:AB_11141050 on 0.2 mg/ml
lysates for Wes
Antibody anti-Shp2 p-Tyr542 Cell Signaling #3751; (1:10) dilution,
(rabbit polyclonal) Technology RRID:AB_330825 on 0.2 mg/ml lysates for Wes
Antibody anti-Shp2 p-Tyr580 Cell Signaling #3703; (1:10) dilution,
(rabbit polyclonal) Technology RRID:AB_2174962 on 0.2 mg/ml
lysates for Wes
Antibody anti-Syk p-Tyr525/6 Cell Signaling #2711; (1:50) dilution,
(rabbit polyclonal) Technology RRID:AB_2197215 on 0.2 mg/ml
lysates for Wes
Antibody anti-SH-PTP1/Shp-1 Santa Cruz sc-287 (C19); (1:1000)
(rabbit polyclonal) RRID:AB_2173829
Antibody anti-SH-PTP2/Shp-2 Santa Cruz sc-280 (C18); (1:1000)
(rabbit polyclonal) RRID:AB_632401
Antibody anti-phosphotyrosine Merck-Millipore 05-321, (1:1000)
(mouse monoclonal) clone 4G10;
RRID:AB_309678
Antibody anti-human Géb-B other clone 17-4 10 ng/ml,
(mouse monoclonal) custom-made lab
reagent
Peptide, purified human Bethyl P80-104
recombinant 1gG-Fc fragment Laboratories
protein
Peptide, recombinant Mouse R&D 6585-SD-050
recombinant Syndecan-2/CD362 Systems
protein protein, CF
Peptide, recombinant R&D 8909-AG-050
recombinant human Systems
protein Agrin protein,
N-terminal, CF
Peptide, rec. human Biolamina LN111-02
recombinant laminin 111
protein
Peptide, rec. human Biolamina LN411-02
recombinant laminin 411
protein
Peptide, rec. human Biolamina LN421-02
recombinant laminin 421
protein
Peptide, rec. human Biolamina LN511-02
recombinant laminin 511
protein

Continued on next page
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Peptide, rec. human Biolamina LN521-02
recombinant laminin 521
protein
Chemical heparan sulfate Sigma-Aldrich H4777 alternative
compound, proteoglycan name: perlecan
drug
Chemical heparin Iduron HEPOO1 https://iduron.co.uk/
compound, product/Heparin-1
drug
Chemical heparin Iduron HO04 https://iduron.co.uk/
compound, oligosaccharide product/Heparin-1
drug dp4d
Chemical heparin Iduron HO08 https://iduron.co.uk/
compound, oligosaccharide dp8 product/Heparin-1
drug
Chemical heparin Iduron HO12 https://iduron.co.uk/
compound, oligosaccharide dp12 product/Heparin-1
drug
Chemical heparin Iduron HO20 https://iduron.co.uk/
compound, oligosaccharide dp20 product/Heparin-1
drug
Chemical 2-O- Iduron DSH001/2
compound, desulphated heparin
drug
Chemical 6-O- Iduron DSH002/6
compound, desulphated
drug heparin
Chemical N desulphated Iduron DSHO03/N
compound, heparin
drug
Chemical N-desulphated re Iduron DSH004/Nac
compound, N-acetylated
drug heparin
Chemical heparan Iduron GAG-HS01
compound, sulphate
drug
Chemical HS fraction llI Iduron GAG-HS 1l
compound, drug approx. mol.
wt. 9 kDa
Chemical APAC Aplagon Oy
compound, drug
Chemical heparinase |lI AMSBiotechnology AMS.HEP-ENZ IlI
compound, drug (heparitinase 1)
Flavobacterium
heparinum (EC 4.2.2.8)
Chemical Heparin—biotin Sigma-Aldrich B9806-10MG
compound, drug sodium salt
Chemical fibronectin Cabiochem Cat #341631
compound, drug
Chemical fibrinogen Enzyme Research Fib 3 3496L
compound, drug Laboratories
Chemical collagen | Takeda 1130630 collagen reagens
compound, drug horms
Chemical Cultrex Mouse Trevigen 3410-010-01 purchased via

compound, drug

Collagen IV

R & D Systems

Continued on next page
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Chemical Laminin from EHS Sigma-Aldrich L2020 refers to mouse
compound, drug murine sarcoma laminin-111 in
basement this study
membrane
Chemical streptavidin Sigma-Aldrich S4762
compound, drug
Software Cell Profiler (2.2.0) Broad Institute http://
cellprofiler.org/ RRID:SCR_007358
Software Fiji PMID: 22743772 https://image;j.
net/Fiji;

RRID:SCR_002285

Mice

Mpigéb (Mpigéb™") and Mpigéb®Y’F knock-in (Mpig6b®"™¥"F) mice were generated on a C57BL/6
background by Taconic Artemis (Cologne, Germany) as previously described (Geer et al., 2018,
Mazharian et al., 2012). Control mice were pure C57BL/6 (Mpigéb”*), referred to as WT. All proce-
dures were undertaken with UK Home Office approval (project license No P46252127) in accordance
with the Animals (Scientific Procedures) Act of 1986.

Reagents and antibodies
See Key Resources Table for information on the sources of key reagents used in this study.
p-nitrophenyl phosphate (pNPP) and goat anti-human IgG-HRP antibody were obtained from
Sigma-Aldrich, Dorset, UK. The semisynthetic macromolecular conjugate of unfractionated heparin
and a human serum albumin, APAC, was from Aplagon Oy, Helsinki, Finland. Blocking medium
(2.5% horse serum) and 3,3'-diaminobenzidine tetrahydrochloride (DAB) peroxidase substrate for
immunohistochemistry were purchased from Vector Laboratories, Peterborough, UK and 3,3,5,5 tet-
ramethylbenzidine (TMB) was from BD Biosciences, Wokingham, UK. Polyclonal phospho-specific
G6b-B antibodies were generated by Biogenes, Berlin, Germany. Phalloidin-Alexa 488 was from Invi-
trogen Life Technologies, Paisley, UK. All other antibodies and chemicals were either purchased or
generated as previously described (Mazharian et al., 2012).

Constructs

Recombinant proteins: the cDNA encoding the mouse Géb-B extracellular domain was amplified by
PCR using the primers GATC AAGCTT ATG GCC TTG GTC CTG CCG CTG (forward) and GATC
GGATCC ACT TAC CTG T CTC GTA CCC GTG GGT AGA TCC (reverse) from a mouse megakaryo-
cyte cDNA library template. The PCR product was cleaved using Hind Ill and Bam HI and ligated
into pCDNA3Ig, which was comprised of the genomic human IgG1 hinge-C2-C3 Fc region cloned
into the Hindlll and Not | sites of pcDNA3. This creates a construct encoding the extracellular part of
Géb, spliced in frame with the IgG1 hinge, producing a Géb-B-Fc chimeric dimer. The resulting pro-
tein, mG6b-B-Fc, was expressed in COS-7 cells and then purified via affinity chromatography. The
human Gé6b-B-Fc dimer (hGéb-B-Fc) construct was produced using an identical approach to the
murine construct, using the primers GATC AAGCTT ATG GCT GTG TTT CTG CAG CTG (forward)
and GATC GGATCC ACTTACCTGT CTG GGG ATA CAC GGA CCC ATG (reverse). Similarly,
untagged monomeric G6b-B (residues 18-142) as well as His-tagged versions were produced —
human Géb-B (residues 18-142)-Fc-Hisé (expressed as a homodimer) and human Géb-B (residues
18-142)-Fc-Hisé/Fc-streptagll (heterodimer, monomeric for Géb-B; Peak Proteins Limited, Alderley
Park) — for use in surface plasmon resonance measurements. All human constructs were expressed
transiently in HEK293-6E cells.

Cell culture: The cDNA encoding the full length of human Géb-B protein was amplified by PCR
from a human cDNA library. This PCR fragment was first cloned into the pCR-Blunt vector (Invitro-
gen), and then subcloned into the pCDNAZ3 vector, for the expression of untagged Géb-B in heterol-
ogous cell systems. Subsequently, the Géb-B mutant that is mutated in the potential heparin
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binding site (hGéb-B K54D/K58D/R60E/R61E) was generated with the Quick Change Site-directed
mutagenesis kit (Agilent Technologies, Stockport, UK).

Immunohistochemistry

Immunohistochemistry stainings were performed according to standard protocols. In brief, frozen
mouse tissue sections (Zyagen, San Diego, CA, USA) were thawed and washed once in phosphate
buffered saline (PBS). After blocking for 20 min (min) at room temperature (RT), tissues were incu-
bated with mGéb-B-Fc or human IgG-Fc fragment (negative control, 5 pg/ml in PBS) for 75 min at
RT. After three washing steps in PBS, slides were fixed in acetone/PFA for 4 min and endogenous
peroxidase was blocked with 3% H,O, in methanol (5 min). Slides were incubated with anti-human
IgG-HRP antibody (1:600 in PBS, 0.1% Tween 20) and the signal developed with DAB substrate.
Subsequently, tissue sections were counterstained with hematoxylin. Images were acquired on a
Zeiss Axio Scan.Z1 (Zeiss, Cambridge, UK) equipped with an 3CCD color 2MP Hitachi 1200 x 1600
HV-F202SCL camera, using a 10x (NA 0.45) or 20x (NA 0.8) plan apochromat air objective. Images
were acquired and exported with the Zeiss Zen software.

Femur sectioning and staining
Femurs of mice aged 6-12 weeks were sectioned and stained as described previously (Kawa-
moto, 2003; Semeniak et al., 2016). In brief, femora were isolated, fixed for 4 hr at 4°C in 4% PFA
before being transferred along a sucrose gradient from 10%, 20% and 30%, each for 24 hr. Next,
femora were embedded in SCEM medium (Section lab, Hiroshima, Japan) and frozen at —80°C until
sectioning. Megakaryocytes were stained with anti-GPIX-Alexa488 antibody, and CD105 was used
as an endothelial cell marker. Additional stainings were performed using antibodies against perle-
can. Corresponding secondary antibodies were used at a 1:300 dilution. Slides were mounted in Flu-
oromount G including DAPI (Thermo Fisher Scientific). Recording was performed using a Leica TCS
SP8 confocal laser scanning microscope (Leica, Wetzlar, Germany) with an 40x oil objective at 20°C.
The numerical aperture (NA) of the objective lens was 1.3 and the software used for data acquisition
was LAS X (Leica). Subsequently, images were processed with ImageJ (NIH, Bethesda, MD, USA).
No 3D reconstruction, gamma adjustments or deconvolution were performed.

For reconstruction of whole femora sections, single images were taken with a resonant scanner
and digitally stitched using LAS X software.

Electron microscopy studies

Bone marrow samples obtained by flushing mouse femora with 0.1 M sodium cacodylate buffer
were fixed in 2.5% glutaraldehyde and embedded in Epon as described (Eckly et al., 2012). Thin
sections were stained with uranyl acetate and lead citrate, and examined under a JEOL 2100Plus
transmission electron microscope at 120 kV (Jeol, Tokyo, Japan). Megakaryocytes were counted on
whole transversal sections and the number of cells was expressed as a density per unit area (defined
as one square of the grid, i.e. 13 000 um?). Megakaryocytes at stages I, Il and Ill were identified
using distinct ultrastructural characteristics: stage |, a cell 10-50 um in diameter with a large nucleus;
stage Il, a cell 20-80 pum in diameter containing platelet-specific granules; stage lll, a megakaryocyte
containing a well-developed demarcation membrane system defining cytoplasmic territories and a
peripheral zone. Samples from three mice of each genotype were examined in each case.

Pull-down and identification of the ligand

Venae cavae were dissected from wild-type mice and fat and connective tissue were removed. The
endothelial tissue was placed in lysis buffer (10 mM Tris-HCI (pH 7.6), 150 mM NaCl, 1 mM EGTA, 1
mM EDTA, 1% IGEPAL CA-630, 5 mM NazVO,, 0.5 mM 4-(2-aminoethyl) benzenesulfonyl fluoride
hydrochloride, 5 ug/ml leupeptin, 5 ug/ml aprotinin, 0.5 ug/ml pepstatin) and homogenized with a
PowerGen homogenizer (Fisher Scientific, Loughborough, UK). Lysates were centrifuged at
13,000 x g for 10 min at 4°C. Supernatants were collected and re-centrifuged under the same condi-
tions. Protein lysate was precleared with Protein G sepharose (PGS, 50% slurry) and human IgG-Fc
fragment by agitation for 1 hr at 4°C. The lysate was then split into two samples which received
either mGé6b-B-Fc or human IgG-Fc fragment (negative control). After 1.5 hr, PGS was added and
samples were agitated for another 1.5 hr at 4°C. Finally, PGS was washed three times in lysis buffer
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and bound proteins were eluted by boiling the PGS pellet for 5 min in 40 ul 2x SDS sample buffer.
Samples were then resolved on a NuPage 4-12% Bis-Tris-Gradient Gel (Invitrogen), alongside
mGéb-B-Fc (additional negative control) and stained with colloidal coomassie. Bands appearing in
the mGéb-B-Fc pulldown, but not in the negative controls, were excised and subjected to mass
spectrometry analysis (Orbitrap, Thermo Fisher Scientific, Paisley, UK). Corresponding areas from
the control pulldown were cut and analyzed in parallel to account for background signals.

In vitro binding assay

Nunc MaxiSorp plates (Thermo Fisher Scientific) were coated overnight with 50 ul of substrates,
diluted in PBS (supplemented with 0.9 mM CaCl, and 0.5 mM MgCl, for laminins) at a concentration
of 5 ug/ml. Plates were washed three times with Tris buffered saline (TBS) containing 0.1% Tween 20
(TBS-T) and blocked for 1.5 hr at 37°C with 2% fat free milk in TBS and 0.02% Tween 20. For heparin
immobilization, biotinylated heparin (5 ug/ml) was added to streptavidin-coated wells for 1 hr at RT
prior to the blocking step. After one washing step, recombinant Géb-B-Fc or human IgG-Fc frag-
ment (negative control) in 3% BSA in TBS-T was added and incubated for 2 hr at 37°C. In competi-
tion assays, this incubation step was performed in the presence of the indicated compound. After
five washing steps, wells were incubated with HRP-conjugated anti-human IgG antibody for 1 hr at
RT at low agitation. Alternatively, monomeric, untagged Géb-B was incubated with anti-Géb-B anti-
body, and bound complexes were detected with HRP-conjugated anti-mouse IgG antibody. Plates
were washed seven times and the signals were developed with TMB. The reaction was stopped by
the addition of 2 M H,SO, (50 pl/well) and absorbance at 450 nm and 570 nm (background) was
measured with a Versa max plate reader (Molecular Devices, Wokingham, UK).

Genome-wide cell-based genetic screening

The cell-based genome-wide genetic screen was performed essentially as described (Sharma et al.,
2018). In brief, 3 x 107 Cas9-expressing HEK293 cells were transduced with a library of lentiviruses,
each encoding a single gRNA from a pool of 90,709 individual gRNAs targeting 18,009 human
genes at a low multiplicity of infection of 0.3 to increase the chances that each cell received a single
gRNA. Ten million lentivirally transduced cells were selected using a blue fluorescent protein (BFP)
marker three days after transduction using fluorescence-activated cell sorting. The sorted cells were
placed back into culture and further selected for five days with 2 ug/mL puromycin. On day nine
post transduction, 100 x 10° cells were stained with a recombinant protein consisting of the entire
ectodomain of biotinylated human Géb-B clustered around phycoerythrin (PE)-conjugated streptavi-
din for an hour at room temperature. The cells were sorted using an XDP flow sorter and the BFP*/
PE™ population collected, representing ~1% of the total cell population. A total of 600,000 cells were
collected from which genomic DNA was extracted, and gRNA sequences were amplified by PCR
before their abundances were determined by next generation sequencing. The enrichment of gRNA
sequences targeting specific genes in the sorted versus unsorted populations were quantified from
the sequence data using MAGeCK software (Li et al., 2014) as previously described (Sharma et al.,
2018).

FGFRL1 was used as a positive control for testing the KO of SLC35B2, as it is known to interact
with heparan sulfate (Trueb, 2011). Both G6b-B and FGFRL1 were produced as biotinylated proteins
in HEK293 cells by co-transfection with a plasmid encoding a secreted form of the Escherichia coli
biotin ligase, BirA (Bushell et al., 2008). The ectodomain of FGFRL1, aa 1-378, was subcloned from
the Origene plasmid sc123844 by PCR with KOD enzyme and primers containing the Not-Ascl
restriction sites, and cloned into an expression vector containing a rat Cd4 domains 3 and 4 (CD3+4)
tag and biotinylatable sequence. Avid fluorescent binding forms of the proteins were generated by
conjugating the biotinylated recombinant ectodomain of FGFRL1 with streptavidin-PE. Parental and
cells in which SLC35B2 was targeted were stained with the fluorescent reagent as described before
(Sharma et al., 2018).

Surface plasmon resonance

The interaction of the recombinant heterodimeric (‘monomer’) and homodimeric (‘dimer’) human
Gé6b-B extracellular domain with different ligands was quantified using a BIAcoreTM 8K instrument
(GE Healthcare, Little Chalfont, UK). Recombinant Géb-B proteins were immobilized on CM5 sensor
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chips (GE Healthcare) via an Fc antibody using the Human Antibody Capture Kit (GE Healthcare).
Immobilization levels ranged from 7800 to 9000 response units (RU) for the Fc antibody and 3000 to
4000 RU for the Géb-B proteins. Single cycle kinetics (SCK) measurements were undertaken with
perlecan, heparin, fractionated HS and dp12. The analytes were injected in increasing concentrations
of 0.1, 1, 10, 100 and 1000 nM. Analytes were flowed over the immobilized Géb-B surface at 30 pl/
min with 60 s injection time and 60 s dissociation per concentration. In the ‘reversed configuration’,
biotinylated heparin, HS and perlecan were immobilized on streptavidin sensor chips (GE Health-
care); fractionated HS and perlecan were biotinylated using the Lightning-Link Biotinylation kit
(Innova Biosciences, Cambridge, UK). Immobilization levels of the biotinylated species were between
900 and 1000 RU. The SCK of ‘monomeric’ and ‘dimeric’ Géb-B were evaluated at 0.05, 0.5, 5, 50
and 500 nM. The analytes were flowed over the immobilized peptides at 10 pl/min with 180 s injec-
tion time and 360 s dissociation at each concentration. Data were collected from two replicates per
experiment type and analyzed using the BIA evaluation software (GE Healthcare). Sensorgrams were
double referenced prior to global fitting the SCK sensorgrams to one-to-one binding models in
order to determine the rate constant of association (k) and dissociation (ko). Binding affinities (Kp)
were calculated from the equation KD = kegg/kon-

Theoretical modeling of G6b-B structure

The G6b-B ectodomain model was generated by submitting the amino acid sequence for G6b-B res-
idues 18-142 to the RaptorX Structure Prediction server (http://raptorx.uchicago.edu/)
(Kéllberg et al., 2012). Subsequent modeling of the K54D, K58D, R60E, R61E Géb-B mutants and
all molecular graphics figure generation was carried out using PyMOL (The PyMOL Molecular
Graphics System, Version 2.0 Schrédinger, LLC.). The electrostatic surfaces of both wild-type and
mutant Géb-B models were calculated using the APBS suite (Jurrus et al., 2018).

Crystallography

Production of recombinant G6b-B and the anti-G6b-B Fab fragment. The G6b-B extracellular domain
(ECD) construct encompassing residues 18-133 which include the mutations N32D, S67A, S68A,
S69A, T71A was expressed in mammalian HEK293 cells and purified by cation exchange and size-
exclusion chromatography. The N32D mutation was used to remove the single potential N-linked
glycosylation site that we showed by SDS-PAGE and mass spectrometry to be partially utilized.
Intact mass spectrometry also revealed that after having made the N32D mutation, the measured
mass of the protein was 948 Da greater than expected, a mass that is consistent with a common
O-linked oligosaccharide, 2x sialic acid, galactose, N-acetyl galactosamine. The O-glycosylation was
located using TOF-mass spectrometry of a chymotryptic digest of a region encompassing residues
66-80 with the sequence ASSSGTPTVPPLQPF. Each of the five potential sites was mutated to Ala
individually in tandem with N32D. This showed that the predominant site was T73, although other
Ser or Thr residues could be modified to a lesser degree. Finally, two constructs were made and
tested for crystallization, one with four residues mutated to Ala but leaving T73 and one with all five
residues mutated to Ala. The construct with four changes crystallized more readily and enabled us
to solve the structure. The recombinant anti-G6b-B Fab fragment was also produced in HEK cells,
synthetic genes for light and heavy chains were obtained from Invitrogen GeneArt. The Géb-B ECD-
Fab complex was formed by incubating the components together for 2 hr at room temperature with
Gé6b-B ECD in a 1.5 molar excess, and the complex was subsequently purified by size-exclusion chro-
matography. Protein was concentrated to 12 mg/ml in 20 mM Hepes (pH 7.1) and 75 mM NaCl, and
finally incubated with 2 mM (10-fold molar excess) of the heparin oligosaccharide dp12 for 1 hr at 4°
C prior to setting up the crystallization experiment.

Production of crystals and solving of structure. Crystals were grown by vapor diffusion at 20°C in
50 mM MES (pH 6.2), 10% PEG 550MME, 5% v/v glycerol, and 50 mM CaCl,, and appeared within 3
days. Crystals were harvested straight out of the growth drop and cryo-cooled in liquid nitrogen.
X-ray diffraction data were collected at 100K on beamline 103 at Diamond Light Source and proc-
essed using XDS (Kabsch, 2010) and Aimless (Evans and Murshudov, 2013) via AutoPROC
(Vonrhein et al., 2011). The crystal was in space group C2 with the cell dimensions of a = 183.80 A,
b=7234A,c=131.04 A, B = 124.52°, and extended to 3.1 A resolution (Table 2).
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The structure was initially solved by molecular replacement using the program Phaser
(McCoy et al., 2007) and with a model of the Fab fragment generated from the PDB structure 4K2U
(Chen et al., 2013) as the search model. This resulted in the placement of two Fab molecules in the
asymmetric unit (Phaser Z-score after translation search = 10.2). Examination of the resulting elec-
tron density maps showed substantial unmodeled density in the vicinity of the CDR regions of both
Fab molecules, which were interpreted as bound Géb-B ECD. Multiple rounds of model building in
Coot (Emsley and Cowtan, 2004) and refinement using Refmac5 (Murshudov et al., 1997) resulted
in a model encompassing about 90% (101 out of 116 residues) of the of G6b-B ECD chain. Residual
density at that stage was identified as a single molecule of dp12-bound heparin, with the density
covering 8 of the 12 saccharide units in dp12.

The final model represents a complex of Géb-B ECD, dp12 and Fab fragment chains in the ratio
2:1:2, respectively. The refined structure of Géb-B ECD chain has observable electron density for res-
idues Pro19 to Thr38, Arg43 to Arg83 and lle91 to Cys129. The Géb-B ECD, as expected, is shown
to be a member of the IgV superfamily, with the solved structure comprising two antiparallel B-
sheets formed by strands ABDE and A'CC'FG. There is also evidence from the electron density for
O-linked glycosylation at Thr73 in both copies of the Gé6b-B ECD. Final refinement statistics for the
Géb-B ECD-dp12-Fab dimer complex are given in Table 2.

Size chromatography of Géb-B ECD

The Géb-B ECD protein encompassing residues 18-133 (N32D, S67A, S68A, S69A, T71A) was either
analyzed immediately, or after incubation with heparin oligosaccharide dp12. A Superdex 75 10/300
GL column (GE Healthcare) was both equilibrated and run in 20 mM Hepes (pH 7.1) and 75 mM
NaCl. dp12 was added to the Géb-B ECD at a 4-fold molar excess (150 uM final concentration).
After the addition of dp12, the sample was aspirated gently and incubated for 90 min on ice, prior
to SEC analysis. Columns were run at 0.3 ml/min, and 400 pl of G6b-B ECD samples were loaded
(200 ng). A calibration curve was prepared in the same buffer using conalbumin (75 kDa), ovalbumin
(44 kDa), carbonic anhydrase (29 kDa), ribonuclease A (13.7 kDa) and aprotinin (6.6 kDa) (LMM gel
filtration standard kit, GE Healthcare). This calibration curve was then used to estimate the molecular
weight of both Géb-B ECD and Géb-B ECD +dp12 in order to determine their polymeric states.

Flow-cytometric analysis of heparin binding in transfected CHO cells

A5 CHO cells were kindly provided by Ana Kasirer-Friede and Sanford Shattil (University of Califor-
nia, San Diego). A test for mycoplasma contamination was negative. Transfections of WT or mutant
hGéb-B into CHO cells were carried out in 6-well plates (3 x 10° cells in 2 ml DMEM medium, sup-
plemented with 10% fetal bovine serum, 2 mM glutamin) using polyethylenimine (Sigma-Aldrich) as
described (Ehrhardt et al., 2006). Cells were harvested 2 days after transfection by detaching them
with accutase, and resuspended in PBS containing 0.2 mg/ml BSA and 0.02% sodium azide. Cells
were incubated with heparin-biotin (10 ug/ml) and mouse anti-human Géb-B antibody for 45 min at
RT, washed twice, and incubated with streptavidin-PE (BD Biosciences) and anti-mouse-alexa488
antibody (Invitrogen). Cells were fixed with 1% formaldehyde and analyzed on a BD FACSCalibur
(BD Biosciences).

Aggregometry

Platelet rich plasma (PRP) was prepared from blood collected from healthy drug-free volunteers as
described previously (Dawood et al., 2007). Donors gave full informed consent according to the
Helsinki declaration. Ethical approval for collecting blood was granted by Birmingham University
Internal Ethical Review (ERN_11-0175 and ERN_15-0973). In brief, 9 volumes of blood were col-
lected into 1 vol of 4% (w/v) sodium citrate solution. Blood was centrifuged at 200 x g for 20 min at
RT and PRP was collected. Platelet aggregation was measured using a lumi-aggregometer (Chrono-
Log, Abingdon on Thames, UK, Model 700).

Platelet adhesion assay

This assay was performed as described previously (Bellavite et al., 1994). In brief, Nunc MaxiSorp
plates were coated overnight with 50 pl of substrates, diluted in PBS at a concentration of 10 ug/ml,
except for collagen which was used at 2.5 ug/ml. Plates were then washed three times and blocked
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with 2% BSA in PBS for 1 hr at 37°C. After washing, 50 pl heparinase Ill (5 mU/ml) or buffer (20 mM
Tris-HCI (pH 7.5), 0.1 mg/ml BSA and 4 mM CaCl,) were added to each well and incubated for 1.5
hr. After three washing steps, 50 ul of platelet suspension modified Tyrode’s buffer, prepared as
previously described (Pearce et al., 2004), at a concentration of 1 x 108/ml| were added and incu-
bated for 1 hr at 37°C. After three washing steps with PBS, 140 ul of substrate solution was added to
each well and incubated on a rocker at RT for 40 min. Then, 50 ul of 3M NaOH was added and the
signal was quantified 5 min later by measuring the absorbance at 405 nm and 620 nm (background).
Percentage of adhesion was calculated by normalizing the measured ODs to the signal obtained by
directly lysing 50 pl of platelet suspension.

Flow cytometric analysis of platelet activation

5 ul staining solution, containing 1.5 ug fibrinogen-Alexa488 conjugate (Invitrogen) and 1 pg of anti-
TLT-1-Alexa 647 antibody (Biotechne, Abingdon, UK) and 5 pul of whole blood were provided in a
well of a 96-well plate. Stimulation was started by adding 40 pul of heparin, APAC (0.05 uM final con-
centration) or buffer, with or without CLEC-2 antibody (3 ug/ml final concentration; Bio-Rad, Oxford,
UK). The plate was incubated in the dark for the indicated time and the reaction was stopped by
addition of 200 pl 1% ice-cold formalin. Samples were analyzed on a BD Accuri flow cytometer. Pla-
telets were gated using forward and side scatter.

Preparation and culture of mouse megakaryocytes

Megakaryocytes were prepared as previously described (Dumon et al., 2006, Mazharian et al.,
2011). In brief, bone marrow cells were obtained from mouse femurs and tibias by flushing, and cells
expressing lineage-specific surface markers (CD16/CD32, Gr1, B220, or CD11b) were depleted using
immunomagnetic beads (sheep anti-rat IgG Dynabeads, Invitrogen). The remaining population was
cultured in 2.6% serum-supplemented StemPro medium with 2 mM L-glutamine, penicillin/strepto-
mycin, and 20 ng/mL of murine stem cell factor at 37°C under 5% CO, for 2 days, and for a further 4
days in the presence of stem cell factor and 50 ng/mL thrombopoietin (37°C, 5% CO,). Mature meg-
akaryocytes were then enriched using a 1.5%/3% bovine serum albumin gradient under gravity (1 g)
for 45 min at room temperature.

Microscopical analysis of platelet and MK adhesion

Glass Coverslips (5 mm diameter) were incubated with 50 pl of perlecan (25 pg/ml), fibrinogen (25
ug/ml) or both overnight at 4°C. Surfaces were then blocked with denatured BSA (5 mg/ml) for 1 hr
at room temperature. After washing, 50 ul heparinase Il (12.5 mU/ml) or buffer were added to each
well and incubated for 1.5 hr at 37°C. Platelets (2 x 10”/ml, 50 ul) were transferred to the slides and
incubated at 37°C for 45 min in a humid atmosphere. Mature megakaryocytes (6 x 10%/ml, 100 pl)
were incubated for 5 hr. Non-adherent cells were removed by gently washing wells with PBS and
adherent cells were fixed with 3.7% paraformaldehyde and permeabilized with 0.2% Triton-X 100 in
water. MKs were stained with tubulin-antibody for 1 hr followed by anti-mouse-Alexa-488 and rhoda-
min-conjugated phalloidin for 30 min, and coverslips were mounted onto microscope slides for
imaging using or Antifade Mountant with DAPI (Invitrogen). Platelets were stained with phalloidin-
Alexa-488 for 1 hr and coverslips were mounted using Hydromount (National Diagnostics, Notting-
ham, UK). Images were captured by a Zeiss Axio Observer.Z1/7 epifluorescence microscope using
ZEN Software and 20x (MK) or 63x oil immersion (platelet) plan apochromat objectives.

For platelets, each coverslip was imaged in three random areas. For analysis, the central quarter
of each field of view was cropped (1024 x 1024 pixels) and ilastik pixel classifier software was used
to outline a binary segmentation (Sommer et al., 2011). To distinguish touching platelets, KNIME
analytic platform was used to identify the centre of individual platelets manually (Berthold et al.,
2009). These coordinates were used to produce the final segmentation of individual platelets, and
platelet size was subsequently calculated.

For MK, three tiles of 3 x 3 images were acquired per coverslip. Average surface area per cell
was calculated by analyzing total surface area and number of cells per image by using ImageJ. Both,
imaging and analysis were performed blinded.
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Western blotting and immunoprecipitation

Washed human or mouse platelets (5 x 10%/ml) in the presence of 10 uM integrilin or lotrafiban
(integrin allbB3 inhibitors), respectively, were incubated with the respective compound under stirring
conditions (1200 rpm, 37°C) for the indicated time. Platelets were lysed by the addition an equal vol-
ume of ice cold 2 x lysis buffer and insoluble cell debris was removed by centrifugation for 10 min at
13,000 x g, at 4°C.

For immunoprecipitations, whole cell lysates (WCLs) were precleared using protein A Sepharose
(Sigma-Aldrich) for 30 min at 4°C. Géb-B was immunoprecipitated from collagen-WCLs with anti-
Gé6b-B antibody and protein A sepharose overnight at 4°C as previously described (Mazharian et al.,
2012).

WCLs were either boiled in SDS-loading buffer and analyzed by SDS-PAGE (NuPage 4-12% Bis-
Tris-Gradient Gel) and traditional western blotting or, for quantitative analysis, analyzed with an
automated capillary-based immunoassay platform (Wes, ProteinSimple, San Jose, USA), according
to the manufacturer’s instructions. Briefly, WCLs were diluted to the required concentration with
0.1X sample buffer, then prepared by adding 5X master mix containing 200 mM dithiothreitol (DTT),
5 x sample buffer and fluorescent standards (Standard Pack 1, PS-ST01-8) and boiled for 5 min at
95°C. Samples, antibody diluent 2, primary antibodies and anti-rabbit secondary antibody,
together with luminol S-peroxide mix and wash buffer, were displaced into Wes 12-230 kDa prefilled
microplates (pre-filled with separation matrix 2, stacking matrix 2, split running buffer two and matrix
removal buffer, SM-WO004). The microplate was centrifuged for 5 min at 2500 rpm at room tempera-
ture. To start the assays, the capillary cartridge was inserted into the cartridge holder and the micro-
plate placed on the plate holder. To operate Wes and to analyze results, Compass Software for
Simple Western was used (version 3.1.7, ProteinSimple). Separation time was set to 31 min, stacking
loading time to 21 s and sample loading time to 9 s. Primary antibodies were incubated for 60 min
and the High Dynamic Range (HDR) profile was used for detection. For each antibody, a lysate dilu-
tion experiment was performed first to confirm the optimal dynamic range of the corresponding pro-
tein on Wes. This was followed by an antibody optimization experiment to compare a range of
dilutions and to select an antibody concentration that was close to saturation level to allow a quanti-
tative comparison of signals between samples. The optimized antibody dilutions and final lysate con-
centrations were as indicated in the key resources table.

Statistical analysis
All data are presented as mean =+ standard deviation (SD). Statistical significance was analyzed by

one-way or two-way ANOVA, followed by the appropriate post hoc test, as indicated in the figure
legend, using GraphPad Prism 6 (GraphPad Software Inc, San Diego, CA, USA).
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Formation of blood platelets: mechanisms involved in
megakaryocytes intravasation across medullar sinusoids.

Blood platelets are vital for the prevention of bleeding. A key and still poorly
understood step in their formation is the passage of their precursors, megakaryocytes (MKs),
through the endothelial barrier of the medullary sinusoids, to release cytoplasmic fragments
into the blood, which will remodel into platelets. The aim of the present thesis is to understand
the cellular and molecular mechanisms involved in the intravasation of MKs.

In the first part, | characterized the invasive protrusions emitted in situ by MKs at the
sinusoidal contact. These protrusions can invaginate deep into the endothelium until they
cross it, leading MKs to take a transcellular route to the circulation. These structures,
connected by a lateral actomyosin network, adopt a collective, interconnected organization,
allowing MKs to perforate the endothelium at multiple points. The essential role of the
actomyosin cytoskeleton in the in vivo organization of podosomes has been confirmed by
analyzing the impact of Arp2/3 complex or myosin lIA deficiency in the megakaryocytic
lineage. In the second part of the thesis, we focused on the role of integrins in MKs
intravasation by using B1 and B3 integrin deficient mice, demonstrating that they prevent the
passage of whole MKs through the sinusoids. Integrins control MKs intravasation by mediating
their anchoring in the extracellular matrix and by modulating the physical and structural
properties of their nuclei. Finally, in the third part of the thesis, we evaluated the contribution
of metalloproteinases in the process of MKs intravasation. By investigating the bone marrow
of MT1-MMP deficient mice, we demonstrated that this enzyme was not required for
podosome formation and basement membrane passage. More generally, our data reveal that
mature MKs from marrow do not have matrix degradation activity and that MMP activity is
not required for platelet formation in vivo.

Our work has improved our understanding of a key step in thrombopoiesis, the
transmigration of MKs through the sinusoids of the bone marrow. Many cell types elaborate
these structures, including invasive cancer cells, macrophages and osteoclasts. This work
therefore offers wider perspectives in cell biology. It provides insights into the mechanisms of
intravasation of other blood cells as well as in a more pathological context of tumor cells.

Keywords: Megakaryocytes, bone marrow, platelets production, podosomes, integrins,
metalloproteases
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Formation des plaquettes sanguines : étude des mécanismes
d’intravasation des mégacaryocytes au travers des sinusoides
médullaires.

Les plaquettes sanguines sont vitales pour la prévention des hémorragies. Une étape
clé et encore mal comprise dans leur formation est le passage de leurs précurseurs, les
mégacaryocytes (MK) au travers de la barriere endothéliale des sinusoides médullaires,
permettant de libérer des fragments cytoplasmiques dans le sang, lesquels se remodeleront
ensuite en plaquettes dans la circulation. L'objectif de cette thése a été de comprendre les
mécanismes cellulaires et moléculaires impliqués dans l'intravasation des MKs.

Dans la premiére partie, j'ai montré que les protrusions émises in situ par les MKs au
contact des sinusoides sont des podosomes. Les podosomes s’invaginent profondément dans
I’endothélium jusqu’a le traverser, permettant aux MKs d’emprunter une voie transcellulaire
vers la circulation. lls sont reliés par un réseau secondaire d’actomyosine, adoptant ainsi une
organisation collective, interconnectée, permettant aux MKs de perforer I'’endothélium en de
multiples points. Le role essentiel du cytosquelette d’actomyosine dans la structuration des
podosomes in vivo, a pu étre confirmé en analysant I'impact des déficits en complexe Arp2/3
ou en myosine lIA dans la lignée mégacaryocytaire. Dans la deuxiéme partie de la thése, nous
nous sommes intéréssés au role des intégrines dans l'intravasation des MKs par I'utilisation
de souris déficientes en intégrines B1 et B3. L'observation de la moelle de ces souris a mis en
lumiére le role essentiel des intégrines dans la prévention du passage de MKs entiers au
travers des sinusoides. Les intégrines contrélent I'intravasation des MKs en permettant leur
ancrage dans la matrice extracellulaire et en modulant les propriétés physiques et structurales
de leurs noyaux. Enfin, dans la troisieme partie de la thése, nous avons évalué la contribution
des métalloprotéases dans ce processus. L'étude de la moelle osseuse de souris déficientes
en MT1-MMP, nous a permis de démontrer que cette enzyme n’était pas nécessaire dans la
formation des podosomes et au passage de la lame basale. Plus globalement, nos données
révelent que les MKs matures issus de la moelle n‘ont pas d’activité de dégradation de la
matrice et que I'activité des MMPs n’est pas nécessaire dans la formation des plaquettes in
vivo.

L'ensemble de nos résultats permet une meilleure compréhension des mécanismes
cellulaires et moléculaires impliqués dans l'intravasation des MKs en identifiant I'un de ses
principaux acteurs : le podosome. De nombreux types cellulaires forment ces structures
d’adhésion particulieres. Ce travail ouvre ainsi des perspectives plus larges en Biologie
Cellulaire. Ilamene des pistes pour explorer les mécanismes d’intravasation des autres cellules
sanguines en générale ou dans un contexte plus pathologique de cellules tumorales.

Mots clés : Mégacaryocytes, moelle osseuse, production plaquettaire, podosome, intégrines,
métalloprotéases
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