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I. Introduction 

 
A. Épidémiologie et physiopathologie du lupus systémique 

 
Le lupus systémique (LS) est une maladie auto-immune (MAI) chronique, non spécifique d’organe, 

caractérisée par la production d’auto-anticorps dirigés contre des antigènes nucléaires. Elle touche 

préférentiellement les femmes jeunes avec un sex-ratio d’environ 9 femmes pour 1 homme et présente 

un pic d’incidence entre 30 et 40 ans (1). La prévalence est estimée, en France, à 47 pour 100 000 

personnes avec une incidence de 4 pour 100 000 personnes par an et 400 000 nouveaux cas 

diagnostiqués chaque année dans le monde (2,3). Ces données en font une des MAI les plus fréquentes, 

bien que le LS reste une maladie rare. Certaines populations, notamment d’origine afro-américaine ou 

asiatique, présentent une prévalence plus élevée ainsi que des formes plus sévères que la population 

européenne (4). Le LS résulte de l’interaction entre facteurs génétiques (susceptibilité polygénique, 

déficits du complément, voies de l’interféron), environnementaux (UV, stress, tabac, médicaments, 

exposition à la silice), hormonaux (contraception, grossesse) et infectieux (Epstein Barr virus, 

cytomégalovirus, parvovirus B19). Ces virus peuvent induire une activation de l’immunité innée et 

favoriser la production d’auto-anticorps via mimétisme moléculaire (5). 

Sur le plan immunologique, des anomalies de l’apoptose ou de la clairance des corps apoptotiques 

conduisent à l’accumulation de matériel nucléaire dans le milieu extracellulaire (6). Ce phénomène 

entraine une perte de tolérance vis-à-vis des antigènes du soi, avec activation aberrante des cellules 

dendritiques via leurs récepteurs Toll-like (TLRs), notamment TLR7 et TLR9. Ces cellules produisent 

en réponse des cytokines pro-inflammatoires et de l’interféron de type I, participant à l’activation de 

cellules T et B auto-réactives, et elles agiront en tant que cellules présentatrices d’antigènes (CPA) 

auprès de ces mêmes populations cellulaires (7). 

Les lymphocytes T (LT) CD4+ auto-réactifs ainsi activés vont, en partie, se différencier en lymphocytes 

T folliculaires auxiliaires (LTfh). Ces cellules jouent un rôle crucial dans le LS par leur implication dans 

le développement du centre germinatif (CG) et, ainsi, dans la différenciation des lymphocytes B, à 

l’origine d’auto-anticorps. Les LT CD8+ contribuent aux lésions tissulaires via leur action cytotoxique 

au sein des tissus infiltrés, notamment lors de néphropathie lupique (NL), tandis que les LT CD4-CD8-, 

dits double négatifs (DN), soutiennent ces mécanismes par la production de cytokines pro- 

inflammatoires, telles que l’IL-17 (8,9). 

Parallèlement, les monocytes entretiennent eux aussi le processus auto-immun par le biais de cytokines 

pro-inflammatoires ainsi que par infiltration tissulaire, sous la forme différenciée de macrophages, 

participant aux lésions d’organes (10). L’accumulation d’auto-antigènes et la réponse anticorps des LB 

aboutit à la formation de complexes immuns dont le dépôt dans les tissus initie les premières lésions
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tissulaires, entretenues ensuite par l’activation du complément par les complexes immuns, à l’origine 

d’un afflux cellulaire local par le biais de facteurs chimiotactiques, créant ainsi une boucle inflammatoire 

délétère (1,7). 

 

B. Formes cliniques et prise en charge thérapeutique 

 
Le LS évolue par poussées entrecoupées de phases de rémissions, sans guérison possible. 

Cliniquement, une distinction artificielle est faite entre l’atteinte cutanée et/ou cutanéo-articulaire et les 

atteintes systémiques d’organes, les plus graves étant représentées par la NL et le neurolupus. Cette 

hétérogénéité clinique, d’évolution imprévisible, justifie une adaptation régulière de la stratégie 

thérapeutique qui est initialement centrée sur l’hydroxychloroquine (HCQ), traitement de fond de tous 

les patients hors contre-indication (11,12). 

 

1. Formes cutanées et cutanéo-articulaires 

 
La clinique comporte souvent un érythème du visage, dit « en masque de loup » ou en vespertilio, 

pour les formes typiques qui correspond à des lésions de lupus aigu, plus ou moins associé à des 

arthralgies et autres atteintes dermatologiques (livedo, urticaire, alopécie, lésions des muqueuses…). Ce 

type d’atteinte est présent chez la majorité des patients et est très évocateur de la maladie, sans pour 

autant être un critère de sévérité. Le lupus subaigu, quant à lui, se verra plutôt sur le tronc et en réponse 

à une exposition solaire mais la distinction entre ces différentes formes est difficile et parfois impossible 

en clinique. D’autres manifestations cutanées plus sévères peuvent également être observées. Parmi 

elles, le lupus discoïde est caractérisé par des macules circulaires inflammatoires, touchant le cou, la tête 

et pouvant provoquer une alopécie. Cette forme est une indication à débuter un traitement rapidement 

car les lésions peuvent laisser des préjudices esthétiques et fonctionnels majeurs en touchant en général 

le visage (3). 

L’atteinte articulaire du LS est caractérisée par une absence de destruction de l’articulation et une 

atteinte principalement ligamentaire (luxation) (3). Ces formes justifient une prise en charge 

symptomatique, associant l’HCQ en traitement de fond et, en fonction de la sévérité, des anti- 

inflammatoires non stéroïdiens (AINS), corticoïdes à faible dose ou un immunomodulateur comme le 

méthotrexate. Plus récemment, le belimumab (anti-BAFF) et l’anifrolumab (anti-récepteur de 

l’interféron de type I) ont obtenu une autorisation de mise sur le marché dans cette indication (11). 
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2. Formes systémiques 

 
L’atteinte rénale concerne 30 à 40 % des patients dont 10 % évolueront vers l’insuffisance rénale 

terminale en 10 ans. Le début silencieux de la NL implique de la dépister systématiquement à chaque 

consultation (par la réalisation d’une bandelette urinaire) (12). L’atteinte rénale est, avec les 

complications cardiovasculaires (de la maladie, des traitements ou liées au mode de vie), parmi les 

causes principales de mortalité des patients lupiques. La prise en charge repose sur une trithérapie 

associant HCQ, corticoïdes intraveineux en phase aiguë et immunosuppresseur (mycophénolate mofétil 

ou cyclophosphamide) selon le profil histologique, parfois en association au belimumab (11). 

Une autre atteinte remarquable par sa sévérité et sa difficulté diagnostique est le neurolupus, atteinte du 

système nerveux central et/ou périphérique, qui touche 25 à 30 % des patients. Les manifestations du 

neurolupus sont totalement aspécifiques avec une prédominance de manifestations psychiatriques 

pouvant retarder le diagnostic et mettre en jeu le pronostic vital des patients (13). Le traitement repose 

sur des principes analogues à ceux de l’atteinte rénale, excepté le traitement par belimumab. L’atteinte 

cardiaque, et plus spécifiquement la péricardite, concerne jusqu’à 25 % des patients lupiques (14). Les 

atteintes hématologiques (anémie hémolytique auto-immune (AHAI), thrombopénie immune, syndrome 

d’Evans) sont fréquentes, parfois associées à un syndrome des antiphospholipides (SAPL) à l’origine 

de manifestations thrombotiques et de fausses couches chez la femme (3,15). Les autres MAI 

fréquemment associées au LS sont les dysthyroïdies et le syndrome de Sjögren. 

Les traitements immunosuppresseurs actuellement utilisés exposent les patients à un risque accru 

d’infections graves, principale cause de morbi-mortalité, ainsi qu’à un risque augmenté de néoplasies, 

liées à leur toxicité cumulative (16,17). Disposer de marqueurs fiables permettant de suivre avec 

précision l’évolution de la maladie et d’anticiper les poussées serait un atout majeur, permettant non 

seulement d’évaluer la réponse aux traitements mais aussi d’adapter la thérapeutique afin d’éviter une 

immunosuppression excessive. 

 

C. Diagnostic et suivi de la maladie lupique 

 
1. Critères diagnostiques et de classification 

 
Il n’existe pas un marqueur biologique permettant d’affirmer le diagnostic avec certitude, justifiant 

la mise en place de critères de classification. Ceux de l’European League Against Rheumatism 

(EULAR) et l’American College of Rheumatology (ACR) de 2019 permettent de poser un diagnostic 

avec plus de spécificité en intégrant à la fois les manifestations cliniques et les anomalies 

immunologiques (18). Toutefois, ils ont été conçus pour uniformiser la recherche clinique et non pour 

guider la pratique hospitalière. Un nombre de points obtenus supérieur à 10 associés à un titre 
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d’anticorps anti-nucléaires (AAN) supérieur à 1/80 et comprenant au moins un critère clinique 

permettent de classer l’atteinte en LS. Les critères sont détaillés dans la figure 1 ci-dessous. 

 

 

 

 
Figure 1. Critères de classification du lupus systémique selon l’ACR/EULAR 2019. 
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2. Forces et faiblesses des critères biologiques de lupus systémique 

 
Parmi les marqueurs biologiques utiles au diagnostic, la recherche d’AAN est systématique pour 

dépister une atteinte auto-immune. Elle est réalisée par immunofluorescence indirecte (IFI) sur cellules 

Hep-2. Un titre d’AAN supérieur à 1/80 constitue justement le critère d’entrée pour la classification du 

LS selon l’ACR/EULAR (Figure 1). La présence d’AAN est un critère diagnostic de LS et leur absence 

permettra d’exclure le diagnostic du fait de la grande sensibilité de ce marqueur. Cependant, les AAN 

sont insuffisants à eux seuls pour poser le diagnostic à cause de leur manque de spécificité. En effet, ils 

peuvent être retrouvés à faible titre dans la population générale, dans diverses MAI ou même dans 

certaines infections et cancers (19). De plus, il peut exister un intervalle libre entre l’apparition des auto- 

anticorps et les premières manifestations cliniques de la maladie allant de plusieurs mois à plusieurs 

années (20). Ainsi, la présence d’AAN est un critère nécessaire pour évoquer le diagnostic de LS mais 

ne permet pas de le poser à lui seul, ni de suivre l’évolution de la maladie par la suite. 

Un dépistage d’AAN positif a donc besoin d’être complété par des méthodes de dosage permettant 

l’identification de la spécificité des auto-anticorps et leur quantification. Parmi eux, les anti-ADN 

doubles brins (anti-ADNdb) sont les plus courants et les anti-Smith (anti-Sm), plus rarement retrouvés, 

sont les plus spécifiques du LS (21). Bien que les anti-ADNdb présentent une spécificité bien supérieure 

à celle des AAN, leur positivité à un taux faible peut être présente chez des individus atteints d’autres 

affections auto-immunes et/ou infectieuses (22). Le contrôle de leur taux est réalisé lors du suivi des 

patients lupiques, où ils participent au calcul du score Systemic Lupus Erythematosus Activity Index 

(SLEDAI) (Tableau 1, page 14), mais il n’est pas toujours correctement corrélé à la clinique : certains 

patients conservent une maladie quiescente malgré des anti-ADNdb encore positifs tandis que d’autres 

ont, au contraire, des taux d’anti-ADNdb faibles ou qui se négativent malgré la persistance d’une 

maladie active. 

Le dosage du complément vient compléter les examens biologiques immunologiques à réaliser au 

diagnostic et lors du suivi, puisqu’une diminution des fractions C3, principalement, et C4 est fréquente 

lors des poussées. Des résultats de complément anormaux sont souvent associés à une atteinte d’organe, 

notamment rénale ou hématologique, et leur valeur participe au calcul du score d’activité SLEDAI. Une 

diminution du complément chez les patients lupiques peut être un indicateur de futures poussées (avec 

une diminution précoce de C4 par rapport à C3), notamment lors d’atteintes rénales où une baisse du C3 

sérique est retrouvée (23,24). Cependant, il n’est pas toujours correctement corrélé à l’activité de la 

maladie ou à la présence d’une atteinte systémique, d’autres facteurs pouvant consommer le complément 

(contextes inflammatoires par exemple). Son suivi fait donc partie des marqueurs utiles en clinique mais 

il ne suffit pas non plus à objectiver une poussée ou une nouvelle atteinte d’organe. 

La recherche des anticorps anti-C1q, dirigés contre une sous-unité du complexe du complément 

impliquée dans la clairance des complexes immuns, est parfois réalisée en cas de suspicion de NL. Bien 
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que ces anticorps soient insuffisamment spécifiques pour un diagnostic de LS, leur présence est corrélée 

à l’activité de la maladie en cas d’atteinte rénale. Leur titre varie avec l’évolution clinique, mais leur 

absence n’exclut pas la NL et leur apparition est souvent tardive, limitant leur valeur prédictive et leur 

utilisation en pratique courante (25). 

Finalement, divers examens biologiques non spécifiques sont également réalisés au diagnostic et au 

suivi à la recherche de répercussions hématologiques, rénales ou thrombotiques notamment. 

 

3. Place des scores d’évaluation de l’activité de la maladie 

 
Plusieurs scores ont été créés afin d’évaluer l’activité de la maladie et suivre son évolution. Parmi 

eux, le SLEDAI est largement utilisé. Il évalue 24 items cliniques et biologiques de façon binaire 

(présence ou absence) sur les 10 derniers jours permettant d’obtenir un score global d’activité. La 

maladie est considérée comme active pour un score supérieur ou égal à 4 (Tableau 1). Ce score est 

rapide et reproductible, facile à faire en consultation ou au lit du maladie. Cependant, il ne permet ni 

l’analyse fine de l’atteinte au niveau d’un organe précis, ni le suivi de la dynamique clinico-biologique 

du patient (26). 

 

 

Items Points 

Convulsions 
Apparition récente, exclusion des causes métaboliques, infectieuses ou médicamenteuses. 

8 

Psychose 
Perturbation de l’activité normale en rapport avec une altération sévère de la perception de la réalité. 

Comprend : hallucinations, incohérence, appauvrissement du contenu de la pensée, raisonnement 
illogique, comportement bizarre, désorganisé ou catatonique. Exclusion d’une insuffisance rénale ou 

d’une cause médicamenteuse. 

 

8 

Atteinte cérébrale 
Altération des fonctions mentales avec troubles de l’orientation, de la mémoire ou autre d’apparition 

brutale et d’évolution fluctuante. Comprend : troubles de la conscience avec réduction des capacités de 
concentration, incapacité à rester attentif avec en plus 2 au moins des manifestations suivantes : troubles 

perceptifs, discours incohérent, insomnie ou somnolence diurne, augmentation ou diminution de l’activité 
psychomotrice. 

 

 

8 

Troubles visuels 
Atteinte rétinienne du lupus. Comprend : nodules dysoriques, hémorragies rétiniennes, exsudats séreux ou 

hémorragies choroïdiennes, névrite optique. Exclusion d’une cause hypertensive, infectieuse ou 
médicamenteuse. 

 

8 

Atteinte des nerfs crâniens 
Neuropathie sensitive ou motrice d’apparition récente touchant un nerf crânien. 

8 

Céphalées 
Céphalées sévères et persistantes, pouvant être migraineuses mais résistant aux antalgiques majeurs. 

8 

Accident vasculaire cérébral 
Accident vasculaire cérébral d’apparition récente. Artériosclérose exclue. 

8 

Vascularite 
Ulcérations, gangrène, nodules digitaux douloureux, infarctus péri-unguéaux ou preuve histologique ou 

artériographie de vascularite. 

 

8 

Arthrites 
Plus de 2 articulations douloureuses avec des signes inflammatoires locaux (douleur, tuméfaction ou 

épanchement articulaire). 

 

4 



19  

Myosite 
Douleur/faiblesse musculaire proximale associée à une élévation des CPK et/ou aldolases ou à des 

modifications électromyographiques ou à une biopsie montrant des signes de vascularite. 

 
4 

Cylindres urinaires 
Cylindres de globules rouges. 

4 

Hématurie 
> 5 GR / champ en l’absence de lithiase, d’infection ou d’une autre cause. 

4 

Protéinurie 
>0,5 g/24h. Apparition récente ou majoration récente de plus de 0,5g/24h. 

4 

Pyurie 
> 5 GB/champ en l’absence d’infection. 

4 

Alopécie 
Apparition récente ou récidive d’une alopécie en plaque ou diffuse. 

2 

Ulcères muqueux 
Apparition récente ou récidive d’ulcérations orales ou nasales. 

2 

Pleurésie 
Douleur thoracique d’origine pleurale avec frottement ou épanchement ou épaississement pleural. 

2 

Péricardite 
Douleur péricardique avec au moins l’une des manifestations suivantes : frottement, épanchement ou 

confirmation électrographique ou échographique. 

 

2 

Complément 
Diminution du CH50, du C3 ou du C4 inférieure à la normale inférieure du laboratoire. 

2 

Anti-ADNdb 
Positivité > 25% par le test de Farr ou taux supérieur à la normale du laboratoire. 

2 

Fièvre 
>38° en l’absence de cause infectieuse. 

1 

Thrombopénie 
< 100 000 plaquettes/mm3. 

1 

Leucopénie 
< 3 000 GB/mm3 en l’absence de cause médicamenteuse. 

1 

Tableau 1. Critères du score Systemic Lupus Erythematosus Disease Activity Index (SLEDAI). 

Adapté de Bombardier et al., Derivation of the SLEDAI. A disease activity index for lupus patients. The committee 

on Prognosis Studies in SLE (27). 

 

 

D’autres outils ont été proposés, comme le score BILAG (British Isles Lupus Assessment Group) qui 

évalue chaque atteinte d’organe de manière indépendante en fonction du traitement requis. Ce score 

reflète mieux la réalité clinique du LS, notamment pour les formes multiviscérales, mais sa complexité 

de cotation et le temps nécessaire à son calcul limitent son utilisation en pratique courante, en dehors 

des essais cliniques (26). Le PGA (Physician Global Assessment), quant à lui, offre une approche 

globale plus rapide mais reste subjectif et dépend fortement de l’expérience du clinicien (28). En 

pratique, c’est donc le SLEDAI qui demeure l’outil de référence le plus utilisé, en raison de sa simplicité, 

de sa reproductibilité et de son intégration dans le suivi standardisé des patients. 



20  

D. Populations cellulaires candidates en tant que biomarqueurs 

dans le lupus systémique 

Malgré la multiplicité des scores d’évaluation et des marqueurs biologiques, aucun d’eux n’allie, 

seul ou combiné, finesse d’évaluation clinique et praticité en routine hospitalière. Dans cette perspective, 

la cytométrie en flux (CMF) apparait comme un allié de choix pour évaluer de manière rapide et peu 

invasive le compartiment immunitaire circulant des patients lupiques. Ce travail s’intéresse à trois 

populations cellulaires qui sont impliquées dans la physiopathologie du LS et dont la mesure régulière 

pourrait participer à suivre l’activité de la maladie à l’aide d’un simple prélèvement sanguin : les LT 

activés, les LTfh auxiliaires et les monocytes. 

 

1. Lymphocytes T activés 

 
Les LT jouent un rôle central dans l'orchestration de la réponse auto-immune. En situation normale, 

les LT naïfs transitent dans les organes lymphoïdes secondaires via le récepteur CCR7 et la L-sélectine 

CD62L. Leur activation débute par la reconnaissance d'un complexe formé du peptide antigénique et du 

complexe majeur d’histocompatibilité (CMH), présenté par une CPA, via le T-cell receptor (TCR) suivie 

d'une co-stimulation par CD28 induisant notamment l'expression des marqueurs d’activation CD25 et 

CD69 et des molécules inhibitrices telles que CTLA-4 et PD1 afin d’éviter une activation incontrôlée. 

En aval, l'activation de la voie mTOR permet la prolifération, la différenciation et la production d'IL-2 

(29). L’implication des LT dans la physiopathologie du LS est largement documentée. Des anomalies 

de signalisation, notamment au niveau du complexe TCR/CD3, ont été décrites chez les patients 

lupiques, conférant à ces cellules une hyperréactivité à des antigènes normalement tolérés (30). Cette 

hypersensibilité favorise l’activation de clones T auto-réactifs qui participent à l’auto-immunité 

persistante. 

Dans les phases actives de la maladie, les LT présentent un phénotype activé. Parmi eux, les LT CD8+ 

sont particulièrement impliqués dans les lésions tissulaires et dans l’entretien du processus auto-immun 

par le biais de leur activité cytotoxique (1). Leur augmentation, ainsi que celle de la production de 

granzyme B et de perforine, molécules impliquées dans leur cytotoxicité, sont corrélées à l’activité 

clinique du lupus (mesurée selon le score SLEDAI) (31). Ce profil est absent chez les patients en 

rémission, suggérant un intérêt potentiel de la quantification de cette population pour évaluer l’activité 

de la maladie. Des études ont également mis en évidence la présence accrue de LT CD8+, accompagnée 

d’un ratio CD4+/CD8+ diminué, dans les urines de patients atteints de NL, renforçant ainsi le lien entre 

cette population lymphocytaire et les atteintes viscérales (32). 
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En parallèle, les LT CD4+ contribuent à la pathogénèse via leur différenciation en sous-populations pro- 

inflammatoires, comprenant notamment les LTfh (décrits ci-dessous en I. D. 2.) et les Th17 (1). Ils 

amplifient la réponse auto-immune en soutenant la production d’auto-anticorps et en sécrétant diverses 

cytokines. Parmi elles, l’IL-17, cytokine pro-inflammatoire, participe aux lésions tissulaires et au 

recrutement cellulaire local, et l’IL-21 soutient les Th17 et stimule l’activation des LB, leur 

différenciation et production d’auto-anticorps (33,34). Conjointement à la polarisation vers un 

phénotype pro-inflammatoire des LT CD4+, certaines études suggèrent une diminution quantitative et/ou 

fonctionnelle des LT CD4+ régulateurs chez les patients lupiques, de façon corrélée avec l’activité de la 

maladie, entrainant une absence de régulation adéquate du processus inflammatoire (9). 

Une autre population lymphocytaire impliquée est celle des LT DN, en particulier ceux exprimant le 

TCR γδ, qui contribuent à la production d’IL-17 et participent à la présentation antigénique et au soutien 

de la réponse B auto-réactive (9). Leur implication dans les lésions de NL par ces mécanismes est décrite 

dans la littérature (35). 

Ainsi, dans le LS, l’équilibre entre cellules T effectrices et régulatrices est profondément altéré. Le suivi 

dynamique des marqueurs d’activation et de régulation lymphocytaire (CD25, CD69, PD1, CTLA-4) 

pourrait offrir une évaluation plus fine du déséquilibre immunitaire. Leur mesure par CMF représente 

une approche prometteuse pour anticiper les poussées et mieux personnaliser la prise en charge 

thérapeutique. 

 

2. Lymphocytes T CD4+ folliculaires auxiliaires 

 
2.1. Phénotype circulant 

 
Les LTfh font partie des LT CD4+ et siègent principalement dans le CG des organes lymphoïdes 

secondaires tandis qu’une faible partie se trouve dans le sang circulant (36). 

Ils sont identifiables dans la circulation par l’expression du marqueur CXCR5, récepteur de chimiokine 

leur permettant de migrer vers les follicules des CG, et de l’absence de CD45RA, marqueur des LT naïfs 

(37). Ils sont différenciés en 3 sous-types selon l’expression des marqueurs de surface CXCR3 et CCR6 : 

LTfh1 (CXCR3+CCR6-), LTfh2 (CXCR3-CCR6-) et LTfh17 (CXCR3-CCR6+) (36). 

2.2. Interaction avec lymphocytes B 

 
Les LTfh exercent un rôle central dans l’activation et la différenciation des LB au sein des organes 

lymphoïdes secondaires où ils sont nécessaires à la formation et au maintien du CG. En interagissant 

directement avec les LB via trois couples moléculaires (ICOS/ICOS-L, CD40/CD40L et TCR/CMH II) 

et en produisant l’IL-21, cytokine clé de la réponse humorale, ils favorisent leur survie et leur 

différenciation en plasmocytes, contribuant à la production d’anticorps de haute affinité. Les LTfh sont 
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composés des sous-populations LTfh1, LTfh2 et LTfh17 qui se distinguent par leurs profils de cytokines 

et leur impact fonctionnel : les LTfh1 sont associés à la production d’IgG mais ont une capacité d’aide 

aux B relativement limitée ; les LTfh2 induisent plus efficacement la production d’IgG et d’IgE ; les 

LTfh17 favorisent quant à eux la production d’IgA et participent à une réponse inflammatoire accrue 

(37). Ces spécificités les impliquent dans la régulation de la réponse humorale tant en situation 

physiologique (réponse vaccinale ou infectieuse) que pathologique (auto-immunité, allergies et 

cancers). 

2.3. Implication dans le lupus systémique 

 
De nombreuses études ont montré que les LTfh jouent un rôle important dans la physiopathologie 

du LS. Chez les patients lupiques, une augmentation de ces cellules dans le sang circulant est retrouvée, 

souvent accompagnée d’une modification de la répartition de leurs sous-types. En effet, certains travaux 

suggèrent une hausse des sous-populations LTfh2 et LTfh17 au détriment des LTfh1 chez les patients 

atteints d’un LS actif (38). De plus, les LTfh présentent une expression augmentée de PD-1 et ICOS, 

dont la co-expression sur les LTfh témoigne d’un état d’activation cellulaire, spécifiquement chez les 

patients ayant une maladie active (37,39). 

Ainsi, ces cellules participent activement à la pathogénèse du LS en soutenant l’activation et la 

différenciation de LB auto-réactifs au sein des CG. L’analyse de ces sous-populations activées dans le 

sang périphérique pourrait représenter un outil complémentaire dans le suivi des patients atteints de LS. 

 

3. Monocytes et marqueurs fonctionnels 

 
3.1. Sous-populations monocytaires 

 
Les monocytes participent à la réponse immunitaire innée par leur capacité de présentation 

antigénique, de phagocytose et de production de cytokines inflammatoires. Ils sont différenciés en 3 

sous-populations en fonction des expressions membranaires de CD14 et de CD16, récepteur à la portion 

Fc des IgG (FcR) de faible affinité (FcRIII). On distingue ainsi les monocytes classiques 

(CD14++CD16-), non classiques (CD14-CD16++) et intermédiaires (CD14+CD16+). 

Les monocytes classiques sont majoritaires et représentent environ 90 % des monocytes totaux en 

situation physiologique. Ils assurent principalement des fonctions de phagocytose. Ils circulent dans le 

sang périphérique et peuvent migrer dans les tissus par chimiotactisme où ils se différencient en 

macrophages, cellules dendritiques ou parfois en monocytes non-classiques. Les monocytes non- 

classiques présentent une faible capacité de phagocytose mais sont principalement impliqués dans la 

production de fortes quantités de cytokines pro-inflammatoires. Les monocytes intermédiaires sont, 

quant à eux, plus difficiles à caractériser fonctionnellement et combinent les fonctions des deux autres 
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sous-types en ayant une activité de phagocytose et en communiquant avec les LT en tant que CPA, 

favorisant leur prolifération (40). 

Une fois dans les tissus, les monocytes peuvent se différencier en macrophages M1, de profil pro- 

inflammatoire, ou en macrophages M2, de profil anti-inflammatoire, impliqués dans la réparation 

tissulaire et la résolution de l’inflammation. Ce basculement phénotypique dépend du micro- 

environnement et reste réversible, jouant ainsi un rôle clé dans le maintien ou la résolution de 

l’inflammation chronique observée dans le LS (41). 

3.2. Implication dans le lupus systémique 

 
Sous l’influence des cytokines pro-inflammatoires, les monocytes peuvent agir en tant que CPA. 

Ils expriment à leur surface des molécules comme CD86 qui reflète un état d’activation et participe à 

l’activation des LT via le second signal de co-stimulation, renforçant ainsi l’activation de LT auto- 

réactifs. L’expression de CD86 est stimulée par l’interféron gamma (IFNγ), cytokine dont la production 

est augmentée au cours de la maladie lupique et en particulier lors de poussées (42). 

Les monocytes interagissent également avec les lymphocytes Natural Killer exprimant un récepteur T 

invariant (iNKT), via le marqueur CD1d impliqué dans la présentation d’antigènes glycolipidiques (43). 

Les iNKT peuvent produire de grandes quantités de cytokines et moduler les réponses immunitaires, 

jouant un rôle potentiel dans les phénomènes d’activation incontrôlée et d’auto-immunité du LS. Bien 

que moins étudié que d’autres, CD1d constitue un marqueur d’intérêt pour évaluer les capacités de 

présentation antigénique des monocytes à ces cellules (44). 

Par ailleurs, les récepteurs CD64 (FcγRI) et CD32 (FcγRII), interviennent dans la phagocytose et la 

réponse inflammatoire via la reconnaissance des complexes immuns. Leur expression est modulée dans 

diverses situations pathologiques, y compris le LS, et participe à amplifier la réponse immunitaire. 

Finalement, la dynamique de polarisation des monocytes vers des macrophages de type M1 ou M2 est 

également un élément central de l’inflammation chronique dans le LS (45). Les monocytes et 

macrophages M2 expriment à leur surface le marqueur CD163, impliqué dans la clairance de 

l’hémoglobine libre et jouant un rôle anti-inflammatoire. Sa forme soluble est retrouvée augmentée dans 

les urines des patients atteints de NL active, ce qui suggère une implication tissulaire de macrophages 

M2 non fonctionnels ou en transition vers un phénotype pro-inflammatoire au sein des lésions rénales 

(46). 

Ainsi, bien que de nombreux marqueurs puissent être étudiés dans le LS, ceux décrits ci-dessus 

représentent à la fois les fonctions classiques des monocytes (activation, présentation antigénique, 

phagocytose) et leur dynamique de polarisation, appliquée au LS, dans l’inflammation chronique. Leur 

analyse en CMF dans le suivi de patients lupiques permettrait de conserver une approche compatible 

avec une application hospitalière de routine. 
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E. Objectifs de ce travail 

 
Le premier objectif de ce travail de thèse est de réaliser la mise au point d’un protocole de marquage 

par CMF des populations lymphocytaires et monocytaires, adapté aux contraintes de routine hospitalière 

du laboratoire d’immunologie. Le protocole ainsi que les anticorps d’intérêt et la combinaison des 

fluorochromes seront validés sur prélèvements de témoins sains. 

Le deuxième objectif est l’application de ces panels à des patients lupiques afin de vérifier leur faisabilité 

et leur pertinence sur des patients inflammatoires, souvent cytopéniques et sous traitements 

immunosuppresseurs. 

La validation de ces objectifs permettra de faire une première comparaison entre patients lupiques et 

témoins sains puis entre patients lupiques ayant des profils de maladies différents afin d’évaluer l’intérêt 

de la CMF dans leur suivi. 
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II. Matériels et méthodes 

 
A. Origine des prélèvements sanguins 

 
1. Témoins sains 

 
Les prélèvements sanguins de donneurs sains sont prélevés sur tube acide éthylène diamine tétra- 

acétique (EDTA) et obtenus dans le cadre de la convention établie entre l’Etablissement Français du 

Sang (EFS) et le CHRU de Tours (n° CA-REC-2019-188). 

 

2. Patients lupiques 

 
Les prélèvements sanguins des patients lupiques sont issus de la cohorte du protocole FiNK Lupus : 

« Etude de l’expression de récepteur néonatal au Fc des IgG (FcRn) dans les lymphocytes T Natural 

Killer exprimant un récepteur T invariant : implication dans la physiopathologie du lupus systémique », 

validé en juin 2023 par le Comité de Protection des Personnes Nord-Ouest II (identifiant 

DR230103/FiNK Lupus) et pour lequel chaque patient a consenti à participer de façon libre et éclairée. 

 

B. Réception et préparation des prélèvement sanguins 

 
1. Respect des règles pré-analytiques de la routine hospitalière 

 
Les règles pré-analytiques appliquées sont similaires à celles des analyses de CMF couramment 

réalisées au laboratoire : le sang est maintenu à température ambiante (TA) et l’analyse doit être réalisée 

dans les 24 heures suivant l’heure de prélèvement. 

 

2. Préparation des échantillons pour le marquage membranaire 

 
Deux lavages successifs de 300 µL de sang total sont réalisés dans 10 mL de tampon de cytométrie 

constitué de phosphate buffered saline (PBS) 1X (Immunoconcepts®), 2mM d’EDTA (Invitrogen, 

Thermo Fisher scientific®) et de sérum de veau fœtal (SVF) à 2%. Cela permet d’éliminer le plasma et 

de récupérer, après centrifugation, un culot cellulaire constitué d’hématies et de leucocytes. 

Le culot est re-suspendu dans 300µL de tampon de cytométrie et réparti entre 3 tubes, correspondant 

aux 3 panels créés (Tableau 2, page 28). Le marquage des populations cellulaires est, ensuite, réalisé 

selon le protocole décrit ci-dessous (II. C, page 26). 
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Après le marquage membranaire, 1 mL de Versalyse (ref 109777, Beckman Coulter®) est ajouté avant 

une nouvelle incubation de 15min à TA et à l’obscurité. Après centrifugation, les cellules sont re- 

suspendues en tampon de cytométrie et celles marquées avec le panel « d’activation monocytaire » (II. 

C. 1. 1.3, page 27) sont analysées. 

 

3. Préparation des échantillons pour le marquage intra-cellulaire 

 
Pour les cellules marquées avec le panel « activation lymphocytaire » décrit ci-dessous (II. C. 1. 

1.1.), un marquage intra-cellulaire supplémentaire est réalisé. Pour cela, deux étapes de fixation de 15 

minutes à 4°C et à l’obscurité sont préalablement réalisées afin de conserver le marquage extracellulaire. 

Les cellules sont d’abord fixées avec du paraformaldéhyde (PFA) 4 % (Thermo Fisher scientific) puis 

une deuxième fixation est réalisée avec le kit FlowX FoxP3/Transcription factor fixation and 

permeabilisation buffer kit (R&D System®). Après centrifugation, les cellules sont resuspendues dans 

du tampon de perméabilisation contenant l’anticorps selon le protocole détaillé (II. C. 2., page 27). 

 

C. Analyse en cytométrie en flux 

 
1. Marquage de surface des différentes populations cellulaires d’intérêt 

 
Le marquage est réalisé sur 104 cellules. Les cellules sont suspendues dans un tampon de marquage 

de cytométrie (II. B. 2., page 20) et les différentes étapes sont réalisées à l’obscurité et à 4°C afin de 

prévenir l’internalisation des cibles membranaires. Les FcR sont bloqués par ajout de Fc block (Fc 

Blocking Reagent, humain, 130-059-901, Miltenyi®) afin de prévenir une liaison aspécifique par la 

région Fc des anticorps couplés aux fluorochromes. Après 15 min d’incubation, un lavage en tampon de 

marquage de cytométrie est réalisé puis les anticorps des différents panels sont ajoutés pour une 

incubation de 30 min avant un nouveau lavage. 

Un marqueur de viabilité des cellules live/dead VG (Invitrogen, Thermo Fisher scientific®) est 

également ajouté dans chaque panel afin de s’assurer de la viabilité des cellules analysées. 

1.1. Panel « activation lymphocytaire » 

 
Les LT sont identifiés à l’aide de l’anti-CD3 APC (Biolegend®) et les sous-populations sont 

caractérisées par l’anti-CD4 A700 (Biolegend®) et l’anti-CD8 PE/Cy7 (Biolegend®). 

L’activation des lymphocytes est étudiée à l’aide des anticorps anti-CD25 BV605 (BioLegend®) et anti- 

CD69 APC (BioLegend®). Les mécanismes régulateurs de la réponse T sont analysés grâce aux 

anticorps anti-CD28 FITC, anti-CTLA-4 PE/V615 et anti-PD1 PE/Cy7 (BioLegend®). Enfin, la capacité 

de migration des LT a été évaluée grâce à l’anticorps anti-CD62L PerCP (BioLegend®). 
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1.2. Panel T folliculaire auxiliaire 

 
Les LT sont identifiés à l’aide de l’anti-CD3 APC (Biolegend®) et les sous-populations sont 

caractérisées par l’anti-CD4 A700 (Biolegend®) et l’anti-CD8 PE/Cy7 (Biolegend®). Les LTfh sont 

identifiés grâce à l’anti-CXCR5 APC (Biolegend®) et à l’anti-CD45RA PerCP/Cy 5.5 (Biolegend®). Les 

sous-types de LTfh sont caractérisés grâce aux anticorps anti-CXCR3 PE DAZZLE (Biolegend®) et 

anti-CCR6 FITC (Biolegend®). L’activation de ces cellules est étudiée grâce au marquage par l’anti- 

CD278 (ICOS) BV605 (Biolegend®) et l’anti-PD1 PE/Cy7 (Biolegend®). 

1.3. Panel monocytaire 

 
Les monocytes sont identifiés à l’aide d’un anticorps anti-CD14 BV421 (Biolegend®) et les sous- 

populations monocytaires sont caractérisées par l’anti-CD16 A700 (Biolegend®). Les autres FcγR sont 

étudiés à l’aide de l’anticorps anti-CD32 PC7 (Biolegend®) et l’anti-CD64 PE (Biolegend®). Les LT 

sont identifiés avec l’anti-CD3 APC (Biolegend®). Le marqueur de costimulation et d’activation CD86 

est détecté avec l’anti-CD86 PC5,5 (Biolegend®). Le CD1d est détecté par un anti-CD1d APC (BD 

Biosciences®) et le CD163 est détecté par un anti-CD163 PE V615 (Miltenyi®). 

 

2. Marquage intra-cellulaire 

 
Un marquage intracellulaire par Ki67 est réalisé pour évaluer la prolifération cellulaire dans les panels 

« activation lymphocytaire » et T folliculaire auxiliaire. Les cellules sont incubées pendant 30 minutes 

à 4°C et à l’obscurité avec un anticorps anti-Ki67 BV421 (Biolegend®), préalablement dilué au 1/10ème 

dans du tampon de perméabilisation issu du kit FlowX FoxP3/Transcription Factor Fixation and 

Permabilisation Buffer kit (R&D System®). Après centrifugation, les cellules sont finalement re-

suspendues en tampon de cytométrie pour analyse. 

L’ensemble des panels est résumé dans le tableau 2. 
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 Cible Fluorochrome Marque Référence 

 

 

 

 

 

 

Panel 

“activation 

lymphocytaire” 

CD3 APC Biolegend® 317342 

CD4 Alexa Fluor 700 Biolegend® 317426 

CD8 PE/Cy7 Biolegend® 344712 

CD25 BV605 Biolegend® 302632 

CD69 APC Biolegend® 310910 

CD62L PerCP Biolegend® 304824 

CTLA-4 PE/V615 Biolegend® 369616 

CD28 FITC Biolegend® 377612 

PD1 PE/Cy7 Biolegend® 621608 

Ki67 BV421 Biolegend® 350506 

LCD VioGreen Invitrogen® L34955 

 

 

 

 

 

 

Panel T 

folliculaire 

auxiliaire 

CD3 APC Biolegend® 317342 

CD4 Alexa Fluor 700 Biolegend® 317426 

CD8 PE/Cy7 Biolegend® 344712 

CD278 (ICOS) BV605 Biolegend® 313538 

CD45RA PerCP/Cy 5.5 Biolegend® 304156 

CXCR5 APC Biolegend® 356908 

CXCR3 PE DAZZLE Biolegend® 353736 

CCR6 FITC Biolegend® 353412 

PD1 PE/Cy7 Biolegend® 621608 

Ki67 BV421 Biolegend® 350506 

LCD VioGreen Invitrogen® L34955 

 

 

 

 

 

Panel 

monocytaire 

CD14 BV421 Biolegend® 325628 

CD16 A700 Biolegend® 302026 

CD32 PE/Cy7 Biolegend® 303214 

CD64 PE Biolegend® 305008 

CD86 PE/Cy5.5 Biolegend® 374216 

Cd1d APC BD Biosciences® 563505 

CD163 PE-V615 Miltenyi® 033-348 

CD3 APC Biolegend® 317342 

LCD VioGreen Invitrogen® L34955 

Tableau 2. Liste des anticorps utilisés pour les analyses de cytométrie en flux. 

LCD : marqueur de viabilité cellulaire. 
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D. Méthodes d’analyse 

 
1. Analyses des données de cytométrie 

 
Les échantillons ont été analysés sur l’automate de CMF DxFlex (Beckman Coulter®) composé de 

3 lasers permettant la lecture de 10 canaux simultanés. Les données recueillies sont analysées grâce au 

logiciel Kaluza C version 1.2 (Beckman Coulter®). 

 

2. Analyses statistiques 

 
Les analyses statistiques ont été réalisées à l’aide du logiciel GraphPad Prism, version 8.0.2.263. 

Les données sont exprimées sous forme de médiane et intervalle interquartile pour les variables non 

paramétriques et de moyenne et écart-type pour les variables paramétriques. La normalité de la 

distribution des variables quantitatives a été évaluée à l’aide du test de Shapiro-Wilk. En cas de 

distribution normale, les comparaisons entre groupes ont été effectuées par un test t de Student (variables 

indépendantes) ou un test t apparié (variables dépendantes). Pour les variables non normalement 

distribuées, le test non paramétrique de Mann-Whitney a été utilisé pour les comparaisons entre deux 

groupes. Un seuil de signification statistique de p < 0,05 a été retenu pour toutes les analyses. 

Seuls les résultats significatifs ont été signalés, par la présence d’un astérisque, sur les figures présentées 

dans la partie résultats. Les résultats non significatifs ne sont pas annotés. Certains résultats non 

significatifs ne sont pas détaillés dans les résultats pour des raisons de clarté ; ils sont disponibles dans 

les annexes. 
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III. Résultats 

 
A. Adaptation du marquage à la routine hospitalière 

 
1. Intégration d’un marqueur de viabilité cellulaire dans le protocole 

 
Pour l’adaptation de notre protocole à un usage en routine hospitalière, nous avons choisi d’utiliser 

les conditions pré-analytiques classiques : prélèvement sur tube EDTA et analyse dans les 24 heures 

suivant le prélèvement. Afin de confirmer que ces conditions permettent d’obtenir des échantillons 

majoritairement composés de cellules vivantes, nous avons intégré un marqueur de viabilité cellulaire 

(LCD) à notre panel. 

Un prélèvement conservé 72 heures a été utilisé comme contrôle positif, révélant une proportion 

attendue de cellules mortes d’environ 50 %. Ce contrôle a ainsi permis de valider que, dans les conditions 

pré-analytiques classiques, la viabilité cellulaire reste élevée et que le protocole peut être appliqué sans 

risque majeur de biais liés à la dégradation des échantillons. 

L’ajout du LCD n’a pas altéré la mesure des paramètres des panels, notamment les proportions de LT 

CD4+ et CD8+, qui sont restées comparables entre les échantillons analysés avec et sans LCD : la valeur 

médiane de LT CD4+ avec LCD était de 5,3 % contre 5,5% sans (p=0,89) et la médiane de LT CD8+ 

avec LCD était de 4,4% contre 4,3% sans (p=0,9). 

Les prélèvements de huit témoins sains, issus de l’EFS, ont été analysés afin de valider le protocole. 

 

 

2. Choix de la lyse cellulaire 

 
Deux agents de lyse différents étaient disponibles au laboratoire et ont été testés lors de la mise au 

point du protocole de marquage : le Versalyse et le Versafix. La lyse induite par le Versafix a montré 

une mauvaise discrimination des populations cellulaires comparativement au Versalyse (Figure 2). Ce 

dernier a donc été conservé comme agent de lyse pour la suite des expérimentations. 
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Figure 2. Comparaison des résultats obtenus selon l'agent de lyse cellulaire utilisé. 

Analyse en cytométrie en flux des cellules, représentées selon leur structure (ordonnée) et leur taille (abscisse) 

après A. Lyse réalisée à l’aide de l’agent Versafix et B. Lyse réalisée à l’aide de l’agent Versalyse. SSC-A : 

side scatter-area ; FSC-A : forward scatter-area. 

 

3. Choix des panels et stratégie de fenêtrage 

 
Les marqueurs d’activation lymphocytaire, les FcγR et autres marqueurs fonctionnels étudiés ici ne 

sont pas intégrés aux panels utilisés actuellement en routine hospitalière. Avant d’évaluer leur pertinence 

dans le contexte de LS, nous avons testé la faisabilité de leur détection directement sur sang total et 

initialement chez des témoins sains. 

Tous les panels discutés ci-dessous reposent sur une stratégie de fenêtrage initiale commune aboutissant 

à la sélection des cellules vivantes. La première étape est une sélection des cellules selon leur structure 

(SSC-A) et taille (FSC-A) suivi de la sélection des cellules individuelles (singulets). Ensuite, l’isolement 

des cellules vivantes est réalisé grâce au marquage de viabilité cellulaire (étapes A à C des figures 3, 4 

et 5 aux pages 28, 29 et 31 respectivement). 

L’ensemble des panels repose sur des marqueurs phénotypiques classiques, choisis afin de privilégier 

une approche sensible et étendue plutôt qu’un ciblage restreint et hautement spécifique. 
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3.1. Panel « activation lymphocytaire » 

 
Dans le LS, les altérations lymphocytaires quantitatives et qualitatives participent activement au 

développement et à l’entretien de la réponse auto-immune. Leur activation prolongée constitue une 

signature immunologique importante de la maladie. 

Les LT sont, tout d’abord, isolés à partir des cellules vivantes exprimant le marqueur CD3. Parmi cette 

population, les LT CD4+, CD8+, DN (CD4-CD8-) et CD4+CD8+, dits double positifs (DP), sont isolés. 

Cette première étape permet d’analyser la répartition des grandes sous-populations de LT. 

La stratégie de fenêtrage est poursuivie par l’étude de l’expression de marqueurs fonctionnels liés à 

l’activation, à la co-stimulation, à l’inhibition et à la migration. Les différents marqueurs sont étudiés 

sur la population totale des LT ainsi que sur chacune des sous-populations. L’expression de CD69 

témoigne d’une activation récente, tandis que CD25 reflète une activation plus prolongée ou une 

appartenance au compartiment régulateur (approchée par la mesure de l’intensité moyenne de 

fluorescence (IMF)). PD1 est évalué en tant que marqueur d’activation prolongé (épuisement 

fonctionnel). L’expression de CTLA-4 et de CD28 est ensuite analysée afin d’évaluer l’équilibre entre 

signaux de co-stimulation et de régulation. Enfin, l’expression de CD62L est utilisée pour identifier les 

LT conservant leur capacité de migration vers les organes lymphoïdes secondaires (Figure 3). 

 

3.2. Panel T folliculaire auxiliaire 

 
Les LTfh constituent une sous-population spécialisée de LT CD4+ impliquée dans l’aide aux 

lymphocytes B et la formation des CG. 

La stratégie de fenêtrage débute par la sélection des cellules LT CD3+ vivantes. Parmi cette population, 

les LT CD4+, CD8+, DN (CD4-CD8-) et DP (CD4+CD8+) sont isolés. Ensuite, les LTfh sont isolés parmi 

les LT CD4+ par l’expression du marqueur CXCR5 et l’absence d’expression du CD45RA (distinguant 

les cellules naïves CD45RA+ des cellules mémoire CD45RA–). 

Les sous-types fonctionnels des LTfh sont identifiés parmi les cellules CD4+CXCR5+CD45RA– selon 

l’expression croisée de CXCR3 et CCR6, permettant de distinguer les profils LTfh1 (CXCR3+CCR6–), 

LTfh2 (CXCR3–CCR6–) et LTfh17 (CXCR3–CCR6+). Enfin, l’activation des LTfh totaux et de leurs 

sous-populations est évaluée par la co-expression de ICOS et PD1 ; les cellules double positives 

ICOS+PD1+ étant considérées comme activées (Figure 4). 
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Figure 3. Stratégie de fenêtrage des populations d'intérêt parmi les lymphocytes T. 

A. Sélection des lymphocytes sur la base de leur taille (abscisse) et de leur structure (ordonnée). B. Sélection des 

cellules individuelles (singulets) au sein de la fenêtre isolée en A. C. Sélection parmi les singulets des cellules 

exprimant fortement le CD3 (ordonnée) et faiblement le marqueur de viabilité cellulaire (abscisse) permettant 

d’isoler les populations lymphocytaires T (LT). D. Expression du CD8 (ordonnée) et du CD4 (abscisse) dans la 

population fenêtrée en C, permettant d’isoler les LT CD8+ (quadrant supérieur gauche), LT CD4+ (quadrant 

inférieur droit), les doubles positifs (quadrant supérieur droit) et doubles négatifs (quadrant inférieur gauche). E. 

Expression du CD62L (ordonnée) et de CD69 (abscisse) à la surface des LT totaux et sous-populations isolées en 

D (non montré). F. Expression de CTLA-4 (ordonnée) et de PD1 (abscisse) par les LT totaux et sous-populations 
isolées en D (non montré). G. Histogramme évaluant le nombre de cellules exprimant le CD25 à leur surface 

(fenêtre de droite) en pourcentage et en intensité moyenne de fluorescence (IMF) parmi les LT totaux et sous- 

populations isolées en D (non montré). H. Histogramme évaluant le nombre de cellules exprimant le CD28 à leur 

surface (fenêtre de droite) en pourcentage et en IMF parmi les LT totaux et sous-populations isolées en D (non 

montré). I. Histogramme évaluant le nombre de cellules exprimant Ki67 (fenêtre de droite) parmi les LT totaux et 

sous-populations isolées en D (non montré). SSC-A : side scatter-area ; FSC-A : forward scatter-area ; SSC-H : 

side scatter-height ; LCD : marqueur de viabilité cellulaire. 
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Figure 4. Stratégie de fenêtrage pour l'analyse des lymphocytes T folliculaires auxiliaires (LTfh) et de leurs 

sous-populations. 

A. Sélection des lymphocytes sur la base de leur taille (abscisse) et de leur structure (ordonnée). B. Sélection des 

cellules individuelles (singulets) au sein de la fenêtre isolée en A. C. Sélection parmi les singulets des cellules 

exprimant fortement le CD3 (ordonnée) et faiblement le marqueur de viabilité cellulaire (abscisse) permettant 

d’isoler les populations lymphocytaires T (LT). D. Expression du CD4 (abscisse) et du CD8 (ordonnée) dans la 

population fenêtrée en C, permettant d’isoler les LT CD4+ (quadrant supérieur gauche), LT CD8+ (quadrant 

inférieur droit), les doubles positifs (quadrant supérieur droit) et doubles négatifs (quadrant inférieur gauche). E. 

Identification des LTfh, à partir de la population des LT CD4+ isolée en D, par leur forte expression de CXCR5 

(ordonnée) et leur absence d’expression de CD45RA (abscisse). F. Identification des sous-types de LTfh, fenêtrés 

en E, selon leur expression de CCR6 (ordonnée) et CXCR3 (abscisse). G. Fenêtrage des cellules co-exprimant 

PD1 et ICOS parmi les LTfh totaux et parmi les sous populations de LTfh isolées en F (non montré). SSC-A : side 

scatter-area ; FSC-A : forward scatter-area ; SSC-H : side scatter-height ; LTfh : lymphocytes T folliculaires 
auxilliaires ; LCD : marqueur de viabilité cellulaire. 
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3.3. Panel monocytaire 

 
Les monocytes sont des cellules de l’immunité innée capables de phagocytose, de présentation 

antigénique et de production cytokinique. Dans cette stratégie de fenêtrage, les monocytes sont identifiés 

au sein des cellules vivantes en fonction de leur structure SSC-A et l’expression de CD14. Ensuite, les 

sous-populations classiques (CD14++CD16–), intermédiaires (CD14+CD16+) et non classiques 

(CD14+CD16++) sont isolées en fonction de leur expression de CD16. Des marqueurs fonctionnels sont 

évalués sur l’ensemble des sous populations monocytaires et sur les monocytes totaux. 

L’analyse est poursuivie par l’étude des FcγR CD32 et CD64, évalués en fréquence et en IMF. Ces 

récepteurs de moyenne et forte affinité pour les IgG respectivement, jouent un rôle central dans la prise 

en charge des complexes immuns et dans l’inflammation. Le marqueur CD86 est également analysé 

comme marqueur d’activation. 

Enfin, CD163 et CD1d sont évalués : CD163 permet d’identifier des sous-population avec un profil plus 

régulateur tandis que CD1d est inclus pour évaluer les interactions avec certaines cellules 

lymphocytaires non conventionnelles (Figure 5). 
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Figure 5. Stratégie de fenêtrage des différentes populations d'intérêt parmi les monocytes. 

A. Sélection des lymphocytes et des monocytes sur la base de leur taille (abscisse) et de leur structure (ordonnée). 
B. Sélection des cellules individuelles (singulets) au sein de la fenêtre isolée en A. C. Sélection parmi les singulets 

de l’ensemble des cellules exprimant faiblement le marqueur de viabilité (abscisse). D. Identification à partir de la 

population isolée en C des cellules n’exprimant pas CD3 (CD3-) et des cellules exprimant le CD3 (CD3+). 

E. Isolement à partir de la population CD3- fenêtrée en D des monocytes, exprimant CD14 (abscisse) et de faible 

structure (ordonnée). F. Identification à partir de la population fenêtrée en E et en fonction de leur expression de 

CD16 (ordonnée) et CD14 (abscisse) des sous-populations monocytaires, avec les monocytes non classiques 

(quadrant supérieur gauche), les intermédiaires (quadrant supérieur droit) et les classiques (quadrant inférieur 

droit). G. Évaluation, dans la population fenêtrée en E, de l’expression du CD32 (abscisse) en fonction du CD16 

(ordonnée) en pourcentage et en intensité moyenne de fluorescence (IMF). H. Évaluation, dans la population 

fenêtrée en E, de l’expression du CD64 (ordonnée) en fonction du CD14 (abscisse) en pourcentage et en IMF. I. 

Histogramme évaluant l’IMF du CD1d dans la population fenêtrée en E (exemple) et dans les sous populations 

identifiées en F (non montré). J. Histogramme évaluant le pourcentage de cellules exprimant le CD163 dans la 

population fenêtrée en E (exemple) et dans les sous populations identifiées en F (non montré). K. Histogramme 

évaluant le pourcentage de cellules exprimant le CD86 ainsi que son IMF dans la population fenêtrée en E et dans 
les sous populations identifiées en F (non montré). SSC-A : side scatter-area ; FSC-A : forward scatter-area ; 

SSC-H : side scatter-height ; LCD : marqueur de viabilité cellulaire. 
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B. Application à une population de patients lupiques 

 
1. Caractéristiques clinico-biologiques des patients inclus 

 
Onze patients lupiques ont été inclus, leurs caractéristiques sont détaillées dans le tableau 3. Tous 

ont été inclus lors d’une consultation de suivi de la maladie. L’âge moyen au diagnostic était de 34 ans 

(21 ; 72) et l’âge moyen à l’inclusion était de 44 ans (27 ; 75). Parmi eux, 9 étaient des femmes (81%). 

Parmi les 11 patients inclus, 5 (45,5 %) d’entre eux ont un antécédent d’atteinte rénale dont un associait 

une atteinte cérébrale et un autre associait un épanchement pleural. Les autres patients ont uniquement 

des antécédents d’atteintes cutanéo-articulaires. A l’inclusion, 2 des 11 patients présentaient un score 

SLEDAI ≥ 4, témoignant d’une maladie active, sur le plan rénal pour l’un, rénal et neurologique pour 

le second. 

Une MAI était associée chez 7 patients : 4 d’entre eux présentaient un SAPL et l’un d’entre eux 

présentait aussi un syndrome de Gougerot-Sjögren. Parmi les 3 autres patients, une cryoglobulinémie, 

un rhumatisme psoriasique et un purpura thrombotique thrombocytopénique étaient retrouvés. 

Dix d’entre eux (91 %) étaient sous HCQ. Parmi eux, 5 (50 %) avaient une trithérapie avec des 

corticoïdes et un immunosuppresseur parmi le méthotrexate, l’acide mycophénolique, l’anifrolumab, 

l’azathioprine ou le belimumab ; 3 (30 %) avaient une bithérapie associant à l’HCQ un 

immunosuppresseur parmi ceux précédemment cités et 1 patient avait une bithérapie associant l’HCQ 

et des corticoïdes. Le seul patient non traité par HCQ était sous méthotrexate et corticoïdes. 

Les analyses en CMF des patients lupiques ont été comparées aux résultats des témoins sains utilisés 

pour valider le protocole. 
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Tableau 3. Caractéristiques clinico-biologiques des patients inclus. 

SLEDAI : Systemic Lupus Erythemathosus Disease Activity Index ; MAI : maladie auto-immune ; ADNdb : ADN 

double brins ; SSA : Sjögren Syndrome A ; SSB : Sjögren Syndrome B ; Sm : Smith ; RNP : ribonucléoproteine. 
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2. Application des panels aux patients lupiques : validation des 

marquages en situation pathologique et comparaison aux témoins 

sains 

2.1. Répartition des différentes populations et sous-populations cellulaires 

 
2.1.1. Répartition des sous-populations lymphocytaires T par rapport aux témoins 

sains 

La fréquence des LT CD4⁺ était de 65,7 % [49,2 ; 66,5] chez les patients et de 63,0 % [55,0 ; 65,5] 

chez les témoins (p = 0,90). Celle des LT CD8⁺ était respectivement de 32,3 % [29,5 ; 46,0] et 31,4 % 

[28,8 ; 36,4] (p = 0,45). Aucune différence significative n’était retrouvée pour ces deux sous- 

populations. La proportion de LT DN était significativement plus faible chez les patients (3,4 % [1,9 ; 

4,7]) par rapport aux témoins (5,0 % [4,5 ; 6,7], p = 0,03). Les LT DP étaient rares et comparables entre 

les groupes (0,6 % chez les patients versus 0,5 % chez les témoins, p = 0,51). 

Les LTfh représentaient 8,6 % [7,4 ; 12,1] des LT CD4⁺ chez les patients et 10,5 % [8,0 ; 13,4] chez les 

témoins (p = 0,54). Les sous-types LTfh1, LTfh2 et LTfh17 étaient répartis sans différence significative 

entre les groupes (Figure 6). 

 

 

 
Figure 6. Analyse en cytométrie en flux des sous populations au sein des lymphocytes T (LT) et des LT 

folliculaires auxiliaires (LTfh) chez les témoins (gris clair) et chez les patients lupiques (gris foncé). 

A. Fréquence des sous-populations LT CD4+ et CD8+ parmi les LT totaux. B. Fréquence des LT doubles négatifs 

parmi les LT totaux. C. Fréquence des LT folliculaires auxiliaires (LTfh) parmi les LT CD4+. D. Fréquence des 

sous-population de LTfh au sein des LTfh totaux. *= p < 0,005 



40  

2.1.2. Répartition des sous-populations monocytaires par rapport aux témoins sains 

Les monocytes classiques (CD14⁺⁺CD16⁻) représentaient 91,6 % [84,5 ; 93,1] des monocytes chez 

les patients et 90,6 % [88,3 ; 91,6] chez les témoins (p = 0,73). Les monocytes intermédiaires 

(CD14⁺CD16⁺) étaient retrouvés à 3,9 % [2,4 ; 8,1] chez les patients contre 6,4 % [4,9 ; 6,6] chez les 

témoins (p = 0,28). Les monocytes non classiques (CD14-CD16⁺⁺) représentaient 1,7 % [0,9 ; 3,8] chez 

les patients et 1,9 % [1,7 ; 2,7] chez les témoins (p = 0,72) (Figure 7). Ainsi, aucune différence de 

répartition des sous-populations monocytaires n’était retrouvée entre ces deux groupes. 

 

 

 
Figure 7. Répartition des sous-populations monocytaires chez les témoins (gris clair) et chez les patients 

lupiques (gris foncé). 

A. Pourcentage de monocytes classiques (CD14⁺⁺CD16⁻). B. Pourcentage de monocytes intermédiaires 

(CD14⁺CD16⁺). C. Pourcentage de monocytes non classiques (CD14-CD16⁺⁺). 

 

 

2.2. Expression des FcR : CD64, CD32 et CD16 

 

2.2.1. Présence des FcR sur les sous-populations monocytaires 

 

Le récepteur CD64 était exprimé par 96,8 % [95,5 ; 97,8] des monocytes classiques chez les patients 

contre 95,6 % [93,9 ; 97,3] chez les témoins (p = 0,41). Sa fréquence était plus faible chez les monocytes 

intermédiaires et non classiques, sans différence significative. Le CD32 était largement exprimé par 

toutes les sous-populations monocytaires, avec des fréquences supérieures à 96 % dans chaque sous- 

type, sans différence entre les groupes. Le CD16 était exprimé principalement par les monocytes 

intermédiaires et non classiques, sans variation significative de fréquence entre patients et témoins. Il 

était absent des monocytes classiques. 

2.2.2. Analyse quantitative de l’expression des FcR 

Une tendance à l’élévation de l’IMF du CD64 était retrouvée sur les monocytes totaux des patients 

(586 800 [445 866 ; 630 583]) comparativement aux témoins (414 658 [373 908 ; 502 256], p = 0,15). 

Cette tendance devenait significative si l’on prenait en compte seulement les valeurs des patients en 

poussée (645 734 [643 705 ; 647 762], p=0,04). L’IMF de CD32 était légèrement plus faible chez les 

patients (330 777 [283 151 ; 367 657]) que chez les témoins (365 953 [328 839 ; 401 031], p = 0,18). 
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L’expression de CD16 était comparable entre les deux groupes (p = 0,78) (Figure 8). Les ratios 

CD64/CD16, CD64/CD32 et CD32/CD16 étaient également similaires entre patients et témoins. 

 

 

 
Figure 8. Intensité moyenne de fluorescence (IMF) des Fc gamma récepteurs à la surface des monocytes 

totaux chez les témoins (gris clair) et chez les patients lupiques (gris foncé). 

A. IMF du CD64. B. IMF du CD32. C. IMF du CD16. 
 

 

2.3. Activation lymphocytaire 

 
2.3.1. CD69 

L’analyse de CD69, montrait une diminution significative de la fréquence des LT CD69⁺ chez les 

patients lupiques (0,9 % [0,5 ; 1,6]) comparativement aux témoins (2,5 % [2,1 ; 3,3], p = 0,01). Cette 

différence n’était pas retrouvée dans les sous-populations LT CD4⁺ (0,3 % [0,25 ; 0,40] chez les témoins 

vs 0,2 % [0,1 ; 0,4], p = 0,34), LT CD8⁺ (2,1 % [1,8 ; 2,2] chez les témoins vs 1,9 % [0,9 ; 3,1], p = 0,84), 

LT DN (3,6 % [2,8 ; 6,9] chez les témoins vs 3,4 % [1,8 ; 7,2], p=0,72) et LT DP (1,6 % [0,6 ; 3,5] chez 

les témoins vs 2,4 % [1,3 ; 2,8], p=0,67). 

 

2.3.2. CD25 

L’expression de CD25, autre marqueur d’activation, était comparable dans les principales sous- 

populations. Les LT CD4⁺, CD8⁺ et DN présentaient des taux similaires entre patients et témoins. Une 

différence était, néanmoins, observée au sein des LT DP, dont la proportion de CD25⁺ était 

significativement réduite chez les patients (1,5 % [0,5 ; 3,6] vs 8,0 % [5,5 ; 14,9], (p = 0,02). 

2.3.3. PD1 et ICOS 

Concernant PD1, aucune différence d’expression n’était retrouvée dans la population des LT totaux 

(22,6 % vs 22,5 %, p = 0,9) ni dans les sous-populations CD4⁺, CD8⁺, DN et DP. 

Parmi les LTfh aucune différence significative n’était observée concernant l’expression conjointe de 

PD1 et ICOS, utilisée pour identifier les LTfh activés dans le lupus. Les LTfh PD1⁺ICOS⁺ représentaient 
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17,1 % [14,4 ; 24,7] chez les patients contre 16,8 % [10,8 ; 19,5] chez les témoins (p = 0,44). Cette 

absence de différence se retrouvait dans les trois sous-types LTfh1, LTfh2 et LTfh17. 

 

2.4. Prolifération lymphocytaire (Ki67) 

 
L’expression du marqueur Ki67, témoin de prolifération cellulaire, était globalement faible dans 

toutes les populations étudiées, sans différence significative entre patients et témoins. Chez les LT 

totaux, la fréquence des cellules Ki67⁺ était de 0,3 % [0,2 ; 0,6] chez les patients contre 0,28 % [0,1 ; 

0,45] chez les témoins, (p = 0,58). Aucune variation n’était observée dans les sous-populations CD4⁺, 

CD8⁺, DN et DP ainsi que dans les LTfh et leurs sous-types. 

 

2.5. Marqueurs de régulation lymphocytaire (CTLA-4, CD28) et de migration 

(CD62L) 

2.5.1. CTLA-4 

L’expression globale de CTLA-4, molécule régulatrice exprimée en situation d’activation 

prolongée ou de signal de co-inhibition, était similaire sur les LT totaux entre patients et témoins (1,0 % 

[0,9 ; 1,3] vs 1,5 % [1,1 ; 1,8], p = 0,64). Cependant, une baisse significative était observée dans la 

population des LT DP, dont la fréquence d’expression de CTLA-4⁺ était plus faible chez les patients 

(2,0 % [1,6 ; 5,6]) que chez les témoins (8,9 % [6,0 ; 11,4], p = 0,02). 

Une diminution de son expression en IMF sur les LT totaux était retrouvée dans le groupe des patients 

(5 877 [5 407 ; 6 619]) par rapport au groupe des témoins (7 669 [6 828 ; 9 409]), (p= 0,03). 

2.5.2. CD28 et CD62L 

L’expression de CD28, molécule co-stimulatrice des LT, était comparable dans la majorité des 

sous-populations. Cependant, une baisse significative de l’IMF de CD28 était notée sur les LT CD8⁺ 

des patients (45 129 [42 173 ; 49 349]) par rapport aux témoins (54 846 [53 172 ; 56 361], p = 0,01), 

suggérant une modulation fonctionnelle plutôt qu’une perte de fréquence. 

Enfin, CD62L, impliqué dans la migration lymphocytaire, ne montrait pas de différence d’expression 

dans les populations étudiées (Figure 9). 
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Figure 9. Expression de CD62L par les sous-populations lymphocytaires T chez les témoins (gris clair) et 

chez les patients lupiques (gris foncé). 

A. Pourcentage des LT totaux exprimant CD62L. B. Pourcentage d’expression de CD62L par les sous-populations 

lymphocytaires T. 

 

 

2.6. Marqueurs de régulation monocytaire (CD163 et CD1d) 

 
L’expression globale du marqueur CD163, associé à un phénotype anti-inflammatoire, ne différait 

pas entre les deux groupes. Une différence significative était, cependant, retrouvée au sein des 

monocytes non classiques, dont la proportion de CD163⁺ était plus élevée chez les patients lupiques 

(49,0 % [32,4 ; 68,5]) comparativement aux témoins (14,3 % [10,1 ; 38,9], p = 0,04), suggérant une 

orientation modulatrice de cette sous-population. 

L’expression de CD1d, molécule présentatrice de glycolipides aux cellules iNKT, était globalement 

comparable. Toutefois, l’IMF de CD1d sur les monocytes non classiques était significativement réduite 

chez les patients (8 431 [7 783 ; 8 926] vs 9 108 [8 929 ; 10 077] chez les témoins, p = 0,04), suggérant 

une altération de l’interface avec l’immunité innée non conventionnelle (Figure 10). 

 

 
Figure 10. Expression du CD163 et du CD1d à la surface des sous populations monocytaires chez les témoins 

(gris clair) et chez les patients lupiques (gris foncé). 

A. Pourcentage d’expression du CD163 à la surface des populations de monocytes classiques (CD14++CD16-), 

intermédiaires (CD14+CD16+) et non classiques (CD14-CD16++). B. Intensité moyenne de fluorescence (IMF) du 

CD1d à la surface des populations de monocytes classiques, intermédiaires et non classiques. *= p < 0,005 
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3. Évaluation des panels dans la discrimination des patients atteints de 

néphropathie lupique 

3.1. Déséquilibre des sous-populations T en lien avec la néphropathie lupique 

 
Chez les patients atteints de NL, la proportion de LT CD4⁺ était réduite par rapport aux patients 

sans atteinte rénale (51,7 % [46,7 ; 53,4] vs 66,5 % [65,9 ; 72,6], p = 0,05). Une élévation des LT CD8⁺ 

était également observée chez les patients avec NL (44,8 % [41,5 ; 47,3]) par rapport aux autres patients 

(29,5 % [23,5 ; 31,6], p = 0,08). Le ratio CD4/CD8 était plus faible chez les patients atteints de NL (1,2 

[1,0 ; 1,3]) comparativement à ceux indemnes de NL (2,3 [2,1 ; 3,2], p = 0,08). Cette répartition 

s’accompagnait d’une augmentation des LT DN chez les patients avec NL (5,0 % [4,5 ; 5,2] vs 2,7 % 

[1,6 ; 3,3], p = 0,05) (Figure 11). 

 

 

 
Figure 11. Analyse en cytométrie en flux des sous populations lymphocytaires T (LT) des patients selon la 

présence d’une néphropathie lupique (NL) (rose foncé) ou son absence (rose clair). 

A. Répartition des sous-populations CD4 et CD8 parmi les LT totaux B. Pourcentage de LT doubles négatifs (DN) 

parmi les LT totaux. C. Ratio CD4/CD8. 

 

 

3.2. Activation monocytaire accrue chez les patients atteints de néphropathie 

lupique 

L’expression du marqueur d’activation CD86 était significativement augmentée chez les patients 

atteints de NL, dans l’ensemble des sous-populations monocytaires, contrairement aux patients 

indemnes de NL : elle atteignait, sur les monocytes classiques, 98,5 % [94,3 ; 99,2] contre 85,0 % [79,0 

; 89,5] (p = 0,03), sur les monocytes intermédiaires, 99,4 % [99,2 ; 99,8] contre 96,5 % [94,3 ; 98,2] 

(p = 0,017), et sur les monocytes non classiques, 100 % [99,8 ; 100] contre 98,3 % [96,6 ; 99,1] 

(p = 0,0087) (Figure 12). 
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Figure 12. Expression du CD86, en pourcentage, sur les sous-populations monocytaires des patients selon 

la présence d’une néphropathie lupique (NL) (rose foncé) ou son absence (rose clair). 

A. Expression de CD86 par les monocytes classiques. B. Expression de CD86 par les monocytes intermédiaires. 
C. Expression de CD86 par les monocytes non classiques. *= p < 0,05, **= p < 0,01 

 

 

3.3. Altération des voies de régulation immunitaire T et récepteurs monocytaires 

 
Il n’était pas retrouvé de différence significative sur l’expression de CTLA-4 et de CD28 selon la 

présence d’une NL au sein du groupe des patients. 

Dans le compartiment monocytaire, l’IMF de CD32 était significativement diminuée chez les patients 

atteints de NL (269 745 [253 611 ; 296 558]) en comparaison aux patients sans atteinte rénale (367 657 

[338 389 ; 383 373], p = 0,02) (Figure 13). 
 

 

 
Figure 13. Intensité moyenne de fluorescence (IMF) des Fc gamma récepteurs sur les monocytes totaux des 

patients selon la présence d’une néphropathie lupique (NL) (rose foncé) ou son absence (rose clair). 

A. IMF du CD64. B. IMF du CD32. C. IMF du CD16. *= p < 0,005 
 

 

Une diminution significative de l’IMF de CD1d était également observée sur les monocytes 

intermédiaires des patients atteints de NL (11 615 [10 658 ; 13 492]) par rapport aux patients sans NL 

(16 007 [14 733 ; 17 170]), (p = 0,03) (Figure 14). 
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Figure 14. Intensité moyenne de fluorescence (IMF) du CD1d sur les sous-populations monocytaires des 

patients selon la présence d’une néphropathie lupique (NL) (rose foncé) ou son absence (rose clair). 

A. IMF du CD1d sur les monocytes classiques. B. IMF du CD1d sur les monocytes intermédiaires. C. IMF du 

CD1d sur les monocytes non classiques. *= p < 0,005 
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IV. Discussion 

 
L’objectif de ce travail était d’évaluer l’intérêt stratégique de l’utilisation de la CMF dans le suivi 

des patients lupiques. Cette approche permet une analyse dynamique du phénotype immunitaire des 

patients, notamment de l’activation cellulaire, au moment du prélèvement. Elle complète l’analyse des 

marqueurs sérologiques conventionnels comme les anticorps anti-ADNdb et le dosage du complément, 

renforçant la corrélation à la clinique en y apportant une évaluation fonctionnelle. 

Le choix des panels a donc reposé sur des cibles connues pour avoir des modifications de répartition, 

d’activation et de régulation dans le LS, notamment en poussée. Ils ont été créés pour fonctionner sur 

un cytomètre hospitalier avec une contrainte de 3 lasers pour 10 canaux. Ce cadre technique a imposé 

un choix raisonné des marqueurs, à la fois représentatifs de sous-populations et de leur état d’activation 

ou de régulation. Les fluorochromes ont été sélectionnés pour limiter les interférences et permettre des 

compensations réalisables par les personnels hospitaliers, les rendant ainsi adaptables à un usage de 

routine. La construction de la stratégie de fenêtrage a suivi la même logique afin d’être utilisée et 

manipulée aisément. 

Le format retenu limite toutefois l’intégration de certains paramètres fonctionnels en particulier les 

marqueurs intracellulaires (FoxP3, Bcl-6) ou les cytokines. Cette restriction méthodologique, partagée 

par d’autres approches hospitalières simplifiées et notamment recommandée par le Clinical and 

Laboratory Standards Institute (CLSI), constitue une limite en termes de profondeur fonctionnelle mais 

permet de préserver une bonne reproductibilité inter-opérateurs (47). Ce positionnement contraste avec 

les protocoles développés dans des cadres expérimentaux, qui mobilisent des panels complexes 

composés de nombreux paramètres (48). 

Les contraintes temporelles hospitalières, notamment la nécessité de marquage et d’acquisition avant 24 

heures, ont été validées par des contrôles de la viabilité cellulaire. Les marquages ont été effectués sur 

sang total afin de limiter la variabilité pré-analytique (49), cette approche étant recommandée en clinique 

pour favoriser la reproductibilité des profils phénotypiques (50). 

Aucune quantification absolue n’a été réalisée, en raison du choix de ne pas utiliser de billes de 

comptage. Cette absence restreint l’interprétation statistique cependant, le suivi des seules fréquences 

cellulaires reste pertinent dans des contextes physiopathologiques où les valeurs absolues de référence 

ne sont pas clairement définies. Cette approche privilégiant une lecture centrée sur l’utilité clinique avait 

pour but d’identifier des signatures immunologiques cohérentes avec l’activité du lupus, ou de certaines 

atteintes d’organes, à partir des données de la cohorte. 

La cohorte utilisée pour valider les panels était composée de 11 patients dont le profil clinique était 

similaire à ceux rapportés dans la littérature. Elle comportait 82 % de femmes et les patients étaient 
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suivis depuis 10 ans en moyenne, en accord avec les données de la littérature retrouvant entre 86 et 93 

% de femmes atteintes de lupus depuis une durée moyenne de 7 ans (2,51). Tous les patients de notre 

cohorte ont été inclus lors d’une consultation de suivi ce qui, associé à l’ancienneté de leur lupus, pouvait 

expliquer la forte proportion de formes cliniquement stables (82%). En effet, ce chiffre est proche des 

données de Kasitanon et al. rapportant jusqu’à 70 % de patients stables au bout de 1 an de suivi parmi 

95 patients lupiques (51). Cependant, il faut prendre en compte que cette stabilité clinique est souvent 

temporaire car les patients lupiques suivent pour la plupart un schéma d’alternance entre rémissions et 

rechutes, notamment mis en évidence par l’étude de Tselios et al. qui retrouvaient, au sein d’une cohorte 

de 267 patients atteints de LS, 70 % des patients en schémas d’alternance rémission/rechute contre 

seulement 10 % en rémission prolongée (52). 

Concernant les atteintes d’organes, 5 patients (46 %) de notre cohorte étaient atteints de NL, un chiffre 

proche de la prévalence rapportée par Siegel et al. (38 %) (3). Les atteintes cutanées et articulaires 

concernaient respectivement 64 % et 82 % des patients, comparables également aux fréquences 

observées dans la même étude. L’ensemble des patients recevait un traitement conforme aux 

recommandations actuelles, basé sur l’HCQ de manière systématique (en l’absence de contre- 

indications), plus ou moins associée à des immunosuppresseurs en fonction des atteintes (11,53). 

La cohorte présentait donc un profil comparable avec celui décrit dans les séries de la littérature, 

constituant un support approprié pour tester la complémentarité des 3 panels et leur cohérence. 

L’analyse de la répartition des sous populations lymphocytaires T ne révélait pas de différence notable 

entre patients et témoins à l’exception d’une diminution des LT DN chez les patients. Ce groupe est 

majoritairement constitué de LT γδ, dont l’implication dans les réponses inflammatoires et la production 

de cytokines comme l’IL-17 est bien décrite dans le lupus actif (54). Dans ce contexte, leur diminution 

pourrait refléter un état peu inflammatoire, cohérent avec l’activité clinique stable des patients. Cette 

interprétation est appuyée par les travaux de Crispin et al. et d’Alexander et al., qui rapportaient une 

augmentation de la population des LT DN chez les patients en poussée, notamment en cas de NL (54,55). 

Cependant, cette population n’est pas complètement homogène : elle peut inclure non seulement des 

cellules avec un TCR γδ, mais aussi des LT classiques (possédant un TCR αβ) anergiques, activés de 

façon chronique, ainsi que des cellules T non conventionnelles (56). L’absence de marquage spécifique 

du TCR (αβ ou γδ) dans notre panel ne permet pas de discriminer précisément l’origine de la baisse 

observée, ce qui limite l’interprétation fonctionnelle. 

En parallèle, l’analyse des LTfh et des monocytes ne montrait pas de différence significative entre les 2 

groupes en termes de fréquence. Ces données sont en accord avec celles de Le Coz et al. qui retrouvaient 

une modification significative de la répartition des sous populations de LTfh (hausse des LTfh2 et baisse 

parallèle des LTfh1) uniquement lors des poussées (38). Sur le versant monocytaire, Y. Li et al. ne 

retrouvaient pas non plus de modifications dans la répartition des sous populations chez les patients 
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stables (57). La fréquence de répartition cellulaire des principales populations et sous populations 

explorées dans nos panels était donc en accord avec le statut clinique des patients au moment de 

l’inclusion. 

L’étude des marqueurs d’activation précoce et de régulation confirmait l’absence de signal 

inflammatoire actif au sein des LT. Une diminution significative de CD69 sur les LT totaux était 

observée, sans modification notable au sein des sous-populations, ce qui suggère un contrôle satisfaisant 

de la maladie. Ces résultats sont en accord avec ceux de Crispin et al. et de Zeidi et al., qui rapportaient 

une surexpression de CD69 dans les formes actives, absente en contexte de rémission (58,59). 

Dans le même sens, la diminution significative de CD25, observée de façon sélective sur les LT DP, 

reste difficile à interpréter en raison des limites techniques liées à cette population, mais ce résultat va 

également dans le sens d’une absence d’activation lymphocytaire (60). L’expression basale de CTLA- 

4 apparaissait, elle aussi, diminuée sur les LT totaux. Ce marqueur, faiblement exprimé en contexte non 

inflammatoire et normalement induit lors de l’activation T pour assurer un rétrocontrôle (61), est déjà 

rapporté comme diminué chez les patients lupiques indépendamment de l’activité (62,63). Sa baisse 

relative pourrait refléter à la fois un défaut de rétrocontrôle et/ou une stabilité immunologique. Enfin, la 

diminution de CD28 sur les LT CD8⁺, classiquement associée à une activation chronique ou à une 

différenciation terminale dans le LS, pourrait dans notre cohorte témoigner d’un état d’activation 

désormais contrôlé par le traitement (64,65). En parallèle, l’expression de CD62L, impliquée dans la 

migration des LT naïfs vers les organes lymphoïdes secondaires et connue pour diminuer après 

activation, restait comparable entre patients et témoins (66). Sa stabilité renforce l’idée d’un équilibre 

préservé entre cellules naïves et activées. Pris ensemble, ces résultats montrent que les marqueurs 

fonctionnels (CD69, CD25, CTLA-4, CD28, CD62L) apportent une information convergente avec celle 

de la répartition des sous populations lymphocytaires T. Ce profil non inflammatoire, observé de façon 

homogène sur les différents sous-types lymphocytaires, témoigne du bon contrôle de la maladie sous 

traitement. Il souligne également les limites potentielles du compartiment lymphoïde pour détecter des 

variations discrètes ou infra-cliniques de la pathologie, et justifie l’intérêt d’intégrer un panel myéloïde 

pour compléter l’analyse. 

En contraste avec le compartiment lymphoïde, resté globalement quiescent dans notre cohorte, les 

monocytes montraient une légère tendance, non significative, à l’élévation de l’IMF du CD64 chez les 

patients, sans différence de fréquence ni d’expression d’autres marqueurs comme le CD86. Cependant, 

en prenant en compte l’état d’activité ou de stabilité des patients de la cohorte, cette hausse de CD64 

IMF est retrouvée, de façon significative, spécifiquement chez les patients avec maladie active par 

rapport aux patients stables et aux témoins. Dans la littérature, Li et al., et plus récemment Jiang et al., 

rapportaient une hausse significative de CD64 chez les patients lupiques, corrélée avec le score d’activité 

SLEDAI, suggérant un rôle de ce marqueur comme reflet d’une activation myéloïde inflammatoire, ce 

qui conforte les résultats retrouvés ici chez des patients en poussée (57,67). 
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Cette hypothèse est renforcée par l’analyse du CD32, dont l’expression était stable en fréquence mais 

associée à une légère diminution de son IMF chez les patients. Une baisse de CD32 peut témoigner d’un 

déficit de gestion des complexes immuns, comme rapporté par Hepburn et al. chez les patients atteints 

de lupus (68). Toutefois, l’interprétation de ce résultat reste limitée par le fait que notre panel ne 

distingue pas les isoformes CD32a et CD32b, dont les fonctions sont opposées : CD32a participe à la 

phagocytose et à la production de cytokines pro-inflammatoires, tandis que CD32b est un régulateur 

négatif, freinant l’activation immune (69). Par ailleurs, des polymorphismes de CD32b, à l’origine d’une 

baisse d’expression ou d’une altération fonctionnelle, sont décrits dans la littérature chez certains 

patients lupiques où ils peuvent ainsi favoriser une activation monocytaire prolongée (70). L’absence de 

modification nette de l’expression totale de CD32 pourrait donc masquer des déséquilibres isoformes- 

spécifiques, présents de manière infra-clinique chez les patients stables. Ces observations soulignent 

l’intérêt d’intégrer, dans les panels à visée fonctionnelle, des anticorps capables de discriminer les 

isoformes CD32a et CD32b afin de mieux caractériser l’état de régulation myéloïde. 

Ces éléments renforcent l’idée que les monocytes pourraient être plus sensibles dans l’analyse du profil 

phénotypique des patients LS et que l’intégration de marqueurs comme CD64 pourrait améliorer la 

détection d’une inflammation infra-clinique évolutive. 

En raison du faible nombre de patients en poussée, il n’a pas été possible d’évaluer de manière robuste 

la capacité des panels à refléter l’activité clinique. En revanche, l’absence d’activation cellulaire 

artificielle due aux manipulations permet de souligner leur intérêt pour caractériser un état 

immunologique stable chez des patients sous traitement. 

Compte tenu de l’hétérogénéité pronostique du lupus, nous avons exploré l’intérêt d’une stratification 

par type d’atteinte. Cette approche visait à déterminer si certains marqueurs pouvaient se révéler utiles, 

en suivi ou en diagnostic, dans des sous-groupes de patients. Le groupe le plus représenté étant celui des 

patients avec atteinte rénale, l’analyse s’est finalement centrée sur ce profil. 

Chez les patients présentant une néphrite lupique, le profil lymphocytaire observé témoigne d’un 

rééquilibrage du compartiment T vers une réponse cytotoxique, accompagné de signes d’expansion de 

sous-populations T potentiellement impliquées dans la pathogénie rénale. La diminution des LT CD4⁺, 

parallèlement à une augmentation des CD8⁺, se traduit par une réduction significative du ratio CD4/CD8. 

Ce déséquilibre peut refléter une activation préférentielle des cellules T cytotoxiques ou une déplétion 

relative du compartiment helper, possiblement liée à un recrutement cellulaire vers les tissus rénaux ou 

à une régulation périphérique modifiée (par exemple via un axe IL-2/CD25 altéré). Ce basculement en 

faveur des CD8⁺ est cohérent avec les travaux ayant mis en évidence leur infiltration dans les lésions 

glomérulaires actives de néphrite lupique, mais pourrait également traduire une empreinte persistante 

chez des patients en rémission (71). 
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En parallèle, l’élévation des LT DN renforce l’hypothèse d’un mécanisme propre au LS où leur 

expansion chez des patients atteints de NL, même en contexte de stabilité clinique, suggère la persistance 

d’un déséquilibre du compartiment T favorisant potentiellement les rechutes ou l’entretien d’une 

inflammation infra-clinique. Étant donné que l’analyse en sous-groupe mélange des patients en poussée 

et des patients stables, ces variations doivent être interprétées avec prudence. Ce profil mixte pourrait 

constituer une signature lymphocytaire associée à la néphrite lupique, mais nécessiterait une validation 

sur une cohorte plus importante et stratifiée selon l’activité clinique pour distinguer les modifications 

phénotypiques liées à l’atteinte rénale spécifique de celles liées au contexte inflammatoire ou aux 

traitements. 

Sur le versant monocytaire, le profil des patients atteints de néphrite lupique met en évidence des 

modifications cohérentes avec une activation inflammatoire du compartiment myéloïde, bien que 

partiellement divergentes des observations faites dans la cohorte globale. En effet, la diminution de 

l’expression de CD32 chez les patients atteints de NL renforce les tendances déjà suggérées dans la 

cohorte totale. Cependant, comme décrit précédemment, l’absence de distinction entre CD32a et CD32b 

limite encore l’interprétation de ce résultat. 

À l’inverse, la tendance à l’augmentation de CD64, observée dans la cohorte globale et plus 

spécifiquement chez les patients en poussée, n’était pas retrouvée significative ici. Ce résultat est à 

interpréter avec prudence car la littérature, et notamment les travaux de Li et al., décrivent une 

surexpression de CD64 en lien avec l’inflammation, à la fois chez les patients lupiques en poussée et 

chez ceux atteints de NL (57). L’hétérogénéité du sous-groupe NL, intégrant des patients stables et les 

2 patients en poussées, pourrait ainsi expliquer cette absence de différence. 

En revanche, la surexpression significative de CD86, sur l’ensemble des sous-types monocytaires, chez 

les patients atteints de NL suggère une activation des cellules myéloïdes persistante (72,73). CD86 étant 

nécessaire à la costimulation, son augmentation peut traduire une capacité accrue à activer des LT en 

périphérie, renforçant le lien entre compartiments myéloïde et lymphocytaire dans la physiopathologie 

de la NL. 

Enfin, le récepteur CD1d, impliqué dans la présentation de glycolipides aux cellules iNKT, est retrouvé 

abaissé spécifiquement sur les monocytes non classiques dans le sous-groupe NL. La diminution de 

CD1d, conjointe à une hausse de CD86, en contexte de lupus est déjà décrite dans la population 

lymphocytaire B dans la littérature (74). La baisse de CD1d peut témoigner ici d’une perte de régulation 

via l’axe iNKT/CD1d, en parallèle d’une majoration de l’activation monocytaire via CD86. Cette 

combinaison CD1dlow/CD86high pourrait donc constituer une signature compatible avec une 

inflammation chronique infra-clinique, même chez des patients en apparente rémission. 

Il est également notable que ces variations phénotypiques persistent malgré le fait que ce sous-groupe 

ait les traitements immunosuppresseurs les plus lourds. L’ensemble de ces observations, bien que 
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limitées par la taille de la cohorte et par son hétérogénéité clinique, permet de valider la robustesse 

suffisante de certains marqueurs afin de les utiliser dans une approche ciblée à l’atteinte rénale. À 

l’inverse, d’autres marqueurs se sont révélés peu informatifs dans ce contexte précis mais leur intérêt 

pourra être vérifié dans d’autres situations cliniques. 

Plusieurs limites ont été mises en évidence dans ce travail, justifiant une adaptation du protocole. 

Premièrement, le marqueur Ki67 n’a pas montré de modulation significative dans cette cohorte. Cette 

absence de variation nécessite une interprétation prudente en l’absence de prélèvement traités par 

mitogène. En effet, ces résultats peuvent refléter un problème technique autant qu’une absence de 

prolifération. Le Ki67 pourrait être remplacé par un autre marqueur intracellulaire comme FoxP3 qui 

permettrait d’identifier les LT régulateurs et apprécier la balance entre T activés et T régulateurs. Il 

pourrait également être retiré du panel afin d’enlever l’étape chronophage du marquage intracellulaire 

et simplifier le protocole pour la routine hospitalière. 

De même, le marqueur de viabilité, ayant montré que les conditions pré-analytiques induisent une mort 

cellulaire négligeable, pourrait être retiré et remplacé par un CD45. Ce remplacement permettrait une 

meilleure discrimination des populations cellulaires, en réduisant l’impact des débris cellulaires et des 

éléments non spécifiques que le marqueur de viabilité ne permet pas d’éliminer efficacement. Cette 

optimisation serait particulièrement utile pour l’analyse de populations rares, comme les LTfh, dont 

l’identification nécessite un passage important de cellules, augmentant mécaniquement le bruit de fond 

et les risques de perte de résolution. 

Finalement, le marqueur CD163 n’a pas été contributif sur cette cohorte majoritairement constituée de 

patients stables. Il est décrit comme un marqueur d’activation aigue, en particulier en contexte de NL. 

Plusieurs travaux appuient ce caractère contextuel, comme ceux d’Allam et al., qui ont montré son 

expression au sein des infiltrats macrophagiques des biopsies rénales de patients lupiques, tandis que les 

équipes de Renaudineau et al. rapportaient une élévation du CD163 urinaire libre (uCD163s) corrélée à 

la NL (75,76). L’absence de variation dans notre étude, même chez les patients présentant une atteinte 

rénale, suggère que la forme membranaire du CD163 à la surface des monocytes circulants est peu 

discriminante hors des phases d’activité. 

Au vu des résultats obtenus dans cette cohorte essentiellement composée de patients stables, l’utilisation 

de trois panels distincts ne semble pas justifiée. Un regroupement des marqueurs les plus pertinents dans 

un panel unique permettrait à la fois de simplifier la pratique et de conserver une bonne sensibilité 

clinique. 

Du côté lymphocytaire, CD69 et CD25 ont montré un intérêt comparable en contexte stable. Néanmoins, 

l’interprétation de CD25 nécessite d’ajouter FoxP3 pour prendre en compte la population T régulatrice, 

ce qui en limite l’utilisation isolée. Le panel LTfh, pour sa part, n’a pas apporté d’éléments discriminants 

dans cette situation. Du côté myéloïde, CD64, CD32 et CD16 se sont révélés les plus informatifs, y 
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compris lors de l’analyse en sous-groupes. Cela suggère que le compartiment monocytaire reste plus 

sensible que le compartiment lymphocytaire pour détecter des variations, même discrètes, et ce même 

sous traitement. 

Certains marqueurs gardent néanmoins une pertinence dans des contextes spécifiques. Le CD163, par 

exemple, n’a pas montré d’intérêt en situation stable mais pourrait s’avérer utile lors des poussées 

rénales, en complément de l’étude plus fine des isoformes CD32a et CD32b. De même, les marqueurs 

de régulation et de migration lymphocytaire (CTLA-4, PD-1, CD62L), peu contributifs ici, pourraient 

devenir pertinents dans l’évaluation des poussées ou d’atteintes sévères comme le neurolupus (77). 

En pratique, un panel regroupant CD45, CD3, CD4, CD8, CD14, CD69, CD86, CD64 et CD16 

constituerait une base réaliste pour un suivi hospitalier, pouvant même être réduit à un panel monocytaire 

simple CD45, CD14, CD64, CD16 et CD86 dans l’optique de la simplification des stratégies de 

fenêtrage et de la reproductibilité interpersonnelle. 
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V. Conclusion 

 
En conclusion, ce travail montre qu’un protocole de CMF simplifié peut s’intégrer à 

l’exploration immunologique du LS en routine hospitalière. Bien que limité en nombre de paramètres, 

il a permis de détecter des variations immunophénotypiques cohérentes avec certains profils cliniques, 

notamment chez les patients atteints de NL, tout en restant stable chez les patients en rémission. Cela 

atteste de sa robustesse technique et de l’absence d’activation non spécifique liée aux manipulations. 

La principale force de la CMF réside dans sa plasticité. Les panels peuvent être réorganisés et adaptés 

en fonction des contextes cliniques (poussée, atteinte spécifique...). Cette logique peut s’étendre 

également à l’adaptation de l’analyse à d’autres liquides biologiques comme l’urine en cas de NL, déjà 

étudiée pour le dosage de l’uCD163s, ou le liquide céphalo rachidien pour le neurolupus. De plus, les 

résultats présentés ici n’intègrent pas les paramètres sérologiques habituels (anticorps anti-ADN, 

complément), ce qui pourrait renforcer encore la valeur de la CMF dans le suivi des patients. 

Cependant, le faible nombre de patients inclus en poussée dans cette étude ne permet pas encore de 

valider de manière robuste la capacité des panels à refléter l’activité clinique. Un élargissement de la 

cohorte, associé à un suivi longitudinal, serait nécessaire pour évaluer leur sensibilité au cours du temps 

et leur potentiel pour le monitorage dynamique du LS. 
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VII. Annexes 
 

 

Sous- 

populations de 

LTfh (%) 

Médiane [Q1 ; Q3] du groupe 

témoin 

Médiane [Q1 ; Q3] du groupe 

patient 

 

p-value 

LTfh1 25,2% [23,2 ; 26,4] 29,8% [25 ; 33,8] 0,13 

LTfh2 22,2% [18,7 ; 26,6] 19,9% [15,7 ; 21,9] 0,24 

LTfh17 36,2% [28,7 ; 38,4] 36,1% [28,9 ; 40,8] 0,72 

Tableau 4. Répartition des sous-populations de lymphocytes T folliculaires auxiliaires (LTfh) chez les 

témoins et les patients. 

 

Ratios 

d’expression 

des FCyR 

Médiane [Q1 ; Q3] du groupe 

témoin 

Médiane [Q1 ; Q3] du groupe 

patient 

 

p-value 

CD64 
IMF/CD16 IMF 

3,0 [2,2 ; 3,8] 3,9 [2,9 ; 4,8] 0,18 

CD64 

IMF/CD32 IMF 
1,2 [1,1 ; 1,4] 1,6 [1,3 ; 2,2] 0,08 

CD32 

IMF/CD16 IMF 
2,7 [1,8 ; 2,8] 2,4 [2,0 ; 2,7] 0,72 

Tableau 5. Ratios des intensités moyennes de fluorescence (IMF) des Fc gamma récepteurs (FCyR) sur les 

monocytes totaux chez les témoins et les patients. 

 

Expression de 

CD25 (%) 

Médiane [Q1 ; Q3] du groupe 

témoin 

Médiane [Q1 ; Q3] du groupe 

patient 
p-value 

LT CD4+ 5,4% [4,4 ; 7,4] 6,5% [6,1 ; 7,9] 0,24 

LT CD8+ 1,5% [1,1 ; 2,0] 2,9% [1,3 ; 4,3] 0,18 

LT DN 5,7% [2,0 ; 13,8] 2,5% [2,3 ; 9,6] 0,82 

LT DP 8,0% [5,5 ; 14,9] 1,5% [0,5 ; 3,6] 0,02 

Tableau 6. Expression de CD25 par les sous-populations lymphocytaires chez les témoins et les patients. 

 

Expression de 

PD1 (%) 

Médiane [Q1 ; Q3] du groupe 

témoin 

Médiane [Q1 ; Q3] du groupe 

patient 
p-value 

LT CD4+ 23,3% [17,9 ; 27,7] 24,0% [17,1 ; 29,6] 0,99 

LT CD8+ 26,3% [12,5 ; 42] 21,2% [7 ; 41,1] 0,40 

LT DN 36,1% [20,4 ; 40,8] 22,4% [11,1 ; 35,3] 0,35 

LT DP 34,6% [17,9 ; 43,3] 30,1% [23,9 ; 37,8] 0,9 

Tableau 7. Expression de PD1 par les sous-populations lymphocytaires chez les témoins et les patients. 
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Co-expression 

de PD1 et 

ICOS (%) 

Médiane [Q1 ; Q3] du groupe 

témoin 

Médiane [Q1 ; Q3] du groupe 

patient 

 

p-value 

LTfh1 24,6 % [18,2 ; 27,5] 27,4 % [19,4 ; 42,0] 0,31 

LTfh2 10,7 % [8,1 ; 13,8] 11,1 % [8,8 ; 16,3] 0,72 

LTfh17 15,4 % [6,9 ; 16,6] 16,5 % [7,4 ; 17,3] 0,60 

Tableau 8. Co-expression de PD1 et ICOS par les sous-populations de lymphocytes T folliculaires auxiliaires 

(LTfh) chez les témoins et les patients. 

 

Expression de 

Ki67 (%) 

Médiane [Q1 ; Q3] du groupe 

témoin 

Médiane [Q1 ; Q3] du groupe 

patient 
p-value 

LT CD4+ 0,24 % [0,09 ; 0,51] 0,32 % [0,18 ; 0,62] 0,49 

LT CD8+ 0,22 % [0,09 ; 0,35] 0,24 % [0,11 ; 0,36] 0,86 

LT DN 0,26 % [0,17 ; 0,53] 0,43 % [0,19 ; 1,14] 0,59 

LT DP 1,01 % [0,71 ; 2,16] 0,46 % [0,0 ; 0,81] 0,10 

LTfh 0,2 % [0,08 ; 0,38] 0,24 % [0,16 ; 0,41] 0,59 

LTfh1 0,09 % [0,04 ; 0,25] 0,22 % [0,0 ; 0,49] 0,76 

LTfh2 0,24 % [0,09 ; 0,39] 0,29 % [0,11 ; 0,48] 0,73 

LTfh17 0,19 % [0,09 ; 0,31] 0,28 % [0,03 ; 0,36] 0,89 

Tableau 9. Expression de Ki67 par les sous-populations lymphocytaires chez les témoins et les patients. 

 

Expression de 

CTLA-4 (%) 

Médiane [Q1 ; Q3] du groupe 

témoin 

Médiane [Q1 ; Q3] du groupe 

patient 
p-value 

LT CD4+ 0,3 % [0,2 ; 0,7] 0,5 % [0,3 ; 0,8] 0,48 

LT CD8+ 0,6 % [0,3 ; 0,9] 0,5 % [0,2 ; 0,8] 0,73 

LT DN 2,0 % [1,2 ; 11,3] 1,5 % [1,0 ; 3,3] 0,48 

LT DP 8,9 % [6,0 ; 11,4] 2,0 % [1,6 ; 5,6] 0,02 

Tableau 10. Expression de CTLA-4 par les sous-populations lymphocytaires chez les témoins et les patients. 

 

Expression de 
CD28 (%) 

Médiane [Q1 ; Q3] du groupe 
témoin 

Médiane [Q1 ; Q3] du groupe 
patient 

p-value 

LT CD4+ 99,3 % [98,4 ; 99,5] 98,2 % [92,1 ; 99,6] 0,64 

LT CD8+ 71,9 % [65,4 ; 79,2] 78,8 % [55,5 ; 85,3] 0,78 

LT DN 56,5 % [51,4 ; 64,6] 64,7 % [55,4 ; 82,5] 0,27 

LT DP 80,3 % [62,3 ; 86,4] 87,1 % [64,7 ; 95,9] 0,40 

Tableau 11. Expression de CD28 par les sous-populations lymphocytaires chez les témoins et les patients. 

 

Expression de 

CD62L (%) 

Médiane [Q1 ; Q3] du groupe 

témoin 

Médiane [Q1 ; Q3] du groupe 

patient 
p-value 

LT totaux 66,7 % [64,1 ;73,8] 67,8 % [58,6 ;80,0] 0,78 

LT CD4+ 75,5 % [70,3 ; 82,6] 73,8 % [63,2 ; 81,4] 0,66 

LT CD8+ 59,7 % [49,3 ; 61,0] 71,3 % [42,6 ; 73,2] 0,35 

LT DN 40,2 % [19,3 ; 68,1] 49,3 % [16,5 ; 67,3] 0,27 

LT DP 40,4 % [32,5 ; 47,4] 62,8 % [41,6 ; 71,0] 0,18 

Tableau 12. Expression de CD62L par les sous-populations lymphocytaires chez les témoins et les patients. 
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Expression de 

CD86 (%) 

Médiane [Q1 ; Q3] du groupe 

témoin 

Médiane [Q1 ; Q3] du groupe 

patient 
p-value 

Monocytes 

classiques 
90,0% [80,6 ; 97,5] 93,4% [85,0 ; 98,7] 0,44 

Monocytes 
intermédiaires 

99,4% [98,7 ; 99,6] 99,3% [98,3 ; 100] 0,98 

Monocytes non 
classiques 

95,2% [91,9 ; 98,9] 98,8% [96,5 ; 99,3] 0,24 

Tableau 13. Expression de CD86 par les sous-populations monocytaires chez les témoins et les patients. 

 

Expression de 

CD163 (%) 

Médiane [Q1 ; Q3] du groupe 

témoin 

Médiane [Q1 ; Q3] du groupe 

patient 
p-value 

Monocytes 
classiques 

95,2 % [87,4 ; 97,5] 95,9 % [93,1 ; 97,8] 0,64 

Monocytes 
intermédiaires 

78,9 % [61,5 ; 92,8] 86,4 % [82,7 ; 97,1] 0,18 

Monocytes non 
classiques 

49,0 % [32,4 ; 68,5] 14,3 % [10,1 ; 38,9] 0,04 

Tableau 14. Expression de CD163 par les sous-populations monocytaires chez les témoins et les patients. 

 

Expression de 

CD1d (IMF) 

Médiane [Q1 ; Q3] du groupe 

témoin 

Médiane [Q1 ; Q3] du groupe 

patient 
p-value 

Monocytes 

classiques 
21 943 [20 020 ; 23 136] 18 687 [17 963 ; 23 193] 0,49 

Monocytes 

intermédiaires 
15 314 [13 131 ; 18 645] 14 649 [12 554 ; 16 671] 0,54 

Monocytes non 

classiques 
9 108 [8 929 ; 10 077] 8 431 [7 783 ; 8 926] 0,04 

Tableau 15. Intensités moyenne de fluorescence (IMF) du CD1d sur les sous-populations monocytaires chez 

les témoins et les patients. 

 

Sous- 

populations de 

LTfh (%) 

Médiane [Q1 ; Q3] des patients 
sans NL 

Médiane [Q1 ; Q3] des patients 
avec NL 

 

p-value 

LTfh1 33,8 % [26,1 ; 37] 27,6% [26,5 ; 29,8] 0,33 

LTfh2 20,7 % [20,1 ; 22,5] 15,5% [12,2 ; 15,8] 0,08 

LTfh17 30 % [25,2 ; 38] 40,4% [36,1 ; 41,1] 0,33 

Tableau 16. Répartition des sous-populations de lymphocytes T folliculaires auxiliaires (LTfh) selon la 

présence d'une néphropathie lupique (NL) chez les patients. 
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Sous- 

populations 

monocytaires 

(%) 

 

Médiane [Q1 ; Q3] des patients 

sans NL 

 

Médiane [Q1 ; Q3] des patients 

avec NL 

 

p-value 

Monocytes 
classiques 

91,6 % [88,3 ; 95] 91,6 % [81 ; 91,8] 0,43 

Monocytes 
intermédiaires 

3,4 % [2,3 ; 4,7] 3,9 % [2,6 ; 11,3] 0,79 

Monocytes non 
classiques 

1,1 % [0,4 ; 2,9] 2,6 % [1,5 ; 4,4] 0,33 

Tableau 17. Répartition des sous-populations monocytaires selon la présence d’une néphropathie lupique 

(NL) chez les patients. 

 

Expression de 

CD69 (%) 

Médiane [Q1 ; Q3] des patients 

sans NL 

Médiane [Q1 ; Q3] des patients 

avec NL 
p-value 

LT CD4+ 0,3% [0,1 ; 0,4] 0,2% [0,1 ; 0,2] 0,63 

LT CD8+ 1,5% [0,9 ; 2,5] 2,8% [0,9 ; 3,3] 0,54 

LT DN 3,1% [1,7 ; 3,5] 5,0% [2,2 ; 9,4] 0,66 

LT DP 1,9% [1,0 ; 2,4] 2,8% [2,4 ; 6,3] 0,18 

Tableau 18. Expression de CD69 par les sous-populations lymphocytaires selon la présence d’une 

néphropathie lupique (NL) chez les patients. 

 

Expression de 

CD25 (%) 

Médiane [Q1 ; Q3] des patients 

sans NL 

Médiane [Q1 ; Q3] des patients 

avec NL 
p-value 

LT CD4+ 6,6% [6,3 ; 7,4] 6,5% [5,7 ; 8,1] 0,79 

LT CD8+ 3,1% [2,8 ; 4,8] 1,5% [0,9 ; 3,4] 0,33 

LT DN 2,4% [2,3 ; 5,6] 4,8% [2,5 ; 12,5] 0,54 

LT DP 1,9% [1,0 ; 2,4] 1,5% [0,9 ; 3,4] 0,93 

Tableau 19. Expression de CD25 par les sous-populations lymphocytaires selon la présence d’une 

néphropathie lupique (NL) chez les patients. 

 

Expression de 

PD1 (%) 

Médiane [Q1 ; Q3] des patients 

sans NL 

Médiane [Q1 ; Q3] des patients 

avec NL 
p-value 

LT CD4+ 24,8% [17,2 ; 35,7] 22,4% [19,3 ; 24,6] 0,54 

LT CD8+ 25,3% [17,5 ; 31,4] 19,3% [7,5 ; 20,4] 0,25 

LT DN 18,9% [10,2 ; 39,5] 22,4% [18,8 ; 26,7] 0,66 

LT DP 27,2% [23,7 ; 31,0] 38,9% [27,2 ; 49,1] 0,33 

Tableau 20. Expression de PD1 par les sous-populations lymphocytaires selon la présence d’une 

néphropathie lupique (NL) chez les patients. 
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Expression de 

CTLA-4 (%) 

Médiane [Q1 ; Q3] des patients 

sans NL 

Médiane [Q1 ; Q3] des patients 

avec NL 
p-value 

LT CD4+ 0,5 % [0,3 ; 0,8] 0,5 % [0,3 ; 0,5] 0,79 

LT CD8+ 0,4 % [0,3 ; 0,8] 0,8 % [0,5 ; 0,9] 0,79 

LT DN 3,3 % [1,6 ; 4,7] 1,0 % [0,9 ; 1,5] 0,03 

LT DP 2,5 % [1,9 ; 7,5] 1,9 % [1,4 ; 2,8] 0,43 

Tableau 21. Expression de CTLA-4 par les sous-populations lymphocytaires selon la présence d’une 

néphropathie lupique (NL) chez les patients. 

 

Expression des 

FCyR par les 

monocytes 

totaux (IMF) 

 

Médiane [Q1 ; Q3] des patients 

sans NL 

 

Médiane [Q1 ; Q3] des patients 

avec NL 

 

p-value 

CD64 567 013 [448 795 ; 628 828] 586 800 [474 587 ; 619 490] >0,99 

CD32 367 657 [338 389 ; 383 373] 269 745 [253 611 ; 296 558] 0,02 

CD16 174 976 [149 309 ; 211 640] 127 309 [77 766 ; 136 916] 0,08 

Tableau 22. Intensité moyenne de fluorescence (IMF) des Fc gamma récepteurs (FCyR) sur les monocytes 

totaux selon la présence d'une néphropathie lupique (NL) chez les patients. 

 

Expression de 

CD163 (%) 

Médiane [Q1 ; Q3] des patients 

sans NL 

Médiane [Q1 ; Q3] des patients 

avec NL 
p-value 

Monocytes 
classiques 

96,7 % [94,2 ; 97,9] 93,6 % [89 ; 96,7] 0,36 

Monocytes 
intermédiaires 

87,1 % [84,8 ; 95,7] 82,9 % [80,6 ; 95,8] 0,54 

Monocytes non 

classiques 
47,6 % [30,0 ; 65,6] 49 % [43,2 ; 76,2] 0,66 

Tableau 23. Expression de CD163 par les monocytes totaux selon la présence d'une néphropathie lupique 

(NL) chez les patients. 

 

Expression de 

CD1d (IMF) 

Médiane [Q1 ; Q3] des patients 

sans NL 

Médiane [Q1 ; Q3] des patients 

avec NL 
p-value 

Monocytes 

classiques 
20 753 [18 346 ; 25 182] 18 436 [16 688 ; 19 795] 0,33 

Monocytes 
intermédiaires 

16 007 [14 733 ; 17 170] 11 615 [10 658 ; 13 492] 0,03 

Monocytes non 
classiques 

8 615 [8 059 ; 8 882] 7 800 [7 765 ; 8 941] 0,79 

Tableau 24. Intensité moyenne de fluorescence (IMF) du CD1d sur les monocytes totaux selon la présence 

d'une néphropathie lupique (NL) chez les patients.
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Développement d’un panel d’immunophénotypage en routine hospitalière : 

validation analytique et application au lupus systémique 

RÉSUMÉ DE LA THÈSE 

Introduction. Le lupus systémique (LS) est une maladie auto-immune chronique, caractérisée par la 

production d’auto-anticorps dirigés contre des antigènes nucléaires. Il évolue par poussées entrecoupées de 
phases de rémission. Les marqueurs biologiques utilisés actuellement ne permettent qu’incomplètement de 

suivre l’activité de la maladie et les atteintes d’organes. L’ajout d’analyses en cytométrie en flux (CMF) 

pourrait améliorer le suivi des patients. L’objectif de ce travail était la mise au point de panels de CMF 
permettant d’isoler des populations et des marqueurs fonctionnels dans le suivi des patients LS sous 

traitement, stables ou en poussées. 

Matériel et méthode. La mise au point des panels a été réalisée sur prélèvements sanguins issus de témoins 

sains de l’établissement français du sang. Les patients lupiques ont été inclus de manière prospective, dans le 
cadre de la cohorte FiNK Lupus au laboratoire d’immunologie du CHRU de Tours. Trois panels ont été mis 

au point et testés, évaluant la répartition et l’activation des populations de lymphocytes T (LT), incluant les 

LT folliculaires auxiliaires (LTfh), et des sous populations monocytaires. Le marquage a été effectué sur sang 

total avec les mêmes conditions pré-analytiques qu’en routine hospitalière. 

Résultats. Huit témoins sains et 11 patients lupiques ont été inclus (81,8 % de femmes, âge moyen 44 ans 

[27–75]). Cinq patients (45,5 %) avaient des antécédents de néphrite lupique (NL) ; deux (18,2 %) étaient en 

poussée de la maladie. Les proportions lymphocytaires et monocytaires étaient comparables entre patients et 
témoins. Chez les patients, on observait une diminution des LT double négatifs (3,4 % vs 5,0 %, p=0,026), 

une baisse de l’intensité moyenne de fluorescence (IMF) de CTLA-4 (5 877 vs 7 669, p=0,03) et de 

l’expression membranaire de CD25 (1,5 % vs 8,0 %, p=0,02) sur les LT double positifs. Aucune différence 
significative n’était retrouvée sur les LTfh. Sur les monocytes non classiques, une augmentation de CD163 

(49,0 % vs 14,3 %, p=0,04) et une baisse de l’IMF du CD1d (8 431 vs 9 108, p=0,04) étaient observées. 

L’IMF du CD64 était augmentée sur les monocytes totaux (586 800 vs 414 658, p=0,15), avec une différence 
significative chez les patients en poussée (645 734 vs 414 658, p=0,04). Chez les patients avec antécédents 

de NL, une baisse des LT CD4+ (51,7 % vs 66,5 %, p=0,05) et du ratio CD4/CD8 (1,2 vs 2,3, p=0,08) étaient 

retrouvées. Les monocytes classiques, intermédiaires et non classiques exprimaient davantage CD86 (p=0,03; 

0,017 ; 0,0087). L’IMF du CD32 sur les monocytes totaux (269 745 vs 367 657, p=0,02) et celle du CD1d 
sur les monocytes intermédiaires (11 615 vs 16 007, p=0,03) étaient diminuées. 

Conclusion. Ce travail montre qu’un panel de CMF peut être intégré à la routine hospitalière et détecter des 

variations phénotypiques pertinentes dans le LS, notamment en cas de NL. L’élargissement de la cohorte reste 

nécessaire pour confirmer ces résultats et valider son intérêt pour le suivi des patients. 
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