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Résumé 

La dysfonction immunitaire des cellules T est une caractéristique de l’infection chronique par le 

virus de l'immunodéficience humaine (VIH). Pour évaluer la dysfonction des cellules T non 

spécifiques au VIH, il est nécessaire d’utiliser une méthode impliquant une activation à la fois 

générique et médiée par le récepteur des cellules T (TCR). Nous avons créé un système de cellules 

présentatrices d’antigène artificielles (CPAa) modulable. Ce système se compose d’une bicouche 

lipidique sur des microbilles de silice (5 um) compatibles avec la cytométrie en flux. Lorsque seul 

l’anti-CD3 est incorporé, l’activation des cellules T est limitée. L’introduction d’agoniste anti-CD28 

a considérablement augmenté l’expression des cytokines et la régulation des marqueurs induits 

par l’activation. La costimulation CD28 modifie le profil de réponse, favorisant préférentiellement 

l’expression d’IL-2 par rapport à d’autres cytokines. Le besoin de la costimulation CD28 diffère 

également entre les populations mémoires de cellules T, les cellules mémoires plus différenciées 

bénéficiant davantage du CD28. 

Les cellules T CD4+ et CD8+ stimulées par les CPAa chez les gens infectés par le VIH (GIV) non 

traités présentent des fonctions effectrices altérées et une dépendance réduite au CD28. Ces 

fonctions sont encrichies en TNF⍺, IFNγ et CD107a, avec une réduction d’IL-2. La thérapie 

antirétrovirale normalise partiellement ce profil déformé dans les cellules T CD4+ mais pas dans 

les cellules T CD8+. Nos résultats montrent des biais intrinsèques aux cellules T qui pourraient 

contribuer à la dysfonction persistante des cellules T systémiques associée à la pathogenèse du 

VIH. 

 

Mots-clés : cellules T, costimulation CD28, systèmes artificiels d’activation de cellules T, VIH, 

activation immunitaire chronique, dysfonction des cellules T. 
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Abstract 

T-cell immune dysfunction is a hallmark of chronic human immunodeficiency virus (HIV) infection. 

To evaluate generalized dysfunction in T cells non-specific for HIV, a method involving both a 

generic activation and T-cell receptor (TCR) stimulation is necessary. We created a tunable 

artificial antigen-presenting cell (aAPC) system. This system consists of lipid bilayers on 

cytometry-compatible silica microbeads (5 um). When only anti-CD3 is incorporated, T-cell 

activation is limited. Introducing anti-CD28 agonists significantly elevated cytokine expression and 

upregulation of activation-induced markers. CD28 co-stimulation modulates the response profile, 

preferentially promoting IL-2 expression relative to other cytokines. The requirement for CD28 

co-stimulation also differed between T cell subsets as more differentiated memory cells benefited 

more from CD28. 

aAPCs-stimulated CD4+ and CD8+ T cells from untreated HIV-infected individuals exhibit altered 

effector functions and diminished CD28 dependence. These functions are skewed towards TNF⍺, 

IFNγ, and CD107a, with reduced IL-2. Antiretroviral therapy partially normalizes this distorted 

profile in CD4+ T cells but not in CD8+ T cells. Our findings show T-cell intrinsic biases that may 

contribute to persistent systemic T-cell dysfunction associated with HIV pathogenesis. 

  

Keywords : T cells, CD28 co-stimulation, artificial antigen presenting system, HIV, chronic immune 

activation, T-cells dysfunction. 
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Chapitre 1 — Introduction 

 

Le système immunitaire 

On regroupe les moyens de défense du corps contre les pathogènes ou le développement des 

cancers en deux grandes catégories : l’immunité innée et l’immunité adaptative (1). L’immunité 

innée, présente dès la naissance, assure une protection rapide et non-spécifique contre un large 

éventail de microorganismes (1). En plus des barrières physiques, l’immunité innée comprend 

diverses cellules, notamment les cellules tueuses naturelles (Natural Killer cells, NK) et les cellules 

phagocytaires. Ces dernières reconnaissent des motifs moléculaires associés aux pathogènes 

(pathogen-associated molecular patterns, PAMPs) via leurs récepteurs (pathogen recognition 

receptor, PRR) (1, 2). L’immunité adaptative, quant à elle, requiert plus de temps pour se 

développer, mais mène une réaction spécifique contre le pathogène et forme un mémoire 

immunologique afin de monter une réponse plus rapide et efficace lors d’une seconde infection 

(1). Les lymphocytes T et B sont les composants principaux de l’immunité adaptative. 

Les cellules dendritiques : lien entre l’immunité innée et adaptative 

Les cellules dendritiques (DC) sont une classe de cellules phagocytaires qui jouent un rôle clé dans 

l’activation de l’immunité adaptative (3). Les DC capturent et détruisent les microorganismes par 

phagocytose. Toutefois, leur rôle ne se limite pas à simplement éliminer le pathogène, mais de 

l’ingérer et présenter ces antigènes aux cellules du système immunitaire adaptatif (3). De ce fait, 

les DC sont considérées les cellules présentatrices d’antigènes (CPA) les plus efficaces.  Les DC 

peuvent exister sous deux formes fonctionnelles : matures et immatures (4). La reconnaissance 

des PAMPs par les PRR des DC immatures déclenche leur activation et maturation (5). Celles-ci 

migrent ensuite dans l’organe lymphoïde le plus proche et présentent les antigènes aux 

lymphocytes T qui s’y trouvent. Durant leur maturation, les DC perdent leur capacité de 

phagocytose et augmentent l’expression de molécules du complexe majeur d’histocompatibilité 

(CMH) de classe II et des ligands de molécules de costimulation, notamment B7-1 et B7-2 (deux 
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ligands de la molécule de costimulation CD28), ainsi que la sécrétion des cytokines pro-

inflammatoires (3, 4). Ce sont tous des changements essentiels pour l’activation des cellules T. 

Les lymphocytes T  

Les lymphocytes T sont des composants majeurs du système immunitaire adaptatif qui, lors des 

infections, jouent un rôle primordial dans l’orchestration d’une réponse immunitaire spécifique 

menant à l’élimination de l’agent pathogène. Ils se développent dans le thymus et expriment à 

leur surface un récepteur appelé « T-cell receptor TCR ». Selon les chaînes qui composent le TCR, 

il existe deux groupes des lymphocytes T : ceux exprimant TCR 𝛾δ ou ceux exprimant TCR⍺β (6). 

Les lymphocytes T TCR⍺β (nommé désormais simplement lymphocytes T) composent la grande 

majorité des cellules T en circulation et sont générés constamment au cours de la vie. Ce groupe 

comprend deux populations principales: les lymphocytes T CD4+ auxiliaires (Taux) et les 

lymphocytes T CD8+ cytotoxiques (TC) (1). Les Taux reconnaissent les antigènes du non-soi 

associés aux molécules de CMH de classe II, leur fonction constitue à réguler les réponses 

humorales et cytotoxiques via la production des cytokines (1). Les TC, quant à eux, sont capables 

de détruire des cellules cibles portant des antigènes du soi altérés ou du non-soi en association 

avec une molécule de CMH de classe I (1). 

L’activation des lymphocytes T  

Lorsque les lymphocytes T CD4+ et CD8+ quittent le thymus et entrent dans la circulation, ils sont 

dits naïfs, car ils n’ont pas encore rencontré leur antigène. Ils patrouillent l’organisme en circulant 

à travers le sang, la lymphe et les organes lymphoïdes secondaires à la recherche d’une CPA 

portant leur antigène spécifique dans un contexte de CMH de classe II ou I. L’activation des 

cellules T requiert deux signaux fournis lors de leur interaction avec une CPA (hypothèse de deux 

signaux) (7) (Figure 1). Le signal 1 est déclenché par l’engagement du TCR et le signal 2 par 

l’engagement des molécules de costimulation comme le CD28 (8). Ensemble, les deux signaux 

mènent à la production de cytokines (souvent considérés comme un troisième signal) qui 

permettent la prolifération et la différenciation des lymphocytes T. 
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Figure 1. –  Activation des cellules T par une CPA : le modèle de deux signaux 

Figure créée par BioRender.com. 

 

La signalisation du TCR  

Le TCR⍺β joue un rôle essentiel dans la reconnaissance spécifique d’un antigène. Toutefois, le 

TCR seul ne possède pas de domaines de signalisation. Il est plutôt couplé par des liaisons non 

covalentes au complexe CD3 formé de 3 dimères de polypeptides invariables :  les hétérodimères 

CD3 εγ et CD3 εδ et l’homodimère CD3 ζζ (9) . Ensemble, ceux-ci forment le complexe TCR–CD3 

(9). Le signal principal d’activation est fourni lorsque le TCR reconnait un peptide présenté par 

une molécule de CMH de classe II ou de classe I sur une CPA.  Les corécepteurs CD4 et CD8 se 

lient aux molécule CMH de classe II et I respectivement via leur domaine extracellulaire alors 

qu’ils se lien à la tyrosine kinase (lymphocyte-specific protein tyrosine kinase, Lck) via leur 

domaine intracellulaire. Ainsi, l’interaction du corécepteur avec le complexe CMH : peptide, qui 

à son tour se lie au TCR, favoriserait le recrutement de la Lck au TCR engagé, ce qui mène à une 

phosphorylation plus efficace des (immunoreceptor tyrosine-based activation motif, ITAMs) dans 

les queues cytoplasmiques des chaines CD3 associées aux TCR (10)  (Figure 2). Cela fournit un site 
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de liaison pour la kinase ZAP-70 (Zeta-chain-associated protein kinase 70) qui sera activé par LcK. 

La kinase ZAP-70 activée phosphoryle les protéines d’échafaudage LAT (linker for activated T cells) 

et SLP-76 (10). LAT et SLP-76 forment ensuite une plateforme de recrutement avec Gads ; ce 

complexe à trois protéines favorise l’activité métabolique, l’activation de Vav qui induit le 

remodelage du cytosquelette cellulaire et l’activation de la phospholipase C-γ (PLC-γ) (10). La PLC-

γ activée clive son substrat PlP2 en seconds messagers : IP3 et DAG. L’IP3 stimule le relâchement 

de calcium du réticulum endoplasmique (RE) menant à l’activation du facteur de transcription 

(nuclear factor of activated T cells, NFAT) (10). Le DAG à son tour stimule la voie de la protéine 

kinase C — θ (PKC-θ) et la voie de Ras permettant la transcription de facteurs clés dans 

l’activation, la prolifération, et la différenciation des lymphocytes T (10) (Figure 2). 

Molécules de costimulation 

Les premières preuves de la nécessité d’un second signal de costimulation pour l’activation 

optimale des lymphocytes T ont été rapportées en 1987 par Helen Quill et Ron Schwartz (11, 12). 

Ils ont démontré qu’en absence de CPA, des interactions TCR-CMH fortes aboutissent à un état 

de non-réponse des cellules T appelé anergie. Dans leur première expérience qui a démontré 

l’importance de la costimulation, ils ont mis en culture des clones de cellules T restreints au CMH-

I-Ek et spécifiques à l’antigène du cytochrome c de pigeon (PCC) avec des CPA fixées qui 

présentent le PCC. Les CPA fixées perdent leur capacité de stimulation (12). Toutefois, l’ajout des 

CPA non fixées ayant un CMH différent (H-2d) a permis la stimulation des cellules T, suggérant 

que le complexe CMH-peptide n’est pas détruit avec la fixation et que les CPA H-2d fournissent 

un deuxième signal nécessaire à la stimulation. La deuxième expérience consistait à stimuler des 

cellules T PCC/Ek avec des CPA H-2K fixées pendant 7 jours, ensuite faire une deuxième 

stimulation avec des CPA H-2K non fixées + PCC. Il n’y a pas de stimulation qui a été observée, 

indiquant que les cellules T ont acquis un état d’anérgie après le premier signal fourni par le 

complexe CMH-peptide (12). Il est maintenant reconnu que le signal 2 provient de l’interaction 

entre une molécule de costimulation à la surface des lymphocytes T avec son ligand exprimé par 

les CPA. Selon si les molécules de costimulation augmentent ou inhibent la signalisation du TCR, 

elles sont dites des molécules de costimulation positives ou négatives respectivement. Ci-
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dessous, les différents aspects de l’expression et fonction des différentes molécules de 

costimulation seront présentés. 

La molécule de costimulation positive CD28 

Le CD28 est la molécule de costimulation la plus citée et la première à avoir été identifiée. Il est 

exprimé par les lymphocytes T CD4+ et CD8+ humains et murins. À la suite de l’interaction avec 

l’un de ses ligands CD80 (B7-1) ou CD86 (B7-2) présent sur une CPA professionnelle, le CD28 

devient phosphorylé dans sa queue cytoplasmique par Lck (13). Le CD28 phosphorylé joue un rôle 

d’amplification du signal TCR, mais possède aussi des voies de signalisation spécifique à lui. Il 

soutient la signalisation du TCR en favorisant le recrutement de PLC-γ (14) et l’activation de la 

réponse de calcium (15) grâce à sa capacité de remodelage du cytosquelette d’actine (16, 17). Le 

CD28 peut aussi délivrer des signaux uniques et indépendants du TCR. Par exemple, la 

signalisation dépendante de la phosphoinositide 3-kinases (PI3K) est connue pour être une voie 

majeure initiée par le CD28 (18-20). Le PI3K mène à l’activation de  NF-κB (nuclear factor-kappa 

B)qui induit la transcription du facteur de survie Bcl-XL et de la cytokine interleukine 2 (IL-2) (21).  

Le CD28 recrute aussi le facteur d’échange de nucléotide guanine Vav via la protéine adaptatrice 

(Growth factor receptor-bound protein 2, Grb2) (22, 23). Vav initie le réarrangement du 

cytosquelette et active la voie de mitogen-activated protein kinase (MAPK) (22, 24) (Figure 2).  
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Figure 2. –  Les voies de signalisation du TCR et CD28 

La transduction du signal est déclenchée par la liaison du TCR à des complexes peptide-CMH 

exprimés sur les CPA. La kinase LCK se lie aux corécepteur CD4/CD8 et est recrutée au TCR par la 

co-liaison de CD8 ou CD4 aux CMH. LCK phosphoryle les des chaînes CD3, ce qui permet le 

recrutement de la ZAP70. ZAP70 phosphoryle LAT conduisant à la formation du signalosome LAT. 

L'activation des molécules effectrices associées à LAT entraîne la propagation du signal via trois 

principales voies de signalisation : les voies de signalisation Ca2+-calcineurine, protéine kinase 

activée par les mitogènes (MAPK) et facteur nucléaire-κB (NF-κB). La signalisation Ca2+ 

calcineurine entraîne la translocation nucléaire du facteur nucléaire des lymphocytes T activés 

(NFAT) ; la signalisation NF-κB entraîne la translocation nucléaire des facteur de transcription NF-

κB ; et la signalisation MAPK entraîne l'activation de la protéine activatrice 1 (AP-1). Les voies 

typiquement associées à l'activation du CD28 sont la voie (PI3K) et Grb2.  La voie PI3K permet 

l’activation de Akt alors que Grb2 permet le recrutement et activation de Vav. Figure créée par 

BioRender.com.  

 

Au niveau fonctionnel, le rôle clé de la costimulation CD28 est l’augmentation de la survie, la 

prolifération des lymphocytes T et de la production des cytokines.  En effet, le CD28 augmente 

l’expression des cyclines D qui permettent la progression dans le cycle cellulaire (25). De plus, 

durant la transition G0-G1 du cycle cellulaire, le CD28 augmente la biosynthèse des 

macromolécules et le métabolisme énergétique via l’activation du mammalian target of 

rapamycin (mTOR) (26, 27). La prolifération optimale des cellules T dépend de l’interaction de 

l’IL2 avec son récepteur (IL2R) (28). Les signaux de CD28 augmentent notamment la transcription 

de l’IL2 et stabilisent son ARN messager (ARNm) (29-31). D’autres modifications post-

transcriptionnelles régulées par CD28 incluent des changements majeurs dans l’épissage 

alternatif de multitudes de gènes (32). Le CD28 contrôle aussi l’expression génétique en induisant 

des modifications épigénétiques, notamment en activant l’enzyme de modification de 

chromatine Ezh2 nécessaire pour le maintien des cellules T régulatrices (33).  En résumé, le CD28 

ne se limite pas à l’amplification des signaux TCR, mais induit aussi des changements qualitatifs 
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uniques durant l’activation des cellules T. D’ailleurs, il faut noter que la costimulation est requise 

afin d’éviter l’anergie des cellules T. Le nécessité de la costimulation afin d’activer complètement 

les cellules T diminue la probabilité qu’une cellule T auto-réactive qui aurait quitté le thymus soit 

activée et engendre une réponse auto-immune dangereuse. 

Les molécules de costimulation positives induites par l’activation  

Contrairement au CD28 constitutivement exprimé à la surface de la plupart des populations de 

lymphocytes T, d’autres molécules de costimulation sont induites lors de l’activation et 

fournissent une seconde vague de costimulation. Parmi celles-ci on retrouve CD40L, OX40, 4-1BB 

et le costimulateur inductible (ICOS). Homologue au CD28, ICOS active aussi la voie de 

signalisation PI3K (34), mais contrairement au CD28, il n’induit pas la production de l’IL-2 (35). 

ICOS régule la production de l’IL-10 (connu pour être un facteur de différenciation des cellules B) 

(35) et semble jouer un rôle critique dans les réponses humorales T-dépendantes (36). Des 

membres de la famille des récepteurs de facteur de nécrose tumorale (TNF) (comme CD40L, 

OX40, 4-1BB) délivrent aussi des signaux de costimulation. Celles-ci semblent toutes fonctionner 

en activant la voie non canonique de NFκB via TRAF (TNF receptor-associated factors) (37, 38). 

Les molécules de cette famille induisent des signaux de survie et maintiennent l’activation à des 

stades plus tardifs de la réponse T (39-42).  

Les molécules de costimulation négatives (coinhibitrices) 

Bien que la compréhension de leurs fonctions spécifiques soit encore incomplète, les récepteurs 

d’inhibition (IRs) jouent un rôle important dans 1) le maintien de la tolérance périphérique des 

cellules T et 2) la réduction de l’inflammation après l’élimination d’un pathogène ou durant une 

infection chronique. Elles peuvent contrôler la réponse immunitaire par différents mécanismes 

(43). Premièrement, les IRs peuvent compétitionner pour les ligands des molécules de 

costimulation positives. Ceci est le cas du CTLA-4 (Cytotoxic T-lymphocyte associated protein 4) 

qui compétitionne avec CD28 pour lier ses deux ligands B7-1 et B7-2 (44). Le deuxième mécanisme 

consiste à atténuer les signaux intracellulaires positifs via le recrutement des phosphatases qui 

enlèvent le groupe phosphate à une multitude de molécules impliquées dans la cascade de 

signalisation initiée par TCR ou d’autres molécules de costimulation (45). Par exemple, lorsque le 
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PD-1 (Programmed cell death protein 1) interagit avec son ligand PD-L1, il mène à la 

déphosphorylation de la queue cytoplasmique de CD28 (46). Enfin, les IRs peuvent activer des 

gènes reliés à la dysfonction qui inhibent les fonctions immunitaires. Par exemple, la voie de 

signalisation de PD-1 induit l’expression du facteur de transcription BATF qui est responsable de 

la réduction de la prolifération et de la sécrétion d’IL-2 (47).    

L’expression des IRs est transitoire durant les infections aiguës et ils sont rapidement 

régulés à la baisse après l’élimination de l’agent infectieux (48, 49). Cependant, leur expression 

est maintenue dans un contexte d’exposition continuelle aux antigènes, ce qui est le cas durant 

les infections chroniques ou cancers. L’expression élevée et persistante des IRs durant les 

infections chroniques est associée à l’épuisement des cellules T, un état où les cellules perdent 

graduellement leurs fonctions à force d’être exposées aux antigènes (concept discuté en détails 

plus tard). PD-1 était parmi les premiers IRs à être impliqué dans l’épuisement des cellules T (48). 

Notamment, les fonctions des cellules CD8+ T épuisées ont été partiellement restaurées après le 

blocage in vivo de la voie PD-1/PD-L durant l’infection chronique par le virus chorioméningite 

lymphocytaire (LCMV) chez les souris (48). 

Ainsi, le modèle des deux signaux proposé originellement pourrait être une « sur 

simplification » de ce qui arrive in vivo. L’activation des cellules T résulte plutôt d’une 

combinaison complexe de signaux activateurs et inhibiteurs hautement régulés et qui ne se 

limitent pas à ceux mentionnés ci-haut. D’ailleurs, l’interaction efficace entre une cellule T et une 

CPA mène à l’organisation des différentes molécules de signalisation dans une ultrastructure 

stable appelée synapse immunologique (SI) (50). Le centre du SI est enrichi avec les complexes 

TCR-CMH et CD28-B7, alors que les molécules d’adhésion convergent en périphérie, ce qui 

favorise le maintien des signaux générés (50).  

La réponse des cellules T lors d’une infection virale  

La cinétique de la réponse immunitaire adaptative diffère d’un virus à l’autre, mais 

globalement, les réponses immunitaires adaptatives se développent quelques jours après 

l’infection et atteignent leur pic après une à deux semaines (51, 52). Les lymphocytes T passent 

par trois phases distinctes lors d’une infection virale primaire : Expansion, contraction et maintien 
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(53). Après l’infection par le virus, une cellule dendritique capture les antigènes viraux et les 

transporte au ganglion lymphatique où elle présente ces antigènes en association avec le CMH-I 

ou CMH-II aux cellules T CD8+ ou CD4+ respectivement. L’activation des cellules dendritiques 

mène aussi à l’expression des molécules B7 à leur surface, ce qui permet de fournir le deuxième 

signal de costimulation en interagissant avec CD28. Les cellules T entrent ensuite en phase 

d’expansion où elles prolifèrent et se différencient en cellules effectrices. Cette différenciation 

implique la perte d’expression des molécules de résidence aux ganglions lymphatiques, soit CCR7 

et CD62L, ce qui leur permet de se diriger vers le site d’infection (54). Arrivées au site 

d’inflammation, les cellules T CD8+ reconnaissent les cellules infectées et les tuent en secrétant 

des granules contenant des granzymes et perforines. D’autre part, les cellules T CD4+ produisent 

des cytokines qui orchestrent la réponse des autres cellules immunitaires.  En fonction des 

signaux qu’elles auront reçus, les cellules T CD4+ naïves peuvent se polariser en sous-populations 

distinctes de Taux avec des fonctions immunologiques spécifiques (55). Chaque sous-population 

est caractérisée par son programme transcriptionnel régulé par un facteur de transcription qui 

contrôle les propriétés fonctionnelles et phénotypiques (55). Le tableau 1.1 résume les facteurs 

de transcription régulateurs et les fonctions des différentes polarisations. Il faut toutefois noter 

que les cellules Taux ont une grande plasticité et peuvent avoir des profils qui combinent les 

fonctions associées à une population ou une autre. Après l’élimination du virus, les lymphocytes 

T entrent en phase de contraction, où 90 à 95 % des clones élargis sont éliminés par apoptose. 

Les lymphocytes T survivants persistent sous forme de cellules mémoires pendant la phase de 

maintenance. Cette population quiescente à autorégénération rapide est capable d’être 

rapidement réactivée pour accomplir des fonctions effectrices lors de la reconnaissance du même 

antigène. Les lymphocytes T mémoires sont traditionnellement divisées en deux sous-populations 

principales : les lymphocytes T mémoires centraux (TCM) expriment les marqueurs de circulation 

lymphoïde CCR7 et CD62L, et les lymphocytes T mémoires effecteurs (TEM) qui sont CCR7-CD62L 
—, mais expriment des molécules qui favorisent la migration vers les tissus périphériques (56, 57). 

Certains lymphocytes T mémoires (lymphocytes T mémoires effecteurs différenciés de manière 

terminale TEMRA) réexpriment le marqueur de surface des lymphocytes T naïfs CD45RA, tout en 

régulant à la baisse l’expression de CCR7, CD62L et CD28, et représentent un stade terminal de 
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différenciation des effecteurs (58, 59). Il convient également de noter que 98 % des lymphocytes 

T ne se trouvent pas dans le sang, mais plutôt dans les tissus ; certains lymphocytes T effecteurs 

qui migrent vers les tissus y restent en tant que lymphocytes T mémoires résidents tissulaires. Ils 

constituent la première ligne de défense contre les agents pathogènes envahissant les tissus (60). 

 

Tableau 1. –  Les sous-populations des cellules Taux 

 Facteurs de 
transcription 

Récepteurs de 
chimiokines 

Cytokines 
effectrices Fonctions 

Th1 Tbet CXCR3, CCR5 IL-2, IFN𝛾	 – Protège contre les infections 
intracellulaires 

– Favorise l’activation des TC 

Th2 GATA3, STAT5 CCR3 IL-4, IL-5, IL-13 – Protège contre les infections 
extracellulaires 

– Impliqué dans les allergies 

Th17 ROR 𝛾t	 CCR4, CCR6 IL-17, IL-22 – Contribue à l’inflammation 

– Protège contre certaines infections 
fongiques et bactériennes 

Tfh Bcl-6 CXCR5 IL-4, IL-21 – Aide aux cellules B 

Treg FoxP3  IL-10 – Immunosuppression et tolérance 

Tableau adapté de (61) 

 

Méthodes d’activation des lymphocytes T ex vivo 

Afin d’étudier les réponses des cellules T et les différentes voies de signalisation, il existe plusieurs 

méthodes de stimulation in vitro. Il est possible d’utiliser des CPA naturelles, mais ceci est associé 

à plusieurs facteurs confondants. Premièrement, l’utilisation de CPA naturelles implique le 

chargement d’un antigène sur la molécule de CMH ; ainsi, seulement les cellules T spécifiques à 

cet antigène seront activées, et la réponse observée sera spécifique à l’antigène. D’autres facteurs 

confondants incluent la multitude des signaux activateurs et inhibiteurs transmis par la CPA, et 

les CPA elles-mêmes sujettes à la dysfonction (62, 63). Étant donné l’isolation fastidieuse et 
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délicate des CPA naturelles (64, 65) et le manque de contrôle sur les signaux qu’elles 

transmettent, empêchant ainsi l’étude d’un seul récepteur ou ligand, plusieurs systèmes 

acellulaires d’activation des lymphocytes T ont été développés.  Ci-dessous, les méthodes 

artificielles d’activation des cellules T les plus utilisées sont présentées. 

Les superantigènes 

Les superantigènes sont des protéines virales ou bactériennes qui se lient aux régions Vᵦ 

spécifiques des TCR et les molécules CMH de classe II présentes sur une CPA, indépendamment 

de la spécificité antigénique de la cellule T (Figure 3) (66, 67). Un des superantigènes les plus 

utilisés pour activer les cellules T est l’entérotoxine B staphylococcique (SEB) produite par 

Staphylococcus aureus (68). Malgré sa capacité à induire une forte activation des cellules T, le SEB 

contourne la signalisation TCR physiologique Lck-dépendante, donc ne reflète pas la signalisation 

in vivo (69). 

 

Figure 3. –  Mécanisme d’action du superantigène.  

Le superantigèn se lie à tous les TCR ayant une séquence Vᵦ spécifique peu importe leur spécificité 

pour un antigène donné. Cette figure a été créée par BioRender.com. et adaptée de (70).   
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Les anticorps agonistes 

La signalisation via CD3 (signal 1) et CD28 (signal 2) peut être initiée par des anticorps agonistes 

anti-CD3 (aCD3) and anti-CD28 (aCD28) respectivement qui fournissent un signal TCR-dépendant, 

mais non spécifique à un antigène donné. Des agonistes ciblant d’autres molécules de 

costimulation comme OX40 et 4-1BB existent aussi et sont utilisés dans l’immunothérapie du 

cancer (71). Différentes plateformes qui utilisent ces agonistes sont présentées ci-dessous.   

Les agonistes solubles  

Une des méthodes les plus couramment utilisées employant des agonistes est de mettre les 

anticorps aCD3 et aCD28 en solution avec les cellules T (72, 73). Toutefois, afin que la stimulation 

avec cette méthode soit plus efficace, au moins un des anticorps doit être réticulé (crosslinked). 

Ceci implique l’immobilisation de l’anticorps aCD3, sur une plaque et d’ajouter le aCD28 en 

solution (72, 74-76). Il est aussi possible de réticuler les aCD3 et aCD28 solubles avec un anti-IgG 

polyclonal (77, 78). Bien que cette stimulation soit TCR-dépendante, elle diffère de celle médiée 

par les CPA naturelles par différents aspects dont la forme, la taille et la présence d’une 

membrane cytoplasmique permettant l’agglomération des récepteurs à la surface. 

 

Les billes rigides 

Le développement des billes sphériques dispersées auxquelles les protéines et anticorps 

pouvaient être liées de manière non spécifique a marqué le début d’une nouvelle ère dans la 

technologie des cellules présentatrices d’antigènes artificielles (CPAa) (79). Ces billes sont 

rendues disponibles commercialement sous forme de billes magnétiques de 5-6µm de diamètre 

(la taille d’une CPA naturelle) enrobées d’un mélange optimal de aCD3 et aCD28. Elles sont 

souvent utilisées pour l’expansion des cellules T (80, 81). En plus de mimer la CPA naturelle par la 

taille et le signal TCR-dépendant, ce système est accessible, facile à utiliser et hautement 

reproductible.   
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 Les bicouches lipidiques sur des surfaces solides 

Bien que les billes magnétiques puissent stimuler les cellules T efficacement, la membrane d’une 

CPA naturelle est bien plus dynamique que la surface rigide des billes. En fait, l’importance de la 

mobilité des molécules à la surface des cellules T et CPA lors de l’activation a été reconnue comme 

un élément essentiel pour une signalisation efficace des TCR (82, 83). Ainsi, l’incorporation des 

agonistes sur des préparations lipidiques pourrait représenter un moyen pour mieux mimer un 

système naturel. Des systèmes planaires 2D constitués de bicouches lipidiques déposées sur une 

surface plaine (souvent une lame de verre) ont servi largement à l’élucidation de la structure, 

fonction et mécanismes de la formation de la SI (84-86). En plus de leur fragilité et courte durée 

de vie (87), ces systèmes planaires n’imitent pas la forme d’une CPA et ne permettent pas le 

contrôle des ratios des CPA artificielles par rapport aux cellules. D’autres systèmes 3D qui 

combinent la fluidité de la membrane et la stabilité des supports solides ont été développés. 

Ceux-ci comprennent des bicouches lipidiques déposées sur des bases souvent composées 

d’hydrogel ou de silice (88-92) sous forme sphérique (91, 93) ou non-sphérique tel que des tiges 

(89, 94). Afin de maximiser l’expansion des cellules T, certains de ces complexes sont chargés avec 

des cytokines solubles, permettant ainsi la transmission des signaux paracrines aux lymphocytes 

T (89, 94).  

Le domaine de la présentation artificielle des antigènes se développe rapidement et son 

application dépassant l’étude de la fonctionnalité des cellules T pour s’étendre à des applications 

en immunothérapie (95, 96). Ainsi, les systèmes présentés ci-haut ne couvrent pas toutes les 

méthodes développées pour reproduire la présentation antigénique par les CPA naturelles. 

 

L’infection chronique par le VIH 

Le virus de l’Immunodéficience humaine (VIH) est l’agent infectieux responsable du syndrome 

d’Immunodéficience acquise (sida) et demeure une préoccupation mondiale en raison du 

manque de vaccins efficaces et de stratégies curatives. On estimait à 39,0 millions [33,1 à 45,7 

millions] le nombre de personnes vivant avec le VIH en 2022, dont environ 66% dans la région 

africaine de l’organisation mondiale de santé (97). Les traitements antirétroviraux (ART) 
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disponibles actuellement augmentent grandement l’espérance de vie des personnes atteintes du 

VIH (98), mais ne permettent toujours pas l’éradication du virus, et donc la guérison (99).  

 

Le virus 

Le VIH est un lentivirus appartenant à la famille des Retroviridae. Il existe deux principales souches 

ou types de VIH : le VIH-1 et le VIH-2. Le VIH-1, plus répandu et pathogène que le VIH-2, est 

responsable de la grande majorité de la pandémie mondiale. Dans le présent travail, nous traitons 

le VIH-1.  

Le cycle de réplication 

Le VIH est un rétrovirus et est donc capable d’intégrer son ADN dans le génome de l’hôte ; ce qui 

rend le virus extrêmement difficile à éradiquer avec les traitements actuels. Le virus se lie à son 

récepteur CD4 exprimé principalement à la surface des Taux, monocytes et macrophages (100). 

Cependant, cette interaction seule n’est pas suffisante pour permettre l’entrée virale. 

L’attachement aux corécepteurs CCR5 ou CXCR4 selon le tropisme est aussi requis. Une fois à 

l’intérieur de la cellule, le génome ARN du virus est libéré et transcrit en ADN par la transcriptase 

inverse, une copie de cet ADN s’intègre ensuite dans le génome de l’hôte (100). Le provirus 

intégré est transcrit, et les divers ARN messagers viraux sont épissés et traduits en protéines qui, 

avec une nouvelle copie complète du génome ARN, sont utilisées pour former de nouvelles 

particules virales (Figure 4) (100). Cependant, le VIH-1 peut également devenir latent, ou rester 

non exprimé, pendant de longues périodes dans une fraction des cellules infectées. Chaque étape 

du cycle de vie du virus constitue une cible pour les traitements antiviraux. Ceci inclut des 

inhibiteurs de l’attachement et fusion de la particule virale avec la cellule, des inhibiteurs de la 

transcriptase inverse, de l’intégrase et de la protéase virales (100).  
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Figure 4. –  Cycle de réplication du VIH.  

Les glycoprotéines de la particule virale interagissent avec leur récepteur CD4 et corécepteur 

(CCR5 ou CXCR4) (étape 1) permettant la fusion des membranes virales et cellulaires (étape 2). 

L’ARN viral est ensuite libéré dans le cytoplasme et transcrit en ADN viral (étape 3), qui s’intègre 

ensuite dans l’ADN de l’hôte (étape 4).  En utilisant les enzymes de l’hôte, les gènes viraux sont 

transcrits (étape 5), et les ARNm sont traduits en protéines (étape 6). Les composants viraux 

s’assemblent pour former la particule virale (étape 7) qui bourgeonne à la surface de la cellule 

(étape 8). Les traitements antirétroviraux ciblant les différentes étapes du cycle virale sont 

indiqués dans les carrés rouges. Figure adaptée de (100) et créée par BioRender.com. 

Les réservoirs 

Comme mentionné ci-haut, l’ADN viral intégré (provirus) peut entrer dans une phase de silence 

transcriptionnelle appelée latence. Les antigènes du VIH ne sont pas exprimés dans les cellules 

infectées latentes, donc ces cellules peuvent échapper au système immunitaire et persister 

pendant des années. L’ensemble des cellules infectées latentes forme ce que l’on appelle le 

réservoir du HIV. Ce réservoir est maintenu par la prolifération homéostatique, la survie des 

cellules T et la réplication virale résiduelle qui peut mener à l’infection de novo des cellules T 

mémoires CD4+ (101, 102). Les antirétroviraux peuvent empêcher l’infection de nouvelles 

cellules, mais ne peuvent pas éliminer le virus une fois que son ADN est intégré dans le génome 
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de la cellule hôte. Ainsi, la taille du réservoir est très stable durant ART (103), mais la suspension 

de la thérapie est suivi d’un rebondissement rapide de la charge virale à des niveaux élevés, 

similaires à ceux avant le traitement (104).  

 

La pathogenèse 

L’évolution de l’infection par le VIH chez l’adulte peut être divisée en trois phases cliniques : la 

phase aigüe, la phase chronique et la phase du sida (Figure 5).  

La phase aiguë 

Le VIH peut se transmettre par l’échange des liquides corporels provenant de personnes vivant 

avec le VIH comme le sang, le lait maternel, le sperme et les sécrétions vaginales. L’infection 

débute la plupart du temps par un virus ayant un tropisme pour le corécepteur CCR5. Le virus 

infecte premièrement les cellules cibles CD4+ dans les tissus du site d’infection (souvent les 

muqueuses). Les cellules infectées transmettent ensuite le VIH vers les tissus lymphoïdes menant 

la dissémination systémique du virus. Durant cette période appelée phase d’éclipse et qui dure 

environ 10 jours, l’ARN viral reste indétectable dans le plasma (105). C’est dans cette phase aussi 

que les premiers réservoirs sont établis (106). Après la phase d’éclipse, la réplication du VIH 

augmente rapidement et entraîne une augmentation de la charge virale accompagnée par une 

chute des cellules CD4+. Les cellules T mémoires activées CD4+ CCR5+ enrichies dans le tissu 

lymphoïde associé à l’intestin (GALT) sont particulièrement déplétées durant la phase aiguë (107).  

La virémie continue à augmenter pour atteindre un pic de plusieurs millions de copies ARN/mL 

21-28 jours après l’infection. À ce moment, 30-60% des cellules T CD4+ mémoires sont infectées 

et la majorité de ces cellules sont mortes dans les jours qui suivent par l’effet cytopathique de la 

réplication du virus ou par apoptose (108, 109). Le système immunitaire monte une réponse 

cytotoxique qui va partiellement contrôler la virémie et restaurer les comptes des cellules T CD4 

(110, 111).  
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La phase chronique 

Cette phase est asymptomatique et peut durer de 3 à 15 ans selon le développement de la 

maladie (112). Cette période se caractérise par une charge virale relativement stable dû à 

l’équilibre entre la réplication virale et la réponse immunitaire. La charge virale à ce stade corrèle 

avec l’évolution clinique de la maladie : les gens ayant des charges virales élevées progressent 

plus rapidement vers le sida que ceux avec des charges plus faibles (113). Toutefois, une déplétion 

graduelle des cellules CD4+ continue de se produire jusqu’à moins de 350 cellules/uL, ce qui mène 

à une immunodéficience progressive pendant les années de la maladie.  

Sida 

La phase finale du VIH est le stade du sida. Durant cette phase, le compte des lymphocytes T 

tombe au-dessous de 200 cellules/uL. Ce nombre est normalement associé à une baisse 

importante de l’efficacité du système immunitaire et donc au développement des infections 

opportunistes.  Celles-ci peuvent inclure les infections par Candida albicans, le cytomégalovirus, 

la tuberculose et la toxoplasmose cérébrale (114-117). Il faut noter qu’une minorité des gens 

infectés par le VIH "elite controleurs (EC)" parviennent à supprimer leur charge virale à des 

niveaux indétectables tout en maintenant des taux élevés de lymphocytes T CD4 et ce, en absence 

de traitement antirétroviral (118). 
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Figure 5. –  L’évolution de l’infection par le VIH. 

Figure créée par BioRender.com. 

 

La réponse immunitaire contre le VIH 

La réponse innée 

  Le système immunitaire inné est activé lorsque les PAMPs du VIH sont reconnus par des PRR, 

incluant des TLRs et des récepteurs de type RIG-I-like (RLRs) (119). Cela mène à la production des 

facteurs cellulaires et solubles, y compris les interférons de type I et de type III (IFN), ainsi que des 

cytokines pro-inflammatoires et des chimiokines qui recrutent et activent les cellules 

immunitaires innées, telles que les macrophages, les cellules NK et les cellules dendritiques (119). 

La signalisation via les PRR induit aussi l’activation des gènes de restriction antiviraux tels que 

POBEC3, TRIM5a, SAMHD1 et tetherine qui peuvent inhiber différentes étapes du cycle viral du 

HIV (119).  Ensemble, ces mécanismes permettent de contrôler la propagation du virus et 

moduler la réponse immunitaire adaptative. Malgré son effet bénéfique, une réponse pro 

inflammatoire soutenue pendant l’infection chronique par le VIH peut avoir des effets néfastes 

sur les réponses immunitaires innées et adaptatives. Par exemple, des niveaux élevés 

d’interférons de type I peuvent entraver le développement des cellules dendritiques, limiter la 

prolifération des cellules T CD4+ et favoriser l’apoptose des cellules T CD4+ non infectées (120).   

La réponse adaptative des lymphocytes T spécifiques au VIH 

La réponse des cellules T exerce un certain niveau de contrôle viral durant l’infection par le VIH. 

Ceci explique notamment la forte diminution de la charge virale après le pic de l’infection aiguë. 

En effet, la déplétion des cellules T CD4+ (121) ou des cellules T CD8+ (122) avant l’infection 

primaire par le virus d’immunodéficience simienne (VIS) abolit la diminution post-pic de la charge 

virale chez les primates non humains. Durant la phase aiguë, une fraction des lymphocytes T CD4+ 

activés peut produire des cytokines inflammatoires, dont l’IFN-γ et IL-2 (123, 124). Toutefois, 

l’activation des lymphocytes T CD4+ combinée à l’expression de CCR5 les rend plus susceptibles à 

l’infection par le VIH et seront donc déplétés plus tard au cours de l’infection (123, 125).  
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Les cellules T CD8+ sont aussi essentielles pour contrôler la réplication virale et éliminer les cellules 

infectées par le virus. Leur capacité à contrôler la virémie est médiée par la sécrétion de facteurs 

solubles (CAF, MIP-1α, MIP-1β, RANTES) ainsi que par la libération de perforine et des granzymes 

A et B, qui favorisent la lyse directe des cellules infectées (126-128). Des niveaux plus élevés de 

cytotoxicité, prolifération et polyfonctionnalité des lymphocytes T CD8+ spécifiques au VIH sont 

associés à une progression plus lente de la maladie (129). 

L’activation immunitaire chronique 

L’activation immunitaire chronique et systémique est une caractéristique de l’infection par le VIH-

1 et joue un rôle important dans la progression de la maladie (130). Cette activation se manifeste 

par des niveaux élevés des marqueurs d’activation (HLA-DR, CD38) et prolifération (Ki-67) sur les 

cellules T CD4+ and CD8+ ainsi (131-134).  

Les causes de l’hyperactivation chronique 

Bien que la contribution directe de la réplication du VIH à l’activation immunitaire chronique soit 

bien reconnue, ceci n’est pas suffisant pour induire des niveaux pathologiques d’activation 

immunitaire. Premièrement, la fréquence de cellules activées dépasse celle des cellules infectées 

par le VIH ou spécifiques au VIH (135, 136). Des études ont montré que le degré d’hyperactivation 

pourrait même constituer un meilleur indice de progression de la maladie que la charge virale 

(137-139). En plus, les marqueurs d’activation immunitaire restent élevés malgré les niveaux 

indétectables de la charge virale suite aux traitements antirétroviraux (140, 141). Ainsi, les causes 

de l’inflammation chronique et de l’activation immunitaire sont probablement multifactorielles 

par nature, impliquant à la fois des stimuli directs et indirects. Ci-dessous une liste non exhaustive 

des mécanismes qui causent l’activation chronique. 

 

La réplication du VIH et les protéines virales 

La cause la plus évidente de l’activation immunitaire est la stimulation antigénique directe par le 

virus et ses produits, tels que Nef et gp120, qui stimulent les lymphocytes et macrophages 

entraînant la sécrétion des cytokines et chimiokines pro-inflammatoires (142-146). Certaines 
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protéines du VIH ciblent la signalisation du récepteur du TNF, provoquant une réplication 

persistante du VIH dans les cellules infectées et l’apoptose des lymphocytes T non infectés 

environnants (147).  

 

Les coinfections 

Les virus latents, tels que le cytomégalovirus (CMV) et le virus Epstein-Barr (EBV), se réactivent 

plus fréquemment pendant l’infection par le VIH-1 en raison de la déplétion des cellules T CD4+ 

qui contrôlent la réplication virale (135, 148). Cette réactivation contribue à la stimulation 

continue du système immunitaire. Chez les patients sous ART avec suppression virologique 

soutenue, la réponse immunitaire induite par le CMV est associée à une activation immunitaire 

chronique et la virémie de CMV prédit une augmentation de la mortalité (149, 150) . De plus, des 

études ont démontré que le médicament antiviral contre le CMV, le valganciclovir, réduit le 

niveau des cellules T CD8+ activés chez des sous ART (151). D’autres virus tels que les virus de 

l’hépatite B ou C (VHB ou VHC) peuvent également contribuer à l’activation immunitaire. En fait, 

plusieurs études ont montré que les patients co-infectés par le VIH/VHC ou le VIH/VHB présentent 

des niveaux plus élevés d’inflammation plasmatique que les patients mono-infectés par le VIH-1, 

et ces marqueurs corrélaient positivement avec les indices de lésions hépatiques (152-154).  

 

La translocation microbienne 

La translocation intestinale des micro-organismes est définie comme le passage de la microflore 

gastro-intestinale à travers la barrière épithéliale intestinale vers la circulation systémique. Chez 

des individus non infectés, les produits microbiens qui se transloquent sont phagocytés au sein 

de la lamina propria et des ganglions lymphatiques mésentériques (155). Cependant, le système 

immunitaire muqueux dysfonctionnel pendant l’infection par le VIH et le VIS ne parvient pas à 

empêcher la translocation microbienne systémique. La déplétion préférentielle des cellules T 

Th17 exprimant le CCR6 et le corécepteur du VIH CCR5 dans le tractus gastro-intestinal participe 

grandement à la translocation bactérienne. Les Th17 favorisent le recrutement des neutrophiles 
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et produisent des peptides antimicrobiens pour contrôler les bactéries extracellulaires. En plus 

de l’IL17, les Th17 produisent aussi l’IL-22 qui promeut la régénération de l’épithélium. En outre, 

les protéines du VIH et l’environnement inflammatoire induisent l’apoptose des entérocytes et la 

perturbation des jonctions serrées entre les cellules, ce qui augmente la perméabilité de 

l’épithélium intestinal (156-158). Les produits microbiens transloqués peuvent inclure le 

peptidoglycane (159), les liposaccharides (LPS) (160), la flagelline (161), et l’ADN ribosomal 16S 

(162). En stimulant les récepteurs TLR, ces produits mènent à la production des cytokines pro-

inflammatoires tels que l’IL-1β, IL-6, TNF-α, et les interférons de type I (163-165). Il faut noter que 

la translocation microbienne se produit lors de l’infection par le VIH-1 et le VIS pathogène, mais 

pas lors de l’infection par le VIS chez les hôtes naturelles (160). Ceci suggère que la translocation 

microbienne peut jouer un rôle dans l’infection virale et la progression de la maladie. D’ailleurs, 

l’administration intraveineuse de LPS chez les espèces hôtes naturelles infectées par le VIS induit 

une activation immunitaire systémique, augmente la réplication du VIS et accélère la déplétion 

des cellules T CD4+ (166). Il est important de noter que les traitements n’entraînent pas une 

normalisation de l’état inflammatoire et de ses effets chez tous les GIV (167). Par conséquent, 

l’activation immunitaire chronique est généralement associée à un mauvais pronostic pour les 

personnes infectées par le VIH. 

 

Le paradoxe de la déficience immunitaire et l’hyperactivation  

L’activation immunitaire, qui indique généralement la mise en place d’une réponse antivirale, 

peut être considérée comme une observation normale et positive dans le cas d’une infection par 

un pathogène. Cependant, dans le cas des infections chroniques comme le VIH, l’activation 

soutenue des cellules a plutôt un effet néfaste sur le système immunitaire et est prédictive d’un 

pronostic défavorable pour les patients infectés. 

La dysfonction des lymphocytes T spécifiques au VIH 

À force d’être exposés aux antigènes du VIH, les lymphocytes T CD4+ et CD8+ perdent l’efficacité 

de leurs réponses, et entrent progressivement dans un état de dysfonction appelé épuisement 

cellulaire. Les cellules épuisées se caractérisent par une perte graduelle de leurs fonctions et 
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l’expression élevée des IRs. Dans le cas des lymphocytes T CD8+, la perte hiérarchique des 

fonctions commence par une diminution de la sécrétion de l’IL-2, la polyfonctionnalité et la 

capacité de prolifération. Il en suit une réduction dans les fonctions cytotoxiques ainsi que la 

sécrétion de TNF⍺, suivi par un défaut dans la production de l’IFN 𝛾 (168, 169). Ces cellules 

épuisées garderaient quand même des fonctions résiduelles qui leur permettent de partiellement 

contrôler la virémie. La déplétion des lymphocytes T CD8+ durant l’infection chronique par le SIV 

est associée avec une exacerbation de la charge virale et du développement du sida (170). En plus 

des altérations fonctionnelles, l’épuisement des cellules T CD8+ est associé à des changements 

épigénétiques. Notamment, l’infection chronique par le VIH favorise la déméthylation du locus 

codant pour le PD-1 dans les cellules T CD8+ épuisées spécifiques au virus (171). Cette 

déméthylation persiste malgré les traitements antiviraux. Des résultats similaires étaient aussi 

obtenus avec le modèle murin d’infection chronique par le LCMV (172).  

Les lymphocytes T CD4+ montrent aussi des signes d’épuisement cellulaire. Cela inclut une 

réduction dans la prolifération et la production d’IL2 et TNF⍺ (173-176). Toutefois, la dysfonction 

des cellules T CD4+ est plus complexe qu’une simple perte de fonctions. Plusieurs modèles 

d’infections chroniques, incluant le VIH, suggèrent que la perte des fonctions antivirales associées 

à la polarisation Th1 serait accompagnée par un changement de polarisation des cellules T CD4+ 

spécifiques au virus vers un phénotype d’aide aux cellules B, soit les cellules T folliculaires (Tfh) 

(177-179). En plus, notre groupe a récemment démontré que les réponses des cellules T CD4+ 

spécifiques au VIH dans le sang des GIV présentent également une différenciation préférentielle 

vers une signature de cellules Tfh (180). Cette signature n’était pas restreinte aux cellules CXCR5+ 

(un marqueur utilisé pour définir la population de Tfh), mais des cellules CXCR5- présentaient 

aussi un profil Tfh caractérisé par la production de CXCL13 et IL-21 (180).  

Comme mentionné, l’expression exacerbée des IRs est une caractéristique des cellules T épuisées 

spécifiques au VIH. Parmi ces récepteurs, PD-1 est considéré d’être le marqueur principal 

d’épuisement qui corrèle avec le développement de la maladie. Des études ont démontré que 

l’expression de PD-1 corrélait avec la déficience fonctionnelle des cellules T, la charge virale et la 

baisse dans le compte des cellules T CD4+ (181-184). Alors que l’expression de PD-1 est commune 

aux cellules T CD4+ et CD8+, l’expression de CTLA-4 est plus spécifique aux cellules T CD4+ et 
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corrèle aussi avec la progression de l’infection (173). D’autres IRs comme le 2B4 et CD160 sont 

plus caractéristiques de l’épuisement de cellules T CD8+ (185). 

La dysfonction globale du système immunitaire  

Les conséquences de l’activation immunitaire durant l’infection par le VIH peuvent aller bien au-

delà de la simple perte/dysfonction des cellules T spécifiques au virus, mais s’étendent à un état 

global de dysfonction immunitaire. D’ailleurs, l’activation immunitaire générale lors de l’infection 

précoce provoque une augmentation exacerbée du taux de prolifération des cellules T effectrices 

qui vont rapidement mourir après par AICD (activation-induced cell death) (186). 

Des signes de dysfonction sont également observés dans la population totale des cellules T. Par 

exemple, les cellules T des GIV ont démontré une capacité réduite de prolifération en répondant 

à différents stimuli tels que les allo antigènes HLA (187), le mitogène PHA (187), et des anticorps 

agonistes aCD3 et aCD28 (188-190). En plus, plusieurs études ont démontré des changements 

dans le profil cytokinique des cellules T et les ont associés à la progression de la maladie (191-

193). Notamment, la déficience de production de l’IL-2 était un des premiers défauts 

immunitaires à être reporté chez les GIV (194-197). D’autre part, des résultats contradictoires 

indiquant une augmentation (198) ou une diminution (192) de la production d’IFN 𝛾 ont 

également été observés (199). 

 

Développement de maladies non associées au sida 

Depuis l’introduction d’ART, la mortalité chez les personnes séropositives au VIH a 

considérablement diminué et les modèles suggèrent que l’espérance de vie de celles 

diagnostiquées peu de temps après l’infection et ayant débuté un traitement approche celle de 

la population générale (200). La diminution des décès par le sida et le vieillissement dans la 

cohorte ont fait des comorbidités non liées au sida les principales causes de décès chez les 

personnes vivant avec le VIH, en particulier parmi les individus sous ART (201, 202). L’infection 

par le VIH accélère le développement de comorbidités liées à l’âge, avec des recherches montrant 

que la présence de deux conditions ou plus, telles que le diabète, l’hypertension, les maladies 
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cardiovasculaires, les maladies rénales et les fractures osseuses, peut survenir environ une 

décennie plus tôt chez les personnes vivant avec le VIH par rapport aux individus sans le VIH (203). 

Ces comorbidités peuvent être prédites par plusieurs biomarqueurs d’inflammation et de 

coagulation, mettant en évidence le rôle critique de l’inflammation chronique malgré le 

traitement antirétroviral (204-206). D’ailleurs, des comptes plus élevés de lymphocytes T CD4+ au 

moment de l’initiation d’ART sont associés à une plus grande reconstitution immunitaire et à une 

prévalence moindre d’événements indésirables non liés au sida (207-209). Malgré que le début 

précoce d’ART (dans les premières semaines suivant l’infection) normalise les biomarqueurs de 

la coagulation aux niveaux observés chez les témoins non infectés, cela ne parvient pas à 

normaliser les marqueurs de l’activation des monocytes et la dysfonction endothéliale (210). 

Ainsi, alors que ART diminue significativement le développement de sida, l’inflammation 

persistante non éradiquée demeure l’un des problèmes critiques du VIH.  



 

Chapitre 2 — Hypothèses et objectifs 

L’activation des cellules T est une étape cruciale de la réponse immunitaire contre un 

pathogène. En réponse à un antigène spécifique et une combinaison complexe des signaux 

délivrés par les CPA, les cellules T vont adopter un profil transcriptionnel et fonctionnel distinct, 

leur permettant de monter une réponse immunitaire efficace. Toutefois, la contribution de 

chaque signal dans la détermination de ce profil ou état est encore peu connue. La costimulation 

par CD28 est notamment parmi les signaux les plus importants que les cellules T reçoivent durant 

leur activation. Le rôle de CD28 ne se limite pas à l’amplification du TCR, mais s’étend sur des 

changements transcriptionnels et épigénétiques (32, 33, 211). D’autres études ont aussi montré 

l’influence de CD28 sur les fonctions effectrices des cellules T, mais elles étaient effectuées 

principalement chez les souris (212-216) ou dans des lignées cellulaires (14, 211).  Les effets 

quantitatifs et qualitatifs du CD28 dans des cellules T primaires chez l’humain sont encore peu 

étudiés. Les fonctions versatiles et complexes de CD28 suggèrent sa contribution à façonner les 

réponses des cellules T. Ainsi notre première hypothèse stipulait que la dépendance à la molécule 

de costimulation CD28 définit les fonctions effectrices. Le CD28 causerait des altérations à la fois 

qualitatives et quantitatives de l’expression des cytokines.  

L’infection chronique par le VIH se caractérise par une activation systémique persistante. 

Cette activation mène à un état de dysfonction des cellules T qui ne se limite pas aux cellules T 

spécifiques au VIH, mais s’étend sur la population totale des cellules T. On ignore toutefois si la 

dysfonction globale est liée à la stimulation du TCR et CD28. Notre deuxième hypothèse stipulait 

que la costimulation par CD28 module le profil des fonctions effectrices des cellules T chez les 

gens chroniquement infectés par le VIH, et que ce profile sera différent de celui observé chez les 

gens non infectés. 

La vérification de ces deux hypothèses requiert une activation à la fois générique et 

médiée par le TCR. Pour ce faire, nous avons développé un système de CPA artificielles (CPAa) 

constitué des billes de silice enrobées d’une bicouche lipidique et sur laquelle des anticorps anti-
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CD3 et anti-CD28 peuvent se déplacer, permettant l’étude mécanistique des fonctions des 

cellules T.  

 

 

Objectifs :  

1- Développer et valider le système de CPAa 

2- Évaluer comment la costimulation par CD28 module le profil fonctionnel des cellules 

T CD4+ et CD8+ chez les gens non infectés (GNI) :  

a. Comparer le besoin relatif de CD28 entre chaque cytokine testé (IL-2, IFN𝛾, 

TNF⍺, CD107a, IL17a) 

b. Comparer le besoin relatif de CD28 entre les cellules T naïves et différentes 

populations mémoires 

c. Évaluer l’effet de la stimulation par CD28 sur l’expression des molécules 

induites de costimulation (CD40L, OX40, 4-1BB, ICOS) 

3- Comparer le profil des cytokines des cellules T CD4+ et CD8+ après l’activation du TCR 

et CD28 chez des gens infectés par le VIH (GIV) à celui des gens non infectés (GNI). 

4- Évaluer comment les traitements antirétroviraux influence le profil des cytokines des 

cellules T CD4+ et CD8+ par rapport aux gens infectés par le VIH non traités. 
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SUMMARY 

 

T-cell immune dysfunction is a prominent feature of chronic HIV infection. To evaluate 

non-specific dysfunction, a method involving both generic activation and T cell receptor 

(TCR) stimulation is necessary. We created a tunable artificial antigen-presenting cell 

(aAPC) system. This system consists of lipid bilayers on cytometry-compatible silica 

microbeads (5 μm). When only anti-CD3 is incorporated, T-cell activation is limited. 

Introducing anti-CD28 agonists significantly elevate cytokine expression and upregulation 

of activation-induced markers. CD28 co-stimulation modulates the response profile, 

preferentially promoting IL-2 expression relative to other cytokines. 

 

aAPCs-stimulated CD4+ and CD8+ T cells from untreated HIV-infected individuals exhibit 

altered effector functions and diminished CD28 dependence. These functions are skewed 

towards TNF⍺, IFN𝛾 and CD107a, with reduced IL-2. Antiretroviral therapy partially 

normalizes this distorted profile in CD4+ T cells, but not in CD8+ T cells. Our findings show 

T-cell intrinsic biases that may contribute to persistent systemic T-cell dysfunction 

associated with HIV pathogenesis. 
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INTRODUCTION 

 

Optimal T cell activation requires two signals delivered during the interaction 

between T cells and antigen-presenting cells (APCs). Signal 1 occurs when the T cell 

receptor (TCR) binds to its cognate antigen presented on a major histocompatibility 

complex (MHC) class I or class II molecule. Signal 2 is provided by co-stimulatory 

molecules on T cells, which are engaged by their APC-expressed ligands.1,2 The CD28-

B7 axis is the most extensively studied co-stimulatory pathway (reviewed in 3,4). The 

combined effects of signals 1 and 2 activate transcriptional factors governing various 

“differentiation programs”, each defining a set of functions, such as T cell proliferation and 

survival, cytokine production, or differentiation.5-8 It is now evident that the role of CD28 

extends beyond enhancing TCR signaling, as it induces distinct transcriptional and 

epigenetic changes.9-11 

Systemic chronic activation is a hallmark of progressive HIV infection.12,13 Prolonged 

exposure to HIV peptides leads to dysregulation of HIV-specific CD4+ and CD8+ T cells, 

altering T cell polarization and effector functions.14-22 These dysfunctional responses fail 

to completely control viral replication.22,23 T cell exhaustion is associated with persisting 

expression of immune checkpoint inhibitory receptors (IR), which exert negative feedback 

control on the TCR signal.23-25 Modulation of CD28 activity plays a pivotal role in this 

negative feedback loop, as PD-1-associated SHP-2 preferentially dephosphorylates the 

cytosolic domain of CD28.26 A broader state of T cell dysfunction also exists in non-HIV-

specific cells, attributed to systemic activation,27,28 co-infection by other pathogens,29-31 

and microbial translocation caused by compromised mucosal barrier integrity.32 This 
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generic dysfunction may contribute to co-morbidities and reduced life expectancy in 

people with HIV (PWH).33 It remains uncertain whether this overall dysfunction is 

associated with modified responsiveness to TCR and CD28 stimulation.  

Stimulation with cognate antigenic peptides loaded onto natural APCs is commonly 

used to study TCR-mediated T cell functions. This approach provides insights into T cells 

sharing a defined specificity, but it does not provide information about the overall state of 

T cells. Furthermore, as natural APCs express an array of other co-stimulatory and 

inhibitory receptors, simplified model systems are needed to accurately analyze TCR- and 

CD28-mediated activation. Agonistic anti-CD3 (aCD3) and anti-CD28 (aCD28) antibodies 

are commonly used to non-selectively activate purified T cells, mimicking TCR and co-

stimulation signals, respectively. Commercially available activation systems include 

crosslinked soluble aCD3 and aCD28 or immobilization of at least one of the antibodies 

on either plate-, planar-, or bead-based solid supports.34-39 Previous studies indicated that 

having cell-sized constructs (4.5-5 μm)40,41 and a fluid surface allowing dynamic 

rearrangement of T cell ligands on the artificial APC (aAPC)42,43 leads to enhanced T cell 

activation. Current embedded agonists on supported lipid membranes were effective for 

expanding T cells, but required days of stimulation, which complicates phenotyping.44-48 

 In this study, we developed a customizable artificial antigen-presenting cells 

(aAPCs) system composed of a fluid lipid bilayer coated onto cytometry-compatible silica 

microbeads (5 μm) and embedded with agonistic antibodies directed against CD3 and 

CD28. This system enables optimal T cell activation within 15 hours. We employed these 

aAPCs to elucidate the role of CD28 co-stimulation in shaping the CD4+ and CD8+ T cell 
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effector functional profile in uninfected donors. We investigated how this profile changes 

in PWH, both before and after antiretroviral treatment (ART). 

 

RESULTS 

 

Artificial antigen-presenting cells (aAPCs) induce robust cytokine production in 

CD4+ and CD8+ T cells. We developed a T cell activation system consisting of silica beads 

coated with a membrane bilayer to mimic the physiological TCR-mediated T cell 

activation. This design imitates key features of natural APCs including a similar size (5 μm 

diameter), a tridimensional structure, and a fluid lipid bilayer that facilitates the clustering 

of activating ligands. The preparation of aAPCs (Figure 1A) involved generating 

unilamellar liposomes containing biotin acceptor sites through thin film hydration. 

Subsequently, bilayered liposomes were formed by extrusion and used to coat the silica 

beads. Biotin-conjugated anti-CD3 and/or anti-CD28 agonistic antibodies were added via 

streptavidin-biotin ligation.  

We assessed the potency of aAPCs in stimulating CD4+ and CD8+ T cells isolated 

from PBMCs of uninfected donors (UD, Table S1). Following purification, T cells were 

stimulated for 15h with aAPCs coated with aCD3 and aCD28 antibodies at a 4:1 bead-to-

cell ratio. Subsequently, an intracellular cytokine staining assay (ICS) was conducted to 

detect IL-2, IFNγ, TNFα, as well as less readily detectable molecules such as CD107a 

and IL-17A. The aAPCs were co-analyzed alongside the T cells (Figure S1A). The 

successful coating with aCD3 and aCD28 antibodies was verified through anti-IgG 
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staining (Figure S1B). Upon stimulation with aAPCs, a considerable upregulation of 

cytokines was observed in both CD4+ and CD8+ T cells (Figure 1B). IL-17A was not 

detectable in CD8+ T cells and was consequently excluded from subsequent analyses 

(Figure 1B). The extent of activation achieved through aAPCs was close to the level 

attained through the superantigen staphylococcal enterotoxin B (SEB) (Figure S1C). 

However, SEB-mediated activation necessitated the presence of PBMCs to adequately 

cross-link MHC-II and TCR molecules, in contrast to aAPC-mediated activation.   

  We assessed the frequencies of CD4+ and CD8+ T cells expressing at least one 

cytokine using an ORgate Boolean combination gating. This approach prevents counting 

multiple times cells that simultaneously exhibit multiple effector functions, as would be the 

case with summation (Figure 1C). Employing this strategy, we determined that a median 

of 45.8% of CD4+ and 22.9% of CD8+ T cells exerted effector functions upon activation by 

aAPCs (Figure 1D). The embedding of antibodies into the lipid-bilayered silica bead was 

important, given that equivalent concentrations of aCD3 and aCD28 in solution only 

yielded modest activation of CD4+ and CD8+ T cells (Figures S1D,E). Notably, the 

activation induced by aAPCs did not alter the levels of surface CD4 and CD8 expression 

(Figure S1F). However, the targeted molecules CD3 and CD28 were partially 

downregulated in both CD4+ and CD8+ T cells, indicative of strong stimulation cues. 

 These data show that our devised aAPC system, utilizing silica bead-coated 

bilayers to emulate physiological TCR-mediated activation, robustly induces cytokine 

expression in both CD4+ and CD8+ T cells. 
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CD28 co-stimulation differentially enhances individual effector functions in CD4+ 

and CD8+ T cells. We employed aAPCs to analyze the quantitative contributions of aCD3 

and aCD28 to T cell activation. Initially, we conducted dose-response experiments to 

establish the optimal aCD3/aCD28 ratio. The augmentation of aCD28 levels on aAPCs 

did not offset the absence of aCD3 (Figures S2A, S2B). Similarly, increasing aCD3 

concentration had little effect in the absence of aCD28. Increasing the aCD3 concentration 

at the expense of aCD28 proved deleterious. The optimal activation occurred at a 1-to-4 

aCD3-to-aCD28 molecular ratio. This ratio was selected for subsequent experiments, 

unless otherwise specified.  

To evaluate the importance of CD28 co-stimulation for distinct effector functions, 

we generated 5 sets of aAPCs: 1) negative control lipobeads loaded with non-activating 

isotype control IgG, and aAPCs containing agonistic antibodies targeting 2) CD3 only, 3) 

CD28 only, 4) CD3 and CD28 at equivalent but suboptimal molarity, and 5) CD3 and CD28 

at the optimal 1-to-4 molecular ratio. Isotype IgG was supplemented onto suboptimal 

aAPCs to reach an overall antibody density equivalent to that of the optimal 1-to-4 

condition. Purified T cells from 12 uninfected donors were stimulated with these sets of 

aAPCs, and total frequencies of cytokine-producing cells were quantified using OR 

Boolean combination gating (Figures S2C,D). Net total responses were calculated after 

subtracting background signals (Figures 2A-D). 

In CD4+ T cells, activation with aCD3 alone or aCD28 alone resulted in net 

responses of low magnitude (Figure 2A), which were still significant compared to negative 

IgG bead controls (Figure S2C). The signal modestly increased at the suboptimal 

aCD3:aCD28 ratio, and briskly augmented at the optimal 1:4 (aCD3:aCD28) ratio, 
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reaching a 69.1-fold rise compared to aCD3 alone. Compared to CD4+ T cells, aCD3 alone 

was slightly more effective in activating CD8+ T cells. The benefit of co-stimulation was 

apparent only at the 1:4 molar ratio, with a median-fold increase of 9.6 when compared to 

aCD3 alone. Positive impacts of CD28 co-stimulation were observed for each examined 

cytokine in both CD4+ and CD8+ T cells (Figures 2B,D). However, the relative increases 

differed. To better illustrate this hierarchy, we calculated the residual signal in the absence 

of CD28 co-stimulation ([cytokine+ cells activated by aCD3 alone] / [cytokine+ cells 

activated by 1:4 (aCD3:aCD28)]) (Figures 2E, F). Here, a lower residual signal indicates 

a stronger reliance on CD28 co-stimulation. In CD4+ T cells, the expression of IL-2, IFNγ, 

and TNFα was markedly reduced without CD28. In contrast, IL-17A and CD107a were 

less affected by the lack of CD28 co-stimulation (Figure 2E). CD28 co-stimulation 

dependency was more heterogeneous in CD8+ T cells. Although a similar hierarchy 

existed, CD8+ T cells depended less on CD28 co-stimulation than CD4+ T cells for all 

effector functions, except CD107a (Figure S2E).  

CD28 co-stimulation also heightened cytokine expression at the single-cell level. 

Median fluorescence intensities of IL-2, IFNγ, TNFα, and IL-17A all increased in the 1:4 

(aCD3:aCD28) condition compared to aCD3 alone (Figures 2G,H, S2F,G). Notably, only 

the expression of CD107a remained unchanged in CD4+ and CD8+ T cells. These data 

show the critical importance of CD28 to fully express cytokines.  

Effector functions elicited in CD4+ and CD8+ T cells can vary with memory 

differentiation.49,50 We therefore investigated whether this variability could lead to differing 

dependence on CD28 co-stimulation. Memory subsets were categorized as follows: naïve 

T cells (TN, CCR7+CD45RA+), central memory (TCM, CCR7-CD45RA-), transitional 
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memory (TTM, CCR7-CD45RA-CD27+), effector memory (TEM, CCR7-CD45RA-CD27-), 

and terminally differentiated memory (TEMRA, CCR7-CD45RA+) (Figure 2I). There were no 

disparities in memory subset proportions after stimulation with aCD3+aCD28 aAPCs 

(Figure S2H). We evaluated total cytokine+ cells in each subset using OR Boolean 

combination gating, then calculated the residual signal in the absence of CD28 co-

stimulation, as in Figures 2E and 2F (Figures 2J-K). In CD4+ T cells, TN exhibited the 

greatest reliance on CD28 co-stimulation. Across memory subsets, we observed a 

hierarchy for dependence on CD28, wherein the need for co-stimulation diminished as 

subsets became more differentiated: TCM > TTM> TEM> TEMRA (Figure 2J). CD8+ T cell 

subsets displayed a similar hierarchy to CD4+ T cells but required less co-stimulation 

overall (Figures 2K, S2J). 

These results demonstrate the substantial impact of CD28 co-stimulation on the 

enhancement of T cell effector functions across CD4+ and CD8+ subsets, underscoring 

the differential dependence on CD28 co-stimulation across varying memory differentiation 

stages. 

 

The heightened responsiveness of IL-2 to CD28 co-stimulation shapes the overall 

effector profile. Given the asymmetric impact of CD28 co-stimulation on cytokine 

expression, we investigated whether CD28 could act as a determinant in shaping the 

overall effector profile. To avoid predefined marker combinations, we conducted 

unsupervised analyses utilizing the high-dimensional flow cytometric phenotyping data 

(Figure 3). We examined cells activated with different aCD3:aCD28 ratios (1:0 vs 1:4). We 

employed the uniform manifold approximation and projection (UMAP) algorithm51 to 
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visualize the distribution of clustered pooled CD4+ and CD8+ T populations. Clustering 

was performed using Phenograph.52 We identified 17 clusters (Figure 3A). The 

classification of clusters was based on distinct cytokine profiles indicated by fluorescent 

intensity (Figures 3B, S3A). Further qualification of the identified clusters was based on 

the percentage of cells expressing the different cytokines (Figure 3C). 

This analysis revealed six clusters primarily composed of monofunctional cells (C4, 

C6, C8, C14, C15, C16), while the remaining clusters displayed varying degrees of 

polyfunctionality. Although the main impact of CD28 co-stimulation was quantitative 

(Figures S3B,C), its relative influence varied among clusters, resulting in three distinct 

behaviors in CD4+ T cells (Figure 3D): i) clusters experiencing relative decline compared 

to the total response after co-stimulation. These clusters exhibited minimal or no IL-2 

expression; ii) status quo, with clusters maintaining consistent proportions with or without 

CD28 co-stimulation; and iii) clusters enriched after co-stimulation with CD28. These 

clusters expressed IL-2 and TNFα, or IL-2 alone. Overall, similar observations were made 

on CD8+ T cells, with minor cluster-specific differences (Figures 3E, S3C). 

Principal component analyses (PCA) of T cell responses based on the proportions 

of these clusters in CD4+ (Figure S3D) and CD8+ (Figure S3E) T cells, illustrated the 

substantial effect of CD28 co-stimulation on the effector function profile. Therefore, CD28 

serves a dual role by enhancing the potency of CD3-mediated TCR activation and fine-

tuning the nature of the elicited effector functions.  
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CD28 co-stimulation enhances expression of second wave co-stimulatory 

molecules. In addition to CD28, a repertoire of other T cell co-stimulatory molecules 

exists, including CD69, CD40L, OX40, 4-1BB and ICOS. In contrast to the constitutive 

expression of CD28, these molecules typically undergo upregulation upon activation.53-57 

Our investigation aimed to assess the role of CD28 in their upregulation. T cells from 

uninfected control donors were stimulated with aAPCs for 15h, followed by surface marker 

staining and subsequent analysis by flow cytometry.  

CD69 is a widely employed surface marker to monitor T cell activation due to its 

rapid and robust upregulation after T cell activation.58,59 Notably, around one-third of CD4+ 

T cells already expressed low levels of CD69 before stimulation (Figure 4A). This 

proportion increased to 73% upon exposure to aAPCs conjugated solely with aCD3, with 

further increase in positivity with the optimal 1:4 (aCD3:aCD28) aAPCs, reaching >95% 

of CD4+ (Figure 4A) and CD8+ (Figure S4A) T cells. To increase the accuracy of activated 

cell detection following aAPC stimulation, we analyzed CD69 in conjunction with other 

activation markers using an AND/OR Boolean strategy, an approach validated in previous 

studies.60,61 Consequently, co-expression of CD40L, OX40, 4-1BB, and ICOS with CD69 

was quantified in CD4+ and CD8+ cells. Each activation marker was upregulated after 

aAPC stimulation, albeit to varying degrees (Figures 4B, S4B). Background signal was 

negligible (Figures S4C,D). We detected only minimal or no induction of T cell activation 

markers after stimulation with aAPCs incorporating solely aCD3 or aCD28 (Figures 4C-

F). Equimolar addition of CD28 (1:1 ratio of aCD3 to aCD28) marginally increased the 

signal (Figures 4C,E). In contrast, activation sharply increased at the optimal 1:4 
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(aCD3:aCD28) ratio, reaching a median of 62.6% in CD4+ (Figure 4C) and 41.1% in CD8+ 

(Figure 4E), and was observed for all tested activation markers (Figures 4D,F). 

As for the ICS assay, we calculated the residual signal in absence of aCD28. In 

CD4+ T cells, CD40L exhibited the highest dependency on CD28 co-stimulation followed 

by OX40, and ICOS. 4-1BB displayed relatively greater independence from CD28 (Figure 

4G). CD69 showed a higher degree of independence from CD28. A comparable hierarchy 

was observed in CD8+ T cells (Figure 4H). CD8+ T cells exhibited less reliance on CD28 

co-stimulation than in CD4+ T cells across all markers with the exception of CD40L, which 

was poorly expressed on CD8+ T cells (Figure S4E). On a per-cell basis, CD28 co-

stimulation also increased the expression levels of CD40L, OX40, ICOS, and CD69, but 

not 4-1BB (Figures S4F,G). 

In summary, these results reveal that activation markers have varying levels of 

dependency on CD28 co-stimulation, from stringent (OX40, CD40L, ICOS), to moderate 

(4-1BB), andlow (CD69). 

 

During viremic HIV infection, the reliance on CD28 co-stimulation is heightened for 

IL-2, but diminished for IFNγ and TNFα. Inefficient CD28 co-stimulation has been 

reported during chronic viral infections.26,62 Therefore, we sought to determine whether 

the dependence on CD28 co-stimulation was altered in the context of chronic HIV 

infection. We examined a cohort of 13 people with chronic HIV who had not yet initiated 

antiretroviral therapy (UNT) (Figure S5A); clinical characteristics are provided in Table S1. 
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Stimulation with aCD3 aAPCs showed a tendency for stronger activation of CD4+ 

and CD8+ T cells in UNT individuals compared to uninfected control donors (UD) (Figures 

5A, S5B,C). In contrast, PWH’s activation levels with CD28 co-stimulation remained lower 

than those observed in uninfected people (Figures S5B,C). Consequently, these trends 

translated to a lower dependence for CD28 co-stimulation in UNT PWH compared to 

untreated people (Figures 5C,D, S5B,C). Notably, these findings were cytokine-

dependent; while IFNγ and TNF⍺ were significantly less reliant on CD28 co-stimulation in 

UNT donors, IL-2 demonstrated an opposing pattern, being more dependent on CD28 co-

stimulation in PWH than in the control cohort (Figures 5E,F). 

We examined whether alterations in CD28 dependence were linked to changes in 

memory differentiation subsets. We identified no major differences in memory subsets 

between the two cohorts, except for an increased proportion of TEM and TEMRA CD8+ T 

cells in UNT participants (Figures S5D,E). The heightened dependence on CD28 co-

stimulation for IL-2 was observed in all memory subsets. In contrast, the reduced 

dependence of IFNγ and TNF⍺ on co-stimulation was specifically observed in the TEM and 

TEMRA subsets (Figures S5F,G). 

These results reveal altered patterns of CD28 co-stimulation dependence in the 

context of chronic HIV infection, with cytokine-specific variations and memory subset 

influences. 

 

CD4+ and CD8+ T cells from untreated PWH exhibit effector functions skewed 

towards TNFα, IFNγ, and CD107a, and diminished IL-2 production. We employed an 
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unsupervised approach to ascertain how the altered dependence on CD28 co-stimulation 

influenced the overall functional profile of CD4+ and CD8+ T cell during viremic HIV 

infection. Cytokine+ CD4+ and CD8+ T cells from UNT PWH were overlaid onto the UMAP 

analyses from Figure 2 (Figures 6A,B). We next compared the proportions of the 17 

cytokine clusters revealed upon aAPCs 1:4 (aCD3:aCD28) stimulation between UD and 

UNT participants. These clusters displayed three distinct patterns (Figure 6C): i) clusters 

enriched in untreated PWH compared to UD. These clusters expressed IFN𝛾, TNF⍺ 

and/or CD107A, but not IL-2; ii) clusters similarly represented in both cohorts; iii) clusters 

enriched in UD. These clusters were all characterized by IL-2 expression. CD8+ T cell 

clusters exhibited overall similar results, with minor cluster-specific differences (Figure 

6D).  

To further examine the alterations in functional profile during HIV infection, we 

integrated the proportions of CD4+ and CD8+ T cell clusters from untreated PWH and UD 

controls in a principal component analysis (PCA) (Figures 6 E,F). For both CD4+ and CD8+ 

T cells, we observed a clear and statistically significant separation along the PC1 axis 

between the two cohorts. To identify the cytokines driving this segregation, we correlated 

PC1 with the univariate percentage of each cytokine+ T cell response (Figures 6G,H, 

S6A,B). CD107a, IL-17A, IFN𝛾, and TNF⍺ all positively correlated with PC1 (or showed a 

trend in the case of TNF⍺ in CD4+), showing that the heightened expression of these 

cytokines in untreated PWH drove the observed separation (Figures 6G,H). Conversely, 

IL-2 correlated negatively with PC1, indicating that diminished expression of this cytokine 

is a distinctive feature of UNT PWH (Figures 6G,H). These findings were corroborated by 

univariate analyses, as we noted a lower proportion of IL-2+ CD4+ (Figure S6C) and CD8+ 



58 

(Figure S6D) T cells within the activated cell populations. Conversely, the proportion of 

IFN𝛾+, TNF⍺+ and CD107a+ CD4+ and CD8+ T cells was higher in UNT PWH than 

uninfected people. 

In summary, unsupervised integration of cytokine-positive T cell responses reveals 

distinct patterns enriched in untreated PWH. Principal component analysis highlights 

significant divergence between PWH and controls, driven by elevated IFNγ, TNFα, and 

CD107a alongside reduced IL-2 expression. 

 

Initiation of ART in PWH partially normalizes cytokine profiles in CD4+ T cells, with 

a limited impact on CD8+ T cells. Next, we investigated whether ART could rectify the 

skewed functional profile observed during viremic HIV infection. We performed pairwise 

comparisons for participants with longitudinal follow-up and available pre- and post-ART 

leukaphereses samples (Table S1 and Figures S7A-C). The pairwise comparisons did not 

reveal statistically significant changes in global CD4+ and CD8+ cytokine T cell responses 

after ART, either with aCD3 alone or with CD28 co-stimulation (Figures 7A,B). 

Consequently, the residual cytokine response without CD28 was globally comparable to 

the signal observed before and after treatment (Figures 7C,D). This also held true for each 

individual cytokine assessed (Figures 7E,F).  

We subsequently investigated whether the skewed effector function profile could 

be rectified by ART using our unsupervised analysis method (Figures 7G-I). Following 

ART, some modest yet significant alterations were observed in the proportions of CD4+ T 

cell clusters (Figure 7H). These combined alterations reflected a partial yet significant 
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normalization of the CD4+ T cell effector functions, as indicated by PCA analysis (Figure 

7J). Changes in the proportions of CD8+ T clusters were more subtle (Figure 7K) but were 

sufficient to differentiate between pre-ART and post-ART samples. However, this 

separation occurred along the PC2 axis, rather than along the PC1 axis, which 

differentiated both UNT and ART-suppressed PWH from UD controls. 

These unsupervised analyses reveal that post-ART, global cytokine responses 

remain consistent, with treatment partially restoring CD4+ T cell cytokine profiles, while 

CD8+ T cell responses display limited changes. 
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DISCUSSION  
 

In this study, we developed a versatile and convenient aAPC system compatible with 

flow cytometry, brief stimulation periods, fluid interfacing surfaces, and adjustable ligand 

selection and embedding densities, as well as choice of the aAPC:cell ratio. This reduced 

model enabled us to characterize in-depth the role of CD28 co-stimulation in primary CD4+ 

and CD8+ T cells isolated from blood samples, elucidating the varying levels of 

dependence of individual effector functions and secondary-wave activation molecules on 

this essential secondary signal. In control donors, our system highlights CD28’s 

preferential enhancement of IL-2 expression and how this modulation shapes the elicited 

response profile, favouring it over other cytokines. Additionally, our analyses revealed that 

CD4+ and CD8+ T cells from viremic PWH prior to ART initiation exhibited a skewed 

orientation towards TNF⍺, IFNγ and CD107a expression, while diverging from IL-2 

production. Expression of TNFα and IFNγ upon sole CD3 stimulation was relatively better 

preserved in viremic PWH compared to controls, in contrast to a more pronounced 

dependence on CD28 co-stimulation for IL-2 production. Importantly, this functional 

imbalance was only partially rectified by ART in CD4+ but not CD8+ T cells.  

 

Our aAPC system induced robust T cell activation, with over 90%  CD4+ and CD8+ 

T cells expressing CD69 within a mere 15h of stimulation. The ratio of aCD3 to aCD28 

antibodies embedded on aAPCs played a pivotal role in optimal cytokine expression. 

While the agonistic effect of aCD3 was fundamental, it reached a plateau swiftly in the 

absence of CD28 co-stimulation. In humans, inherited T cell CD28 deficiency leads to 
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severe cutaneous lesions due to human papillomaviruses and moderate impairment of 

humoral responses, yet appear otherwise usually healthy.63 This underscores the 

redundant nature of the co-stimulation process in vivo. For instance, murine studies in 

mice showed that CD27/CD70 signaling can substitute for CD28/B7 in LCMV-specific 

CD8+ T cell expansion, 64 while another study showed that 4-1BBL could replace anti-

CD28 as a co-stimulator. 65 

 

Our data indicate that co-stimulation is necessary to optimally activate memory CD4+ 

and CD8+ T cells. This is consistent with murine studies that have demonstrated the 

essential role of CD28 in the recall responses of CD4+ and CD8+ T cells and subsequent 

viral clearance.66,67 However, the extent of CD28 co-stimulation required depends on the 

differentiation state of the cell and was particularly important for naïve and central memory 

cells. These less differentiated cells may require stronger co-activation signal to counter 

their relative quiescence, whereas effector memory and terminally differentiated cells are 

likely already poised for reactivation. 

 

Co-stimulation is often understood as a mechanism for TCR signal amplification. 

Nevertheless, apart from globally increasing the expression of cytokines and activation 

markers, our data show that CD28 co-stimulation exerts a nuanced influence on the 

ensuing functions. Specifically, IL-2, IFN𝛾, TNFα, CD40L, OX40, and ICOS are 

preferentially promoted by CD28 compared to CD107a, IL-17A, 4-1BB, and CD69. We 

observed that CD28 co-stimulation enriches certain T cell subpopulations that share IL-2 
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expression as a common feature. CD28 has been shown to enhance the transcription of 

IL-2 68,69 and stabilize its mRNA.70 Additionally, CD28 has been found to induce DEC1, a 

transcription factor controlling IL-2 and IFN𝛾	 production.71 Taken together with our 

findings, these studies suggest that CD28 co-stimulation can selectively promote the 

transcription of defined effector molecules. Alternatively, CD28 may more broadly impact 

cells committed to transcriptional programs that include certain functions, such as IL-2 

and CD40L expression. The higher dependence on CD28 in the CD4+ T cell lineage and 

in less differentiated cells is consistent with this interpretation.  

 

 Compared to uninfected individuals, CD4+ and CD8+ T cells from PWH exhibited a 

greater overall responsiveness to the first signal given by aCD3, which could be attributed 

to the higher production of IFNγ and TNFα in response to aCD3. Conversely, we observed 

a heightened dependency on CD28 for IL-2 in PWH. These altered dependencies on 

CD28 co-stimulation, seen in both naïve and memory subsets, result in a distorted effector 

function profile characterized by increased frequencies of IFNγ and TNFα-expressing 

CD4+ and CD8+ T cell subsets, at the expense of IL-2-expressing subpopulations. The 

decreased IL-2 expression during HIV infection aligns with earlier reports on mitogen-

stimulated PBMCs (such as phytohaemagglutinin PHA or PMA) from PWH.72-75 Mitogen 

stimulation circumvents the TCR, which suggests that the altered effector profiles 

observed may stem from TCR-independent downstream signaling or mechanistic 

alterations that remain to be identified.  
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The precise molecular mechanisms underpinning the skewing of non-specific T cell 

effector functions during HIV infection remain incompletely understood. HIV variably 

affects CD4+ T cell lineages and anatomic compartments, such as the preferential 

depletion of Th17 cells in the gut mucosa. This may lead to a preferential representation 

of other subsets in PWH.76 Conversely, some populations are better restored during 

ART.77,78 During HIV infection, the upregulation of immune checkpoints such as PD-1, 

CTLA-4, and Tim-323,79,80 is not restricted to HIV-specific responses, but is broadly present 

on T cells subsets, which may contribute to dysfunction in vivo. Our engineered aAPCs 

bypass these pathways, as in contrast to natural APCs, they do not contain the 

corresponding ligands and interact with purified T cells. Therefore, while our data suggest 

T cell-intrinsic mechanisms, we cannot exclude the possibility that such signals triggered 

in vivo may have downstream effects in our assays. Consistent with this interpretation 

would be the epigenetic scars emerging from the persistent engagement of the PD1/PDL1 

axis.81,82 Other possible mechanisms include the persistent exposure to microbial 

products leaking from compromised intestinal barrier,32 co-infection by cytomegalovirus 

(CMV) and Epstein-Barr virus (EBV),83 and residual expression of HIV products,84 which 

all contribute to a higher pro-inflammatory environment during ART. This may favor the 

expansion and maintenance of specific T cell subsets.85  

 

Our data clarify the role of CD28 co-stimulation as a mechanism modulating both 

the magnitude and nature of effector functions triggered upon TCR-mediated activation in 

primary human blood cells. We observed distinct CD4+ and CD8+ T effector profiles during 

chronic HIV infection. Notably, these alterations were not specific to a specific pathogen. 
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This skewing may undermine T cell responses against diverse antigens, thereby 

potentially contributing to HIV-associated co-morbidities.86,87 Indeed, this non-specific 

skewing may introduce another layer of dysfunction whose impact, combined with HIV-

specific CD4+ and CD8+ T cell impairment, could partially account for the well-documented 

residual immune dysfunction that persists despite ART (reviewed in 88). Deciphering how 

these defects intertwine will be key to better understand immune dysfunction during HIV 

infection. 

 

Limitations of Study 

Our experiments do not explore the contribution of other molecules that could 

compensate for suboptimal CD28 co-stimulation. Through the interaction of other 

agonistic antibodies or recombinant ligands, our aAPC system can be customized to 

specifically assess the involvement of other co-stimulatory or co-inhibitory molecules that 

modulate TCR signaling. Since many non-Th1 cytokine proteins are challenging to detect 

by flow cytometry, alternative read-out approaches should be considered. Further studies 

should define alterations in the expression of other cytokines and chemokines not 

measured here, such as those preferentially produced by follicular helper T cells.17 

Immune recovery during ART is variable, with a subpopulation of PWH presenting 

suboptimal CD4 T cell recovery, expansion of the CD8 compartment, and/or heightened 

inflammation despite optimal viral suppression. The aAPC system presented here could 

be used to compare immunological responders and non-responders in larger cohorts to 

identify features of persistent immune dysfunction on ART. 
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METHODS 

Resource Availability 

Lead Contact: For further information and requests related to resources and reagents, 

please contact Daniel E. Kaufmann at daniel.kaufmann@chuv.ch. 

Materials Availability: This study did not produce any new unique reagents. 

Data and Code Availability: 

• The published article includes all datasets generated and analyzed for this study. 

For additional information and requests related to resources and reagents, please 

contact the Lead Contact Author (daniel.kaufmann@chuv.ch). 

• All original code has been deposited at https://github.com/alemi055/scripts-and-

data/blob/master/ShaabanKabakiboetal_2023.R and is publicly available as of 

the publication date. DOIs are listed in the key resources table. 

• Any additional information required to reanalyze the data reported in this paper is 

available from the lead contact upon request. 

 

Experimental Model and Study Participant Details 

 

Ethics statement 

All work was conducted in accordance with the Declaration of Helsinki regarding informed 

consent and approval by an appropriate institutional board. Leukaphereses were obtained 

from study participants at the Montreal General Hospital, Montreal, Canada and at the 

mailto:daniel.kaufmann@chuv.ch
mailto:daniel.kaufmann@chuv.ch
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Centre Hospitalier de l’Université de Montréal (CHUM) in Montreal, Canada. The study 

was approved by the respective Institutional Review Boards (IRB CHUM: 17.335) and 

participants gave written informed consent prior to enrollment. Samples were collected 

between 2013 and 2019 as part of a multicentric study (MP-37-2018-4029). 

 

Study participants 

Subject characteristics are summarized in supplementary table S1. Uninfected donors 

(UD) are free of HIV-1 infection. Untreated HIV participants had plasma viral loads of at 

least 5000 copies/ml (except for one at 2700 copies/mL), had been documented by blood 

testing to live with HIV for at least three months, and were either untreated or off ART for 

at least 3 months at the time of collection of the “Pre-ART” sample. Longitudinal “Post-

ART” samples were collected in these same subjects after at least 6 months on ART and 

achieving controlled viremia (<50 vRNA copies/mL). PBMCs were isolated from blood 

samples by Ficoll density gradient centrifugation and cryopreserved in liquid nitrogen until 

use.  

 

Method Details 

 

Liposomes preparation 

DOPC, Cap biotin PE and Ni-NTA DOGS lipids were purchased from Avanti Polar Lipids 

at stock concentrations of 25 mg/mL (DOPC) or 10 mg/mL (biotin-PE and Ni-NTA DOGS) 
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in chloroform layered in argon and stored at -20°C upon receipt (Cat #850375C, 

#870273C, and #790404C respectively). All lipid solutions were always stored under 

argon to avoid oxidation. Chloroform solutions of lipids were mixed to obtain a final 4 mM 

DOPC solution after hydration with DOPC (98%), Cap biotin PE (2%) and Ni-NTA (6.25%) 

(molar ratios). Lipids were first dried under nitrogen stream and left to completely dry for 

2h. The dry lipid film was rehydrated in nitrogen-purged Tris-saline for 30 min at room 

temperature until the solution became homogenous. The unilamellar liposomes were 

passed 10 times through a polycarbonate membrane (0.1 μm) in an extruder (Avanti Polar 

Lipids, Cat #610000) to produce bilayered liposomes (LUVs). The liposome solution was 

then diluted 10 times to obtain the working stock solution. 

 

Artificial APCs preparation 

aAPCs were freshly prepared on the day of stimulation. All centrifuging was done at 600g 

for 2 min at room temperature. Lipid bilayered aAPCs were obtained by washing 5-µm 

silica beads (Bangs laboratories, Cat #SS06N) twice with water, then vigorous vortexing 

with liposome bilayer suspension (2 μL of 1X liposomes solution per 1 μL (1M/μL) of 

beads) during four sequences of 10 seconds each. Ligands addition and quantities were 

adapted to experiment requirements and cells number required for flow cytometry each 

time. Briefly, the lipid-coated beads were washed once with filtered HBS-BSA buffer and 

incubated with 4 μg/mL streptavidin (Jackson Immunoresearch, Cat #016-000-084) for 30 

min at room temperature, then washed again with HBS-BSA buffer. Streptavidin coated 

beads were incubated 30 min at room temperature with anti-CD3-biotin (0.585 μg/mL) 

and anti-CD28-biotin (2.344 μg/mL) in HBS-BSA 1% buffer for a aCD3:aCD28 ratio 1:4. 
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Concentrations of aCD3 and aCD28 were adapted for different ratios, and the 

corresponding Isotype IgG concentration was complemented on suboptimal aAPCs to 

reach an overall antibody concentration equivalent to that of the aCD3:1CD28 1:4 ratio 

condition. Beads were finally washed with HBS-BSA buffer and resuspended in the proper 

amount of HBS-BSA.  

 

PBMCs thawing, purification, and stimulation 

Frozen PBMCs were thawed in Fetal Bovine Serum (FBS) before total T cells isolation by 

negative magnetic bead selection (EasySep™ Human T Cell Isolation Kit). Purified T cells 

were resuspended at 8 × 106/mL in RPMI (GIBCO by Life Technologies) supplemented 

with penicillin/streptomycin (GIBCO by Life Technologies) and 10% of FBS, and rested 

for 2 hours. Two million purified T cells were stimulated with aAPCs at a cell:bead ratio of 

1:4. As a positive control, 2 million PBMCs were stimulated by 0.5 μL of 1 μg/mL SEB. 

PBMCs were used for SEB activation instead of purified T cells because SEB activity 

requires MHC on natural antigen-presenting cells. 

 

Intracellular cytokine staining (ICS) 

Cell stimulation was carried out for 15h in the presence of mouse anti-human CD107a 

and anti-human CCR7 at 37°C and 5% CO2. Brefeldin A and monensin (BD Biosciences, 

San Jose, CA) were added 1h after stimulation. Cells were stained for a viability dye 

(Aquavivid, Thermo Fisher scientific, Waltham, MA) for 20 min at room temperature 

followed by surface markers (CD3, CD4, CD45RA, CD27, CD57, CD8, CD19, CD14) for 
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30 min at 4°C. This was followed by intracellular detection of cytokines (IL-2, IFNγ, TNFα, 

CD107a, IL-17A) using the IC Fixation/Permeabilization kit (Thermo Fisher scientific, 

Waltham, MA), according to the manufacturer’s protocol. Cells were acquired on a 

Symphony flow cytometer (BD Biosciences) and analyzed using FlowJo v10.8.1 software. 

Antibodies used are listed in Table S2. To calculate the degree of dependence on CD28, 

we used this formula: Residual signal without CD28 co-stimulation = [cytokine+ activated 

by aCD3 alone] / [cytokine+ cells activated by 1:4 (aCD3:aCD28)] 

 

Activation-induced marker (AIM) assay  

The AIM assay was performed as previously reported.89 Cells were stimulated for 15h at 

37°C and 5% CO2 in the presence of anti-human CCR7. Cells were stained for a viability 

dye (Aquavivid, Thermofisher, 20min, RT), surface markers (CD3, CD4, CD45RA, CD27, 

CD57, CD14, CD19, CD8, CD28, PD-1, CD69, TIGIT, 4-1BB, ICOS, OX40, CD40L) for 

30 min at 4°C, and fixed using 2% paraformaldehyde (Sigma-Aldritch, 15min, RT) before 

acquisition on a Symphony flow cytometer (BD Biosciences) and analyzes using FlowJo 

BD v10.8.1 software. For total PBMCs conditions, a CD40 blocking antibody (Miltenyi) 

was added in culture to prevent the interaction of CD40L with CD40 and its subsequent 

downregulation. Antibodies used are listed in Table S3.  

 

Unsupervised Clustering 

Unsupervised analyses were performed on CD4+ and CD8+ T cells from UD, UNT, and 

ART donors that were activated by the aCD3:aCD28:IgG ratios of 1:0:4, 1:1:3, and 1:4:0. 
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These data were first downsampled to a comparable number of events (1,000 cells), and 

FCS files were loaded through the flowCore package (v2.10.0).90 Scaling and logicle 

transformation of the flow cytometry data was applied using FlowSOM (v2.6.0),91 as done 

previously.92 The uniform manifold approximation and projection (UMAP) algorithm was 

performed using the R package M3C (v1.20.0),93 while the clustering was achieved using 

Phenograph (v0.99.1)52 with the k parameter (number of nearest-neighbors) set to 400. 

We obtained 17 clusters. Heatmaps were also generated in R (v4.2.2) using the packages 

gglot2 (v3.4.0)94 and pheatmap (v1.0.12).95 The R code scripted for this paper is available 

at https://github.com/alemi055/scripts-and-

data/blob/master/ShaabanKabakiboetal_2023.R 

 

 

Quantification and Statistical Analysis 

 

Statistical analyses 

Symbols represent biologically independent samples from UD, UNT and ART donors. 

Lines connect data from the same donor. Differences in responses for the same patient 

before and after ART treatment or from different activation conditions were assessed 

using Wilcoxon matched-pair tests. Differences in responses between UD and UNT were 

measured by Mann-Whitney tests. Wilcoxon and Mann-Whitney tests were generated 

using GraphPad Prism (version 9.2.0). p values < 0.05 were considered significant. p 

values are indicated for each comparison assessed. For graphical representation on a log 

https://github.com/alemi055/scripts-and-data/blob/master/ShaabanKabakiboetal_2023.R
https://github.com/alemi055/scripts-and-data/blob/master/ShaabanKabakiboetal_2023.R
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scale (but not for statistical tests), null values were arbitrarily set at the minimal values for 

each assay. 
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Figure 1. aAPCs induce a robust cytokine production in CD4+ and CD8+ T cells. (A) 

Schematic representation of aAPCs preparation. (B) Representative flow cytometry plots 

of cytokines expression in CD4+ and CD8+ T cells after 15h of aAPCs (aCD3:aCD28:IgG 

1:4:0) stimulation of purified T cells from UD. The unstimulated condition represents T 

cells incubated with control IgG aAPCs (aCD3:aCD28:IgG 0:0:5). (C) Diagram explaining 

OR Boolean combination gating. For simplicity, only IL-2 and TNFα in CD4+ T cells are 

shown. (D-E) Total cytokine+ (D) CD4+ or (E) CD8+ T cells defined by ORgate in 12 

uninfected donors. Wilcoxon test results are shown. Medians are indicated below the 

graphs. Error bars represent interquartile range. 
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Figure 2. CD28 co-stimulation differentially enhances effector functions in T cells. 

(A-D) Net cytokine+ responses after background subtraction. Net ORgate cytokine+ (A) 

CD4+ and (C) CD8+ T cells responses to aAPCs stimulation with different aCD3:aCD28 

ratios in purified T cells. Individual net cytokine production in (B) CD4+ and (D) CD8+ T 

cells when stimulated with aCD3 aAPCs (aCD3:aCD28:IgG 1:0:4) compared to 

aCD3+aCD28 aAPCs (aCD3:aCD28:IgG 1:4:0). Wilcoxon test results are shown. (E-F) 

Percentage of residual cytokine+ signal when activating with aCD3 aAPCs compared to 

aCD3+aCD28 aAPCs in (E) CD4+ and (F) CD8+ T cells. (G-H) Median fluorescence 

intensity (MFI) of each cytokine expression in (G) CD4+ and (H) CD8+ T cells when 

stimulated with aCD3 aAPCs (aCD3:aCD28:IgG 1:0:4) compared to aCD3+aCD28 

aAPCs (aCD3:aCD28:IgG 1:4:0). (I) Gating strategy to define memory subsets. The 

populations boxed in color were further analyzed for CD27 expression, on the right. (J-K) 

Percentage of residual ORgate cytokine+ signal in CD4+ and CD8+ memory subsets when 

activating with aCD3 aAPCs compared to aCD3+aCD28.  In (A-F, J-K ), n=12. Friedman 

test was used in (A, C ,E, F, J, K ). Error bars represent interquartile range. 
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Figure 3. Responsiveness of IL-2 to CD28 co-stimulation shapes the effector profile. 

(A) Multiparametric UMAP representation of cytokine+ CD4+ and CD8+ activated T cells 

from UD, based on IL-2, IFNγ, TNF⍺, CD107a and IL-17A expression at two stimulation 

conditions (aCD3:aCD28:IgG): 1:0:4 and 1:4:0. (B) Heat map summarizing the MFI of 

each parameter for each cluster. (C) Proportion of cytokine+ cells in each cluster. (D-E) 

Proportion of each cytokine+ cluster for CD4+ (D) and CD8+ (E) T cells in uninfected 

participants. Wilcoxon paired tests are shown. In (A-E), n = 12.  
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Figure 4. CD28 co-stimulation enhances expression of co-stimulatory molecules. 
(A-B) Representative flow cytometry plots of purified CD4+ T cells stimulated with 
indicated aAPCs for 15h. (A) CD69 expression. (B) Co-expression of CD69 and other 
activation molecules. (C-F) Net CD4 and CD8 T cell responses. Global responses for 
(C) CD4 and (E) CD8 responses are shown, then for each tested function for (D) CD4 
and (F) CD8. (G-H) Percentage of residual activation molecule signal when activating 
without CD28 in CD4+ (G) and CD8+ (H) T cells. In (C-H), n=12. Friedman tests are 
shown on the right of the histograms in (C, E, G, H). Error bars represent interquartile 
range. 
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Figure 5. Cytokine-specific dependence on CD28 co-stimulation in untreated HIV 

infection. (A-B) Net CD4+ (A) and CD8+ (B) cytokine+ T cells from UNT PWH after aAPCs 

stimulation. Friedman test was used. (C-D) Comparison of residual signal in the absence 

of CD28 co-stimulation for cytokine+ CD4+ (C) or CD8+ (D) T cells. (E-F) Comparison of 

residual signal in the absence of CD28 co-stimulation in CD4+ (E) or CD8+ (F) T cells 

between UD and UNT for each individual cytokine. In (C-F), Mann-Whitney test results 

are shown. In (A-F), n=12. Error bars represent the interquartile range. 
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Figure 6. Untreated PWH's CD4+ and CD8+ T cells show skewed effector functions. 
(A) Multiparametric UMAP representation of cytokine+ CD4+ and CD8+ T cells from UD 
or UNT, based on IL-2, IFNγ, TNF⍺, CD107a and IL-17A expression after stimulation 
with aAPCs (aCD3:aCD28:IgG 1:4:0). The colors identify 17 populations clustered by 
unsupervised analysis. (B) Heat map summarizing the MFI of each parameter for each 
cluster. (C-D) Proportion of clusters among cytokine+ CD4+ (C) and CD8+ (D) T cells in 
UD vs UNT. (E-F) Global PCA analysis (on the left) done with the proportion of clusters 
in cytokine+ CD4+ (E) or CD8 + (F) activated T cells. The percentage on the x and y axes 
represents the variance attributed to PC1 and PC2, respectively. On the right, plots of 
the PC1 and PC2 between groups are shown. (G-H) Spearman correlations between 
each individual cytokine and PC1 (∗p < 0.05, ∗∗p < 0.01, ∗∗∗p < 0.001). In (C-F), Mann-
Whitney test results are shown. In (A-H), UD n=12, UNT n=13. Error bars represent 
interquartile range. 
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Figure 7. ART initiation in PWH partially normalizes cytokine profiles in CD4+ T cells, 

with limited impact on CD8+ T cells. (A-B) Comparison of cytokine+ CD4+ (A) or CD8+ 

(B) T cells from UNT and ART when activated by aAPCs. (C-D) Comparison of residual 

signal in the absence of CD28 co-stimulation of total cytokine+ CD4+ (C) or CD8+ (D) T 

cells between UNT and ART. (E-F) Comparison of residual signal in the absence of CD28 

co-stimulation in CD4+ (E) or CD8+ (F) T cells between UNT and ART for each individual 

cytokine. (G) Multiparametric UMAP representation of cytokine+ CD4+ and CD8+ T cells 

from ART, based on IL-2, IFNγ, TNFα, CD107a, and IL-17A expression after stimulation 

with aAPCs (aCD3:aCD28:IgG 1:4:0). The colors identify 17 populations clustered by 

unsupervised analysis using Phenograph. (H-I) Proportions of clusters among cytokine+ 

CD4+ (H) and CD8+ (I) T cells in UNT vs ART. (J-K) Global PCA analysis (on the left) 

done with proportion of clusters in cytokine+ CD4+ (J) or CD8 + (K) activated T cells. The 

percentage on the x and y axes presents the variance attributed to PC1 and PC2, 

respectively. On the right, plots of the PC1 and PC2 between group are shown. In (A-K), 

UNT n=13, ART n=13. Wilcoxon test was used for paired comparisons between UNT and 

ART. 
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Figure S1. T cell activation by aAPCs. Related to Figure 1. (A) Gating strategy for 

identifying CD4+ and CD8+ T cells. DUMP channel is used to exclude dead cells 

(aquavivid), B cells (CD19) and monocytes (CD14). (B) Staining of aCD3 and aCD28 on 

aAPCs with anti-IgG. (C) Representative flow cytometry plots showing cytokine 

expression in CD4+ and CD8+ T cells following 15h of SEB stimulation in total PBMCs. (D-

E) Net cytokine+ CD4+ (D) and CD8+ (E) T cells after activation with aAPCs 

aCD3:aCD28:IgG at a ratio of 1:4:0 or with equivalent amounts of soluble aCD3 and 

aCD28. N=4, Wilcoxon test is shown. (F)  Median fluorescence intensity (MFI) of different 

surface markers’ expression on CD4+ T cells (upper panel) or CD8+ T cells (lower panel) 

after stimulation with different conditions of aAPCs for 15h. N=12, Wilcoxon test results 

are shown. 
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Figure S2. CD28 co-stimulation enhances effector functions in CD4+ and CD8+ T 

cells to varying degrees. Related to Figure 2. (A-B) Percentage of cytokine+ cells when 

stimulated with aAPCs at different aCD3:CD28 ratios for 6h in CD4+ (A) and CD8+ (B) T 

cells. N=2, except for [aCD3]=2.344 and 9.376 μg/mL, N=1. (C-D) Raw cytokine+ CD4+ 

(C) or CD8+ (D) T cell responses to SEB stimulation in total PBMCs (left) and to aAPCs 

stimulation with different aCD3:aCD28 ratios in purified T cells (right). (E) Percentage of 

residual cytokine+ signal when activating with aCD3 aAPCs compared to aCD3+aCD28 

in CD4+ vs CD8+ T cells. (F-G) Median fluorescence intensity (MFI) of each gated 

cytokine+ in CD4+ (F) or CD8+ (G) T cells when stimulated with aCD3 aAPCs compared 

to aCD3+aCD28 aAPCs. (H-I) Median proportions of each memory subset in CD4+ (H) or 

CD8+ (I) T cells. (J) Percentage of residual cytokine+ signal when activating with aCD3 

aAPCs compared to aCD3+aCD28 in different CD4+ vs CD8+ T cells memory subsets. (C-

J) N=12. In (E-J,H), Wilcoxon test was used for paired comparisons. 
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Figure S3. High responsiveness of IL-2 to CD28 co-stimulation shapes the effector 

profile. Related to Figure 3. (A) Heat map overlaid on the cytokine+ UMAP showing the 

gradient of expression for each cytokine. (B-C) Frequencies of cytokine+ clusters among 

cytokine+ CD4+ (B) and CD8+ (C) T cells in UD. (∗p < 0.05, ∗∗p < 0.01, ∗∗∗p < 0.001). (D-

E) Global PCA analysis using the proportions of clusters in cytokine+ CD4+ (D) and CD8+ 

(E) activated T cells. The percentage on the x and y axes presents the variance attributed 

to PC1 and PC2, respectively. 
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Figure S4. CD28 co-stimulation induces expression of other co-stimulatory 

molecules. Related to Figure 4. (A-B) Representative flow cytometry plots of CD69 (A) 

or co-stimulatory molecules (B) expression in CD8+ T cells following 15h aAPCs 

(aCD3:aCD28:IgG) stimulation of 1:0:4 or 1:4:0 in purified T cells. (C-D) Raw CD4+ (C) or 

CD8+ (D) T cells responses to SEB in total PBMCs and to aAPCs stimulation with different 

aCD3:aCD28 ratios in purified T cells. (E) Percentage of residual signal in absence of 

CD28 costimulation in CD4+ vs CD8+ T cells. Wilcoxon test result is shown. (F-G) 

Representative examples of median fluorescence intensity (MFI) of each cytokine 

expression in CD4+ and CD8+ T cells when stimulated with aCD3 aAPCs 

(aCD3:aCD28:IgG 1:0:4) compared to aCD3+aCD28 aAPCs (aCD3:aCD28:IgG 1:4:0). In 

(C-G), n=12. In (C-E), error bars represent interquartile range. 
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Figure S5. Altered Dependency of IL-2, IFNγ, and TNF⍺ on CD28 co-stimulation in 

HIV infection. Related to Figure 6. (A) Representative flow cytometry plots of cytokine 

expression in CD4+ and CD8+ T cells following 15h aAPCs (aCD3:aCD28:IgG 1:4:0) 

stimulation in purified T cells from UNT PWH. Unstimulated conditions represent T cells 

incubated with control IgG aAPCs (aCD3:aCD28:IgG 0:0:5). (B-C) Net cytokine+ CD4+ (B) 

and CD8+ (C) T cells responses to aCD3 aAPCs (aCD3:aCD28:IgG 1:0:4) stimulation of 

purified T cells from UD vs UNT. (D-E) Net cytokine+ CD4+ (D) and CD8+ (E) T cells 

responses to aAPCs (aCD3:aCD28:IgG 1:4:0) stimulation of purified T cells from UD vs 

UNT. (F-G) Median proportion of memory subsets in CD4+ (F) or CD8+ (G) T cells from 

UD or UNT cohorts. (H-I) Comparison of residual signal in the absence of CD28 co-

stimulation in each memory subset of CD4+ (H) or CD8+ (I) T cells between UD and UNT 

for each individual cytokine. In (B-I), Mann-Whitney test results are shown. In (B-I), N=12. 

In (B,C,F,G), error bars represent interquartile range. 
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Figure S6. T cells from untreated PWH exhibit imbalanced effector functions 

favoring IFNγ, TNF⍺, and CD107a, with reduced IL-2 production. Related to Figure 

6. (A-B) Net CD4+ (A) or CD8+ (B) T cell cytokine responses to aAPCs stimulation 

(aCD3:aCD28:IgG 1:4:0) of purified T cells. (C-D) Proportion of cytokine+ cells in activated 

CD4+ (C) or CD8+ (D) T cells. In (A-D), Mann-Whitney test results are shown, UD=12, 

UNT=13. In (A-D), error bars represent interquartile range. 
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Figure S7
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Figure S7. Partial normalization of cytokine profile in CD4+ T cells by ART, with 

limited effects on CD8+ T cells. Related to Figure 7. (A) Representative flow cytometry 

plots of cytokines expression in CD4+ and CD8+ T cells following 15h aAPCs 

(aCD3:aCD28:IgG 1:4:0) stimulation of purified T cells from ART PWH. Unstimulated 

conditions correspond to T cells incubated with control IgG aAPCs (aCD3:aCD28:IgG 

0:0:5). (B-C) Net CD4+ (B) or CD8+ (C) T cells responses to aAPCs stimulation of purified 

T cells with different aCD3:aCD28 ratios. Friedman test was used. UNT=13, ART=13. 
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Supplementary Tables 
 
Table S1. Clinical data for uninfected (UD), untreated (UNT), and treated (ART) participants 

 Participant 
ID 

Sex Age 
(years) 

CD4/CD8 
Ratio 

CD4 
count 

(cells/uL) 

Viral Load 
(copies/mL) 

Time of 
infection 
(years) 

Time 
on 

ART 
(years) 

Time 
between 

pre-post ART 
timepoints 

(years) 
 UD1 M 64 1.78 552 NA NA NA NA 

UD2 M 59 2.40 530 NA NA NA NA 
UD3 M 40 1.26 461 NA NA NA NA 
UD4 F 41 3.93 1273 NA NA NA NA 
UD5 F 45 2.31 632 NA NA NA NA 
UD6 F 38 1.65 529 NA NA NA NA 
UD7 M 63 3.50 675 NA NA NA NA 
UD8 M 65 2.61 310 NA NA NA NA 
UD9 F 39 2.05 667 NA NA NA NA 

UD10 F 60 1.46 670 NA NA NA NA 
UD11 M 57 1.95 726 NA NA NA NA 
UD12 M 50 4.13 1758 NA NA NA NA 

 MEDIAN NA 54 2.18 650 NA NA NA NA 
 UNT1 M 40 0.75 571 6678 0.2 NA NA 

UNT2 M 38 0.23 320 132886 0.4 NA NA 
UNT3 M 51 0.12 216 96873 13.4 NA NA 
UNT4 M 42 0.45 320 105130 23.8 NA NA 
UNT5 M 34 0.07 300 1000000 1.1 NA NA 
UNT6 F 37 0.59 321 36715 0.2 NA NA 
UNT7 M 47 0.96 492 39489 8.5 NA NA 
UNT8 M 22 0.31 597 35859 0.1 NA NA 
UNT9 M 26 1.11 597 2700 5.6 NA NA 

UNT10 M 38 1.63 962 7000 0.1 NA NA 
UNT11 M 24 0.80 971 16316 0.1 NA NA 
UNT12 M 48 0.35 416 15250 6.5 NA NA 
UNT13 M 38 0.89 1036 5362 0.4 NA NA 

 MEDIAN NA 38 0.59 492 35859 0.45 NA NA 
 ART1 M 42 1.8 602 < 20 2.7 2.2 2.45 

ART2 M 40 0.49 616 < 40 1.8 1.2 1.44 
ART3 M 52 0.30 361 < 20 14.5 1.1 1.17 
ART4 M 43 0.61 482 < 40 24.9 1.0 1.13 
ART5 M 37 0.29 662 < 40 4.2 2.6 3.10 
ART6 F 37 0.99 416 44 0.9 0.5 0.61 
ART7 M 48 1.72 640 < 40 9.8 0.7 1.27 
ART8 M 26 1.34 871 < 40 3.9 3.6 3.74 
ART9 M 28 1.19 694 < 40 7.4 1.1 1.82 

ART10 M 42 2.30 509 < 40 3.3 3.1 3.18 
ART11 M 26 1.65 862 < 40 1.8 1.3 1.67 
ART12 M 50 0.80 700 < 40 9.2 1.2 2.68 
ART13 M 42 1.34 876 < 40 4.7 3.5 4.23 

U
D

 
U

N
T 

AR
T 
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  NA 42 1.19 640 NA 4.24 1.25 1.82 
NA : Not-Applicable 
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Table S2. Flow cytometry antibody staining panel for intracellular detection. Related to the 
STAR Methods section. 
Marker Fluorophore Clone Vendor Catalogue # 
CD3 BUV395 UCHT1 BD Bioscience 563546 
CD4 BUV496 SK3 BD Bioscience 564651 
CD45RA BUV563 HI100 BD Bioscience 612926 
CD27 BUV661 L128 BD Bioscience 750167 
CD57 BV421 NK-1 BD Bioscience 563896 
CD14 BV480 M5E2 BD Bioscience 746304 
CD19 BV480 HIB19 BD Bioscience 746457 
LIVE/DEAD 
Fixable dead 
cell  

Aquavivid NA Thermo Fisher 
Scientific 

L34960 

CD8 BV570 RPA-T8 Biolegend 301037 
CD107a BV786 H4A3 BD Bioscience 563869 
TNF⍺ AF488 Mab11 Biolegend 502915 
CD69 PerCPeF710 FN50 ebioscience 46-0699-42 
IL17a PE REA1063 Miltenyi 130-120-551 
IL-2 PE-Dazzle594 MQ1-17H12 Biolegend 500344 
IFNγ PE-Cy7 557643 BD Bioscience 557643 
CCR7 APC-R700 2-L1-A BD Bioscience 566767 
CD40L APC TRAP1 BD Bioscience 555702 

 
Table S3. Flow cytometry antibody staining panel for co-stimulatory molecules detection. 
Related to the STAR Methods section. 
Marker Fluorophore Clone Vendor Catalogue # 
CD3 BUV395 UCHT1 BD Bioscience 563546 
CD4 BUV496 SK3 BD Bioscience 564651 
CD45RA BUV563 HI100 BD Bioscience 612926 
CD27 BUV661 L128 BD Bioscience 750167 
CD57 BV421 NK-1 BD Bioscience 563896 
CD14 BV480 M5E2 BD Bioscience 746304 
CD19 BV480 HIB19 BD Bioscience 746457 
LIVE/DEAD 
Fixable dead 
cell  

Aquavivid NA Thermo Fisher 
Scientific 

L34960 

CD8 BV570 RPA-T8 Biolegend 301037 
CD28 BUV737 CD28.2 BD Bioscience 564438 
PD-1 BB515 EH12.1 BD Bioscience  564494 
CD69 BV650 FN50 Biolegend 310934 
TIGIT PerCPeF710 MBSA43 ebioscience 46-9500-42 
4-1BB PE-Dazzle594 4B4-1 Biolegend 309826 
ICOS PE-Cy7 ISA-3 ebioscience 25-9948 
CCR7 APC-R700 2-L1-A BD Bioscience 566767 
OX40 APC ACT35 BD Bioscience 563473 
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CD40L PE TRAP BD Bioscience 555700 
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Chapitre 4 — Discussion générale et perspectives 

Discussion des résultats 

 

Dans cette étude, nous avons développé un système de CPAa qui est hautement 

modulable, reproductible, compatible avec la cyrtométrie et qui permet l’activation des cellules 

T en moins de 15h. Ce système imite la CPA naturelle par la taille, la forme et la fluidité de la 

membrane lipidique. Nous avons trouvé que la costimulation par CD28 augmente l‘expression de 

toutes les cytokines étudiées (IL-2, IFN𝛾, TNF⍺, CD107a et IL-17a) et des autres molécules de 

costimulation. Le CD28 jouait aussi un rôle qualitatif : il façonne le profil fonctionnel des cellules 

T CD4+ et CD8+ en favorisant l’expression de l’IL-2 au détriment relatif des autres cytokines. Notre 

système a révélé que le profil fonctionnel des cellules T des GIV était enrichi en TNF⍺, IFN𝛾 et 

CD107a et pauvre en IL-2. Ce biais phénotypique était partiellement normalisé par ART chez les 

cellules T CD4+ des GIV mais pas chez les cellules T CD8+. 

 

L’utilisation de notre système de cellules présentatrices d’antigène artificielles (CPAa) 

permet d’induire le marqueur d’activation CD69 sur plus que 90% des cellules T CD4+ et CD8+ dont 

environ un tiers exprime au moins l’un des cytokines testées (IL-2, IFN 𝜸, TNF⍺, CD107a, IL17a). 

Afin d’obtenir ces réponses robustes et efficaces, plusieurs conditions telles que le ratio de billes : 

cellules (4 :1) ou le ratio de aCD3 : aCD28 (1 :4) sur la bille ont été optimisées. Utiliser un nombre 

supérieur de billes par rapport aux cellules (billes : cellules 4 :1) augmente grandement la 

probabilité qu’une cellule entre en contact avec la bille. En plus, des modèles suggèrent que la 

cellule T établit des contacts courts et séquentiels avant d’atteindre le seuil d’activation (217, 

218), ce qui pourrait expliquer l’avantage d’un ratio élevé de billes : cellules.  Le ratio des anticorps 

agonistes aCD3 : aCD28 sur les billes était également déterminant du niveau d’activation des 

cellules. Comme mentionné, des niveaux plus élevés d’aCD3 seul ne compensaient pas pour le 

manque d’aCD28, et un ratio aCD3 : aCD28 de 1 :4 a induit une stimulation optimale des cellules 
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T CD4+ et CD8+. Bien que ces ratios ne conforment pas nécessairement aux conditions in vivo, ils 

confirment la nécessité d’un deuxième signal même en présence d’un signal TCR fort.  

 

Comme notre hypothèse stipulait, la costimulation par CD28 a induit des changements 

quantitatifs et qualitatifs aux fonctions effectrices. L’augmentation de l’expression de toutes les 

cytokines et molécules de costimulation induites appui le rôle de CD28 en tant qu’amplificateur 

du signal TCR. D’autre part, l’analyse non supervisé a montré que les populations qui ont bénéficié 

le plus du CD28 avaient en commun l’expression de l’IL-2, alors que celles qui ont moins bénéficié 

étaient majoritairement CD107a+. Les mécanismes bien documentés via lesquels le CD28 favorise 

l’expression des cytokines sont l’augmentation de la transcription (principalement l’IL-2) et la 

stabilisation de l’ARNm de certaines cytokines dont l’IL-2, IFN 𝛾 et TNF⍺ (30, 219, 220). D’autre 

part, nos données avec le CD107a pourrait indiquer d’autres mécanismes post-transcriptionnels. 

Le CD107a, un marqueur de dégranulation, est exprimé sur les membranes des granules 

cytotoxiques des cellules T (221). Son expression à la surface dépend surtout de la relocalisation 

de CD107a déjà présent au cytoplasme vers la surface, plutôt que la synthèse de novo (222). Ceci 

peut expliquer le niveau plus élevé de CD107a exprimé en réponse à la stimulation par aCD3 seul 

et le bénéfice moins important de la costimulation CD28 comparé aux autres cytokines. Le besoin 

relatif de la costimulation dépend non seulement de la fonction, mais aussi de la cellule dans 

laquelle cette fonction est exprimée. Par exemple, les cellules T CD8+ dépendent moins de la 

costimulation que les cellules T CD4+. Il est intéressant de noter que ces observations s’alignent 

bien avec le rôle des cellules T CD8+ in vivo. Après l’activation par une CPA, le mode d’action des 

CD8+ pour éliminer le virus est rapide (223) et requiert l’interaction avec des antigènes présentés 

par une molécule de CMH-I sur des cellules infectées qui majoritairement n’expriment pas le 

CD28 (le CD28 est exprimé seulement par des CPA professionnelles (224). La différence de 

dépendance au CD28 entre les lymphocytes T CD4+ et CD8+ peut être expliquée par deux 

modèles : soit les cellules T CD8+ ont un seuil d’activation plus faible ou elles accumulent les 

signaux d’activation plus rapidement que les cellules T CD4+ (225). Plus d’études sont nécessaires 

pour disséquer le mécanisme de costimulation dans des cellules ayant des programmes de 

transcription différents. 
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 Chez les gens chroniquement infectés par le VIH, nous avons reporté une réponse plus 

élevée des cellules T CD4+ et CD8+ face à la stimulation par aCD3 seul en comparaison avec les 

GNI. Ceci peut suggérer que les cellules T des gens infectés peuvent être déjà « sensibilisées / 

primed » à l’activation. Notamment, dans une étude menée par Schweneker et al., ils ont montré 

que la signalisation TCR était altérée dans les cellules T des GIV en comparaison avec les gens sous 

ART ou non-infectés (226). Cette altération était principalement due à un niveau de 

phosphorylation basale plus élevé des protéines de signalisation (plus particulièrement p-LcK et 

p-Erk1/2) chez les gens infectés. Cet état d’activation basale serait probablement relié à l’état 

d’inflammation chronique durant l’infection par le VIH (137). 

 

Nous avons aussi observé que l’augmentation relative de la réponse cytokinique en 

réponse à la costimulation CD28 était moins importante chez les GIV comparé aux GNI. Toutefois, 

le changement dans la dépendance à CD28 était différent entre les cytokines : une diminution de 

la dépendance de TNF⍺ et IFN𝛾 à CD28 était observée chez les GIV accompagnés d’une 

dépendance exacerbée de l’IL-2 à la costimulation. Ces différences entre les deux cohortes étaient 

observées chez les cellules T naïves et mémoires, indiquant qu’elles ne sont pas dues à la 

différenciation altérée des cellules mémoires chez les GIV.  Cette dépendance altérée à la 

costimulation induit chez les gens infectés une dérive du profile fonctionnel des cellules T vers 

TNF⍺, IFN 𝛾 et CD107a au détriment de l’IL-2 dont la production était particulièrement diminuée. 

Des études antérieures ont déjà rapporté une diminution dans la production l’IL-2 (227, 228). En 

effet, la perte graduelle de la sécrétion de l’IL-2 est un des signes précoces de l’épuisement des 

cellules T durant l’infection par le VIH (229). Le mécanisme de dérégulation de l’IL-2 durant le VIH 

n’a pas été examiné en profondeur, mais une étude récente suggère que l’expression du micro-

ARN let-7i, un régulateur positif de l’expression de l’IL-2, diminue durant l’infection par le VIH 

(230). D’autre part, conformément à nos résultats, plusieurs études ont reporté une 

augmentation de l’IFN𝜸 chez les GIV (197, 227, 228, 231). Contrairement à ces études qui 

focalisent sur une fonction spécifique, nous évaluons plusieurs cytokines en concomitance 
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permettant d’avoir une vue d’ensemble du profil fonctionnel des cellules T. Nos données sur le 

biais des fonctions effectrices indiquent que la dysfonction aspécifique des cellules T durant 

l’infection par le VIH n’est pas une simple perte des fonctions, mais plutôt une altération du 

profil : alors que certaines fonctions sont réduites (IL-2), d’autres telles que TNF⍺ et IFN𝛾 sont 

relativement augmentées. Ceci concorde avec une étude récente de notre équipe suggérant que 

la dysfonction des cellules T CD4+ spécifiques au VIH se caractérise par un changement des 

fonctions effectrices vers un profil des cellules T folliculaires Tfh plutôt qu’une perte complète 

des fonctions (180). Il n’est pas encore connu si ces altérations s’appliquent à la population totale 

des cellules T aussi.  

Étonnamment, la dérégulation dans le profil fonctionnel des cellules T non spécifiques au 

VIH n’était pas complètement corrigée chez les gens sous ART malgré le niveau indétectable de 

la charge virale et le compte restauré des lymphocytes T CD4+. Il faut noter toutefois que l’effet 

de ART était différent entre les populations des cellules T CD4+ et CD8+. Alors que le profil 

fonctionnel des cellules T CD4+ était partiellement normalisé par ART, ce n’était pas le cas pour 

les cellules T CD8+. Ceci est consistent avec des résultats obtenus par Kapogiannis et al. suggérant 

que le temps sous ART est associé avec une fréquence plus élevée de cellules CD4+ T antivirales 

productrices d’IL-2, alors que la fréquence des cellules T CD8+ IL-2+ reste inchangeable 

indifféremment du temps sous ART (232).  Il est possible que la dysfonction des cellules T CD4+ 

soient principalement associée à la déplétion des cellules T CD4+ durant l’infection chronique. 

Ainsi la restauration du compte de cellules CD4 durant ART corrigerait partiellement la 

dysfonction établie durant l’infection chronique.  

 

La persistance du profil fonctionnel biaisé des cellules T durant l’ART suggère l’implication 

des mécanismes autre que l’exposition directe aux antigènes. Un des mécanismes pourrait être 

relié à des changements épigénétiques établis lors de l’infection chronique et qui persistent 

durant les traitements. Un nombre croissant d’études identifient des altérations épigénétiques 

associées à l’épuisement des lymphocytes T dans des modèles d’infection chronique tels que le 

LCMV (172, 233, 234) chez les souris et le VHC (235) et VIH (171, 236, 237) chez l’humain. Dans le 
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contexte d’infection par le VIH, l’empreinte épigénétique d’épuisement a seulement été reportée 

dans les cellules T CD8+ spécifique au virus. Le facteur de transcription de la boîte HMG TOX a été 

identifié récemment en tant que régulateur majeur de l’épuisement des cellules T CD8+ car il 

induit et maintient la programmation transcriptionnelle et épigénétique des cellules épuisées 

(238). Si les changements épigénétiques s’étendent ou non à la population totale des cellules T 

est encore à vérifier.  Il faut noter toutefois que l’augmentation d’expression des marqueurs 

d’épuisement tels que les IRs PD-1, Tim-3 et TIGIT sur la population totale des cellules T et non 

seulement sur celles spécifiques au VIH durant ART est bien documenté (181, 236, 239). Elle est 

également associée à la progression de la maladie de VIH (239, 240).  Ainsi, il se peut que des 

reprogrammations épigénétiques soient présentes aussi chez la population totale des cellules T.  

 

Perspectives  

 

Un des facteurs qui pourraient contribuer à l’efficacité d’activation par notre système est 

la présence d’une membrane lipidique fluide permettant le mouvement des agonistes à la 

surface. En fait, plusieurs études ont démontré la nécessité du clustering des ligands sur une 

membrane fluide pour une activation efficace des cellules T (82, 83, 241). Il est possible d’évaluer 

l’effet de la fluidité de la membrane sur l’activation des cellules T en ajoutant le cholestérol à la 

composition des liposomes enrobant les billes. Le cholestérol est un composant naturel des 

membranes plasmiques des cellules animales et il joue un rôle important dans le contrôle de la 

fluidité membranaire. À des températures relativement élevées (par exemple, à 37°C, soit la 

température corporelle moyenne des humains), il réduit la fluidité de la membrane en 

restreignant les mouvements des phosphoglycérolipides (242-244). Ainsi, la rigidité de la 

membrane induit par le cholestérol pourrait limiter le mouvement des ligands sur les CPAa et 

influencer l’activation des cellules T.  
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Avec une taille, forme et surface qui imite la CPA naturelle, on peut penser que les CPAa 

permettraient la formation des structures semblables aux synapses immunologiques, d’où leur 

efficacité supérieure aux agonistes solubles (245).  La méthode la plus adéquate pour visualiser 

les contacts entre les cellules et CPAa est par microscopie confocale (246, 247). Ceci impliquerait 

le marquage des CD3 et CD28 sur les cellules T ainsi que les aCD3 et aCD28 sur les CPAa par des 

anticorps. Deux enjeux doivent être pris en considération : 1 — les anticorps peuvent interférer 

avec l’interaction des récepteurs avec leurs agonistes. 2— les anticorps peuvent également 

induire le clustering de leurs cibles. Des alternatives incluent la transfection des cellules T avec 

des protéines de fusion CD3ζ (248) et CD28 (249) ainsi que l’utilisation des anticorps agonistes 

recombinants fluorescents sur les CPAa. Il sera possible aussi d’évaluer l’effet de aCD3 seul ou 

combiné à aCD28 sur le nombre et forme des interactions à l’interface entre les cellules T et CPAa. 

Il faut noter que notre système de CPAa manque les récepteurs d’adhésion comme ICAM qui 

interagit avec LFA-1 sur la cellule T et permet de stabiliser la synapse immunologique (250). Ceci 

peut donc impacter la forme et durée de contacts entre les cellules T et les CPAa. Notre système 

contient toutefois des sites de nickel sur lesquels on peut ajouter différentes molécules 

conjuguées à l’histidine dont le ICAM. 

Dans la présente étude, nous avons trouvé que le besoin de costimulation dépend du 

degré de différenciation des cellules T CD4+ et CD8+. Il serait intéressant d’examiner si la 

dépendance pour CD28 est aussi différente entre les différentes sous-populations des cellules 

Taux (Th1, Th2, Tfh, Th17). Est-ce que les sous-populations préférentiellement infectées par le 

VIH telle que Th17 seraient les plus dépendantes de CD28? Ceci peut être testé en ajoutant des 

marqueurs de surface et intracellulaires qui identifient chacune des sous-populations.  

Un autre mécanisme (autre que l’empreinte épigénétique) qui peut expliquer la 

persistance de la dérégulation du profil cytokinique chez les GIV est l’environnement pro 

inflammatoire qui persiste durant ART (140, 251). Notre équipe mène actuellement un projet qui 

a pour but d’identifier le profil inflammatoire dans le plasma des différentes cohortes des gens 

chroniquement infectés par le VIH ou sous traitement ART, incluant les donneurs de ma présente 

étude. La détection des marqueurs d’inflammation est effectuée par la plateforme Olink, une 

technologie qui permet des tests immunologiques multiplex à haut débit d’un grand nombre de 
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protéines en utilisant des volumes minimes de fluide biologique (252).  Ainsi, nous pourrons 

éventuellement vérifier de possibles corrélations entre le niveau d’inflammation dans le plasma 

d’un patient et le degré d’activation des lymphocytes T CD4+ et CD8+ activés par notre système 

de CPAa. Un autre mécanisme qui peut contribuer à cette dysfonction est l’exposition aux 

antigènes microbiens qui traversent la barrière intestinale endommagée durant l’infection par le 

VIH. Une étude a récemment montré que la translocation microbienne est associée à un profil 

d’activation immunologique spécifique dans le sang des gens infectés par le VIH sous ART (253). 

Des marqueurs d’activation des monocytes induite par le LPS, tels que le LPS binding protein (LBP) 

et le CD14 soluble (CD14s) sont des indicateurs de la translocation microbienne (254, 255). En 

plus, les individus infectés par le VIH, qu’ils aient reçu ART ou non, présentent des niveaux 

plasmatiques élevés de la protéine de liaison aux acides gras intestinaux (I-FABP), qui est  produite 

par les entérocytes et libérée dans la circulation sanguine en cas de lyse d’entérocytes (256). Un 

projet en cours dans notre laboratoire vise à mesurer les niveaux de I-FABP par ELISA ainsi que le 

CD14s et LBP par Luminex dans le plasma des mêmes cohortes des gens chroniquement infectés 

ou sous traitement ART. Ainsi, il serait intéressant de vérifier une association potentielle entre le 

degré d’activation ou de dépendance sur CD28 des lymphocytes T et le niveau de translocation 

microbienne. 

 

Un des mécanismes d’action par lequel le marqueur de dysfonction PD-1 peut moduler 

l’activation des cellules T est la déphosphorylation de la queue cytoplasmique du CD28 (46, 257).  

Il serait intéressant de vérifier si la voie inhibitrice PD1-PDL1 a un impact sur la dépendance des 

fonctions effectrices sur CD28 et si, par exemple, les fonctions les plus dépendantes à la 

costimulation seront préférentiellement dérégulées. Pour ce faire, il est possible d’ajouter à notre 

système CPAa la protéine recombinante PD-L1-His, le principal ligand de PD-1, qui occupera les 

sites Ni-NTA. L’activation de l’axe PD-1-PD-L1 peut être confirmée par l’usage d’un anticorps 

ciblant la forme phosphorylée de PD-1. Cette phosphorylation peut être ensuite corrélée avec le 

degré de phosphorylation des protéines associées au TCR (ex. Lck et Zap70) ou au CD28 (ex. Akt). 

Des études ultérieures des voies de signalisation peuvent être effectuées par phosFlow afin de 

comparer les effets quantitatifs et qualitatifs de CD28 sur la phosphorylation des protéines clés 
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du réseau de signalisation (ex. Zap70, Akt, Erk1/2 ,etc), et investiguer comment ces effets 

changent dans un contexte d’infection par le VIH. 

 

 En conclusion, nos données identifient la costimulation comme un mécanisme modulant 

à la fois l’ampleur et la nature des fonctions effectrices induites lors de l’activation médiée par le 

TCR. Nous avons observé des profils distincts de cellules T effectrices CD4+ et CD8+ au cours de 

l’infection chronique par le VIH. Il est raisonnable de penser que ce biais compromette les 

réponses des cellules T contre des agents pathogènes et déséquilibre l’environnement 

inflammatoire, contribuant ainsi aux comorbidités associées au VIH (258, 259). En effet, cette 

déformation non spécifique pourrait représenter une couche supplémentaire de 

dysfonctionnement dont l’effet, ajouté au dysfonctionnement spécifique des cellules T CD4+ et 

CD8+ liées au VIH, pourrait expliquer au moins partiellement la dysfonction immunitaire résiduelle 

bien documentée qui persiste après le traitement (260). Aucune de ces dysfonctions, qu’elles 

soient spécifiques ou non spécifiques, ne semble être entièrement inversée par la thérapie 

antirétrovirale. Il reste à déterminer si ces couches de dysfonctionnement des cellules T sont 

partagées. 

 

Limites 

 Dans la présente étude, nous avons évalué l’activation des cellules T en mesurant les 

cytokines. Toutefois, notre système ne permet pas de tester la fonctionnalité des cellules 

T activées par notre système de CPAa : on ne sait pas si les cellules T CD4+ activées peuvent aider 

les lymphocytes T cytotoxiques ou les les lymphocytes B. De même, nous n’avons pas évalué la 

capacité des cellules T CD8+ activées à éliminer des cellules infectées. 

Une limite de cette étude est la différence d’âge entre les cohortes à l’étude. Ici, nous 

avons observé des différences dans les profils fonctionnels entre les deux cohortes : GIV et GNI. 

Un facteur qui pourrait biaiser les différences observées est la différence du médian d’âge. Les 

GNI sont plus âgés (médian :54 ans) que les GIV (médian : 38 ans). En fait, malgré l’efficacité des 
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traitements antirétroviraux actuels, l’infection par le VIH est associée à un vieillissement 

prématuré du système immunitaire (261). Cette accélération du vieillissement est probablement 

dû à l’environnement inflammatoire durant l’infection par le VIH (261). Notamment, les GIV sous 

ART ont un risque élevé de développer des maladies associées à l’âge telles que les maladies 

cardiovasculaires, le diabète et le cancer (262). Ainsi, les différences entre les deux populations 

peuvent être sous estimées à cause de la différence d’âge entre les deux cohortes. 
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