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Introduction

Les cellules sont les constituants élémentaires de tous les êtres vivants. Au sein de chacune
d’entre elles, on trouve notamment l’ADN, support du code génétique qui programme le déve-
loppement de l’organisme et les fonctions de ses différents tissus. Mais on trouve aussi d’autres
types de polymères, plus rigides, qui constituent le cytosquelette, l’architecture mécanique de la
cellule. On sait désormais que les propriétés mécaniques des cellules ont une importance capitale
pour l’ensemble de leurs fonctions : division, migration, différenciation, etc, ne pourraient avoir
lieu correctement si la cellule était beaucoup trop ou trop peu rigide. D’ailleurs, les modifications
anormales de rigidité cellulaire et tissulaire sont souvent associées à des pathologies. Les cellules
tumorales par exemple sont plus rigides que les cellules saines du même tissu1, ce qui est en
lien avec leur prolifération excessive, même si les relations moléculaires précises entre rigidité
et prolifération ne sont pas encore clairement établies [93]. On peut aussi évoquer le fait qu’une
contractilité accrue des cellules musculaires lisses des voies aériennes est à la base de la pathologie
asthmatique [111].

Ces caractéristiques mécaniques se rajoutent d’ailleurs aux complexes signaux biochimiques
que les cellules sont capables d’intégrer. Signaux biomécaniques et signaux biochimiques sont
donc à la base des communications cellulaires, permettant le fonctionnement global des tissus et
de l’ensemble de l’organisme.

On distingue deux types cellulaires très différents au point de vue mécanique et physiolo-
gique : les cellules circulantes (globules rouges, leucocytes) et les cellules adhérentes. Ce dernier
type comporte toutes les cellules formant les tissus (muscles, épithélium, ...) : elles contiennent à
leur surface des molécules capables de les lier à leurs voisines ou à un substrat. Ce sont ces cellules
que nous étudions ici : nous exploitons leurs propriétés d’adhérence et tentons de comprendre
comment les relier à leurs caractéristiques mécaniques. En effet, au niveau de ces molécules s’as-
semblent des complexes protéiques jouant un rôle de mécanotransducteurs : les signaux méca-
niques peuvent y être transformés en signaux biochimiques et vice-versa. La mécanotransduction
liée à l’adhésion, et ses effets physiologiques sur différents types cellulaires est un domaine de la
biophysique en plein développement.

Il importe donc de pouvoir quantifier les propriétés mécaniques des cellules. Or il s’avère
qu’elles n’ont pas un comportement mécanique simple : elles ne peuvent être décrites ni comme
des solides élastiques ni comme des liquides visqueux. De tels matériaux, dits viscoélastiques,
vont se déformer en réponse à une contrainte de façon non triviale. Les études de rhéologie
cellulaire consistent à mesurer ces relations entre contrainte et déformation, et à les quantifier,
par exemple en terme de module élastique équivalent (l’analogue du module d’Young E) et de
viscosité équivalente (l’analogue de la viscosité η). Les premières mesures de rhéologie étaient
réalisées sur des tissus placés dans un rhéomètre de taille macroscopique [43]. Pour passer à
des mesures sur cellules, il a fallu développer des outils de micromanipulation très précisément
contrôlés en force et en position : les cellules font quelques dizaines de µm de taille, et elles ne
peuvent résister à des forces excédant quelques dizaines de nN.

1C’est d’ailleurs une des méthodes de détection du cancer du sein.
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On peut distinguer différents types d’approches pour caractériser la rhéologie à un niveau
sub-cellulaire :

– l’utilisation de traceurs (petites particules ou vésicules endogènes) dont on enregistre les
fluctuations de mouvements : c’est une expérience de microrhéologie passive ;

– l’application d’une contrainte constante et la mesure de la déformation associée : c’est une
expérience de fluage. On peut aussi appliquer une déformation contrôlée et mesurer la
contrainte développée par la cellule en réponse : c’est une expérience de relaxation ;

– l’application d’une contrainte oscillante à une fréquence donnée, avec mesure de la défor-
mation à la même fréquence : c’est une mesure de rhéologie dynamique ;

En s’inspirant du dispositif de pinces optiques existant au laboratoire, et avec lequel des
mesures de rhéologie dynamique ont été réalisées sur plusieurs types cellulaires et dans diverses
conditions biochimiques [8, 10], nous avons choisi de mettre au point une expérience de fluage
local par pinces optiques. La force est alors appliquée via des billes microniques liées aux cellules.

Il a fallu, afin de maintenir constante la force appliquée au cours du temps, développer un
dispositif de rétroaction : la force est mesurée à tout instant et sa valeur est réajustée à la valeur
de consigne dès qu’elle s’en écarte. On mesure la déformation cellulaire causée par l’application de
la force, déformation d’autant plus faible que la cellule est rigide : on obtient ainsi une estimation
locale du module viscoélastique cellulaire.

L’objectif de ce travail a aussi été de relier les résultats mécaniques ainsi obtenus à l’état
du cytosquelette d’actine dans la cellule, pendant l’application de la force. L’actine est en effet
le polymère du cytosquelette jouant un rôle prépondérant dans les propriétés mécaniques des
cellules. Le cytosquelette d’actine étant visualisé en épifluorescence (après transfection des cellules
à l’actine-GFP), on peut obtenir une mesure de la densité d’actine dans la cellule au cours du
temps. On a observé que la dynamique d’évolution de la densité d’actine semble très étroitement
liée à la dynamique de rigidification de la cellule en réponse à la force appliquée.

Ce manuscrit se décompose en quatre chapitres.
Le premier présente rapidement les constituants cellulaires, ainsi que leurs rôles dans le fonc-

tionnement d’une cellule. L’état actuel des connaissances sur l’adhérence et la mécanotransduc-
tion est passé en revue, ainsi que les propriétés viscoélastiques des cellules obtenues par différents
types de mesures. Ceci constitue le contexte biologique et biomécanique dans lequel s’inscrit notre
étude.

Dans le deuxième chapitre nous présentons le dispositif expérimental que nous avons mis en
œuvre pour cette étude : le principe des pinces optiques y est rappelé, et la façon dont fonctionne
la rétroaction (destinée à maintenir constante la force exercée localement sur la cellule) est
précisée. Nous détaillons aussi les protocoles biologiques utilisés sur les cellules, ainsi que la
façon dont nous avons couplé la détection de fluorescence au dispositif de pinces optiques.

Dans le troisième chapitre, nous exposons les résultats de mécanique cellulaire que nous avons
obtenus sur trois types cellulaires différents. Ces résultats sont cohérents avec ce qui avait été
mesuré au laboratoire précédemment, par d’autres méthodes. Puis nous examinons la réponse
des cellules à l’application prolongée de la force : nous verrons alors apparaître le phénomène de
rigidification sous contrainte.

Enfin, dans le quatrième chapitre, nous présentons les résultats tirés de la détection de fluores-
cence, analysée de façon semi-quantitative. Ces mesures font apparaître un recrutement d’actine
au cours du temps, en réponse à la force appliquée. On peut comparer ces résultats de recrute-
ment d’actine avec la dynamique de rigidification, et on voit apparaître une forte corrélation entre
les deux phénomènes. L’interprétation théorique de cette corrélation reste sous forme d’ébauche,
mais constitue la principale piste à suivre afin d’exploiter au mieux nos résultats expérimentaux.
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Quatre annexes viennent compléter ce manuscrit. Les annexes A et B résument l’action de
divers agents biochimiques sur la contractilité du cytosquelette d’actine. Elles sont présentes ici
à titre de références, et dans le but de pouvoir se servir d’un ou plusieurs de ces agents pour
compléter notre étude sur la dynamique de renforcement du réseau d’actine en réponse à une
force extérieure. L’annexe C présente les résultats obtenus lors d’expériences réalisées à l’Institut
Jacques-Monod. Ces expériences ont constitué un préliminaire au travail réalisé durant le reste
de la thèse. Enfin, l’annexe D présente les articles publiés en cours de thèse (dont le principal est
inclus en fin de manuscript) ou encore en cours de publication.
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Chapitre 1

Contexte biomécanique : la cellule, ses

constituants, et ses propriétés

mécaniques

Ce chapitre résume le contexte dans lequel s’inscrit notre étude : comprendre les propriétés
mécaniques des cellules adhérentes. En effet, un grand nombre de processus nécessaires à la vie des
cellules et au développement des tissus dépend de leur capacité à se déformer, à transmettre des
forces, ou à effectuer des mouvements coordonnés ou dirigés. Cela est rendu possible, d’une part
grâce au réseau dynamique de protéines en constante réorganisation qui constitue l’architecture
des cellules eucaryotes : le cytosquelette ; et d’autre part grâce aux molécules qui maintiennent
les cellules en contact avec leur substrat : les protéines d’adhérence. Cytosquelette et protéines
d’adhérence sont d’ailleurs en interaction permanente et complexe. La référence bibliographique
principale, [1], sera citée exclusivement ici, mais pourrait l’être presque à chaque ligne de ce
chapitre.

1.1 Organisation de la cellule

1.1.1 La cellule eucaryote et ses compartiments

Les cellules qui constituent les organismes animaux résultent de l’évolution des cellules primi-
tives (procaryotes) en cellules plus complexes, les eucaryotes, dont un schéma général est présenté
sur la figure 1.1. Elles sont entourées d’une membrane, et organisées en plusieurs compartiments,
délimités chacun par leur propre membrane. Le compartiment central, le noyau (en bleu sur le
cliché d’une cellule marquée et observée en épifluorescence de la figure 1.3) contient l’information
génétique de la cellule, codée dans les filaments d’ADN, présents sous forme de chromosomes ou
de chromatine. Contre le noyau se trouvent le réticulum endoplasmique et l’appareil de Golgi,
où ont lieu la synthèse des protéines à partir de l’ARN messager, ainsi que leur maturation. On
trouve aussi les mitochondries, où s’effectuent la respiration cellulaire et la synthèse d’ATP.

L’ATP (adénosine triphosphate) est la molécule-carburant, consommée dans les réactions
enzymatiques ayant lieu à tous les niveaux de la vie cellulaire. Ainsi la réaction de base ayant
lieu pour fournir de l’énergie nécessaire à un processus biochimique est :

ATP → ADP + P (1.1)

avec libération de 30, 5 kJ/mol. Certaines réactions enzymatiques utilisent comme source d’éner-
gie, de façon équivalente, l’hydrolyse des dérivés phosphatés d’autres nucléosides, comme le GTP
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Fig. 1.1 – Schéma de cellule animale [D’après T. Audesirk, G. Audesirk, Biology : Life on Earth,

Fifth Edition, Prentice Hall College Div (1998)].

(guanosine triphosphate).

1.1.2 La membrane plasmique : lien entre la cellule et son environnement

La membrane plasmique, bicouche lipidique qui délimite la cellule, est fondamentale pour son
fonctionnement, et ce à plusieurs titres.

Elle est globalement imperméable, et permet donc de maintenir de forts gradients de concen-
tration en différents types de molécules entre le liquide extracellulaire et le liquide intracellulaire,
ou cytosol. La concentration intracellulaire en ions Ca2+ par exemple, est 10−4 fois moins élevée
que celle du milieu extracellulaire.

Comme on le voit sur la figure 1.2, elle enchâsse des protéines qui assurent des fonctions
de reconnaissance de signaux biochimiques, et d’activation d’autres molécules en réponse à ces
signaux. Certaines d’entre elles, les protéines transmembranaires, traversent la membrane de part
en part. Elles peuvent donc, sur leur domaine extracellulaire, lier certaines molécules spécifiques,
ce qui active en général leur domaine cytosolique pour agir sur ses protéines intracellulaires cibles.
Cette transduction de signal permet aux cellules de répondre aux sollicitations de tous types de
leur environnement.

Et enfin, elle est une structure dynamique et fluide, dans laquelle ces protéines diffusent à
deux dimensions. In vivo, la membrane plasmique fait en général apparaître différentes zones, au
sein desquelles la diffusion des protéines est libre, mais entre lesquelles se trouvent des barrières
étanches. Ces zones correspondent aux différentes fonctions que peut gérer la cellule. Par exemple,
dans les cellules épithéliales de l’intestin, certaines enzymes ou protéines de transport sont limitées
à la face apicale qui permet les échanges avec la lumière de l’intestin où passent les nutriments,
alors que d’autres sont présentes uniquement en face basale, de façon à gérer les échanges avec les
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Fig. 1.2 – Schéma de membrane cellulaire, avec ses composants lipidiques et les protéines
qui y sont enchâssées. La bicouche a une épaisseur de l’ordre de 5 nm. [D’après G. Geibel,
http ://sun.menloschool.org/].

capillaires sanguins sous-jacents. Des expériences de suivi de particules uniques (petites particules
d’or liées à des protéines membranaires) ont permis de mesurer des coefficients de diffusion à deux
dimensions de protéines dans la membrane plasmique : leur ordre de grandeur est de 10−12 à
10−9 m2.s−1, selon la composition lipidique de celle-ci [71, 24].

Les membranes biologiques sont à la base de systèmes modèles très versatiles : les liposomes.
Ils sont formés d’une bicouche lipidique fermée en sac, dont on peut contrôler la composition en
lipides, ainsi que la composition de la solution contenue à l’intérieur. Ils sont utilisés par exemple
pour réaliser des systèmes minimaux mimétiques de la cellule, de façon à en comprendre les
divers aspects de façon séquentielle : les divers domaines lipidiques observés dans les membranes
et leurs propriétés visqueuses [105] ; les propriétés mécaniques du cortex d’actine sous-tendant la
membrane [58] ; les forces développées par la croissance des microtubules [44]... Les potentielles
applications biomédicales sont très prometteuses : en y encapsulant des molécules, et en adressant
ces vésicules vers un organe cible, on évite la dissémination du traitement à travers le reste de
l’organisme. Cet adressage peut être biochimique (par greffage de molécules à la surface externe
de la bicouche) ou mécanique (par guidage magnétique [42]).

1.1.3 Le cytosquelette : un réseau de polymères enchevêtrés et réticulés

Mais ce n’est pas la membrane plasmique, complètement fluide, qui donne à la cellule sa
forme et sa résistance mécanique : le cytoplasme intracellulaire abrite une véritable architecture
de polymères réticulés, le cytosquelette. Ce réseau contient des filaments protéiques de trois
grands types différents : l’actine (en rouge sur la figure 1.3), les microtubules (en vert), et les
filaments intermédiaires.

Une caractérisation physique simple de ces polymères semi-rigides est leur longueur de per-
sistance lp. Elle désigne la longueur à partir de laquelle on perd les corrélations d’orientation
entre deux points du filament (ce qui correspond à peu près à la longueur à partir de laquelle le
filament acquiert une courbure apparente). On peut commencer par définir l’énergie de courbure
Ebend :

Ebend =
κ

2L

∫ L

0

(

∂θ

∂s

)2

ds ≃ κ
L

2R2
(1.2)
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où κ ∼ Ea4 est le module de courbure, a le rayon du filament, E son module d’Young, R son
rayon de courbure et L sa longueur. Et on définit lp par rapport à l’énergie de courbure et l’énergie
d’agitation thermique :

Ebend(L = lp, R = lp) = κ
lp
2l2p

=
kBT

2
soit lp =

Ea4

kBT
=

κ

kBT
. (1.3)

Fig. 1.3 – Gauche : Cliché en épifluorescence de cellule marquée pour l’ADN (au DAPI, en bleu),
la F-actine (marquée à la X-Phalloïdine, en rouge) et les microtubules (marquées au Bodipy, en
vert)[D’après le catalogue Invitrogen - Molecular Probes]. Droite : schéma de la répartition des
3 types de filaments du cytosquelette dans une cellule épithéliale [D’après [1]].

1.1.3.1 Les microtubules

Fig. 1.4 – Schémas de polymérisation d’un microtubule : un dimère d’α et β tubuline (A) forme
un protofilament (B), 13 protofilaments s’assemblent pour former un tube (C) ; micrographies
électroniques d’un microtubule en vue "de profil" (D) ou "de face" (E) [D’après [1]].

Propriétés physico-chimiques Les microtubules sont les polymères les plus rigides du cytos-
quelette. Ils sont formés à partir d’un dimère d’α et de β tubuline, de poids moléculaire 100 kDa
et de diamètre 8 nm environ. La concentration intracellulaire en tubuline est typiquement de
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l’ordre de 20 µM. Les dimères s’associent sous forme de tube creux, comportant 13 protofila-
ments. Ces tubes, les microtubules, ont un diamètre de 25 nm. Leur longueur de persistance vaut
lp ∼ 1 mm et leur module d’Young E ∼ 1 GPa, grandeurs déterminées dans des expériences in
vitro en observant les fluctuations de courbure des filaments [53].

Propriétés biochimiques et physiologiques Ce filament est polaire : les constantes d’asso-
ciation et de dissociation des dimères sont différentes aux deux extrémités du microtubule. On
les désigne respectivement par extrémité "-" (celle à laquelle prédomine la dépolymérisation, et
qui est stabilisée par son ancrage au centrosome, complexe protéique nucléateur du réseau de
microtubules) et extrémité "+" (celle au bout de laquelle la croissance est la plus grande). Au
bout "+", cependant, on observe un phénomène d’instabilité dynamique : les périodes de crois-
sance lente peuvent être interrompues par des périodes de dépolymérisation rapide, nommées
"catastrophes". Cette dépolymérisation est due à l’hydrolyse d’une molécule de GTP portée par
la partie β du dimère, après son assemblage. Cette hydrolyse change la conformation de la sous-
unité et déstabilise le microtubule. La longueur des microtubules in vivo peut atteindre plusieurs
dizaines de µm voire 100 µm. A la membrane cellulaire, des protéines manchons peuvent se fixer
au bout "+" et modifier leur stabilité.

Ainsi, le réseau de microtubules est une structure hautement dynamique. En constante ré-
organisation, il exerce des pressions aux extrémités de la cellule, et permet ainsi au centrosome
de se positionner assez précisément au centre 1 du corps cellulaire, près du noyau [59, 117]. Le
réseau rayonne donc en aster autour du centrosome, tant que les cellules n’entrent pas en divi-
sion (car alors il s’organise sous forme de fuseau mitotique de façon à positionner et séparer les
chromosomes).

De nombreuses protéines peuvent se lier aux microtubules (les Microtubule Associated Pro-
teins ou MAP) ou aux monomères de tubuline, et modifier la stabilité des filaments [29]. Certaines
de ces molécules sont présentes dans les cellules et sont activées ou non, selon les signaux reçus
par la cellule ou selon les moments du cycle cellulaire. D’autres sont utilisées comme drogues,
afin de contrôler l’état du squelette de microtubules (cf. annexe B pour plus de détails) : par
exemple, la colchicine a un effet globalement dépolymérisant, car en se liant aux monomères de
tubuline, elle empêche leur incorporation aux microtubules ; le taxol au contraire stabilise les
microtubules, dont la dépolymérisation est diminuée.

1.1.3.2 Les microfilaments d’actine

Propriétés physico-chimiques A l’opposé, les filaments d’actine sont les plus fins : ce sont
des doubles hélices de diamètre 7 à 9 nm, formées à partir du monomère d’actine globulaire (G-
actine, cf fig. 1.5). De poids moléculaire 24 kDa, la G-actine est présente à une concentration de
50 à 200 µM dans les cellules, et environ 50% de l’actine y est présente sous forme de monomère,
le reste étant engagé dans les filaments (F-actine). La longueur de persistance des microfilaments
vaut environ 10-15µm [62], et leur module d’Young 0,5 GPa, du même ordre que celui des
microtubules. Cependant, contrairement aux microtubules, l’actine n’est pas présente dans la
cellule sous forme de filaments isolés, mais sous forme de réseaux. Le passage de la description
d’un filament unique à celle d’un réseau de filaments enchevêtrés, réticulés et pouvant même
coulisser les uns par rapport aux autres comme nous allons le décrire, n’est évidemment pas
simple. Des modèles théoriques [80, 70] ainsi que des expériences d’assemblage de gels d’actine
in vitro [76, 46, 47, 48, 115], visant à comprendre les propriétés mécaniques de tels gels sont en
plein développement. Nous y reviendrons au 4.3.1, car ces systèmes modèles peuvent nous aider
à mieux comprendre le rôle de l’actine dans les propriétés mécaniques des cellules [13].

1la notion de "centre" n’étant pas ici purement géométrique, mais plutôt un barycentre intégrant des considé-
rations mécaniques, biochimiques, etc de la cellule en question.
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Fig. 1.5 – L’actine : schémas de structure du monomère avec son site de liaison à l’ATP (A) et
du filament (B) ; et micrographies électroniques de filaments (C). [D’après [1]].

Propriétés biochimiques Le monomère d’actine fixe une molécule d’ATP, qui peut être hy-
drolysée en ADP après incorporation de l’unité au filament, ce qui favorise alors la dépolyméri-
sation. La F-actine est donc aussi un filament polaire : les constantes de polymérisation kon et
dépolymérisation koff ne sont pas les mêmes aux deux bouts ; et on désigne, de même, par "+"
(ou barbée) l’extrémité à laquelle le taux de polymérisation est presque 10 fois plus grand qu’à
l’autre (bout "-", ou pointu).

De nombreuses protéines de liaison à l’actine modifient les propriétés de l’actine G ou F,
stabilisant ou déstabilisant les filaments [64, 126, 97]. La gelsoline et la cofiline, par exemple,
sont des protéines de coiffe qui contrôlent la longueur des filaments en s’attachant à l’une des
extrémités.

Le mécanisme de polymérisation/dépolymérisation de l’actine (illustré sur la fig. 1.6) permet
ainsi un mouvement global du filament, appelé "treadmilling", utilisé notamment par certaines
bactéries comme Listeria Monocytogenes pour se mouvoir à l’intérieur des cellules qu’elles in-
fectent. La polymérisation d’une comète d’actine à l’arrière de la bactérie la propulse vers l’avant.
Des expériences in vitro de polymérisation d’actine autour de billes [133, 83] ou de gouttes d’huile
[16] ont permis de reproduire ce phénomène : les forces générées (de l’ordre de plusieurs nN) sont
suffisantes pour déplacer ces objets à des vitesses reproduisant bien les vitesses des bactéries in
vivo (quelques µm/min).

Propriétés physiologiques Ainsi le réseau d’actine est à la base des propriétés dynamiques
des cellules. Selon les protéines qui se lient aux filaments (les Actin Binding Proteins, ABP, de
très nombreux types différents), ils sont organisés en deux structures particulières, aux propriétés
différentes [97, 125].

– les protéines de faisceau (fascine, fimbrine, villine, espine...) alignent les filaments en fais-
ceau parallèle, contractile (comme dans les fibres de tension, ou les fibres musculaires, la
contractilité étant assurée par les myosines : cf. 1.1.3.4) ou non contractile (comme dans
les microspicules ou filopodes).

– les protéines de pontage (filamine, complexe Arp2/3...) connectent les filaments en imposant
un certain angle entre eux, formant un gel densément réticulé. Un tel gel est souvent pré-
sent juste sous la membrane cellulaire, et détermine ses propriétés mécaniques. Il est appelé
cortex. On trouve aussi à l’avant des cellules migrantes (kératocytes ou fibroblastes) une
protrusion membranaire contenant un mince feuillet de gel d’actine hautement dynamique :
le lamellipode [2, 123]. Des observations en microscopie électronique ou de fluorescence, ou
simplement de contraste de phase, ont permis de mettre en évidence que c’est la polymé-
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Fig. 1.6 – La nucléation et la polymérisation d’un filament d’actine, avec le principe du tread-
milling : les monomères sont incorporés au bout "+", et sont libérés du bout "-", ce qui cause un
déplacement global du filament (ici vers la droite) [D’après Lodish et al., Molecular Cell Biology,

5th Edition(2003)].

risation des filaments d’actine qui pousse la membrane du lamellipode vers l’avant (par le
phénomène de treadmilling décrit précédemment).

De même que pour les microtubules, la cellule a donc développé de complexes stratégies molé-
culaires pour contrôler les assemblages d’actine qui lui permettent d’assurer des fonctions très
diverses. Ainsi de nombreuses protéines kinases, enzymes agissant par phosphorylation de pro-
téines cibles interagissant ensuite avec l’actine, peuvent en réponse à un signal externe, activer
des processus tels que croissance, mouvement, différentiation ou même apoptose de la cellule.

De nombreuses autres substances peuvent être utilisées pour contrôler l’intégrité mécanique
des cellules, en agissant sur l’actine directement ou indirectement (cf. tableaux en annexe A
et B) : par exemple, les cytochalasines empêchent la polymérisation en se liant au bout "+"
du microfilament, alors que la phalloïdine a au contraire un effet rigidificateur en stabilisant le
filament par sa liaison sur l’ensemble de celui-ci.

1.1.3.3 Les filaments intermédiaires

La dernière grande classe de polymères du cytosquelette, les filaments intermédiaires, est plus
hétérogène. Ils sont formés à partir de molécules allongées qui s’enroulent d’abord sous forme de
dimères, qui eux-mêmes s’assemblent de façon anti-parallèle en tétramères, et finalement donnent
des fibres de 8 à 12 nm de diamètre (cf fig 1.7). Ces fibres sont donc apolaires, contrairement aux
filaments d’actine et aux microtubules. Elles sont aussi beaucoup plus stables, et une très faible
fraction de molécules reste sous forme monomérique dans le cytoplasme.

On en distingue 4 types principaux. Les lamines sont présentes dans toutes les cellules eu-
caryotes, et forment la lamina nucléaire, un réseau serré soutenant la membrane nucléaire. Les
kératines, de divers types, sont présentes dans les cellules épithéliales et leurs dérivés (ongles et
cheveux par exemple). De nombreux types cellulaires expriment la vimentine au cours de leur dé-
veloppement, et synthétisent éventuellement des protéines apparentées à la vimentine selon leurs
fonctions biologiques : desmine dans les muscles, filaments gliaux dans les astrocytes du système
nerveux central ... Et enfin on trouve les neurofilaments dans les axones et le corps central des
neurones.

Ces fibres sont très résistantes, ce qui leur donne un rôle essentiel dans le maintien de l’intégrité
mécanique des cellules. Les réseaux de vimentine, par exemple, se déforment facilement sous
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Fig. 1.7 – L’assemblage des filaments intermédiaires [D’après [1]].

l’effet d’une contrainte mécanique, mais sans se rompre contrairement aux réseaux d’actine et
de microtubules [65]. Les filaments de kératine, eux, sont densément engagés dans des jonctions
entre cellules épithéliales (desmosomes), et assurent donc la résistance globale du tissu.

1.1.3.4 Un gel actif : rôle des moteurs moléculaires

Des moteurs sur les microtubules pour gérer le trafic cellulaire Parmi leurs fonctions
d’organisation de la vie cellulaire, les microtubules sont des rails qui permettent le transport et
le positionnement de vésicules et d’organites. Parmi les grandes classes de moteurs moléculaires
"marchant" sur les microtubules, les kinésines se dirigent vers le bout "+" tandis que les dynéines
vont vers le bout "-". Pour avancer, ces molécules hydrolysent l’ATP, et utilisent l’énergie libérée
avec une très grande efficacité pour se déplacer, grâce à des changements dans leur conformation.
Ce n’est que récemment que l’on a réussi à élucider le mécanisme précis par lequel ces moteurs
progressent [136], grâce à des techniques d’imagerie de fluorescence à très haute résolution spatiale
et temporelle.

Des moteurs sur l’actine pour contracter les cellules Sur les filaments d’actine, en plus
des protéines de "cross-link" qui assurent la réticulation des filaments entre eux, viennent se fixer
des moteurs moléculaires processifs, les myosines. Il existe deux grandes classes de myosines : les
myosines I, dont la fonction est de déplacer des vésicules le long des filaments, et les myosines II,
qui peuvent faire glisser les filaments les uns par rapport aux autres. Ce sont donc les myosines
II auxquelles nous nous intéresserons par la suite, pour leur rôle dans la contractilité cellulaire.

La myosine II est un dimère (cf fig. 1.8.A) : elle contient une queue en bâtonnets enroulés, et
deux têtes identiques, possédant une fonction ATPase et une activité motrice. Les chaînes légères
présentes au niveau des têtes (Myosin Light Chain, ou MLC) doivent d’abord être activées par
phosphorylation, pour que chaque tête de myosine puisse se fixer à un filament d’actine. Une fois
fixée, la tête de myosine peut se lier à une molécule d’ATP, ce qui l’éloigne temporairement du
filament ; puis hydrolyser l’ATP, en changeant sa conformation ce qui provoque un déplacement
vers l’avant ; puis relâcher la molécule de phosphate, ce qui lui permet de se refixer sur le filament ;
et enfin générer une force, en expulsant l’ADP restant (cf figure 1.8.C). L’actine étant aussi un
filament polaire, ces moteurs ont un sens privilégié de déplacement : de l’extrémité "-" vers
l’extrémité "+". On comprend alors que si deux microfilaments d’actine sont disposés "tête-
bêche", la progression des têtes de deux myosines attachées entre elles et sur chacun d’eux va les
faire coulisser l’un par rapport à l’autre. C’est par ce mécanisme que les myosines II génèrent
dans les cellules des forces contractiles.

22



1.1. ORGANISATION DE LA CELLULE

Fig. 1.8 – La myosine II et son interaction avec les microfilaments d’actine [D’après [1] et S. J.
Hall, Basic Biomechanics, 4th Edition].

On les retrouve dans différents types de cellules : dans les cellules de muscles striés, elles
s’assemblent sous forme de filaments de myosines, filaments dits "épais" (cf fig. 1.8.B), et peuvent
ainsi exercer les forces nécessaires à la contraction musculaire. Dans les autres types de cellules,
elles restent dans le cytoplasme, sous forme de dimères ou de structures multimériques bipolaires,
liées à l’actine si elles sont activées. En l’absence d’ATP (ou en présence de la drogue blebbistatine
qui inhibe l’activité ATP-asique des têtes de myosines (cf. annexe A)), les myosines jouent alors
seulement le rôle d’agents réticulants ("cross-linkers") passifs [87].

Le caractère très dynamique du réseau d’actine, avec des filaments en constante réorganisation
(via la polymérisation/dépolymérisation, via l’action des différentes protéines de "cross-link"...),
en fait le candidat idéal pour expliquer la plupart des phénomènes dynamiques qu’exhibent les
cellules. La présence des myosines, dont l’activité peut être régulée par de complexes voies de
signalisation, joue aussi un rôle dans les propriétés mécaniques des cellules, comme nous le verrons
au 1.3.3.1 (figure 1.27) et au 4.3.1.
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1.2 Adhérence cellulaire et mécanotransduction

1.2.1 Aspects biologiques

In vivo, mis à part quelques catégories de cellules pouvant "vivre" en suspension (cellules
circulantes du sang, macrophages), la plupart des cellules sont adhérentes. Elles adhèrent les
unes aux autres ou à un substrat de filaments protéiques enchevêtrés : la matrice extracellulaire,
via des protéines enchâssées dans leur membrane. Sur le schéma de la figure 1.9 sont représentés
les quatre grands types de jonctions entre la cellule et son environnement, mais nous ne nous
intéressons ici qu’au quatrième type : les jonctions d’ancrage, abondantes dans les tissus soumis
à de fortes tensions.

Les molécules d’adhérence assurent le contact mécanique entre la cellule et son environne-
ment, et jouent un rôle de mécanotransduction fondamental : la croissance, la différentiation et
beaucoup de fonctions (motilité, expression de certains gènes...) dépendent en grande partie des
propriétés mécaniques de l’environnement des cellules.

Fig. 1.9 – Les différentes classes de jonctions cellulaires : 1. jonctions étanches ou serrées ("tight
junction"), établissant une barrière étanche au niveau du feuillet épithélial entre la lumière et les
vaisseaux ; 2. ceinture d’adhérence assurant la cohésion entre cellules adjacentes (par le biais des
cadhérines, en rose) ; 3. jonctions communicantes (Gap et synapses), permettant le passage de pe-
tites molécules-signal entre deux cellules ; 4. jonctions d’ancrage, maintenant la cellule en contact
avec son substrat [D’après http ://www.steve.gb.com/science/cell communication.html].

1.2.1.1 Les molécules de l’adhérence

Au niveau de ces jonctions viennent s’attacher certains filaments du cytosquelette. On peut
donc distinguer :

✦ les sites d’attachement entre cellules du même type, assurés par les protéines de la famille
des cadhérines :

✧ les desmosomes, sur lesquels s’ancrent les filaments intermédiaires

✧ les jonctions d’adhérence qui sont entourées d’une ceinture de filaments d’actine

✦ les sites d’attachement entre cellules de type différent, assurés par les immunoglobulines de
la famille CAM (pour "Cell Adhesion Molecule") : par exemple les ICAM-1, exprimés à la
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surface des cellules épithéliales activées par la présence d’une inflammation, ce qui permet
aux macrophages de s’y attacher et ainsi de migrer vers le site de l’inflammation.

✦ les sites d’attachement entre cellule et matrice extracellulaire, assurés par la grande famille
de glycoprotéines que forment les intégrines :

✧ les hemi-desmosomes, sur lesquels s’ancrent les filaments intermédiaires

✧ les contacts focaux, qui sont en contact étroit avec les filaments d’actine, et auxquels
notre étude s’intéresse plus particulièrement.

1.2.1.2 Les intégrines : base de l’adhérence cellule-matrice

Les intégrines sont des hétérodimères dont les 2 sous-unités α et β sont liées de façon non co-
valente. On a identifié à ce jour 18 types de sous-unités α et 8 types de sous-unités β [66]. Chaque
sous-unité contient un grand domaine extracellulaire (qui se lie à certains sites spécifiques des
filaments de la matrice), un domaine confiné dans la membrane, et un domaine cytoplasmique
(cf figure 1.10.A.). Leur affinité pour leurs ligands est à la base relativement faible, et est régulée
par un grand nombre de signaux extracellulaires (cations, facteurs de croissance [32, 104]) ou
intracellulaires (cascades de signalisation multiples). Etant présentes en grande concentration à
la surface des cellules, elles peuvent donc, selon les situations physiologiques, soit explorer rapide-
ment et efficacement leur environnement si leur liaison au site d’ancrage de la matrice est faible,
soit résister à des tensions mécaniques fortes exercées par le substrat si leur liaison se renforce et
qu’elles se rassemblent sous forme d’agrégats (ou "clusters"). Les intégrines peuvent se lier à un
grand nombre de ligands, notamment à des filaments protéiques de la matrice extracellulaire :
fibronectine, collagène, laminine... et chaque ligand est reconnu par plusieurs types d’intégrines
différents. Par exemple, le motif RGD de la fibronectine est reconnu par les intégrines α5β1,
αV β1, αV β3, et αIIbβ3. La liaison aux ligands nécessite l’intervention des 2 sous-unités, et la
présence de cations divalents Ca2+ ou Mg2+ (cf fig. 1.10.A).

Fig. 1.10 – (A) Schéma d’un dimère d’intégrine : la chaîne α contient 4 sites extracellulaires
de liaison à un cation divalent, la chaîne β contient le site cytoplasmique de liaison à l’ac-
tine [D’après http ://bioweb.wku.edu/courses/biol566/L21AdhesionSigTransdctn.html].
(B) Différentes protéines de lien entre les intégrines et le cytosquelette d’actine [D’après [17]]

Le domaine cytoplasmique de liaison à l’actine est la clef de l’activité des intégrines. Comme
illustré sur la figure 1.10.B., cette liaison se fait via un grand nombre de petites protéines d’adap-
tation (tensine, vinculine, paxilline, α-actinine, taline...). Elle est de plus régulée par un très
grand nombre de protéines de signalisation. Nous reviendrons plus en détail sur ces protéines
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d’échaffaudage et de signalisation au 1.2.4, mais nous pouvons déjà examiner comment une cel-
lule adhérente à un substrat via ses intégrines est sensible à la rigidité de ce dernier.

1.2.2 Pourquoi et comment étudier l’effet de l’environnement mécanique sur
les cellules ?

Au niveau d’un organisme entier, ou d’un tissu, les effets d’une modification de l’environne-
ment mécanique sont aisément visibles : par exemple, en l’absence de gravité la production de
cellules osseuses diminue ; une hypertension provoque un épaississement des parois artérielles ; ou
encore, l’épithélium intestinal régule sa perméabilité aux constituants provenant des vaisseaux
sanguins en contrôlant sa contractibilité [21]. Au niveau cellulaire, le mécanisme par lequel les
cellules sentent et intègrent ces informations mécaniques de façon à modifier leurs propriétés
n’est pas encore complètement élucidé.

1.2.2.1 Les forces au niveau cellulaire

Il faut noter qu’en vertu de la loi d’action et de réaction, et de l’approximation inertielle dans
laquelle on peut se placer pour un système aussi petit qu’une cellule 2, les forces exercées par la
cellule sur son substrat sont égales à celles exercées par le substrat en retour.

Pour donner un ordre de grandeur, in vivo, les cellules sont soumises à des modifications
de pression allant de 0,01 à 0,1 atmosphère (soit 1 à 10 kPa), ce qui équivaut à des forces de
quelques fractions à quelques dizaines de nN par point de contact. Cela fixe la gamme de forces
ou de modules d’Young pertinentes pour les études réalisées in vitro.

Si nous nous restreignons à l’étude de la transduction mécanique ayant lieu aux points de
contact, cela ne signifie pas pour autant qu’il n’existe pas d’autres formes de mécanotransduction.
Par exemple, les contraintes exercées par un flux hydrodynamique sur les cellules endothéliales ont
pour effetde les faire croître en s’alignant et en développant des fibres de stress dans la direction
du flux [119]. Le cisaillement dû à un flux hydrodynamique a aussi un effet sur l’ouverture des
canaux ioniques [49].

1.2.2.2 Méthodes expérimentales

Pour déterminer l’influence des propriétés mécaniques de l’environnement sur le comporte-
ment des cellules, on cherche à perturber l’état mécanique des cellules. Diverses approches sont
possibles, et combinables entre elles :

– faire varier la dureté du substrat à l’aide de gels dont on peut contrôler le degré de réti-
culation et par là leur rigidité ; ou appliquer directement aux cellules des forces, locales ou
globales ;

– modifier la capacité des cellules à exercer des forces intracellulaires à l’aide de drogues, qui
auront, par exemple, un effet sur la polymérisation d’actine, ou sur l’activité des moteurs
myosiques ;

– modifier le degré d’étalement des cellules, en contrôlant finement la densité ou la position
des sites d’ancrage à la matrice.

On pourra ensuite observer les modifications induites à plusieurs niveaux : au niveau du
comportement global des cellules (prolifération, migration, apoptose) comme décrit ci-dessous ;
au niveau local de l’assemblage ou du désassemblage des contacts [69, 138, 45] comme décrit
au 1.2.3 ; ou même au niveau de l’expression de gènes codant pour certaines protéines intervenant
dans la signalisation liée à ces phénomènes (technique de lyse cellulaire suivie de Western blots,
que nous ne développerons pas).

2Il faudrait une accélération a de l’ordre de 1 m.s−2 pour que mcell.a soit de l’ordre du pN...
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1.2.2.3 Influence de la rigidité du substrat sur la physiologie globale des cellules
adhérentes

Des modifications physiologiques profondes ont été observées assez tôt sur des cellules dont
l’environnement mécanique était modifié. Au début des années 1950, l’observation d’une multi-
plication rapide des cellules mises en contact avec du verre (dans un tube à essai) a permis de
développer la première lignée de cellules en culture, les cellules Hela. La prolifération cellulaire
en réponse à une rigidité accrue du substrat, a ensuite été largement étudiée [50, 21].

Fig. 1.11 – Etalement d’une cellule épithéliale en fonction de la rigidité du substrat : gauche,
substrat mou (gel de 1 kPa) ; droite, substrat dur (verre) [D’après [34]].

Grâce à des gels de polyacrylamide dont on peut contrôler la rigidité ainsi que la densité
de recouvrement par des ligands, les études sur l’influence des propriétés mécaniques (et biochi-
miques) de la matrice extracellulaire se sont multipliées depuis les années 1980. Il a ainsi été
montré que le taux de croissance des cellules croît avec la rigidité du substrat et avec la densité
de ligands [129, 20]. De même, il a été constaté que l’étalement des cellules augmente avec la
rigidité du substrat [94, 34] (voir figure 1.11).

Le phénomène de "durotaxie" a aussi été mis en évidence : lorsqu’elles sont ensemencées sur
un gel de rigidité non uniforme, les cellules ont tendance à migrer vers la zone la plus rigide [79].
La rigidité du substrat a même une influence sur la différentiation cellulaire : réussir à utiliser
cet effet pour orienter la différentiation de cellules souches est d’ailleurs un des défis expliquant
l’attrait des biomécaniciens pour ces cellules [35].

On évoquera plus loin d’autres effets, plus locaux : cultivées sur un substrat de rigidité
anisotrope, elles s’orientent selon la direction de plus grande rigidité, et elles adaptent les forces
qu’elles exercent en fonction de la rigidité ressentie (cf. figure 1.15).

1.2.3 Aspects mécaniques et géométriques

Pour déterminer précisément l’influence, sur le comportement des cellules, des propriétés mé-
caniques et géométriques de leur environnement, il faut disposer d’outils permettant de contrôler
ces propriétés tout en faisant des observations fines, au niveau sub-cellulaire voire même avec
une résolution inférieure à la taille d’un contact (typiquement ∼ 1 µm2).

On s’intéressera tout d’abord rapidement au contrôle de la géométrie de l’adhésion, par la-
quelle on peut contrôler certains phénomènes cellulaires.

On décrira ensuite comment quantifier les forces mises en jeu au niveau de la liaison entre
une cellule et son substrat : une première approche, passive, consiste à obtenir les forces exercées
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par la cellule sur son substrat par la mesure des déformations induites sur celui-ci. Une autre
méthode, active, consiste à appliquer une force à la cellule, et à en observer les conséquences.

On peut aussi appliquer des forces de façon à mesurer la déformation cellulaire causée, et à
déduire les paramètres mécaniques de la cellule sondée. Plusieurs techniques de ce type seront
décrites au 1.3.1.

1.2.3.1 Confinement de cellules : effets géométriques et topologiques

Grâce à des techniques de microlithographie, on peut désormais créer, dans des wafers de
silicium (ou d’autres matériaux), des structures dont la position et la forme sont résolues à
mieux que 100 nm. Ces structures sont ensuite en général utilisées comme moules pour y couler
des gels, qui adoptent alors la forme souhaitée.

Fig. 1.12 – Confinement de cellules sur micropatrons adhésifs ; (A) une cellule adhérente sur
un motif en L, pendant l’interphase : visualisation en transmission (haut), et en immunofluores-
cence du motif de fibronectine en L sous la cellule (bas gauche), de la répartition de vinculine
(bas milieu) et d’actine (bas droite) dans la cellule ; (B)la même cellule pendant la mitose, en
interphase : visualisation en transmission (gauche) et en immunofluorescence des microtubules
(milieu) et des centrosomes (droite). [D’après [117]]

Pour étudier l’influence de la géométrie du substrat, on peut alors s’en servir comme tampon,
pour aller déposer sur une lamelle de verre certaines protéines (par exemple de la fibronectine ou
une autre protéine de la matrice) sur des zones dont on contrôle finement la position, et déposer
entre ces zones des molécules empêchant l’adhérence des cellules. Des cellules ensemencées sur
ce substrat vont alors rester confinées sur les zones adhésives, et adopter leur forme. Il a ainsi
été observé que la géométrie dans laquelle les cellules adhèrent à leur substrat a un effet sur leur
organisation interne [116, 117] : positionnement du centrosome, distribution des fibres de stress
et de molécules intervenant dans la signalisation liée à l’adhérence, comme on peut le voir sur la
figure 1.12.A. Ces effets géométriques gouvernent même, comme on le voit sur la figure 1.12.B,
la direction dans laquelle se divise une cellule confinée [116].

Pour étudier l’influence de la topographie du substrat, on peut utiliser les mêmes techniques
de lithographie et de moulage, afin de réaliser des surfaces microstructurées en 3 dimensions
[21]. Il a alors été constaté que les cellules s’adaptent aux contraintes topographiques qu’elles
ressentent : sur un substrat fait de lignes gravées, elles s’alignent dans la direction des sillons
[31].

1.2.3.2 Mesures de forces d’adhérence cellule-substrat

Substrats continus Les premières observations des forces exercées par une cellule sur son
substrat furent réalisées en déposant des cellules sur de fines feuilles de silicone [55]. Des rides
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étaient observées aux endroits où les cellules exerçaient des forces suffisantes pour courber la
feuille élastique ; mais cette méthode reste essentiellement qualitative.

Fig. 1.13 – Cartographie du champ de contraintes sous un fibroblaste en migration, obtenue par
"traction force microscopy" (1 kDyn/cm2 = 100 Pa) [D’après [26]].

Pour mesurer le champ de force sous une cellule adhérente, Wang et coll. [26] ont développé
une technique quantitative : la "traction force microscopy" (microscopie des forces de traction).
Des billes fluorescentes submicroniques sont dispersées dans un substrat déformable transparent
(gel de polyacrylamide, de module d’Young valant quelques dizaines de kPa). Quand une cellule
est déposée sur ce substrat, elle génère un champ de forces qui déforme le matériau. En me-
surant le déplacement des billes par rapport à leur position au repos, on a accès au champ de
déformation du matériau. Il faut ensuite remonter au champ de contraintes, par des estimations
numériques relativement fastidieuses. De plus, les billes sont détectées depuis la surface jusqu’à
une profondeur égale à la profondeur de champ de l’objectif utilisé, et ne donnent donc pas ri-
goureusement le champ de déformation à 2 D à l’interface cellule-substrat. On obtient cependant
une bonne estimation de l’allure et de la valeur du champ de forces sous la cellule, comme on le
voit sur la figure 1.13.

En combinant cette technique avec celle des patrons adhésifs, il a d’ailleurs été observé que
les forces d’adhérence ne sont pas du tout uniformément réparties sous la cellule : elle tire
beaucoup plus fort sur le substrat au niveau de ses bords, et encore plus fort dans les coins [131],
comme illustré sur la figure 1.14. Il semble donc y avoir un lien fort entre effets géométriques et
effets mécaniques sur le comportement d’une cellule, et les approches couplant ces deux types
d’influence sont particulièrement intéressantes.

Fig. 1.14 – Cellule épithéliale adhérente sur un patron de fibronectine sur gel de polyacrylamide
(carré plein, de taille 50 µm×50 µm) : vue en transmission (gauche), et cartographie des champs
de déplacement (en µm, milieu) et de contrainte (en Pa, droite) sous la cellule [D’après [131]].
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Substrats discrets Afin de rendre plus simple l’obtention du champ de contraintes sous une
cellule adhérente, une nouvelle technique a été développée par Tan et coll. [114] et mise en
place au laboratoire [32]. Elle consiste en un réseau de micropiliers en gel de PDMS, de module
d’Young E connu (réseau obtenu, là aussi, par moulage après gravure en microlithographie).
Chaque pilier est un petit levier dont la rigidité est connue, et la relation entre la force de rappel
F et le déplacement du sommet des piliers ∆x est linéaire : F = 3

4 πE r4

L3 ∆x = k ∆x, où r est le
rayon d’un pilier et L sa longeur. Le facteur de proportionnalité k est la constante de raideur du
pilier, et est choisie de l’ordre de quelques dizaines de nN/µm. Ainsi, l’observation des déflections
de l’ensemble des piliers donne directement accès au champ de forces. Les cellules cultivées sur
ce type de substrat continuent à se comporter de façon physiologique, à se diviser, à migrer
(cf figure 1.15.A)... On peut donc mesurer les forces exercées en différents points sous la cellule
pendant ces phénomènes.

Fig. 1.15 – Utilisation de micropiliers pour mesurer les forces cellule-substrat : (A) image en
microscopie électronique à balayage d’une cellule epithéliale adhérente sur les piliers circulaires
[D’après [32]] ; (B) courbes montrant la linéarité entre la force exercée par les cellules et la
rigidité des piliers : en bleu, la force moyenne et en rouge, la force maximale [D’après [103]] ; (C)
histogramme de répartition de l’orientation des cellules sur piliers ovales, montrant la corrélation
entre cette orientation et l’anisotropie de rigidité des piliers [D’après [104]].

La modification des paramètres géométriques des piliers permet de faire varier de façon re-
lativement simple leur constante de raideur. Cela a permis de montrer que la force exercée par
une cellule épithéliale sur son substrat croît linéairement avec la rigidité de ce dernier [103] (cf
figure 1.15.B).

De plus, l’utilisation de piliers anisotropes (de section ovale : la rigidité dans la direction
du grand axe est rendue trois fois plus grande que la rigidité dans la direction du petit axe) a
permis de constater une certaine polarisation d’orientation induite sur les cellules par la rigi-
dité du substrat : les cellules s’alignent et migrent selon l’axe de plus grande rigidité [104] (cf
figure 1.15.C).

1.2.3.3 Application localisée de forces

Un grand nombre d’outils de micromanipulation existent désormais pour manipuler les cellules
dans la gamme de forces pertinentes de quelques dizaines de pN à quelques nN. Nous décrivons
ici deux techniques permettant d’appliquer une force sur une portion de la membrane cellulaire,
et d’observer les effets induits localement.

La première méthode expérimentalement mise en œuvre a été l’utilisation d’une micropipette,
par laquelle on peut aspirer une partie de cellule. L’aspiration est maintenue en assurant une
dépression entre le milieu où baigne la cellule et l’autre extrémité de la pipette. A la base, cette
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technique était utilisée pour caractériser les propriétés mécaniques de cellules en suspension
(globules rouges par exemple [96]) mais elle a désormais été aussi utilisée pour des mesures
mécaniques sur cellules adhérentes [86].

Une micropipette très fine peut aussi être utilisée comme petit levier : montée sur une platine
contrôlant finement son déplacement, on peut la déplacer le long de la face apicale de la cellule.
En tirant ainsi sur la membrane, on exerce un cisaillement sur la cellule. En visualisant certaines
molécules d’intérêt en épifluorescence, on peut alors observer les effets de cette contrainte sur la
cellule [102]. C’est cette expérience que montrent les images de la figure 1.19. Il est cependant
difficile de remonter à une estimation précise de la force ainsi appliquée [21].

Fig. 1.16 – Mise en évidence du phénomène de renforcement de liens entre les intégrines et la
matrice : (A) bas : vue de dessus de la cellule avec une bille liée aux intégrines ; haut : déplacement
de la bille en fonction du temps, la partie grisée correspondant au temps où le laser est appliqué.
Le temps initial de piégeage de la bille est court. (B) Même chose, avec un temps initial de
piégeage plus long [D’après [22]].

Une autre technique classique consiste à utiliser des petites billes manipulées à l’aide d’un
champ électromagnétique [127, 22, 45, 27], ce qui sera expliqué plus en détail au 1.3.3. L’esti-
mation de la force est dans ce cas beaucoup plus précise, et on peut aussi visualiser ses effets
sur la cellule manipulée. La figure 1.16 montre les premières observations du phénomène de
renforcement de contacts cellule-matrice, réalisées par Choquet et coll. [22] à l’aide de billes mi-
crométriques de latex piégées par pinces optiques. En posant au départ la bille (recouverte d’un
fragment de fibronectine) sur la membrane, on lui permet de se lier aux intégrines ; puis en la
piégeant pendant un certain temps, on l’empêche de se déplacer selon le flux d’actine existant
naturellement dans le lamellipode des fibroblastes. On exerce donc une certaine force dessus.
Puis le laser est coupé, et la bille est laissée libre de se déplacer, entraînée par le flux rétrograde
d’actine. Après un certain temps, le laser est réappliqué près de la bille, et tente de la repiéger.
On voit que quand la bille a été piégée peu de temps au départ, elle est rappelée facilement par
le laser (fig 1.16.A.), alors que quand elle a été longtemps maintenue dans le piège au départ, la
seconde application du laser n’a pas d’effet : elle est trop fortement liée au cytosquelette d’actine
sous-jacent pour que la force exercée par le laser puisse agir. Cette expérience prouvait donc que
l’application d’une force extérieure au niveau d’un contact modifie les propriétés d’ancrage de
la cellule à la matrice extracellulaire. C’est le phénomène de renforcement des adhésions focales
sous contrainte.

Nous présenterons les effets biologiques engendrés dans la cellule par ce type d’expériences
au 1.2.4.
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1.2.4 Mécanotransduction aux points de contact

1.2.4.1 Structure des contacts

Fig. 1.17 – Schéma de la complexité des détails moléculaires au niveau des adhésions focales
[D’après [50]].

Lorsque les intégrines sont activées par liaison à leur ligand et se rassemblent en "clusters",
des protéines de structure et de signalisation sont recrutées pour former un dense complexe pro-
téique, nommé adhésion focale [135]. Le schéma de la figure 1.17 donne une idée de la complexité
des liaisons au sein d’une adhésion focale. Les protéines de structure, ou d’échaffaudage, comme
la vinculine, la paxilline, la taline ou l’α-actinine renforcent l’adhésion en l’ancrant au cytosque-
lette d’actine [68, 138] (certaines de ces molécules se lient aux intégrines, certaines aux filaments
d’actine ou à des protéines liant l’actine (Actin Binding Proteins) et d’autres enfin relient di-
rectement actine et intégrines). Parmi ces molécules de signalisation, on distingue entre autres
[134] :

– des tyrosines kinases (Src, FAK...),
– des thréonine/sérine kinases (ILK, PAK...),
– des GTPases de la superfamille Ras (Rho, Rac et Cdc42) et leurs cibles (Rho-kinase (ou

ROCK) et mDia1 pour Rho)
D’autres types d’adhésion existent pour lier la cellule à la matrice : adhésions 3D pour les

cellules cultivées en milieu tridimensionnel [23], adhésions fibrillaires3 ou encore complexes focaux.
Ces derniers sont structurellement relativement similaires aux adhésions focales, et les forces
mécaniques jouent un rôle central dans leur différenciation.

Etant liées d’un côté à la matrice extracellulaire, et de l’autre, de façon indirecte, aux filaments
d’actine, les intégrines permettent une transmission de forces dans les deux sens. A l’intérieur
de la cellule, outre une certaine résistance "passive" à la déformation assurée par l’ensemble du
cytosquelette, les filaments d’actine sont mis sous tension par l’action des myosines : chaque tête
de myosine peut exercer une force de l’ordre de 1,5 à 2 pN. De l’extérieur, la cellule est soumise à
la rigidité du substrat et éventuellement aux forces exercées par d’autres cellules. Les intégrines

3Lorsque les protéines de la matrice extracellulaire peuvent être déformées par les forces exercées par la cellule
au niveau des adhésions focales, celles-ci évoluent en adhésions fibrillaires, riches en tensines [138], mais que nous
ne développerons pas ici.
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jouent donc le rôle de capteur et transmetteur de force.

1.2.4.2 Adhérence, mécanotransduction et signalisation

Dans les premières minutes suivant le contact entre la cellule et la matrice, se forme de façon
transitoire un ensemble protéique, le complexe focal, en réponse à l’activation de Rac [101]. C’est
une petite entité de moins d’1 µm2, dynamique et capable de résister à de grandes forces (1 à 3
nN/µm2, [17, 139]), qui se forme notamment à l’avant des lamellipodes des cellules migrantes. En
réponse à l’activation de Rho [98, 100], ces complexes focaux (FC) peuvent évoluer en adhésions
focales (FA) ou contacts focaux, plus gros et de forme allongée (jusqu’à près de 5 µm de long par
1 à 2 µm de large), et contenant un plus grand nombre de protéines de liaison à l’actine [68, 138].

Mais la maturation des complexes focaux en adhésions focales ne nécessite pas seulement
une activation biochimique. Car cette activation est couplée à l’augmentation de la contractilité
cellulaire, se matérialisant au niveau du contact par l’existence d’une force de tension interne à
la cellule. En effet, il a été prouvé qu’une altération de l’activité de Rho fait disparaître les fibres
de tension de la cellule et diminue ainsi la contractilité cellulaire [100]. De même, une inhibition
de l’activité actomyosique de la cellule contribue à la fois à relâcher la tension exercée par la
cellule sur son substrat et à faire disparaître les adhésions focales [7].

Fig. 1.18 – Activation de la protéine kinase Src en réponse à l’application d’une force, observée
par FRET : avant l’application de la force (gauche) on voit un faible anneau autour de la bille,
en réponse à l’adhésion de celle-ci ; après 1, 9 et 15 minutes d’application de la force (de gauche
à droite), on voit une forte activation au niveau de l’anneau entourant la bille, et une vague de
propagation dans la cellule, opposée à la direction de la force [D’après [132]].

Un autre exemple de ce couplage entre signalisation et tension porte sur l’activation de la
kinase Src : c’est une des protéines de signalisation activée au niveau des adhésions focales [41].
En utilisant la technique de FRET (Fluorescence Resonance Energy Transfer, permettant de voir
des changements de conformation de protéines grâce à des marqueurs fluorescents), une étude
récente a observé, dans toute une cellule, le degré d’activation de cette molécule en réponse à une
force locale [132]. Il est surprenant de constater que Src est alors activée non seulement autour
de la bille par laquelle est appliquée la force, mais aussi loin de la bille : une activation à distance
presque instantanée apparaît, puis une vague d’activation part du point d’application de la force
et se propage dans la direction opposée à celle-ci (cf figure 1.18). Cette activation à distance ne se
produit plus si on dépolymérise le cytosquelette d’actine, ce qui signifie que la tension cellulaire
est nécessaire à la propagation de ce signal biochimique.

On voit donc que le phénomène de réponse à une force ou à une rigidité sentie au niveau d’une
adhésion ainsi que le maintien de la contractilité interne à la cellule sont étroitement couplés. Si
les contacts initiaux (FC) peuvent se former en l’absence de force [45], leur maturation en FA et
la persistance de ces contacts mûrs nécessitent une tension interne à la cellule [94].
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1.2.4.3 Rôle des forces dans la régulation des adhésions focales

Fig. 1.19 – Croissance d’adhésions focales sous l’effet d’une force externe appliquée à l’aide d’une
micropipette : images de la cellule avant (haut) et après (bas) l’application de la force. (A) et
(C) : visualisation de la répartition de GFP-vinculine ((A’) et (B’) : grossissements de la zone
sous contrainte) ; (B) et (D) : images de la cellule en transmission [D’après [102]].

La figure 1.19 est tirée d’une étude utilisant une micropipette pour appliquer un cisaillement,
comme décrit plus haut (cf. 1.2.3.3). Les images A’ et C’ montrent bien la croissance des adhésions
focales situées au niveau de la zone où la force est appliquée (FA visualisées par la présence de
vinculine). Dans cette étude, Riveline et coll. [102] ont ensuite prouvé que l’application d’une
force externe pouvait dans certaines conditions contourner l’absence de contractilité interne et
permettre tout de même l’apparition d’adhésions focales.

Fig. 1.20 – Schéma des voies de signalisation intervenant dans la croissance des adhésions focales
[D’après [102]].

En effet, Rho a deux cibles majeures : la Rho-kinase (ROCK) qui augmente la contractilité
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cellulaire en stimulant l’activité des myosines, et mDia1 qui régule entre autres la polymérisation
d’actine. Tant que cette dernière est active, des FA peuvent croître en réponse à l’application
d’une force externe, même en l’absence de tension interne (absence obtenue par inactivation de
ROCK). Ceci est résumé sur le schéma de la figure 1.20.

La croissance des FA en réponse à une tension externe répond en outre à des lois intéressantes :
les contacts croissent dans la direction de la force appliquée [7, 102], et il semble que l’aire de
chaque contact augmente linéairement avec la force appliquée, comme on le voit sur les graphes
de la figure 1.21.

Fig. 1.21 – Propriétés des adhésions focales en réponse à une force : les cellules sont déposées sur
un gel dont la déformation est mesurée par "traction force microscopy". Les adhésions focales
sont repérées et quantifiées par observation de vinculine-GFP. (a) Aire et (b) intensité totale
de fluorescence des FA individuelles en fonction de la force qu’elles exercent sur le substrat ; (c)
orientation des FA en fonction de la direction de la force sur le substrat ; (d) visualisation des FA
en épifluorescence, avec les forces exercées par chacune en rouge, calculée à partir du déplacement
des marqueurs (flèches jaunes, dans l’insert) [D’après [7]].

Ces FA sont par ailleurs le point de départ de denses faisceaux de filaments d’actine, les fibres
de tension, qui permettent d’exercer des forces très importantes au niveau de ces contacts. Les
intégrines des contacts focaux permettent de transmettre des forces mécaniques de l’extérieur
vers l’intérieur de la cellule (et vice-versa), et traduisent aussi ces signaux mécanique en signaux
biochimiques (et vice-versa).

Fig. 1.22 – Images de filaments de GFP-actine dans des cellules cultivées sur (A) substrat rigide,
en verre ; (B) gel dur, de module d’Young 8 kPa ; (C) gels mous, de module d’Young 1 kPa
[D’après [34]].

Ainsi, l’apparition et la croissance d’adhésions focales est couplée à la croissance de fibres
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de stress dans la cellule [34, 100, 27, 28]. Ces fibres de stress sont notamment beaucoup plus
développées sur un substrat rigide que sur un substrat mou (cf figure 1.22), car on a vu que la
cellule a besoin de développer des forces d’autant plus grandes que le substrat qu’elle ressent est
dur.

En résumé, une certaine tension interne et/ou une force externe à la cellule est nécessaire pour
que des adhésions naissantes mûrissent en FA et la présence de tension externe (force ou rigidité)
fait croître la taille des FA et les stabilise par ancrage de plus en plus fort au cytosquelette
sous-jacent.

1.2.4.4 Intégration des forces au niveau de l’ensemble de la cellule

La transmission des forces au niveau des contacts contrôle la maturation ou le désassemblage
des adhésions et initie une cascade de signalisations intracellulaires qui peut modifier l’allure de
la cellule et son comportement. Ce qui fait qu’en présence d’une force appliquée de l’extérieur, la
cellule adapte activement ses structures d’adhésion, réarrange l’organisation de son cytosquelette
et modifie l’activité contractile de ce dernier.

On comprend alors que la cellule soit capable d’adapter les forces qu’elle exerce à ce qu’elle
ressent [103] : elle est constamment en train de palper son milieu, et se contracte ou se détend
en fonction de la rigidité qu’elle rencontre. On comprend aussi les liens entre rigidité ressentie et
prolifération des cellules : l’activation de Rho augmente la contractilité actomyosique, et favorise
donc la division cellulaire (au moment de la cytocinèse, la cellule a besoin de cette activité
myosique au niveau de l’anneau d’actine contractile, pour scinder la cellule mère en deux cellules
filles) [21].

Cependant, de nombreuses questions restent ouvertes, concernant le rôle des FA dans la
mécanotransduction :

– comment s’organisent, en trois dimensions, les ABP et les protéines d’échaffaudage les
unes par rapport aux autres, au sein des FA? Des expériences de FRET (Transfert d’Ener-
gie de Fluorescence par Résonance) pourraient permettre de déterminer les configurations
relatives de certaines de ces protéines.

– quelles sont les propriétés mécaniques de chacune de ces molécules de lien ? Sont-elles très
rigides, et transmettent-elles la force directement aux filaments d’actine ? Ou au contraire
sont-elles étirées lorsqu’une force leur est appliquée, auquel cas elles pourraient changer de
conformation et ces changements pourraient être à la base des cascades de signalisation en
aval ? Quelles sont leurs énergies de liaison entre elles ? En bref, quelle est la compliance
de ce lien complexe entre actine et intégrines ?

Nous ne chercherons pas ici à répondre à ces questions, mais il peut être intéressant de noter que
la connaissance actuelle du rôle de ces adhésions dans la réponse mécanique cellulaire est, pour
l’instant, encore très partielle, et est l’objet de nombreuses études en cours.
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1.3 Viscoélasticité cellulaire

On a vu que l’environnement mécanique d’une cellule modifie son comportement physiolo-
gique, mais aussi mécanique. On s’intéresse maintenant aux techniques permettant de quantifier
les propriétés mécaniques des cellules afin d’en tirer, éventuellement, des caractérisations, des
éléments de comparaison, des lois...

Ce type de mesures est relativement complexe à réaliser. Tout d’abord, une cellule n’est pas
un matériau inerte. C’est un système hautement hors d’équilibre (il y a consommation d’énergie
et transformation entre les différents types d’énergie), et donc pour lequel les considérations stan-
dard utilisées par exemple en thermodynamique, ne sont pas valables (par exemple, le théorème
de fluctuation-dissipation n’est pas vérifié). Ensuite, c’est un matériau inhomogène, et dont les
inhomogénéités sont présentes à des échelles très différentes : le noyau, de plusieurs µm, a des
propriétés mécaniques très différentes du reste du corps cellulaire ; des organelles et des vésicules,
de quelques fractions de µm "flottent" dans le cytoplasme ; les filaments du cytosquelette forment
un réseau de polymères semi-flexibles, de quelques nm de large sur plusieurs µm de long, entourés
du liquide cytosolique... Sonder une cellule donnée en différents endroits n’a donc aucune raison
de donner des résultats identiques. De même, les variabilités (de forme, de moment dans le cycle
cellulaire...) sont grandes de cellule à cellule, dans un échantillon du même type cellulaire. Enfin,
c’est une entité vivante, capable de se mouvoir, même en plein milieu d’une expérience !...

Nous laisserons ici ces considérations de côté, et décrirons la cellule comme un matériau dont
on considèrera qu’il est approximativement homogène et inerte pendant la durée des mesures
mécaniques effectuées4, afin d’en définir les paramètres viscoélastiques comme on le ferait pour
un gel synthétique.

1.3.1 Quelques notions de viscoélasticité

Pour un solide purement élastique, on définit le module d’Young E (Pa), comme le rapport
entre la contrainte appliquée et la déformation résultante en géométrie de traction simple :
E = σ/ǫ, avec σ en Pa, et ǫ sans dimension (ǫ = δl/l0, où l0 est la longueur initiale du matériau
et δl = l − l0 sa variation de longueur).

Pour un liquide purement visqueux, on définit la viscosité η, comme le rapport entre la
contrainte et le taux de déformation associé : η = σ/ǫ̇.

En géométrie de cisaillement pure, on définit un coefficient de cisaillement µ par la relation
entre le tenseur des contraintes et le tenseur des déformations : σ = 2µǫ. Pour un matériau
incompressible5, on a simplement E = 3µ.

Pour un matériau viscoélastique, les propriétés d’élasticité et viscosité sont contenues dans le
module viscoélastique G, défini en régime sinusoïdal [54]. La déformation complexe ǫ(ω) = ǫ0e

iωt

et la contrainte complexe σ(ω) = σ0e
i(ωt+φ) sont alors reliées par :

G(ω) =
σ(ω)

ǫ(ω)
= G′(ω) + iG′′(ω) (1.4)

où G′ est la partie réelle, ou module de stockage (ou encore module élastique), et G′′ la partie
imaginaire, ou module de perte. Pour un solide élastique, on retrouve G′ = E et G′′ = 0 ; et pour
un liquide visqueux G′ = 0 et G′′ = ηω.

4L’approximation "cellule inerte" est justifiée, pour des cellules relativement peu motiles comme celles que
l’on utilise, tant que les mesures durent moins de quelques minutes. L’approximation d’homogénéité est, elle,
certainement plus éloignée de la réalité : il est probable que des mesures de viscoélasticité réalisées en deux
endroits différents de la cellule donneraient des résultats différents [57].

5On considère en général la cellule comme un matériau incompressible aux temps courts.
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Pour définir la relation entre contrainte appliquée et déformation d’un matériau, on peut
aussi se placer dans le domaine temporel. Si on applique une contrainte σ(t) à partir de l’instant
t = 0, la relation donnant la déformation résultante au cours du temps ǫ(t) fait intervenir la
fonction de fluage J(t), et s’écrit :

ǫ(t) =

∫ t

0
J(t − t′)

dσ

dt′
dt′ (1.5)

ou encore, si on utilise la fonction mémoire µ(t) :

ǫ(t) =

∫ t

0
µ(t − t′)σ(t′)dt′ avec µ(t) =

dJ

dt
. (1.6)

Ces relations sont à prendre au sens des distributions. Un cas particulier est l’expérience de
fluage proprement dite : on exerce sur le matériau une contrainte constante à partir de t = 0, soit
σ(t) = σ0Θ(t) où Θ(t) est la fonction de Heaviside, et dσ

dt = σ0δ(t). On obtient alors directement
la fonction de fluage en mesurant la déformation :

J(t) =
ǫ(t)

σ0
. (1.7)

Par exemple, comme représenté sur la figure 1.23, la fonction de fluage d’un matériau élastique
de module d’Young E vaut simplement 1/E ; celle d’un fluide visqueux de viscosité η vaut t/η.

Fig. 1.23 – Allure de la déformation d’un solide élastique (gauche) et d’un fluide visqueux (droite)
en réponse à une contrainte σ constante.

Il existe bien sûr un lien entre les définitions temporelle et fréquentielle, que l’on peut établir
en utilisant la transformée de Fourier de la fonction de fluage [10] :

J̃(ω) =

∫ +∞

−∞
J(t)eiωtdt et G(ω) =

1

iωJ̃(ω)
. (1.8)

1.3.2 Un modèle viscoélastique simple pour la cellule ?

Jusqu’à récemment, la cellule a été décrite comme un matériau viscoélastique simple : certains
de ses constituants, comme les filaments intermédiaires ou le cortex d’actine, contribuent à son
caractère élastique, tandis que d’autres, comme le cytosol ou le fait que les filaments d’actine
puissent coulisser les uns par rapport aux autres, lui confèrent une certaine viscosité. Pour tenter
de caractériser ce matériau, on peut le schématiser par un ensemble de compartiments élastiques
(ressorts) ou visqueux (amortisseurs), en série ou en parallèle. Un modèle typique est présenté
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Fig. 1.24 – Haut : schéma d’un modèle viscoélastique à quatre compartiments : 2 solides élastiques
de modules d’Young E0 et E1 (ressorts) et deux fluides visqueux de constantes de viscosité η0 et
η1 (amortisseurs). Bas gauche : Graphe de la fonction de fluage correspondante, J(t)(en Pa−1)
en fonction du temps (en s). Bas droite : Graphe des modules G′ (en noir) et G′′ (en gris)
correspondants (en Pa) en fonction de la fréquence (en Hz).

sur la figure 1.24 : il contient un amortisseur de viscosité η0 en série avec un ensemble de Kelvin-
Voigt, qui comprend un ressort de module d’Young E0, en parallèle de l’ensemble série {ressort
(E1)–amortisseur(η1)}. La fonction de fluage de l’ensemble vaut :

J(t) =
1

E0

[

1 − E1

E0 + E1
e−t/τ

]

+
t

η0
(1.9)

et est représentée sur la figure 1.24. Cette réponse est gouvernée, aux temps courts par l’as-
sociation en parallèle de solides élastiques {E0//E1}, qui donne un déplacement instantané à
t = 0, et aux temps longs par le fluide η0, qui s’écoule à vitesse constante. Le temps de relaxation
permettant de passer d’un comportement à l’autre vaut τ = η1(E0+E1)

E0E1
.

On peut alors éventuellement attribuer à divers compartiments cellulaires les propriétés de
chaque élément [11] : η0 représenterait la viscosité du cytoplasme, E0 +E1 serait relié au module
élastique du cytosquelette.

Cependant, de plus en plus d’expériences, développées ci-après, tendent à montrer qu’il est
impossible de réduire la cellule à un petit nombre de compartiments mécaniques. En effet, la
cellule semble se déformer, sous l’effet d’une contrainte, qu’elle soit locale ou globale, de façon
non triviale : les modules élastique et visqueux varient avec la fréquence selon une même loi de
puissance. Ce comportement rhéologique complexe rejoint celui observé sur les gels, les mousses,
les émulsions et les pâtes (milieux dits "vitreux mous"), qui ont en commun de posséder une
grande complexité de structure. Cela s’accompagne de processus de dissipation ayant lieu à des
échelles temporelles très diverses, et qui font intervenir une distribution très large et dense de
temps de relaxation.

Une des raisons pour lesquelles la cellule n’est pas un pur matériau viscoélastique est l’exis-
tence de tensions internes, développées par les filaments d’actine qui ne sont pas assemblés sous
forme de gel mais sous forme de fibres de tension. De plus, c’est une structure hautement hors
d’équilibre : en permanence, les mécanismes de polymérisation/dépolymérisation, ou le mouve-
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ment de moteurs moléculaires le long des filaments consomment l’énergie produite par hydrolyse
des molécules d’ATP.

Nous décrirons au chapitre 3 les relations liant G(ω) et J(t) pour ces matériaux ayant une
rhéologie en loi de puissance, mais nous pouvons déjà préciser qu’un module viscoélastique variant
en loi de puissance de la fréquence a comme équivalent une fonction de fluage variant en loi de
puissance du temps, avec le même exposant. Les différents types de modèles développés pour
prendre en compte ces propriétés complexes sont présentés dans la thèse de Martial Balland [9]
et nous n’y reviendrons pas ici. Un petit modèle structural permettant de reproduire les lois de
puissance observées pour G(ω) et J(t) est présent dans l’article mis en annexe D [10].

1.3.3 Mesures de la viscoélasticité cellulaire

On présente ici quelques méthodes de mesure, locale ou globale, des propriétés viscoélastiques
des cellules. Certaines de ces méthodes (pinces optiques, magnétocytométrie, étirement uniaxial)
utilisent des sondes spécifiquement ancrées aux filaments d’actine de la cellule par l’intermédiaire
de molécules d’adhérence et sondent donc les propriétés mécaniques du cytosquelette d’actine.
Les autres (AFM, microrhéologie 2 points) utilisent des sondes non spécifiques, et mesurent une
contribution de l’ensemble des constituants viscoélastiques de la cellule.

1.3.3.1 Mesures actives locales en régime sinusoïdal

Ces méthodes, dites "actives" car une contrainte est appliquée à la cellule que l’on souhaite
sonder, présentent l’avantage d’obtenir directement une mesure de coefficient de cisaillement.
Cependant, pour passer de cette mesure au calcul du module viscoélastique, il faut faire des
hypothèses géométriques sur le lien entre la sonde et la cellule (degré d’enfoncement de la sonde
dans la cellule) et la hauteur du milieu cellulaire sous la sonde. Nous ne détaillerons que les
calculs effectués pour nos expériences de pinces optiques, et elles seront présentées au chapitre 3.
On peut cependant d’ores et déjà noter que c’est là le désavantage majeur de ces méthodes :
ce facteur géométrique est difficile à évaluer, et cause donc une erreur d’estimation de la valeur
de G. Mais cette erreur étant indépendante de la fréquence, les lois de variation des différentes
grandeurs sont, elles, obtenues précisément.

La différence majeure entre ces méthodes réside dans le lien entre la sonde et la cellule : dans
les expériences avec billes (pinces optiques [22], magnétocytométrie [27]), il faut assurer leur an-
crage à la cellule. Elles doivent donc être recouvertes d’un peptide permettant leur adhérence à
certains récepteurs, intégrines par exemple. L’ancrage provoque une réorganisation du cytosque-
lette au niveau des contacts, ce qui modifie certainement les propriétés viscoélastiques mesurées
par rapport au cas où la cellule est sondée sans avoir besoin de passer par un lien moléculaire
comme c’est le cas pour l’AFM [84, 4].

Microscopie à force atomique (AFM) Le principe des mesures de forces avec un AFM,
schématisé sur la figure 1.25, repose sur la connaissance de la constante de rappel d’un microlevier,
qui permet d’obtenir la force appliquée par la pointe de celui-ci sur un objet si on connaît sa
déflection (mesurée sur un photodétecteur). L’intérêt de son utilisation pour réaliser des mesures
de viscoélasticité cellulaire réside dans l’absence d’ancrage entre la pointe et la cellule 6.

La gamme de forces applicables par cette technique va de la dizaine de pN à quelques centaines
de nN, mais pour la mesure des propriétés viscoélastiques des cellules en régime fréquentiel, les
forces appliquées restent faibles (typiquement quelques centaines de pN). On mesure la force
appliquée à la cellule ainsi que la déformation de celle-ci, et leur rapport est proportionnel au

6Attention, les expériences en AFM sont souvent réalisées à température ambiante, soit 20 à 25°C, et non pas
à 37°C comme la plupart des expériences sur cellules en OMTC ou en OT.
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Fig. 1.25 – Schéma de principe d’un AFM (gauche) et vue de dessus d’un ta-
pis de cellules épithéliales A549 et de la pointe du levier d’AFM [D’après
http ://www.ub.edu/biofisica/cellular.htm ].

module viscoélastique [4]. La difficulté de ces mesures réside dans la prise en compte de certaines
corrections, comme la force de traînée exercée sur le levier par le fluide environnant ou la forme
exacte de la pointe [99].

Des mesures ont été réalisées sur plusieurs types cellulaires dont on a modifié les propriétés
internes par différentes drogues, et les évolutions de G′ et G′′ obéissent à des lois de puissance
de la fréquence qui semblent très robustes, avec une nette dépendance de l’exposant de la loi en
fonction des propriétés contractiles du cytosquelette [121].

Magnétocytométrie optique (OMTC) Le principe des expériences de magnétocytométrie
(MTC : Magnetic Twisting Cytometry) [127, 81, 38] est basé sur le couple exercé par un champ−→
B sur un dipôle magnétique

−→
M :

−→
T =

−→
M ×−→

B = B M cos α (1.10)

où π
2 − α est l’angle entre le moment et le champ, et M est le moment magnétique de la bille

(qui dépend notamment de ses paramètres géométriques). Des billes ferri- ou ferro-magnétiques
de diamètre typique 4 à 5 µm, adhérentes aux cellules, sont aimantées par un fort champ hori-
zontal (dans le plan de la membrane), puis un champ oscillant à fréquence f est appliqué dans la
direction perpendiculaire, causant une rotation de la bille le long de la membrane de la cellule,
comme illustré sur la figure 1.26. La rotation résulte en un déplacement d de la bille, qui dé-
forme la cellule : ce déplacement est mesuré en microscopie optique (Optical Magnetic Twisting
Cytometry). On mesure alors le coefficient de cisaillement g à la fréquence f du champ :

g̃(f) =
T̃ (f)

d̃(f)
= g′(f) + ig′′(f) (1.11)

et moyennant un facteur géométrique, il est possible de remonter au module viscoélastique G̃ ∝ g̃
de la cellule.

Les mesures effectuées à l’aide de cette technique semblent montrer que l’on reste dans un
domaine de déformation linéaire7 pour la cellule même à grandes contraintes (de 1 à 300 Pa) et
grandes déformations (déplacements de bille de 5 à 500 nm).

7Le terme "linéaire" désigne ici le fait que la contrainte est proportionnelle à la déformation, et que le coefficient
de proportionnalité (le module viscoélastique) ne dépend pas de la contrainte appliquée.
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Fig. 1.26 – Principe des expériences de magnétocytométrie optique : schéma de l’application du
couple magnétique qui déplace les billes et cause ainsi une déformation cellulaire (gauche) ; et
vue d’un échantillon de cellules en culture ayant lié des billes ferrimagnétiques (droite).[D’après
[38]]

Fig. 1.27 – Exemples de courbes obtenues, sur des cellules de trachée humaine (HASM), pour les
variations de G′(a) et G′′ (b) avec la fréquence : dans les conditions contrôles (carrés noirs), et
après action d’agents augmentant (histamine, carrés blancs), ou diminuant (DMcAMP, trangles
noirs) la contractilité cellulaire ou dépolymérisant l’actine (cytochalasine D, triangles blancs) ; ex-
trapolation des courbes et des ajustements jusqu’à la valeur du paramètre Φ0(c), et comparaison
de G′ et G′′ dans les conditions standard (d). [D’après [37]]

Comme illustré sur la figure 1.27, cette méthode a là aussi été utilisée sur plusieurs types
cellulaires, en présence de nombreux facteurs biochimiques modifiant la dynamique du cytosque-
lette (degré de polymérisation de l’actine, action des myosines, concentration en ATP... ), ou
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l’ancrage de la bille à la cellule (ligands différents). Dans tous les cas, on obtient pour G′ et G′′

des lois de puissance de la fréquence, et ce sur plusieurs décades (5 décades pour G′, et au moins
3 pour G′′). Les auteurs de ces études ajustent alors ces courbes en utilisant une unique loi de
puissance empirique :

G̃ = G0(1 + iη)

(

ω

Φ0

)α

+ iωµ avec η = tan(
απ

2
) (1.12)

dans laquelle Φ0, G0 (la valeur du module d’élasticité à la pulsation Φ0)8, α (le coefficient de la loi
de puissance, relié, via η, à l’importance de la dissipation dans le matériau) et µ (la viscosité du
cytosol, intervenant à haute fréquence) sont les seuls paramètres. G′ et G′′ varient donc ensemble
avec la fréquence, sur la gamme 10 mHz–10 Hz. L’exposant α ainsi obtenu varie entre 0,1 et 0,4
selon les types cellulaires et les traitements imposés.

Les courbes de la figure 1.27.c montrent que les différents agents biochimiques modifiant la
dynamique du cytosquelette n’auraient finalement qu’un effet sur cette valeur de α, c’est à dire
qu’ils n’influeraient que sur les mécanismes de dissipation d’énergie dans la cellule [37].

Pinces optiques (OT) Le principe de l’application d’une force par pinces optiques étant
largement décrit au chapitre suivant, nous ne décrirons ici que les résultats obtenus par cette
méthode en régime sinusoïdal, ce qui correspond au travail de thèse de Martial Balland au
laboratoire [9].

Fig. 1.28 – Modules élastique et de perte en fonction de la fréquence pour des myoblastes de
souris de type C2 : (A) dans les conditions contrôle (courbe principale : moyenne sur une vingtaine
cellules, insert : mesure sur une seule cellule) ; (B) après addition de blebbistatine (idem) [D’après
[8]].

Là encore, le principe des mesures est globalement le même : la position de la bille est mesurée
en microscopie optique à l’aide d’une caméra, la force est étalonnée en fonction de la position de
la bille par rapport à la pince optique, et la déformation induite sur la cellule sondée est tirée du
déplacement de la bille par rapport à la cellule. Par application d’une force oscillante à différentes
fréquences successives, on en déduit le module viscoélastique G̃(f), dont les parties réelles et
imaginaires varient ensemble en loi de puissance de la fréquence (figure 1.28.A). L’addition d’un

8Attention : le G0 défini ici n’est pas le même que celui que nous utiliserons dans les parties 3 et 4. Fabry,
Fredberg et coll. désignent par G0 le module viscoélastique à la pulsation Φ0, où Φ0 vaut de l’ordre de 108 rad.s−1,
alors que nous définisson G0 comme le module à 1 Hz.
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facteur inhibant l’activité ATP-asique des myosines II, la blebbistatine, provoque une très forte
diminution des exposants mesurés : de α = 0, 19 à 0, 06, signifiant que la cellule se rapproche
alors beaucoup du comportement d’un solide élastique. Cela montre, une fois de plus, que la
dissipation intracellulaire, notamment celle due au glissement des filaments d’actine les uns par
rapport aux autres grâce à l’action des myosines, est essentielle à l’explication des propriétés
viscoélastiques des cellules.

1.3.3.2 Mesures en régime de fluage

Une autre approche consiste à mesurer la réponse mécanique d’une cellule en fonction du
temps, et non plus en fonction de la fréquence. Si on maintient la force imposée constante, il
s’agit d’une expérience de fluage, dont le principe a été décrit au 1.3.1.

Fig. 1.29 – Expériences d’étirement de cellule entière : image d’une cellule entre les deux lamelles
(gauche), et déformation mesurée à force constante (droite). [D’après [30]].

Fluage global par étirement uniaxial Cette technique a été mise en place au laboratoire
[120, 30], dans le but de déformer globalement une cellule attachée entre deux microplaques de
verre (cf. figure 1.29). Une des lamelles est infiniment rigide par rapport à la cellule, et l’autre
relativement souple. Elle a une constante de raideur k, calibrée au préalable. La mesure de la
déflection δ de la lamelle souple donne donc accès directement à la force, donc à la contrainte
σ0 exercée sur la cellule. La distance L séparant les deux lamelles donne une mesure de la
déformation ǫ au cours du temps :

F = kδ = Sσ0 et ǫ(t) =
L(t) − L0

L0
(1.13)

où S est la surface d’attache de la cellule sur les microplaques. Une rétroaction sur la position
de la lamelle rigide permet de maintenir la force F constante.

Les forces appliquées par ce dispositif sont plus grandes que dans les expériences locales :
de 1 à 10 nN environ, car il faut déformer l’ensemble de la cellule. Les mesures ainsi obtenues
donnent, pour la fonction de fluage J(t) = ǫ(t)/σ0, des lois de puissance du temps entre 0,1 s et
100 s (figure 1.29), et avec un exposant du même ordre de grandeur que ceux mesurés localement
en régime sinusoïdal (0,2 environ). Ceci est une preuve que les mécanismes de dissipation au sein
des cellules ont lieu à des échelles de temps et de taille répartis de façon très dense, puisqu’on
les observe aussi bien localement que globalement, aux temps courts comme aux temps longs.
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Fluage local Des mesures de fluage locales ont été développées à l’aide de techniques magné-
tiques : soit en applicant une force constante par une pince magnétique [11], soit en applicant
un couple comme en magnétocytométrie [77], couple dont on considère qu’il est constant sur la
durée de l’expérience (mais ces méthodes n’utilisent pas de rétroaction pour maintenir la force
réellement constante : la force évolue un peu au cours du temps, dans une limite jugée négli-
geable par rapport à la résolution de l’expérience). Là encore, on retrouve le même type de lois
de puissance, et la même sensibilité aux modifications biochimiques du cytosquelette.

1.3.3.3 Comparaison avec des mesures passives : microrhéologie 1 et 2 points

Le principe des mesures de microrhéologie passive consiste à détecter le mouvement aléatoire
de particules traceurs, en réponse aux sollicitations du milieu sans force appliquée. On mesure
le mouvement quadratique moyen d’un traceur MSD = 〈∆r2(t)〉. Dans un liquide isotrope et
homogène à l’équilibre thermodynamique, la transformée de Fourier du MSD est reliée à la partie
dissipative de la fonction de réponse du milieu9 χ(ω) par le théorème de fluctuation-dissipation :
TF(MSD) ∝ kBT Im(χ(ω))

ω . Cette relation peut être étendue à un milieu viscoélastique [78].

On peut donc en théorie remonter à la fonction de réponse du milieu, qui est elle-même
inversement proportionnelle au module viscoélastique [73, 60]. Si on considère la cellule comme un
milieu viscoélastique parfait, l’intérêt de cette méthode est que l’on peut accéder à ses propriétés
rhéologiques en suivant les déplacements aléatoires de petites vésicules naturellement contenues
dans le cytoplasme, sans avoir besoin de rajouter une sonde non endogène, que l’on doit attacher
à la cellule (avec les problèmes liés à la géométrie de l’ancrage discutés précédemment) ou l’y
faire rentrer.

Cependant, la cellule n’étant pas un milieu isotrope, ni infini par rapport à la taille des
traceurs, ni à l’équilibre (il y a consommation d’énergie, restituée sous forme de forces actives),
la mesure des fluctuations de position d’un seul traceur ne permet pas de remonter à la fonction
de réponse du milieu. D’une part les résultats dépendent de la taille du traceur, a priori inconnue
quand on utilise une petite vésicule intracytoplasmique. D’autre part, ses mouvements ne sont
pas guidés uniquement par des fluctuations d’origine thermique et dépendent de sa position dans
la cellule (par exemple les vésicules sont souvent emmenées par des moteurs moléculaires le long
des microtubules et ont alors un mouvement guidé) [78, 73].

On peut s’affranchir de ces effets en utilisant une fonction de corrélation entre deux particules
contenues dans le milieu cellulaire : en effet, les mouvements corrélés de ces deux particules sont
dus à l’intervention du milieu les séparant, qui transmet les déformations et les contraintes. En
mesurant les corrélations de position entre ces deux particules, on peut alors remonter au spectre
de fluctuations des contraintes dans le milieu, et, partant, à son module viscoélastique [73]. Il faut
pour cela utiliser une généralisation non triviale du théorème de fluctuation-dissipation, tenant
compte des fluctuations actives de force. Les mesures obtenues par cette technique confirment
les lois de puissance obtenues par les mesures de rhéologie active décrites précédemment.

La combinaison de méthodes de microrhéologie active et passive, avec des traceurs contenus
dans le cytoplasme ou attachés à la membrane permet de sonder les différents compartiments
du cytosquelette cellulaire : cortex d’actine sous la membrane et cytosquelette profond [124]. Les
lois de puissance mesurées pour ces 2 contributions ne semblent pas rigoureusement identiques :
il est reporté un exposant cortical de αcort = 0, 16 plus faible que l’exposant lié au cytosquelette
profond αint = 0, 26.

9χ(ω) décrit le déplacement du milieu u en réponse à une force extérieure f : u(ω) = χ(ω)f(ω)
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1.3.4 Influence de l’application d’une force sur les propriétés viscoélastiques
des cellules

L’application d’une contrainte au niveau des contacts entre la cellule et la matrice a, nous
l’avons vu, des effets sur leur composition [45], leur taille [102], leur ancrage au cytosquelette [22],
bref, leur capacité à résister à cette force. Cette propriété permet aux cellules de résister à ces
forces (sans risquer, par exemple, un déchirement de la membrane). On peut donc supposer que
ce mécanisme entraîne aussi, de façon plus globale dans le cytosquelette, une modification de la
viscoélasticité permettant finalement à la cellule d’adapter l’ensemble de sa réponse mécanique à
son environnement, pour que ses capacités de migration, d’étalement [41] ou de maintien soient
toujours assurées même en présence d’un changement mécanique externe.

Fig. 1.30 – Phénomène de renforcement d’une cellule sous contrainte prolongée. (A) Diminution
de la déformabilité cellulaire : déformation en réponse à une force avant contrainte (barres noires),
et après 2 minutes d’application (barres blanches), même en présence d’agents inhibiteurs de
l’ATPase (BDM), de ROCK (Y27), de Rho (C3) et de Src (PP2) [D’après [85]] ; mesures de
l’apparition de structures denses d’actine (B) et de l’augmentation de la rigidité cellulaire (C) en
fonction du temps d’application de la contrainte mécanique (MS : "mechanical stress") [D’après
[27]].

Et il a en effet été observé que la rigidité interne des cellules est modifiée par l’application
prolongée de contraintes : par exemple, les contraintes exercées par un flux sur les cellules endo-
théliales provoquent une augmentation de leur viscosité [75]. Il a été observé aussi que le niveau
de précontrainte dans la cellule détermine sa rigidité [130]. Plusieurs travaux commencent à s’in-
téresser à la réponse de la cellule à l’application de contraintes prolongées : Matthews et al. [85]
ont montré que la cellule se rigidifie au fur et à mesure que des paliers de force lui sont appliqués,
et que cette rigidification dépend de la présence d’ATP et de l’action de diverses molécules de
signalisation (GTPase Rho, kinases ROCK et Src) mais aussi du temps d’application de la force :
si une force est appliquée suffisamment longtemps, la cellule est, même en l’absence d’activité de
ces molécules, capable de développer un certain renforcement (cf. figure 1.30.A). Cette augmenta-
tion de rigidité est très certainement lié à une modification du cytosquelette d’actine, et en effet,
Deng et al. [27] ont montré que l’application d’une contrainte mécanique prolongée engendrait
l’apparition de structures denses d’actine autour des points d’application de la contrainte, et ce
de façon croissante avec le temps d’application (cf. figure 1.30.B et C).

Les phénomènes de renforcement du contact et de la rigidité cellulaire semblent commencer
à se produire entre quelques dizaines de secondes et quelques minutes après l’application de la
contrainte, mais ce temps de "mise en route" dépend des cascades de signalisation qui ont lieu à
l’intérieur de la cellule [85].

A l’inverse, des expériences récentes s’intéressent au phénomène de "rajeunissement", bien
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connu pour la rhéologie des mousses et émulsions : l’application d’un fort taux de cisaillement
fluidifie ces matériaux, qui reviennent ensuite lentement vers leurs propriétés viscoélastiques pré-
cédentes. Le modèle de milieux vitreux mous, appliqué aux cellules en vertu des comportements
fréquentiels de G′ et G′′, prévoit donc un tel effet sur les cellules. Et effectivement, l’application
transitoire d’une forte contrainte, semble provoquer une fluidification de la cellule, ainsi qu’un
retour lent vers ses propriétés viscoélastiques de base [18, 122].

Fig. 1.31 – Expérience de "rajeunissement" sur cellule : (a) principe de l’expérience ; (b) modifi-
cations induites sur la fonction de fluage (dans le sens du temps croissant après application de la
forte contrainte oscillante : courbes rouge, vert, bleu foncé, rose, violet, bleu clair) ; (d) influence
de la valeur de la contrainte oscillante sur le "rajeunissement". [D’après [18]].

La figure 1.31.b montre comment la fonction de fluage est modifiée par l’application d’une
forte et brève contrainte oscillante : juste après celle-ci, la cellule flue avec une amplitude plus
grande, et cette amplitude diminue au fur et à mesure que le temps de latence augmente. De plus,
ce degré de "rajeunissement" dépend de l’amplitude de la contrainte oscillante : la figure 1.31.d
fait apparaître un effet de fluidification croissant avec la contrainte, mais un effet inverse à faible
contrainte (donc, non pas une fluidification mais une rigidification).

Il semble donc que le niveau de contrainte, ainsi que le fait qu’elle soit appliquée de façon
transitoire joue un grand rôle dans l’influence sur la viscoélasticité cellulaire [122]. En effet, les
phénomènes de renforcement reportés plus haut demandent une lente adaptation de la cellule,
en réponse à l’activation de voies de signalisation variées, et cette adaptation ne se produit
certainement pas si la contrainte appliquée se produit sur un temps trop court. De même, le niveau
de contrainte appliquée a certainement un effet : l’application d’une forte contrainte oscillante
doit grandement modifier les interactions au sein du cytosquelette, en détruisant par exemple une
partie des liens entre filaments d’actine, ou des ancrages de ces filaments aux contacts. Observer
une fluidification en réponse à ce type de contrainte est alors tout à fait compréhensible.
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1.4 Objectifs de la thèse

Dans ce contexte de mécanotransduction largement étudié, nous souhaitons apporter une
quantification précise des phénomènes de modification de la rigidité sous force contrôlée. Le but
de nos expériences est de relier les effets biologiques en réponse à l’application d’une force au
niveau d’un contact (effets attendus selon ce qui a été reporté dans la littérature) aux effets
mécaniques induits sur la cellule.

A l’aide d’une bille micrométrique recouverte d’un fragment de fibronectine, nous mimons
l’adhésion de la cellule à la matrice. Grâce à cette sonde locale, nous pouvons, comme il est décrit
au chapitre suivant, appliquer des forces contrôlées en amplitude et en durée. On mesure alors,
comme il sera explicité au chapitre 3, la fonction de réponse des cellules en régime de fluage.
On peut répéter cette opération, et observer alors l’évolution de la viscoélasticité de la cellule
en fonction du temps d’application de la force. Par ailleurs, cette modification devant être reliée
à une évolution de structure du cytosquelette, nous observons la densité de filaments d’actine
autour de la bille au cours du temps, durant l’application de la force (cf. chapitre 4).

Nous voulons donc corréler état mécanique et état du cytosquelette d’actine d’une cellule, et
quantifier les cinétiques de ces deux phénomènes.
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Chapitre 2

Description du dispositif expérimental

Afin de réaliser des mesures mécaniques sur les cellules, nous utilisons des pinces optiques.
Cela permet d’appliquer une force correctement calibrée et contrôlée sur une microbille, elle-
même fixée à la membrane de la cellule. Plusieurs références sont à la base de la description
du piégeage optique ci-dessous [107, 113, 88, 9], et ne seront donc pas reprises par la suite. En
parallèle de ces mesures mécaniques, un dispositif d’illumination et de détection de fluorescence
est utilisé afin d’imager le cytosquelette d’actine marqué à la Green Fluorescent Protein (GFP).

Fig. 2.1 – Photographie du montage expérimental : le laser à YAG (YAG laser), les miroirs
galvanométriques (GM) et les générateurs de fonction qui les alimentent (FG), la diode à quadrant
(QD), la thermalisation (θ), et le microscope surmonté de la caméra de réglage.
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2.1 Les pinces optiques

2.1.1 Principe du piégeage

En observant l’action mécanique d’un faisceau laser focalisé sur de petites particules diélec-
triques, Ashkin découvre dans les années 70 et 80 le principe du piégeage, par un faisceau gaussien
[6], de particules de quelques nanomètres à une dizaine de micromètres de taille. La force ainsi
créée permet de manipuler, déplacer, ou déformer toutes sortes d’objets. De plus, la gamme de
forces applicables par cette technique (d’une fraction de pN à quelques centaines de pN), la rend
tout à fait adaptée à la mesure de forces exercées par de petits objets d’intérêt biologique [3]. On
a ainsi déterminé le fonctionnement de moteurs moléculaires : ARN polymérases [118], pompes à
protons, myosines, kinésines [112], etc ; on a aussi caractérisé les propriétés des comètes d’actine
permettant la propulsion de bactéries ou de microbilles [51]...

C’est le transfert de quantité de mouvement entre les photons diffusés et l’objet qui est à
l’origine de la force, mais on distingue traditionnellement deux contributions :

– la force de diffusion
−−→
Fscat correspond à l’effet intuitif de pression de radiation due à la

lumière. La particule absorbe les photons de quantité de mouvement ~
−→
k , et les réémet dans

toutes les directions. La contribution moyenne de ce transfert de quantité de mouvement
est donc dans la direction du faisceau incident, ce qui n’en fait pas une force de piégeage.

– la force de gradient
−−−→
Fgrad est une conséquence de la polarisation de l’objet diélectrique par

le champ électrique, le dipôle induit étant attiré vers les zones de champ fort. Cette force
est donc présente lorsque le champ électrique

−→
E n’est pas homogène, et est dirigée dans la

direction du gradient de
−→
E .

Pour piéger de façon stable un objet en 3 dimensions, il faut que la force de gradient domine
largement. La répartition gaussienne d’intensité dans le mode TEM00 d’émission du laser assure le
gradient d’intensité dans les directions orthogonales au faisceau, et sa focalisation par un objectif
de microscope à forte ouverture numérique (définie par : NA = nmsinθ, où nm est l’indice du
milieu et θ l’angle que fait le cône émergeant de l’objectif avec l’axe optique) permet d’avoir
une grande convergence des rayons, et donc un fort gradient d’intensité dans les trois directions,
dirigé vers le point de focalisation. En pratique, la force de pression de radiation n’étant pas
rigoureusement négligeable, le plan de piégeage est situé légèrement plus loin que le plan de
focalisation.

On décrira par la suite l’effet d’un tel piège sur des particules sphériques non déformables,
car c’est la configuration permettant le meilleur contrôle de la force appliquée. La particule
considérée sera désignée par l’indice p, le milieu environnant (l’eau ou une solution aqueuse
diluée dans notre cas, comme pour toutes les études d’objets biologiques) par l’indice m. On
peut définir deux régimes selon le rapport entre la taille de l’objet et la longueur d’onde du laser.

2.1.1.1 Régime de Mie

Pour une sphère de rayon a ≫ λ, on peut raisonner dans le cadre de l’optique géométrique, à
l’aide du trajet des rayons lumineux. La force

−−→
Fscat provient de la réflection des rayons à l’interface

m/p ainsi que de l’absorption d’une faible partie du rayonnement par la particule. Elle est donc
d’autant plus forte que l’intensité lumineuse est forte, donc au centre du faisceau.

La contribution
−−−→
Fgrad provient de la réfraction des rayons aux interfaces successives m/p

et p/m. En effet, la réfraction d’un rayon correspond à un changement dans la quantité de
mouvement des photons, et donc, par conservation de la quantité de mouvement totale, à un
changement opposé de la quantité de mouvement de la sphère. La réfraction des rayons n’a un
effet de piégeage que si la particule est plus réfringente que le milieu environnant (np > nm).
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Fig. 2.2 – Description de la force de gradient selon l’optique géométrique : le profil d’intensité
du faisceau est représenté en niveaux de gris en haut de chaque schéma ; les chemins des rayons
est représenté par les flèches noires, dont l’épaisseur symbolise leur intensité ; les flèches grises
montrent la force exercée par chaque rayon sur la bille. (a) faisceau avec gradient d’intensité vers
la droite, et force résultante vers la droite ; (b) faisceau gaussien convergent, et force résultante
vers le point de focalisation [D’après [88]].

Ceci est schématisé sur la figure 2.2, et on voit que les rayons les plus fortement réfractés sont
ceux qui frappent la particule sur ses bords, et ceux qui sont fortement inclinés par rapport à
l’axe optique. D’où la double nécessité

– d’utiliser un objectif à forte ouverture numérique (typiquement 1.2 à 1.4, 1.25 dans notre
cas) ;

– d’envoyer dans l’objectif un faisceau dont l’intensité sur le bord ne soit pas trop faible.
C’est pourquoi on choisit d’élargir le faisceau envoyé dans le microscope, de façon à ce que,
idéalement, la pupille d’entrée tronque le faisceau à 1/e2 de l’intensité au centre1 (∼87%
de puissance entrante).

2.1.1.2 Régime de Rayleigh

Pour une sphère de rayon a ≪ λ, la particule peut être considérée comme un dipôle ponctuel :
les deux contributions sont alors bien séparées.

−−→
Fscat, due à l’absorption et à la réémission de

lumière par la sphère, vaut alors :

Fscat = σ
nmI

c
avec σ =

128π5a6

3λ4

(

m2 − 1

m2 + 2

)2

(2.1)

où σ est la section efficace de diffusion de la sphère, I l’intensité lumineuse incidente (module du
vecteur de Poynting, en W.m−2), λ la longueur d’onde du laser, nm l’indice du milieu environnant,
et m = np/nm le rapport entre les indices de l’objet et du milieu.

−−−→
Fgrad = −∇(−1

2 αE2), due à l’interaction du dipole induit −→p = α
−→
E avec le champ inhomo-

gène, vaut :
−−−→
Fgrad = α

µ0c

2
∇I avec α = 4πǫ0 n2

m a3

(

m2 − 1

m2 + 2

)

(2.2)

1On peut piéger des objets même sans respecter cette condition, mais le piégeage sera moins efficace.
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où α est la polarisabilité de la sphère.
−−−→
Fgrad, dont le signe dépend du rapport des indices, pointe

donc dans la direction du gradient d’intensité lumineuse, dès que np > nm.
Par exemple, dans le cas simple d’un faisceau gaussien se propageant selon z, de puissance

lumineuse totale P, que l’on fait converger par un objectif d’ouverture numérique NA sans le
tronquer, son waist vaut w0 = 1, 22λ/(2 NA) au point de focalisation, et la répartition de
l’instensité lumineuse vaut :

I(r, z) =
2P

πw(z)2
e
− 2r2

w(z)2 avec w(z) = w0

√

1 +

(

z

z0

)2

(2.3)

avec z0 = πnmw2
0/λ. Ceci permet de calculer l’expression de la force de gradient transverse, dans

le plan de focalisation :

Fgrad ∝ −re
− 2r2

w2
0 (2.4)

et on a donc, près du centre, une force de rappel linéaire Fgrad ∼ −kr. L’allure de cette force est
représentée sur la figure 2.3, avec l’énergie potentielle de piégeage correspondante.

Fig. 2.3 – Représentation de l’allure de la force de gradient (courbe noire) et de l’énergie po-
tentielle correspondante (rouge) dans le plan de piégeage, pour un faisceau de w0 = 500 nm. En
orange est délimitée la zone où la force de piégeage reste approximativement linéaire, la double
flèche orange correspondant à la force maximale.

Etant donnée la dépendance en m de chaque contribution, on comprend que 2 objets de même
taille mais d’indice différent ne seront pas forcément piégés avec la même efficacité : par exemple,
il est plus facile de piéger des billes de silice (np = 1.51 donc m2

sil = 1.29 à 589 nm) que des billes
de latex (np = 1.59 donc m2

lat = 1.43), car la force de gradient croit en m2 − 1 et la force de
diffusion en (m2 − 1)2. Pour deux billes de même taille, la force de gradient exercée sur la bille
de latex est donc d’environ (m2

lat − 1) /(m2
sil − 1) ≃ 1, 5 fois plus grande que celle exercée sur

la bille de silice, mais la force de pression de radiation est ≃ 2, 2 fois plus grande sur la bille de
latex. Celle-ci est donc beaucoup plus facilement éjectée hors du piège le long de l’axe optique.

2.1.1.3 Régime intermédiaire

Dans le cas où la taille de l’objet est du même ordre de grandeur que la longueur d’onde
(a ∼ 0, 1λ − 10λ, ce qui est exactement le cas des objets d’intérêt biologique), il faut faire appel

52



2.1. LES PINCES OPTIQUES

à de complexes calculs d’électromagnétisme pour obtenir une évaluation de la force s’exerçant
sur l’objet.

Cependant, toutes les aberrations optiques (objectif, dioptres successifs, structure non par-
faitement gaussienne du faisceau...) ne peuvent être prises en compte. C’est pourquoi on préfère
déterminer les propriétés du piège de façon expérimentale : on l’étalonne précisément avant toute
expérience (cf. figure 2.11).

2.1.1.4 Choix de la longueur d’onde

Outre la nécessité de disposer d’un faisceau de forte puissance et à répartition d’intensité
gaussienne, le choix de la longueur d’onde du laser obéit à une nécessité majeure : il faut limiter
l’échauffement du milieu dû à l’absorption du rayonnement électromagnétique. Les milieux étant
essentiellement aqueux dans les études de systèmes biologiques, il faut une longueur d’onde
à laquelle les molécules d’eau n’absorbent pas trop. D’où l’utilisation de lasers situés dans le
rouge et le proche infra-rouge. En effet, le spectre d’absorption des molécules d’eau présente un
minimum justement vers 1060-1100 nm (et un autre vers 800 nm) [113]. Un rapide calcul de
diffusion de la chaleur [9] permet alors d’évaluer l’échauffement du milieu pour un rayonnement
à 1064 nm : 1,4 K/100 mW environ. Cette valeur reste faible, mais est à prendre tout de même en
considération : c’est notamment pourquoi, en pratique, on règle la température de thermalisation
de notre chambre expérimentale à 34 ou 35°C et non 37°C.

2.1.2 Notre dispositif

Fig. 2.4 – Schéma du montage de pinces optiques

2.1.2.1 Laser et chemin optique

Ce dispositif de pinces optiques est basé sur un laser infra-rouge Nd :YAG fonctionnant à
1064 nm (Spectra Physics). Le milieu amplificateur est un cristal de YAG (grenat d’yttrium et
d’aluminium) dopé en ions néodyme Nd3+, qui sont le siège des transitions de pompage optique
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et d’émission stimulée. Il est pompé par diode laser aux alentours de 800 nm. La puissance de
pompe est accordable entre 0,4 W et 2 W, ce qui permet de fournir une puissance lumineuse
émise de 100 à 600 mW, à la longueur d’onde λ=1064 nm (cf. figure 2.5). Le trajet optique du
laser jusqu’à la pupille d’entrée du microscope est schématisé sur la figure 2.4). Il comprend :

– un miroir dichroïque M2 (miroir chaud, réfléchissant l’infra-rouge et transmettant le vi-
sible), où arrive un laser He-Ne (λ′=632,8 nm), superposé de façon à rendre les alignements
visibles.

– 2 miroirs galvanométriques (Cambridge Technology Inc.), permettant de défléchir le fais-
ceau. Ces miroirs sont pilotés par des générateurs de fonction (TTi TG1010), commandés
par le port série (COM1) de l’ordinateur.

– 4 lentilles, dont les distances focales sont données dans le visible2, à 589 nm. L1 (de focale
f ′
1 = −70 mm) et L2 (f ′

2 = 75 mm) pré-élargissent le faisceau et le rendent légèrement
convergent, de façon à compenser la variation de l’indice de l’objectif avec la longueur
d’onde. En effet, comme l’indice du verre diminue avec la longueur d’onde, la focale aug-
mente et le faisceau infra-rouge est focalisé plus loin de l’objectif que la lumière visible. Si
on veut pouvoir piéger des objets dans le même plan que celui où on observe, il faut rendre
le faisceau laser légèrement convergent avant l’entrée dans l’objectif. L3 (f ′

3 = 100 mm) et
L4 (f ′

4 = 500 mm) sont disposées en configuration télescope : elles élargissent d’un facteur
f ′
4/f ′

3 = 5 la taille du faisceau. Elles sont placées afin que les miroirs galvanométriques
soient dans le plan conjugué de la pupille d’entrée de l’objectif. Un mouvement des miroirs
provoque donc une variation dans l’angle d’entrée du faisceau dans l’objectif, sans modifier
la position de son centre. Ainsi la puissance entrante reste la même.

– un dernier miroir chaud M5, inséré dans le tube du microscope, juste sous l’objectif, vers
lequel il fait remonter le faisceau.

Fig. 2.5 – Puissance lumineuse en sortie de la tête laser (carrés gris pleins) et juste avant l’objectif
après chemin optique (carrés noirs), en fonction de la puissance de pompe.

Le passage par les divers éléments d’optique diminue d’un facteur environ 2/3 la puissance
lumineuse entrant dans l’objectif, comme on le voit sur les courbes de la figure 2.5. Cependant,
par la suite, quand on parlera de la puissance lumineuse du laser, ce sera la puissance en sortie
de la tête laser, et ce pour deux raisons : tout d’abord un simple facteur de proportionnalité
permet de remonter à la puissance "effectivement disponible" juste avant l’objectif ; et ensuite,

2Leur valeur à 1064 nm est de quelques % plus grande : ∆f ′

f ′ = −∆(n−1)
n−1

=2, 5% environ pour du verre de type
BK7.
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une autre fraction de l’intensité lumineuse (non mesurable, elle) est perdue au niveau de la
pupille d’entrée, puisque, comme expliqué précédemment, le faisceau a été élargi pour obtenir
un diamètre légèrement plus grand que celui la pupille d’entrée. On perd par ailleurs encore une
petite fraction de la puissance lumineuse à l’intérieur même de l’objectif, par réflexions sur les
dioptres séparant les couches successives qui le composent.

2.1.2.2 Le microscope : objectif et cale piézoélectrique

Outre le laser, l’élément fondamental de ce montage est le microscope inversé (modèle DM
IRB de la marque Leica), muni d’un objectif de grossissement ×100 et d’ouverture numérique
NA = 1, 25 (Leica C Plan). Cet objectif est à immersion à huile, de façon à augmenter l’ouverture
numérique, et à adapter l’indice de réfraction entre l’objectif et la lamelle de verre. En effet les
fortes variations d’indice sur les dioptres successifs provoquent des aberrations géométriques qui
altèrent la qualité du faisceau ainsi que l’efficacité de convergence, et donc le piégeage. L’ensemble
du microscope est placé dans une enceinte thermostatée (The Box, thermalisée par The Cube,
Life Imaging Services) permettant de se placer dans les conditions de température convenant à la
physiologie des cellules animales. On maintient ainsi une température de 34 à 35°C relativement
uniforme sur l’ensemble du microscope, ce qui limite les gradients de température qui peuvent
avoir pour effet d’engendrer des dérives mécaniques ou des aberrations optiques.

La chambre expérimentale dans laquelle sont contenues les cellules (qui sera décrite plus
précisément au 2.2.3) est montée sur une cale piézoélectrique elle-même fixée sur la platine du
microscope. Cette cale (NanoCuber, Physik Instrumente) permet un déplacement de l’échan-
tillon dans les 3 directions (X,Y,Z), contrôlé au nm près. Elle est par ailleurs commandable
sur chacune de ses voies par un signal analogique. On utilise cette entrée pour asservir la posi-
tion du piège au moyen d’un signal fourni par la carte d’acquisition (PCI-MIE 16E-4, National
Instruments) de l’ordinateur. Ceci sera détaillé au 2.3.2.1.

2.1.2.3 Détecteur de position

Fig. 2.6 – Photographie de la diode à quadrant montée sur deux platines de translation micro-
métriques et sur une platine de rotation.
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Fig. 2.7 – Schéma électronique de l’amplificateur différentiel situé après la diode à quadrant : les
quadrants sont indicés 1 (haut-gauche), 2 (haut-droite), 3 (bas-droite) et 4 (bas-gauche). [D’après
[109]]

Enfin, le dernier élément de notre dispositif est la photodiode à quadrants, de diamètre 1 mm
(S1557, Hamamatsu), qui permet de mesurer la position de la bille. Elle est située après une sortie
vidéo du microscope (lentille de tube réglée sur ×1), dans l’enceinte thermostatée. Elle reçoit
ainsi la lumière provenant de l’illumination du microscope. Une bille placée au centre du champ
apparaît comme un disque sombre sur fond lumineux (avec un grandissement × 100). Chaque
quadrant, recevant une intensité lumineuse In, délivre un courant in ∝ In. Ils sont ensuite reliés
à un amplificateur différentiel, inspiré de [109], schématisé sur la figure 2.7. On obtient ainsi en
sortie deux tensions :

{

VX = 10.103R ((I1 + I4) − (I2 + I3))
VY = 10.103R ((I3 + I4) − (I1 + I2))

proportionnelles à la différence d’intensité entre les quadrants respectivement de gauche et de
droite pour VX et du haut et du bas pour VY . Ces signaux devraient donc être proportionnels
aux déplacements respectifs de la bille : −X et −Y .

On a donc étalonné ce détecteur, afin d’en vérifier la linéarité, en faisant simplement se
déplacer une bille collée sur la lamelle à l’aide du Nanocube. Les courbes donnant la valeur
absolue des tensions VX et VY en fonction du déplacement de la bille sont présentées sur la figure
2.8 : la linéarité est excellente, sur la plage de 1 µm présentée ici. Afin d’être certain de rester
dans cette zone de linéarité, on utilise le détecteur proche de son centre (cf 2.3.2.1).

Cependant, les coefficients de proportionnalité A et A′ (en V/µm) dépendent fortement de
l’éclairement, donc on les remesure rapidement avant chaque expérience : un programme sous
LabVIEW génère quelques oscillations de la cale piézoélectrique à amplitudes X et Y contrôlées,
et on mesure les signaux VX et VY obtenus.
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Fig. 2.8 – Courbes d’étalonnage des signaux analogiques délivrés par la diode à quadrant en
fonction du déplacement d’une bille de silice de diamètre 3,47 µm. Ces signaux sont linéaires
avec la distance : VX = AX et VY = A′Y , avec A = 36, 4.10−3 et A′ = 35, 4.10−3 V/µm.

2.1.3 Calibration du piège

Avant toute expérience, il faut donc mesurer les propriétés du puits de potentiel que forme
le piège (cf. 2.1.1). Même si celui-ci n’aura pas exactement la même allure que celle estimée
pour le régime de Rayleigh (figure 2.3), on peut, près du centre, l’approximer par un potentiel
harmonique (i.e. une force linéaire).

Pour calibrer un tel dispositif, plusieurs méthodes peuvent être employées :

✦ spectre de fluctuations : les billes micrométriques dans l’eau constituent des particules
browniennes. Une fois piégée, on peut obtenir l’allure du spectre des petites fluctuations de
position de la sphère3, autour du centre du piège [88] :

Sxx(f) =
kBT

γπ2(f2
0 + f2)

avec f0 =
k

2πγ
(2.5)

où ηm est la viscosité du milieu environnant (solvant aqueux : ηeau = 9.10−4 Pa.s à 25°C,
ηeau = 7.10−4 Pa.s à 37°C), f0 la fréquence de coupure du spectre, et k la constante de
raideur du piège. γ est le coefficient de friction du milieu sur la sphère et vaut, en fonction
de son rayon a et de la hauteur h par rapport à la surface (lamelle de verre), sur laquelle
la vitesse du fluide est nulle :

γ(a, h) = 6πηmaβ(a/h) =
6πηma

1 − 9
16

a
h + 1

8

(

a
h

)3 − 45
256

(

a
h

)4 − 1
16

(

a
h

)5 . (2.6)

La fonction β(a/h) est représentée sur la figure 2.9 pour des billes de rayon a = 1.735µm.

On obtient donc la raideur du piège en mesurant la fréquence de coupure f0. Le spectre de
la figure 2.10 a été mesuré sur notre dispositif, pour la puissance de pompe la plus faible
(400 mW). On mesure une fréquence de coupure de 18 Hz environ selon X et Y , ce qui
équivaut à une raideur de 3,5 pN/µm environ, et qui est compatible avec les mesures de
raideur réalisées par les méthodes présentées plus loin.

3Sxx(f) est en unité de déplacement2/Hz, ce qui suppose évidemment d’avoir auparavant étalonné la réponse
du détecteur.
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Fig. 2.9 – Allure de la fonction β(h) pour des billes de rayon 1,735 µm.

Fig. 2.10 – Spectres de fluctuation de position selon X et Y en fonction de la fréquence, mesurés
sur des billes de rayon 1,735 µm à distance h = 15 µm de la surface, piégées à puissance minimale
(Pp = 400 mW).

Cette méthode a l’avantage d’être simple à mettre en oeuvre, et de ne nécessiter aucun
dispositif de déplacement du piège ou de l’échantillon. Cependant, elle ne donne accès
qu’à la raideur au centre du piège, et ne permet donc de connaître la force que pour de
très petits déplacements. De plus, elle est assez peu adaptée aux pièges de forte rigidité :
d’abord parce qu’une bille très fortement piègée a des fluctuations de position très faibles,
et qu’il faut donc qu’elles soient supérieures au bruit du détecteur (on voit d’ailleurs sur la
figure 2.10 que les spectres sont assez bruités) ; ensuite parce que la fréquence de coupure
est proportionnelle à la rigidité, et qu’il faut donc un détecteur à très large bande passante
pour pouvoir mesurer le spectre au moins une décade au-delà de f0 (typiquement, pour
notre dispositif, avec le laser à puissance maximale, des billes de 3,47µm à 10-15µm de la
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surface, la fréquence de coupure serait de l’ordre de 500 Hz).

✦ méthode hydrodynamique : cette méthode tire profit de la viscosité du milieu ho-
mogène (l’eau) entourant la sphère. Si on impose un flux hydrodynamique autour d’une
bille piègée, on a égalité, à l’équilibre, entre la force exercée par le piège sur la bille, et
la force de frottement visqueux Fvisq = −γv où v est la vitesse de la bille par rapport au
flux. L’équilibre des forces peut être considéré comme presque instantanément atteint : la

durée du régime transitoire peut être estimée par τ =
4
3

πρeffa3

3π ηma = 4
9 a2 ρeff

ηm
≃ 10−6 s, où

ρeff = ρsil − ρm ≃ 1, 5.103 kg.m−3 est la masse volumique effective de la bille dans le milieu
aqueux.

On applique le flux en déplaçant la chambre expérimentale contenant une suspension de
billes dans l’eau, à l’aide de la cale piézoélectrique. Ce déplacement est contrôlé par ordina-
teur, via un programme LabVIEW (National Instruments, USA), mis au point par Martial
Balland pendant sa thèse au laboratoire [9]. Des trains d’onde sinusoïdaux d’amplitude
et fréquence contrôlables sont envoyés à la cale piézoélectrique, et sont synchronisés avec
l’acquisition des images sur une caméra rapide (Kodak SR500), et ce dans les 2 directions
X et Y (même si les équations qui suivent sont écrites selon X seulement).

On a alors les grandeurs suivantes :

– le déplacement de la cale c’est-à-dire du milieu (par rapport au référentiel du laboratoire
Rlab) X(t) = X0 sin(2πft), étalonné préalablement ;

– le déplacement de la bille par rapport au centre du piège (fixe dans Rlab) x(t) =
x0 sin(2πft + φ), mesuré sur les images obtenues à la caméra rapide (à l’aide du logicial
ImaQ Vision Builder, NI, USA) ;

– le déplacement relatif de la bille par rapport au flux : δX(t) = x(t)−X(t) = δX0 sin(2πft+
φ′) calculé à l’aide des grandeurs précédentes.

La vitesse de la bille par rapport au flux vaut alors : v(t) = 2πf δX0 cos(2πft + φ′).
En prenant simplement les amplitudes de chacun de ces signaux, on doit avoir l’égalité
suivante :

2πf δX0 6πηma β(a, h) = Ftrap(x0) (2.7)

et l’on peut donc mesurer la force Ftrap en fonction de la distance x0 de la bille au centre
du piège. Ces mesures sont représentées sur les courbes de la figure 2.11.

On voit donc que le piège n’est pas tout à fait linéaire, l’ajustement se faisant par un
polynôme de degré 2 passant par zéro. On estime l’incertitude sur la connaissance du
déplacement de la cale piézoélectrique X(t) à quelques dizaines de nm ; l’incertitude sur la
mesure de la position de la bille x(t) à la caméra rapide peut être réduite à moins d’un pixel
par interpolation de la forme de la bille soit moins de 50 nm. La quantité probablement
la plus délicate à connaître avec précision est le rapport a/h : la hauteur h est estimée
en remontant l’objectif à partir du fond de la chambre, au moment où la bille semble se
défocaliser et le rayon des billes est connu à ±0.05 µm près. On peut donc estimer que
β(a, h) n’est pas connu à mieux que 5 % près, et que la calibration de la force est effectuée
avec à peu près le même degré de précision.

Il faut ensuite prendre en compte les conditions expérimentales au moment des manipula-
tions sur cellules : le laser traverse en général au moins une partie de la cellule, où l’indice
varie, ce qui modifie la forme du piège. On peut donc estimer que l’on contrôle la force à
mieux que 10% près, mais peut-être pas beaucoup mieux.

✦ mesure de force à l’échappement : le principe est globalement le même que celui décrit
précédemment, mais on cherche uniquement à estimer la force maximale (cf. figure 2.3).
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Fig. 2.11 – Etalonnage de la force de piègeage sur des billes de diamètre 2a = 3, 47 µm en
fonction de la distance au centre du piège, en X (disques gris, courbe continue grise) et en Y
(cercles noirs, courbe pointillée noire) (regroupement des mesures effectuées à diverses puissances
(PP =1 et 1,5 W), alignées sur une même courbe représentant la force divisée par la puissance
lumineuse F/Popt). L’ajustement est réalisé par des polynômes du deuxième degré passant par
zéro. La bille est située à une hauteur h de (A) 5 µm et (B) 10 µm au-dessus de la lamelle.

On applique pour cela une force extérieure, par exemple un flux hydrodynamique, et on
n’a alors qu’une mesure à effectuer : celle de la force nécessaire pour faire sortir une bille
du piège.

Dans notre cas, on se sert de cette méthode rapide pour vérifier, avant toute expérience,
que le piège est bien réglé. On piège une bille à hauteur h = 30µm au-dessus de la lamelle
(pour pouvoir prendre β ≃ 1) avec le laser à Pp =800 mW, soit une puissance lumineuse
de 115 mW environ. On utilise cette fois-ci les miroirs galvanométriques pour défléchir le
faisceau. On fait osciller le piège sinusoïdalement à fréquence f , à une amplitude prise,
par référence, à 420 mVP−P (ce qui correspond à un déplacement sinusoïdal du centre
du piège Xp(t) = Xp,0 sin(2πft) avec Xp,0 ≃ 5, 5 µm dans le plan focal). La bille oscille
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alors sinusoïdalement : x(t) = x0 sin(2πft + φ). On augmente f jusqu’à ce que la bille
s’échappe du piège. A cette fréquence fmax, on mesure la force à l’échappement : Fmax =
6πηma 2πfmax δX0.

Toujours pour les billes de rayon a = 1, 735 µm, on mesure en général fmax ≃ 29 Hz à
25°C. Or on a δX0 = |x0e

iφ −Xp,0| ≃ 0, 95Xp,0, et ηm = 0, 89 Pa.s pour l’eau à 25°C. Cela
donne une force maximale Fmax ≃ 27, 5 pN, ce qui est tout à fait en accord avec notre
courbe d’étalonnage (en prenant le dernier point X = Xmax ≃ 1, 3 µm).

On considère, lors de la vérification préliminaire à toute expérience, que le piège est "bien"
réglé quand on mesure une fréquence fmax ≥ 27 Hz, soit une tolérance d’environ 7-8% sur
la valeur de la force.

Notre piège est de raideur 35 à 120 pN/µm, selon la puissance de laser envoyée. Typiquement,
à l’aide de billes de silice de diamètre 3,47 µm, maintenues de 1 à 1,5 µm du centre du piège, on
peut appliquer des forces de 35 à 180 pN.
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2.2 Préparation des échantillons

2.2.1 Culture cellulaire

Des cellules de trois lignées différentes ont été utilisées pour ce travail. Tout d’abord des
cellules épithéliales alvéolaires humaines de type A549 (American Type Culture Collection, Ro-
ckville, MD, USA), puis des myoblastes murins, de types C2 (fournies par Maïté Coppey, Institut
Jacques Monod, Paris, France) puis C2C12 (fournies par Mme Mireille Lambert, Institut du Fer
à Moulin, Paris, France). Dans les trois cas, la culture s’effectue dans des flasques en plastique
stériles. On utilise comme milieu de culture du DMEM (Dulbecco’s Modified Eagle Medium)
supplémenté en glutamine à 2 mM, en sérum de veau foetal (SVF4) à 10%, et en antibiotiques :
pénicilline à 100 U/mL et streptomycine à 50 mg/mL (Invitrogen).

Les cellules sont conservées dans un incubateur à 37°C, en atmosphère saturée en humidité
et à 5 % en CO2. Quand elles se rapprochent de la confluence5, les cellules sont décrochées à
l’aide de 1 mL d’un mélange d’EDTA à 0,53mM (soit 0,02%) et de trypsine à 0,05%(Invitrogen),
une endoprotéase qui coupe notamment les protéines d’adhésion des cellules6. L’action de la
trypsine est stoppée par redilution de la suspension de cellules obtenue dans du milieu de culture
contenant du SVF.

2.2.2 Préparation des billes

A l’aide des billes, on souhaite sonder de façon locale les propriétés mécaniques des cellules en
mimant l’action d’une force externe. Il faut donc s’ancrer aux mêmes récepteurs membranaires
que ceux qui interviennent dans la mécanotransduction lorsque la cellule est en interaction avec
la matrice extracellulaire in vivo. On recouvre donc les billes d’un ligand contenant le tripeptide
RGD (Arg-Gly-Asp), séquence de la fibronectine qui est reconnue par les intégrines.

Les billes de silice, de diamètre 3.47 µm (Bangs Laboratories Inc.) présentent à leur surface
des groupements carboxyles (-COOH) qui vont pouvoir former, avec l’extrêmité -NH2 du ligand
peptidique, un lien covalent (liaison amide).

Cependant, afin de générer un ancrage fort au cytosquelette d’actine [82], il faut que la sé-
quence RGD soit entièrement disponible et que l’ensemble de la molécule soit assez flexible. C’est
pourquoi on utilise une séquence de 23 acides aminés (PepTide 2000, Telios Pharmaceuticals,
CA, USA), de telle sorte que la séquence RGD soit loin de l’extrêmité N-terminale :

COOH − G − RGD − SPASSKG4SRL6R − NH2

On part de la solution stock à 5 mg/mL, et on suit le protocole suivant 7 (pour 2 mg de
solution stock) :

4Le SVF contient un grand nombre d’acides aminés, de protéines, d’hormones (facteurs de croissance notam-
ment), et de molécules lipidiques (notamment le LPA, un phospholipide intervenant entre autres dans les voies de
signalisation biochimiques permettant une forte contractilité cellulaire).

5Pour les C2 et C2C12, le passage doit en fait avoir lieu dès que la confluence atteint environ 50%, de façon à
éviter que les cellules, en entrant en contact les unes avec les autres, ne se différencient en myotubes.

6La trypsine hydrolyse les liaisons peptidiques dans lesquelles un acide aminé basique (Lysine ou Arginine)
engage sa fonction acide.

7L’EDAC, de formule C8H17N3, est un agent favorisant la formation des liaisons amides en activant les grou-
pements carboxyles. La BSA (Bovine Serum Albumine), de poids 66,4 kDa, est une grosse protéine très stable,
servant à saturer des sites de liaison d’autres molécules de façon non spécifique.
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Z
Préparer l’EDAC à 1 mg/mL : 20 mg d’EDAC dans 20 mL
de tampon phosphate 100 mM (soit une tablette Sigma
dans 20 mL d’eau distillée). Ajuster à pH=5 (extempora-
nément avec HCl 1 M)

Z Prélever 2 mg de billes (= 20 µL de la suspension stock,
après avoir bien vortexé)

Z Ajouter sur le culot de billes 560 µL d’EDAC à 1 mg/mL

Z
Ajouter le peptide RGD : 80 µL (de la solution stock à
5 mg/mL dans DMSO), ou 8 µL (pour dilution 1/10), ou
4 µL (1/20)... Vortexer.

U Agiter 2 h à température ambiante. Re-vortexer. 2h

Z
Laver 2 fois avec du PBS 1X (précipiter les billes par cen-
trifugation, éliminer le surnageant, ajouter 1 mL de PBS
1X, reprendre le culot, reprécipiter)

Z Sur le culot de billes ajouter 1 mL de PBS stérile
Garder la suspension stock au frigo

!
Suspension à diluer 20 fois dans du milieu BSA, le jour-
même de l’utilisation sur cellules : 50 µL de billes dans
950 µL de DMEM 1% BSA.

U
Ajouter environ 50 µL de cette suspension diluée sur les
lamelles ensemencées de cellules, et laisser incuber 30 min
à 37°C.

30’

2.2.3 Préparation des chambres expérimentales

2.2.3.1 Ensemencement des lamelles

24 h avant expérimentation, on prépare les lamelles destinées aux chambres expérimentales :
on utilise des lamelles de verre 22×22 mm, préalablement stérilisées à l’étuve. On y dépose pour
incubation environ 500 µL de solution de fibronectine (Sigma) à 5 µg/mL dans du DMEM, pen-
dant 3 heures à température ambiante. Cela permet aux molécules de fibronectine de s’adsorber
à la surface du verre. La fibronectine est un composant de la matrice extracellulaire reconnu par
les intégrines de la membrane des cellules, et permet donc leur ancrage spécifique.

On décolle ensuite les cellules de la boîte de culture à la trypsine-EDTA, et on les ensemence
sur la lamelle, dans une petite boîte de Pétri contenant 2 mL de DMEM. On utilise entre 50 et
100 µL de suspension cellulaire, selon la densité dans la boîte de culture de départ.

2.2.3.2 Adhésion des billes aux cellules

Au moment de l’expérience, on met en contact les billes et les cellules : on ajoute environ
50 µL de la suspension diluée (de façon à avoir entre 1 et 5 billes par cellule, environ) sur la
lamelle contenant les cellules. On laisse incuber 15 minutes à 37°C : les billes sédimentent au
fond de la boîte, et s’ancrent aux cellules sur lesquelles elles tombent. Puis on rince plusieurs fois
avec du DMEM complet, de façon à éliminer les billes non liées aux cellules.

Enfin, on fixe la lamelle à une lame de verre via un espaceur souple (Gene Framer, VWR), ce
qui délimite une chambre ayant une contenance de 65 µL. Cette chambre est remplie de DMEM
non fluorescent (pour ne pas perturber les observations en épifluorescence) supplémenté à 10%
de SVF et tamponné à l’HEPES8 (1,5 mM).

8L’HEPES, de formule C8H18N2O4S, est un tampon organique permettant de maintenir le pH d’une solution
à valeur physiologique, aux alentours de 7,5.
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2.3 Manipulations à force imposée

2.3.1 Mobilité de l’échantillon par rapport au piège optique

Fig. 2.12 – Photo de la chambre expérimentale (avec l’espaceur bleu), montée sur la cale piézo
au moyen d’une pièce métallique d’adaptation

Pour déplacer l’échantillon dans les 3 directions, on dispose, outre la crémaillère et la platine
du microscope, de la cale piézoélectrique décrite au 2.1.2. On y fixe donc notre chambre expéri-
mentale, comme on le voit sur la photo de la figure 2.12. La pièce d’adaptation étant relativement
lourde, la cale piézoélectrique voit sa bande passante diminuer : sa fréquence de coupure est de
l’ordre de 50 Hz.

Par ailleurs, pour éviter les dérives mécaniques dues aux vibrations, au jeu dans les diverses
pièces mécaniques, et aux gradients thermiques qui existent malgré la thermalisation, on fixe la
platine et la molette de mise au point à l’aide de pinces. On place aussi la cale piézoélectrique en
position "Servo Off", pour éviter qu’elle compense les charges mécaniques qu’elle supporte par
une dérive.

2.3.2 La rétroaction

Une fois trouvée une cellule sur laquelle au moins une bille est ancrée à proximité d’un bord
(afin de minimiser la traversée du corps cellulaire par le laser), et qui soit, pour une expérience
en épifluorescence, fluorescente mais pas trop (cf. 2.4.1), on veut appliquer sur cette cellule, via

la bille, une force constante. Etant donnée la dépendance monotone de la force de piègeage avec
la distance, cela revient à maintenir la bille à distance constante du centre du piège.

2.3.2.1 Principe

A t = 0, on impose au piège un saut d’une distance R0 dans la direction θ0 tangente à la
cellule, de façon à déplacer la bille suivant une ligne de niveau de la cellule, et à éviter ainsi qu’elle
change de plan selon Z. En effet, on ne dispose pas de rétroaction selon l’axe perpendiculaire à
la lamelle, et un changement de focalisation de la bille entraîne une modification de la force et
une mauvaise évaluation de sa position, par modification de son image sur le détecteur.
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On souhaite par la suite que la bille reste en (0; 0), afin que le vecteur bille–piège reste à la
valeur

−→
R0 = (X0 = R0 cos θ0 ; Y0 = R0 sin θ0). Cela correspond à une force que l’on évalue à

l’aide des courbes de calibration à hauteur 5 µm 9 :

F0 =
√

F 2
X + F 2

Y = Popt

√

(

0, 165X0 + 0, 039X2
0

)

+
(

0, 200Y0 + 0, 027Y 2
0

)

(2.8)

Cette formule ne correspond pas à la vraie valeur de la force dans la direction θ0, c’est une
interpolation à l’aide des calibrations dont on dispose, qui sont uniquement selon X et Y .

On mesure la position de la bille sur la diode à quadrant, et on renvoie vers la carte d’ac-
quisition les signaux analogiques VX et VY . Ces signaux sont alors échantillonnés à 180 Hz, et
traités par le programme LabVIEW décrit ci-après. Les signaux de correction δWX et δWY sont
envoyés sur la cale piézoélectrique à cadence de 45 Hz, et induisent un déplacement de la cale
−−→

δR = (δX; δY ). C’est l’opposé de ce déplacement,
−→
δR(t), qui nous donne la déformation de

la cellule sous la bille au cours du temps. Le diagramme de la figure 2.13 présente les différents
éléments de cette boucle de rétroaction. Le calcul de la fonction de transfert du PID est effectué
numériquement, et non analogiquement comme dans [109].

Fig. 2.13 – Diagramme de la boucle de rétroaction (pour la voie X seulement) permettant de
maintenir une force constante sur la bille. Les fonctions de transfert des différents éléments sont
indiquées, avec leurs unités. On pourrait tracer le même diagramme pour la voie Y.

2.3.2.2 La partie numérique de la rétroaction

Le choix d’une boucle de rétroaction numérique présente, par rapport à la solution analogique,
des avantages et des inconvénients. L’inconvénient majeur réside dans l’échantillonnage nécessaire
à l’acquisition. Cela suppose une discrétisation du signal, qui introduit un bruit dans la mesure
de position de la bille. On pallie cet inconvénient en réalisant une moyenne sur les signaux VX

et VY au cours de l’acquisition (moyenne sur 4 points en général). Un autre inconvénient est
la limitation dans la fréquence d’acquisition, due au temps de calcul dans la boucle. Cela n’est
cependant pas le facteur limitant dans la rapidité de la rétroaction : la fréquence de coupure
de la cale piézoélectrique est bien plus basse, de l’ordre de 50 Hz. C’est pourquoi on se limite
finalement à une fréquence de rétroaction de 45 Hz. A l’inverse, l’avantage majeur d’une boucle
numérique, est la facilité avec laquelle on peut changer tous les paramètres de la rétroaction (les
facteurs P,I et D, les fonctions de transfert des différents éléments...). Evidemment, cela permet
aussi une synchronisation de divers appareils : on contrôle ainsi les miroirs galvanométriques
qui opèrent le saut du piège à t = 0−, et le déplacement de la cale piézoélectrique dès t = 0+.

9On prend comme référence les courbes de calibration à h = 5µm car la hauteur du bord des cellules est de
cet ordre.
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On utilise pour cela un programme réalisé à l’aide du logiciel LabVIEW (National Instruments,
USA).

On commence (cf. 2.1.2) par mesurer rapidement les valeurs des fonctions de transfert µm→V
de la diode, à l’éclairement choisi, et dans la configuration exacte dans laquelle va se dérouler le
reste de l’expérience (c’est-à-dire pour une bille ancrée sur la cellule à mesurer). On fait effectuer à
la cale, en l’absence du laser de piègeage, quelques oscillations d’amplitude contrôlée. On mesure
l’amplitude des oscillations des signaux VX et VY sortant de la diode à quadrant, et on en déduit
les valeurs de A et A′ (V/µm).

Puis on lance le piège et le programme de rétroaction : on commence par mesurer les tensions
résiduelles VX,ref et VY,ref en l’absence de force (piège en (0,0)), car ces tensions sont très
dépendantes de la géométrie précise de la cellule sur laquelle on réalise la mesure. Ce sont ces
tensions qui seront les valeurs de référence pour contraindre la position de la bille.

Puis (à t = 0) on commande un saut du piège en (X0,Y0), et la cellule se déforme petit à
petit sous l’effet de la force. Les tensions de sortie de la diode s’éloignent alors de leurs valeurs
de référence, et on effectue alors la correction numérique sur les valeurs δVX = VX,ref − VX et
δVY = VY,ref − VY . Le principe de la correction PID (proportionnelle, intégrale et dérivée) est
d’obtenir une boucle à la fois stable (rôle de P), précise (rôle de I) et rapide (rôle de D). Le signal
de sortie est alors, par exemple selon X :

δV ′
X = PδVX + I

∫

δVXdt + D
dδVX

dt
. (2.9)

On prend en pratique D = 0, car ce paramètre a tendance à entraîner une oscillation de notre
système ; la rapidité obtenue ainsi est déjà suffisante. On prend pour les autres paramètres P =
0.05 et I = 5, 0 (aussi bien en X qu’en Y ).

On envoie ensuite à la cale piézoélectrique un signal de commande δWX = 1
A H δV ′

X , et de
même selon Y, où H est la fonction de transfert en V/µm de la cale piézoélectrique.

2.3.3 Pourquoi manipuler à force constante ?

L’action d’une force constante sur un matériau permet de mesurer sa fonction de fluage, que
l’on a définie au 1.3.1. A l’aide de cette fonction de fluage, on peut remonter à la mesure des
paramètres mécaniques (module viscoélastique G0 en particulier).

Réaliser cette mesure sur une cellule in vitro permet de mimer une situation physiologique
où la cellule serait soumise à une force par un élément de son environnement, tout en contrôlant
finement cette force. On pourra attribuer les effets ainsi engendrés à un niveau de force donné en
fonction d’un temps d’application connu. De plus, à l’inverse des mesures en régime sinusoïdal,
on sonde ici la cellule sur un domaine continu de fréquences. Donc on sollicite l’ensemble des
temps caractéristiques qui interviennent dans sa réponse mécanique et physiologique (des temps
très courts aux temps plus longs, jusqu’à la durée totale du palier de force).

Cependant, on est limité dans l’application de cette force par la durée pendant laquelle on a
accès à la mesure de la fonction de fluage de la cellule. En effet, il faut tout d’abord rester dans
le domaine de déformation linéaire : si on applique la force pendant trop longtemps, on risque
de trop déformer la cellule et de sortir de son domaine de réponse linéaire.

Ensuite, il faut que la cellule se comporte, pendant le temps de mesure, comme un matériau
relativement passif. On peut donc réaliser cette mesure de façon précise sur 10 à 50 sec, mais
ensuite des phénomènes actifs dans la cellule (migration, flux d’actine tendant à ramener progres-
sivement la bille vers le noyau...) et des dérives mécaniques du système font que, si la force est
bien maintenue constante, on ne mesure pas pour autant la fonction de fluage du matériau. On
a donc choisi une durée de 150 s pour le palier de force, puis on laisse la cellule relaxer pendant
à peu près la même durée. Puis on applique un deuxième palier de force, et on laisse la cellule
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relaxer etc. On a donc accès à l’évolution de la réponse cellulaire à l’application de la force, au
cours du temps.

Cela permet aussi de voir comment la cellule s’adapte à cette force : on mesure pour cela la
répartition d’actine dans la cellule pendant l’application de la force, car le cytosquelette d’ac-
tine est un facteur déterminant dans la rigidité et la contractilité cellulaires. Ces mesures en
fluorescence imposent des contraintes, présentées ci-après, qui ont en partie guidé notre mode
opératoire.
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2.4 Fluorescence : mise en oeuvre, détection, et principe des me-

sures

Fig. 2.14 – Les spectres d’excitation et d’émission de la GFP (courbes pleines bleu clair
et rose), et les transmittance des éléments du jeu de filtres en fonction de la longueur
d’onde : filtre d’excitation (bleu), miroir dichroïque (vert), filtre d’émission (rouge) [D’après
https ://www.omegafilters.com].

2.4.1 Transfection des cellules

Pour les expériences en épifluorescence, on transfecte environ 5 heures après ensemencement
les cellules10 à l’aide d’un plasmide codant pour de l’actine couplée à un fluorophore : la GFP.
Comme on le voit sur les spectres de la figure 2.14, ce fluorophore est excité dans le bleu (λexc =
395 nm) et réémet dans le vert (λem = 509 nm). La figure 2.15 montre le résultat de cette
transfection sur une cellule.

Fig. 2.15 – Une cellule C2C12 transfectée à l’aide du plasmide actine-GFP vue en transmission
(gauche) et en épifluorescence (droite). On voit bien les fibres de stress présentes dans la cellule.

Le plasmide, à 1 µg/µL nous a été fourni par l’équipe de Maïté Coppey (Institut Jacques
Monod, Paris, France), et on le dilue ensuite à 0,5 µg/µL pour plus de commodité. Pour faire

10On n’a réalisé des expériences en épifluorescence que sur les C2C12, qui semblaient mieux résister à la trans-
fection.
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entrer le plasmide dans la cellule puis le noyau afin que l’actine-GFP soit exprimée, on utilise un
kit de transfection à la nanofectine (PAA), en suivant les indications fournies par le fabricant.
Après optimisation des rapports ADN/transfectant, on utilise le protocole suivant, pour une
lamelle 22 × 22 mm dans une boîte de Pétri de diamètre 35 mm (contenance : 2 mL) :

Z Préparer deux micro-eppendorfs stériles contenant chacun
50 µL de NaCl à 150 mM ("nanofectin diluent")

Z Dans l’eppendorf n°1 : ajouter 0,75 µg de plasmide, et
cisailler doucement

Z Dans l’eppendorf n°2 : ajouter 3 µg de nanofectine, et ci-
sailler doucement

Z Introduire le contenu de l’eppendorf n°2 dans l’eppendorf
n°1

U Attendre 20 à 30 min
20-
30’

!
Pendant ce temps, s’assurer que la boîte de Pétri conte-
nant la lamelle contient 1 mL de DMEM, et préparer un
eppendorf avec 900 µL de DMEM

Z Verser le contenu de l’eppendorf de nanofectine+plasmide
dans celui de DMEM, et cisailler doucement

Z Verser le contenu total sur les cellules dans la boîte. Agiter
doucement pour homogénéiser

U Observation à partir de 20h après. On peut rincer la na-
nofectine au bout de 15h environ (limite la toxicité)

15 h

Le taux de transfection (rapport du nombre de cellules exprimant le plasmide au nombre total
de cellules) obtenu avec ce protocole sur les C2C12 est approximativement de 20%. Le niveau
d’expression du plasmide variant d’une cellule à l’autre, on choisira, pour nos expériences, les
cellules dont le niveau de fluorescence n’est pas trop élevé. Tout d’abord car on souhaite ne pas
trop s’éloigner des conditions physiologiques normales (c’est-à-dire en l’absence de transfection)
et que plus les cellules sont fluorescentes, plus elles ont exprimé d’actine en plus de l’actine nor-

malement présente dans leur cytoplasme. Ensuite car on veut pouvoir observer une augmentation
dans l’intensité de fluorescence détectée, sans risquer de saturer les images.

2.4.2 Prise d’image : contraintes en tous genres

Le schéma de la figure 2.16 résume l’essentiel de notre dispositif : les contraintes de position-
nement des divers éléments sont multiples.

Le laser entre sous l’objectif par le biais d’un miroir chaud, et arrive sur l’échantillon, où une
partie du faisceau est transmise, une autre partie rétrodiffusée. Mais cette dernière est, en grande
partie, réfléchie au niveau du miroir chaud, et ne peut donc pas être utilisée comme faisceau de
détection sur la diode.

Juste sous ce miroir chaud se trouve le jeu de filtres pour la fluorescence (XF 100, Omega
Optical) : le miroir dichroïque du schéma représente l’ensemble {filtre d’excitation + dichroïque
+ filtre d’émission} (le filtre d’excitation est situé en amont, le filtre d’émission juste en-dessous).
Les spectres de leurs coefficients de transmission en fonction de la longueur d’onde sont repré-
sentés sur la figure 2.14. On voit donc que le filtre d’émission ne laisse passer qu’une faible bande
entre 500 et 550 nm.

Sous les cubes de filtres se trouve une lame séparatrice qui envoie une partie du faisceau
vers la sortie de la diode à quadrant. On utilise l’illumination standard du microscope (lampe +
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Fig. 2.16 – Vue en 3D des trajets des faisceaux à différentes longueurs d’onde : laser infra-rouge
(en rouge), excitation de fluorescence (en bleue), émission de fluorescence (en vert), illumination
(en blanc).

condenseur) pour recueillir du signal sur la diode (cf. 2.1.2). La raison majeure ayant poussé à
l’utilisation de la lumière transmise plutôt que du laser IR pour la détection de position est la
présence d’anneaux de diffraction engendrés par la présence de la bille près du point de conver-
gence du faisceau laser. Ces anneaux changent d’allure en fonction de la position de la bille dans
le plan focal, et quand la bille s’éloigne du centre du piège, la répartition d’intensité lumineuse
sur les 4 quadrants de la diode ne varie pas de façon monotone avec la distance. Et on souhaite
justement travailler à force assez grande, donc avec la bille relativement loin du centre du piège.

On comprend alors qu’il est presque impossible d’observer la fluorescence de la GFP tout en
mesurant du signal sur la diode. En effet, pour ce faire, il faut disposer avant le condenseur un
filtre rouge (ne laissant passer que les longueurs d’onde supérieures à 550 nm), de façon à ne
pas exciter la GFP et à ne pas avoir de lumière parasite sur la caméra (sensible) de détection de
la fluorescence. Mais ces longueurs d’onde sont justement coupées par le filtre d’émission, et ne
parviennent donc pas jusqu’à la diode.

Une solution à ce problème est de déplacer le filtre d’émission hors du cube prévu à cet effet,
et de le placer juste avant la caméra. Ceci a cependant le fort désavantage de ne plus rendre
les cellules fluorescentes visibles à l’oeil, ce qui complique fortement la recherche d’une cellule
fluorescente et ayant une bille ancrée sur un de ses bords.

C’est pourquoi on a finalement choisi de réaliser les mesures de fluorescence entre les appli-
cations de force, de façon à pouvoir enlever le cube de filtres pendant la mesure mécanique, qui
nécessite un fort signal lumineux sur la diode (et en plaçant effectivement un filtre rouge avant
le condenseur). On a donc des séquences de paliers de force dont chacun est suivi de la prise
d’images en fluorescence, pendant que la cellule relaxe. Ceci sera détaillé au chapitre 4.

Les images sont acquises sur une caméra CCD de grande sensibilité (Coolsnap ES, Roper
Scientific), commandée par ordinateur grâce à un plug-in sous ImageJ. Celui-ci pilote l’ouverture
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et la fermeture d’un obturateur (Uniblitz) placé entre la lampe d’excitation et le microscope,
de façon à contrôler le temps d’exposition des cellules. Le plug-in contrôle aussi le déplacement
en Z de la cale piézoélectrique via un module de sortie analogique (PMD-1208LS, Measurement
Computing). Ceci permet d’acquérir une pile d’images séparées d’un µm environ selon Z et ainsi
de choisir, pour l’analyse des images, des plans situés au niveau de la bille et en-dessous.
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Chapitre 3

Mécanique cellulaire : caractérisation et

évolution sous contrainte

Ce chapitre présente tout d’abord les caractéristiques mécaniques mesurées par application
locale d’une force constante sur plusieurs types cellulaires. La fonction de fluage et les paramètres
mécaniques qui en sont extraits pourront être comparés aux mesures réalisées précédemment au
laboratoire : en régime sinusoïdal à l’aide de pinces optiques [9, 10] et en régime de fluage sur
cellules entières par étirement uniaxial [30].

On examine ensuite l’évolution de cette réponse mécanique suite à l’application répétée d’une
force. En effet, comme décrit au 1.2.4 et au 1.3.4, l’adaptation à long terme des forces exercées
par la cellule et de sa rigidité en fonction des contraintes qui lui sont appliquées, est un phénomène
désormais assez bien caractérisé [103, 85, 27]. Mais la dynamique de cette adaptation n’est pas
encore clairement élucidée. On a donc soumis les cellules non plus à un seul palier de force, mais
à une série de paliers successifs, et mesuré pour chacun d’eux la fonction de fluage. On a alors pu
caractériser la dynamique de rigidification des cellules en réponse à l’application d’une force, et
mesurer un temps de renforcement τG pour une cellule A549 et un ensemble de cellules C2C12.

3.1 Mesure locale de la fonction de fluage d’une cellule

3.1.1 Relations contrainte/déformation dans les expériences de pinces op-
tiques

Dans nos expériences de pinces optiques, on mesure à tout instant la force Ftrap exercée
sur la bille par le piège (par la mesure de la position r de la bille par rapport au centre du
piège) ainsi que le déplacement δR de la cellule par rapport à la bille (δR = R − r, où R est
le déplacement, contrôlé, de la cale piézoélectrique). Mais pour mesurer une fonction de fluage
ou un module viscoélastique, il faut connaître la relation entre la contrainte appliquée et la
déformation résultante. Nous avons donc besoin d’un modèle mécanique permettant de relier le
déplacement cellule-bille δR à la déformation du milieu cellulaire, et la force Ftrap à la contrainte
appliquée sur la cellule. Si on veut tenir compte de tout ce que l’on connaît "réellement" sur
les déformations cellulaires, le problème est insoluble : bien sûr, les résultats vont dépendre de
la géométrie du problème : angle d’enfoncement 2θ de la bille dans la cellule (cf. figure 3.1.C),
hauteur h de cellule contenue sous la bille, et même topologie de la cellule au niveau du contact.
Puis il faudrait prendre en compte le fait que la bille est ancrée via un certain nombre de points
d’attache. Enfin, il faudrait connaître la rigidité mécanique de ces ancrages, afin de la prendre en
compte dans le calcul permettant de remonter à la viscoélasticité du reste du milieu cellulaire...
Sans compter, comme on l’a déjà évoqué, la non-homogéniété mécanique de la cellule. D’où le
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fait que nos mesures doivent être prises comme une estimation locale de la viscoélasticité de la
cellule sondée.

La première approximation consiste donc à considérer que la bille est ancrée de façon ho-
mogène au niveau de sa surface de contact avec la cellule. On néglige également la contribution
mécanique des adhésions bille-cellule. Ces deux approximations reviennent à prendre une sur-
face d’adhésion égale à la surface immergée de la bille dans la cellule (2πa2(1 − cos θ)), et à
dire que celle-ci est infiniment rigidement liée au milieu cellulaire sous-jacent, de sorte que l’on
sonde vraiment la viscoélasticité du cytosquelette. Cette seconde approximation se justifie par
le fait qu’il semble avoir été montré que les adhésions focales, formées au niveau des contacts
RGD-intégrines, ne jouent pas de rôle dans la viscoélasticité cellulaire mesurée [18]. Le nombre
de ces adhésions spécifiques n’est certainement pas très élevé (et donc la cellule est certainement
sondée par un nombre de liens discret, et non par une surface homogène), mais on peut supposer
que si la bille est ancrée suffisamment profondément dans la membrane (comme c’est ce que
l’on observe sur les images en transmission), des adhésions non spécifiques viennent compléter le
nombre réduit des liens aux intégrines et procure une grande surface de contact effective entre
la bille et le cytosquelette de la cellule sondée.

Nous allons développer les aspects concernant la géométrie du problème. Là encore, des
approximations seront nécessaires : on va considérer la cellule comme un milieu viscoélastique
semi-infini. En effet, il serait impossible de tenir compte de la topologie exacte de la cellule au
niveau de la bille afin de calculer analytiquement la déformation induite dans le milieu. Même en
considérant la cellule comme un milieu semi-infini viscoélastique et homogène, le calcul analytique
exact n’existe pas. Nous allons donc présenter les approximations effectuées afin d’obtenir une
expression approchée du facteur géométrique que nous prendrons en compte pour analyser nos
expériences.

Une autre approche, mais que nous n’avons pas développée, consiste à utiliser des simulations
numériques afin de calculer l’allure du champ de déformation et de contrainte dans ce genre
de problèmes [67, 92]. Cela pourrait en effet conduire à une meilleure estimation du facteur
géométrique f(θ, h) prenant en compte l’enfoncement de la bille et la hauteur de cellule sous
bille.

Fig. 3.1 – Schéma du modèle mécanique utilisé pour obtenir les relations contrainte-déformation
à partir des expériences de pinces optiques : cas d’une bille totalement immergée (A), à moitié
immergée (B), et partiellement immergée d’un demi-angle θ (C).

On considérera pour les expressions qui suivent, établies précisément dans l’article de Laurent
et al. [74], un milieu homogène, incompressible et immobile dans le référentiel du laboratoire. La
bille est soumise à la force exercée par le piège, F = Ftrap, et transmet cette force au milieu. Son
déplacement algébrique par rapport au milieu est alors noté r, comme indiqué sur la figure 3.1.
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Dans un cas où le milieu ne serait pas immobile, il faudrait remplacer r par r − R = −δR.

3.1.1.1 Cas d’un matériau élastique, de module d’Young E

Sphère immergée dans un milieu élastique infini Le calcul de la force de rappel exercée
par le milieu élastique sur la sphère nécessite une approximation. On suppose que le déplacement
de la sphère de rayon a est le même que le déplacement moyen du milieu sans sphère mais soumis
à la même force appliquée en O. Le champ de déformation au point M à distance a du centre de
la sphère (

−−→
OM = a−→ur) vaut alors :

−→u =
3

8π E

−→
F + (

−→
F .−→ur)

−→ur

a
. (3.1)

La moyenne sur la surface de la bille donne un déplacement global r, dans la direction de la force
appliquée F :

r =
1

2πa E
F (3.2)

Sphère à moitié immergée dans un milieu élastique semi-infini Le champ de déforma-
tion est plus complexe, mais l’approche est la même, et le calcul donne alors [74] :

r =
9

8πa E
F (3.3)

Sphère partiellement immergée dans un milieu élastique semi-infini Dans le cas où la
sphère n’est immergée que d’un angle θ < π/2 dans le milieu, la déformation a deux origines.
Une première déformation r′ existerait seule, si la force était appliquée en O′, projection de O
sur le plan de l’interface avec le milieu :

r′ =
9

8πa sin θ E
F (3.4)

Et comme la force n’est pas exercée en O′ mais en O, il y a apparition d’un couple C =
aF cos θ, qui fait tourner la bille d’un angle φ (cf. figure 3.1.C), valant1 :

φ =
3

4πa3 sin3 θ E
C (3.5)

ce qui provoque un déplacement de la bille : r′′ = aφ . D’où finalement un déplacement total :

r = r′ + r′′ =
3

4πa E

(

3

2 sin θ
+

cos θ

sin3 θ

)

F . (3.6)

3.1.1.2 Cas d’un fluide visqueux, de viscosité η

Sphère immergée dans un milieu visqueux infini En régime laminaire et stationnaire, la
bille évolue à vitesse v = ṙ, fixée par la force de Stokes :

v =
1

6πa η
F . (3.7)

Sphère à moitié immergée dans un milieu visqueux semi-infini La force de Stokes
exercée par le milieu sur la sphère est alors divisée par deux, donc à force donnée, la vitesse de
la bille est double.

1φ est calculé en remplaçant l’action du couple par l’action de deux forces opposées et de points d’applications
très proches par rapport au rayon de la bille, avec les mêmes approximations que précédemment
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Sphère partiellement immergée dans un milieu visqueux semi-infini Si l’angle θ est
faible, on considère alors juste le déplacement d’un petit disque de rayon a sin θ à la surface du
fluide. Sa vitesse vaut alors : v = 3

16 a sin θ η F .

3.1.1.3 Cas d’un milieu viscoélastique, de module viscoélastique G(ω)

Pour un milieu viscoélastique, comme le milieu cellulaire, on prendra comme facteur géomé-
trique celui calculé dans le cas purement élastique, étant donné que le module viscoélastique G
est défini comme une extension du module d’Young E. Pour une déformation δR = r − R de la
cellule, cela donne donc, en représentation fréquentielle (cf. 1.3.1) :

F (ω) = 2πaf(θ)G(ω) δR(ω) avec f(θ) =
2

3

1
(

3
2 sin θ + cos θ

sin3 θ

) (3.8)

et en régime de fluage :

J(t) = 2πaf(θ)
δR(t)

F0
. (3.9)

Etant données les hypothèses nécessaires à l’établissement de cette formule, on évalue à 20%
au minimum l’erreur commise2 sur la détermination absolue de G(ω) ou de J(t) [74]. Cela n’a
en revanche aucune influence respectivement sur les dépendances fréquentielle et temporelle de
ces fonctions.

3.1.2 Exemple de mesure d’une fonction de fluage

Fig. 3.2 – Image d’une cellule C2C12 en transmission : avant le début de l’expérience, avec la
bille située près du bord (A) ; après l’expérience, avec la bille un peu plus enfoncée dans la cellule
(B).

Lors d’une expérience de fluage, on applique une force constante sur une bille ancrée à la
surface d’une cellule. La figure 3.2.A montre une cellule ayant une bille ancrée près d’un de
ses bords. On essaie en effet, quand c’est possible, de choisir des billes dans cette position de
façon à éviter de traverser la cellule avec le laser. On peut alors mesurer de façon approximative,
sur l’image, l’angle d’enfoncement θ de la bille dans la cellule. Cependant, très souvent dans le

2Les travaux de modélisation aux éléments finis de Ohayon et coll., en cours de réalisation, cherchent à déter-
miner précisément l’influence de la hauteur réelle de cellule sous la bille ainsi que de l’angle d’enfoncement θ sur
la valeur du module élastique. Il semblerait qu’aux petits angles d’enfoncement et aux petites hauteurs sous bille,
notre calcul surestime G0 d’un facteur deux environ.
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cours d’une expérience, la bille est ramenée vers l’intérieur de la cellule, comme on le voit sur
la figure 3.2.B. Cela est vraissemblablement dû à l’action des moteurs qui exercent des forces
contractiles. Ce phénomène est probablement relié à la rigidification que nous décrirons plus loin
(cf. 3.3) : cette activité de la cellule tendant à ramener la bille vers l’intérieur est d’autant plus
marquée que la cellule est en train de se renforcer mécaniquement. Quand la bille est positionnée
sur une sorte de lamellipode, ce peut être aussi le flux d’actine sous-jacent à la membrane qui
la ramène vers le noyau, mais sa vitesse de déplacement est alors plus élevée (de l’ordre de
10−2 µm.s−1). La bille finit parfois par être située complètement sur le dessus de la cellule, et,
par défaut, on évalue l’angle d’enfoncement à θ = 90 degrés. On choisit la direction d’application
de la force tangentielle au bord cellulaire le plus proche, de façon à essayer de rester le long d’une
ligne de niveau, et éviter que la bille ne se défocalise. Car si elle n’est plus exactement dans le
plan de piègeage, la valeur de la force est différente (et inconnue). De plus, la rétroaction ne
fonctionne alors plus correctement car l’image de la bille sur le détecteur est modifiée.

Comme évoqué au 2.1.2.3, avant le début de l’expérience, on réévalue, pour chaque bille liée
à une cellule, la valeur des coefficients de proportionnalité A et A′ permettant de connaître la
tension délivrée par la diode en fonction du déplacement de la bille selon X et Y . En effet, la
présence du bord de la cellule modifie l’image de la bille sur le détecteur, et donc la réponse en
tension de ce dernier.

Fig. 3.3 – Mesures de la position de la bille x(t) (courbe noire) et en y(t) (courbe grise), et
force calculée F (t) (courbe rouge) au cours d’une expérience de fluage sur une cellule C2C12.
En insert, le même graphe en échelle semi-log (pour t < 10 s) : on voit que la force s’établit
rapidement (dès t ≤ 0, 2 s) à la valeur de contrôle.

A t = 0, on déplace le laser d’une distance R0 dans la direction angulaire β0 à l’aide des
miroirs galvanométriques, puis on maintient la force constante grâce à la boucle de rétroaction :
on mesure en temps réel les positions x(t) et y(t) de la bille par rapport à l’origine (0, 0) et on

les asservit à cette position. La force vaut alors
−−→
F (t) =

−→
F0 − (Fx(x(t))−→ux + Fy(y(t))−→uy) ≃

−→
F0. La

figure 3.3 montre un exemple de mesure de x(t), y(t) et F (t).

Afin de maintenir la bille en (x = 0, y = 0), il faut déplacer la cale piézoélectrique de
X(t), Y (t) afin de suivre le fluage de la cellule. Le déplacement de la cellule par rapport à la bille
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Fig. 3.4 – Mesures des déformations cellulaires pendant la même expérience de fluage : δX(t)
(bleu clair), δY (t) (bleu foncé), δR(t) (violet). La fonction de fluage de la cellule est correctement
évaluée entre 0, 2 et 40 s. Vers 135 s, le piège est coupé et la bille relaxe vers sa position d’origine.

au cours de l’expérience vaut donc :

δR(t) =
√

δX2 + δY 2 =

√

(x(t) − X(t))2 + (y(t) − Y (t))2 (3.10)

et la mesure de la fonction de fluage est donnée par le rapport entre ce déplacement et la force
F0 appliquée, moyennant le coefficient géométrique discuté plus haut : J(t) = 2πaf(θ) δR(t)

F0
. La

figure 3.4 montre l’évolution des fonctions δX(t), δY (t) et δR(t) au cours de la même expérience.
Sur cet exemple, de t = 0 à t = 40 s environ, la cellule se déforme sous l’effet de la contrainte
appliquée et on peut mesurer la fonction de fluage correctement. A partir de t = 40 s, on peut voir
que l’évolution n’est plus toujours monotone : en effet, la cellule a alors un comportement actif :
elle rappelle la bille vers le noyau (et cette force qu’elle exerce sur la bille n’est pas nécessairement
dans la même direction que F0), elle se déplace... La force appliquée continue à rester constante
(cf. figure 3.3), mais on ne mesure plus la fonction de fluage de la cellule. Vers t = 135 s sur cet
exemple, on a coupé la force, et la bille relaxe alors vers sa position d’origine, mais sans y revenir
totalement3.

Quand on trace la fonction de fluage d’une cellule, on se restreint donc à une durée de 50 sec
au maximum après le début de l’expérience. J(t), toujours pour la même expérience, est tracé
en coordonnées log-log sur la figure 3.5 : on s’est restreint à l’intervalle 0, 02–40 s, sur lequel on
peut ajuster la fonction de fluage par une loi de puissance J(t) = A tα sur plus de trois décades.
Sur cet exemple, α = 0, 181 et A = 5, 88.10−3 Pa−1.

3.1.3 La cellule : une rhéologie en loi de puissance

Comme on le voit sur l’exemple de la figure 3.5 ainsi que sur l’ensemble de nos mesures,
et comme nous l’avons évoqué au 1.3.3, le comportement rhéologique d’une cellule peut être

3Cela est une preuve du fait que des mécanismes actifs de modification de la rigidité cellulaire se sont mis en
place au cours de ces 135 s. Ces mécanismes de réponse à la force aux temps longs sont à la base du phénomène
de rigidification que nous développerons au 3.3
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Fig. 3.5 – Fonction de fluage en coordonnées log-log, calculée sur la même expérience, et son
ajustement par une loi de puissance : J(t) = Atα avec A = 5, 88.10−3Pa−1 et α = 0, 181.

modélisé par une loi de puissance sur plusieurs décades. On se place donc dans ce modèle pour
la fonction de fluage : J(t) = A (t/t0)

α.
Ceci est équivalent au fait de considérer, pour la réponse dynamique, que les parties réelles

et imaginaires de G varient ensemble, en loi de puissance de la fréquence f (ou de la pulsation
ω, avec f = ω/(2π)) :

G(ω) = G′(ω) + iG′′(ω) = (1 + iη)G′(ω) = G0e
iδ

(

ω

ω0

)α

. (3.11)

où η = tan δ mesure l’importance de la dissipation dans le matériau.
On a vu en effet à l’équation 1.8 que l’on peut relier la fonction de fluage J(t) au module

viscoélastique via leur transformée de Fourier, ce qui donne, dans ce cas précis des lois de puis-
sance :

J̃(ω) = A
Γ(1 + α)

iω (iω t0)
α (3.12)

d’où

G(ω) =
1

iω J̃(ω)
=

(it0)
α

A Γ(1 + α)
ωα (3.13)

et on retrouve donc bien, pour G(ω), une variation en loi de puissance.
On préfère utiliser une dépendance en fréquence plutôt qu’en pulsation, de façon à définir

G0 comme le module viscoélastique à f0 = 1 Hz. De même, en prenant le temps t0 = 1 s, on

retrouve finalement G(f) = G0e
iδ

(

f
f0

)α
avec δ = απ

2 et :

G0 =
(2π)α

Γ(1 + α)

1

A
. (3.14)

On retrouve d’ailleurs la signification du paramètre δ : pour un matériau élastique, α = 0 et
donc tan δ = 0, il n’y a pas de dissipation dans le matériau, toute l’énergie est stockée sous forme
élastique ; alors que pour un liquide visqueux α = 1 et tan δ → ∞ et toute énergie fournie au
matériau est dissipée sous forme de frottement visqueux. Le comportement de la cellule se trouve
donc entre ces deux extrêmes.

Pour l’exploitation des résultats obtenus en fluage, on réalise un ajustement en loi de puissance
du temps (sur la gamme de temps comprise entre 0, 02 s et 10 à 50 s) pour la fonction J(t), duquel
on tire les valeurs de A et α. On calcule ensuite G0, et c’est de cette grandeur que l’on se sert
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pour analyser nos mesures. En effet, G0 donne une évaluation directe du module élastique du
matériau mesuré par l’expérience et est plus facile à appréhender que la valeur de A.
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3.2 Caractérisation mécanique des cellules

On présente ici les résultats obtenus pour la viscoélasticité de trois types cellulaires, sondés
via leurs intégrines par l’intermédiaire de billes recouvertes d’un peptide contenant la séquence
RGD (cf. chapitre 2). L’ensemble des moyennes, médianes, et écart-types sont résumés dans le
tableau 3.1.

3.2.1 Statistiques sur différents types de cellules

Dans un premier temps, nous allons examiner les résultats obtenus avec des billes recouvertes
de peptide RGD à 1/10eme de la concentration stock (cf. 2.2.2. On a pour habitude de noter cette
concentration de peptide sur les billes : "coating RGD 1/10".).

3.2.1.1 Lignée A549

Ces mesures de fluage ont été effectuées sur 22 cellules A549. L’ajustement par une loi de
puissance du temps J(t) = A tα entre t1 = 0, 02 à 1 s et t2 = 5 à 50 sec était toujours possible,
sauf dans les cas où la cellule était vraiment trop motile, ou que la bille était trop mal ancrée à
sa surface.

La statistique des exposants α mesurés est représentée sur le graphique de la figure 3.6. La
répartition statistique de α est gaussienne. On s’en assure en réalisant un ajustement sur la
probabilité cumulative p(α) par une fonction d’erreur :

p(x) =
1

2

(

1 + erf

(

x − 〈x〉
σ
√

2

))

=
1

2
+

1

σ
√

2π

∫ x

0
exp

(

−(u − 〈x〉)2
2σ2

)

du (3.15)

où les deux paramètres ajustables sont la valeur moyenne 〈x〉 et la largeur σ de la distribution.
La gaussienne déduite de cet ajustement est représentée sur l’histogramme. On obtient dans

ce cas une valeur moyenne 〈α〉 = 0, 315, et un écart-type σα = 0, 0915.

Fig. 3.6 – Répartition statistique de l’exposant α mesuré sur les fonctions de fluage de 22 cellules
A549, à l’aide de billes RGD 1/10. Moyennes et écart-type tirés de l’ajustement de la probabilité
cumulative par la fonction erf : 〈α〉 = 0, 315 et σα = 0, 0915.

L’ensemble des modules viscoélastiques G0 déduits de la mesure du préfacteur A et de l’expo-
sant α est représenté sur la figure 3.7, en échelle log. Cela permet de constater que la répartition
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Fig. 3.7 – Répartition statistique du module viscoélastique G0 (en échelle log) mesuré à partir
des fonctions de fluage de 22 cellules A549. Moyennes et écart-type tirés de l’ajustement de la
probabilités cumulative de log G0 par la fonction erf : 〈log G0〉 = 2, 595 et σG = 0, 359.

du module viscoélastique est log-normale : log G0 suit une loi normale, avec pour valeur moyenne
〈log G0〉 = 2, 595 et pour écart-type σG = 0, 359 (issus de l’ajustement).

On notera différemment les valeurs calculées sur l’ensemble statistique et celles obtenues à
l’aide de l’ajustement des données par une fonction erreur. En l’occurence :

– on désignera respectivement par med(G0) et moy(G0) les médiane et moyenne géométrique
calculées sur l’ensemble statistique ;

– on notera G0 = 10〈log G0〉 la valeur de la moyenne géométrique tirée de l’ajustement, qui
se confond, pour une distribution parfaitement log-normale, avec la valeur médiane "théo-
rique". On notera entre parenthèses l’erreur commise sur l’évaluation de cette médiane :
±δG0 = 10〈log G0〉±σG/

√
N − G0.

Nos distributions de G0 ne sont pas parfaitement log-normales compte-tenu du nombre fini
de nos données : on n’a donc pas exactement l’égalité entre G0 et moy(G0) ou med(G0). A
titre d’exemple dans le cas de la figure 3.7, on a : G0 = 10〈log G0〉 = 394 (−221/ + 506) Pa,
med(G0) = 424 Pa et moy(G0) = 416 Pa. Ces trois valeurs sont relativement proches, surtout
au vu de la largeur de la distribution.

On peut aussi étudier la façon dont les grandeurs mesurées dépendent de la force appliquée.
En effet, on a supposé que l’on restait dans le régime de déformation linéaire, c’est-à-dire que
l’élasticité mesurée ne dépendait pas de la force appliquée. Pourtant, une telle non-linéarité a
été rapportée sur des expériences de magnétocytométrie [128]. Cela est en grande partie dû aux
contraintes et déformations imposées aux cellules (déplacements parfois supérieurs à 500 nm et
contraintes de plusieurs centaines de Pa), qui sont nettement plus grandes que celles que nous
utilisons4 (la rigidité de notre piège va de 35 à 120 pN/µm).

Dans notre cas, on constate tout d’abord que α ne dépend pas du tout de la force appliquée
(figure 3.8, gauche). En revanche, G0 semble croître avec la force (figure 3.8, droite). Mais cela

4De plus, dans les expériences de magnétocytométrie non optique [128], la façon dont la déformation est mesurée
est par essence non linéaire : la déformation angulaire moyenne sur N billes, ΦN est mesurée par induction. Or
le flux induit est proportionnel à la moyenne sur les cosinus des angles de rotation φ des billes individuelles, et
l’angle moyen de rotation est finalement estimé par : ΦN ∝ arccos〈cos φ〉N . Les expériences de magnétocytométrie
optique, développées depuis, ont pu s’affranchir de cet artefact [37, 39].
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Fig. 3.8 – Dépendance de l’exposant α (gauche) et du module G0 (droite) en fonction de la force
appliquée.

est certainement dû au fait que, dans nos expériences, on adapte la force "à l’oeil", à la qualité
de l’ancrage que l’on peut constater entre la bille et la cellule. En effet, pour déplacer cette bille
de manière sensible sans toutefois l’arracher, on choisit la force qu’on lui applique, et celle-ci peut
être d’autant plus grande que la rigidité est grande. Cela ne veut pas dire que la rigidité d’une
cellule dépende de la contrainte qu’on lui applique, mais plutôt que l’on applique des contraintes
plus grandes aux cellules que l’on évalue comme étant plus rigides. Le nuage de points aux
alentours de 120 pN, et pour lequel les rigidités mesurées vont de 200 à 2000 Pa est rassurant sur
ce point : à cette force typique, on a sondé 14 cellules ayant des valeurs de rigidité très différentes.

De plus, pour affirmer que nous restons bien dans le régime de déformation linéaire, on
peut s’appuyer sur les expériences réalisées avec le même dispositif de pinces optiques en régime
sinusoïdal [8, 10] : on a vérifié que la linéarité y était respectée, et ce pour des valeurs de force
comparables à celles que l’on applique dans nos expériences de fluage.

3.2.1.2 Comparaison avec les lignées C2 et C2C12

Sur les graphiques 3.9 et 3.10, on a représenté les probabilités cumulatives des exposants α
ainsi que des modules G0 mesurés sur les trois types cellulaires : 22 cellules épithéliales alvéolaires
A549, 8 cellules C2 et 21 cellules C2C12 (deux types issus d’une lignée de cellules prémusculaires)
ont été testées. Les probabilités cumulatives sont ajustées par une fonction erreur comme décrit
plus haut. On indique dans la légende des figures les valeurs moyennes ou médianes, ainsi que
les précisions sur celles-ci : ±δG0 et δα = σα√

N
.

On peut constater qu’à la fois α et G0 dépendent du type cellulaire. Les C2C12 et A549 ont,
à exposant à peu près identique, des rigidités assez différentes : G0 = 394 Pa pour les A549 et
G0 = 251 Pa pour les C2C12. Cela pourrait refléter le caractère physiologique différent de ces
deux types cellulaires.

Les mesures effectuées sur les C2 sont à prendre avec plus de précaution, étant donné que le
nombre de mesures est faible, et ce en raison du fait que les cellules paraissaient en mauvais état
au moment de l’expérience (la lignée avait pu un peu dériver, ou commencer à se différencier, ce
qui arrive fréquemment avec les cultures de ces cellules pré-musculaires, au bout d’un nombre de
passages trop élevé).
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Fig. 3.9 – Dépendance de l’exposant α en fonction du type cellulaire : probabilités cumulatives
et leurs ajustements par des fonctions erreur pour 22 cellules A549 : 〈α〉 = 0, 315 ± 0, 019 , 21
cellules C2C12 : 〈α〉 = 0, 336 ± 0, 020, et 8 cellules C2 〈α〉 = 0, 251 ± 0, 021.

Fig. 3.10 – Dépendance du module viscoélastique G0 en fonction du type cellulaire : probabilités
cumulatives et leurs ajustements par des fonctions erreur. On obtient, pour 22 cellules A549 :
G0 = 394 –64/+76 Pa ; 21 cellules C2C12 : G0 = 251 –42/+50 Pa ; et 8 cellules C2 G0 =
83 –12/+14 Pa.

3.2.2 Influence de la densité de coating des billes

On a utilisé plusieurs concentrations en peptide pour recouvrir les billes. En effet, l’ancrage des
billes aux cellules est d’autant plus fort que les billes contiennent à leur surface un grand nombre
de ligands prêts à se lier aux protéines transmembranaires. Dans le cas des liaisons aux intégrines,
c’est d’autant plus vrai que leur rassemblement sous forme de cluster et le déclenchement des voies
de signalisation permettant leur ancrage au cytosquelette sous-jacent n’a pas lieu en-dessous d’un
certain seuil de concentration locale en ligand, en l’occurence la séquence RGD de la fibronectine.
Nous nous sommes situés à des concentrations auxquelles la bille était suffisamment ancrée au
cytosquelette pour ne pas être arrachée par l’application de la force (dans le cas contraire, quand
on applique une force sur la bille, on peut l’arracher sans résistance, en tirant entre la bille et
la cellule un tube de membrane). Mais même dans le cas où la bille est bien attachée, via les
adhésions focales, au cytosquelette, on peut se douter que la force de cet ancrage dépend de
la concentration en ligand, et que donc les propriétés viscoélastiques des cellules sondées dans
différentes conditions de concentration en ligand ne seront pas forcément identiques.
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Fig. 3.11 – Probabilités cumulatives des α et G0 mesurés sur des A549 à l’aide de billes coatées
RGD1/10 (22 cellules) ou 1/20 (14 cellules), et ajustement par des fonctions erreur. Les valeurs
de 〈α〉, σα, 〈log G0〉 et σG obtenues dans les deux cas sont résumées dans le tableau 3.1.

On a donc utilisé deux coatings différents : RGD 1/10 et une concentration deux fois plus
diluée, RGD 1/20. Les figures 3.11 et 3.12 montrent les répartitions statistiques de α et G0 pour
respectivement des A549 et des C2C12 aux deux concentrations de coating.

Fig. 3.12 – Probabilités cumulatives des α et G0 mesurés sur des C2C12 à l’aide de billes coatées
RGD1/10 (21 cellules) ou 1/20 (29 cellules) : de même, voir le tableau 3.1 pour les résultats des
ajustements.

On s’aperçoit que les deux paramètres de notre description de la cellule en terme de matériau
viscoélastique sont affectés par ces variations de concentration. On mesure, bien sûr des rigidités
plus grandes quand la bille est plus fortement liée au cytosquelette : G0(RGD1/10) = 394 >
G0(RGD1/20) = 193 Pa pour les A549, et G0(RGD1/10) = 251 > G0(RGD1/20) = 115 Pa
pour les C2C12. A chaque fois, le module viscoélastique est multiplié par plus d’un facteur deux
quand la concentration en RGD est doublée. Cela est vraissemblablement dû à un recrutement
d’actine plus important autour de la bille. Des marquages en immunofluorescence sur cellules
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ayant lié des billes coatées à la densité maximale de RGD (RGD1/1), ont en effet montré un
véritable anneau d’actine entourant les billes, même en l’absence de force appliquée [74, 9]. Cet
anneau est absent pour des coatings plus faibles, tels que ceux que l’on utilise.

Mais l’exposant α varie aussi : 〈α〉(RGD1/10) = 0, 315 > 〈α〉(RGD1/20) = 0, 243 pour les
A549, et 〈α〉(RGD1/10) = 0, 336 > 〈α〉(RGD1/20) = 0, 264 pour les C2C12. La cellule apparaît
donc localement d’autant plus dissipative que la concentration en ligand est importante. Comme
on sait que la dissipation au sein du cytosquelette est principalement liée au glissement des
moteurs myosines le long des filaments d’actine [8], on peut faire l’hypothèse que c’est la façon
dont ces myosines participent à l’organisation à l’actine, près du point de contact, qui régit la
viscosité locale du cytosquelette.

Il est alors raisonnable d’expliquer nos observations par le fait que le recrutement d’actine
et de myosines est d’autant plus important que la concentration en ligand sur la bille-sonde est
importante :

– G0 augmente car le réseau d’actine est plus dense et plus enchevêtré (les myosines jouent
le rôle de cross-linkers très efficaces) ;

– α augmente car la dissipation dans le réseau est plus forte : les myosines dissipent de
l’énergie en faisant coulisser les filaments.

Il existe, à notre connaissance, peu de littérature permettant de confirmer ou d’infirmer nos
hypothèses. Plusieurs études ont étudié le comportement viscoélastique de cellules en réponse à
une activation de l’effet contractile des myosines [5, 95, 121] : dans ce cas, la rigidité augmente,
mais l’exposant diminue, la cellule devient en quelque sorte plus rigide et plus élastique. Mais
une concentration localement plus forte en myosines n’aura certainement pas le même effet que
des myosines rendues plus actives. En effet, dans ce dernier cas, les myosines restent plus souvent
attachées aux filaments, et confèrent donc une élasticité globale beaucoup plus importante à
l’ensemble, puisqu’elles empêchent les filaments de coulisser librement les uns par rapport aux
autres. L’étude de Balland et al. [8] permettrait de se rapprocher de nos observations, mais dans
le cas inverse. Dans cette étude, l’activité ATP-asique des myosines est inhibée : les moteurs
décrochés restent donc décrochés, tandis que ceux qui sont encore accrochés restent accrochés
aux filaments. Cela peut s’apparenter à une déplétion en myosines. Et dans ce cas, le module
viscoélastique et l’exposant de la loi de puissance diminuent, ce qui pourrait être à rapprocher
de ce que l’on observe quand on diminue la concentration en coating des billes.

Fig. 3.13 – Variations de l’exposant β du déplacement quadratique moyen MSD = D∗ tβ et du
module viscoélastique à 0,75 Hz G′ avec la densité de coating RGD (disques noirs) des billes
(les cercles vides correspondent à un coating LDL, protéine se liant à des récepteurs libres de la
membrane, sans attache sous-jacente au cytosquelette d’actine) [D’après [19]].

Enfin, récemment, Bursac et al. [19] ont étudié spécifiquement les modifications d’ancrage
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bille-cytosquelette induites par une différence de concentration de coating. Ils réalisent à la fois
des observations de déplacement quadratique moyen d’une bille à la surface d’une cellule, et des
mesures de module viscoélastique en OMTC. La rigidité cellulaire augmente avec la densité de
coating des billes, et l’exposant β associé au déplacement quadratique moyen (MSD = D∗ tβ)
augmente aussi (cf. figure 3.13 : les données qui nous intéressent ici sont celles représentées par
des disques noirs, correspondant à un coating RGD, c’est-à-dire identique au nôtre). Or cet
exposant est, en théorie, relié à l’exposant de la loi de puissance du G(ω) [73] par une loi du type
β = 1+2α, ce qui signifie que l’exposant α associé augmenterait aussi avec la densité de coating.
Ces observations vont donc dans le même sens que les nôtres.

3.2.3 Récapitulatif des mesures en régime de fluage

Fig. 3.14 – Comparaison de l’ensemble des données G0 (α) surA549 (gauche) et C2C12 (droite) ;
ajustement par une loi de puissance G0 = C.10α/α0 avec C ajustable, et α0 donné par l’équa-
tion 3.16.

Le fait que la fonction de fluage suive une loi de puissance du temps, les valeurs obtenues
pour l’exposant et le préfacteur, ainsi que le type de lois de répartitions auxquelles obéissent α et
G0 correspondent à ce qui est mesuré à l’aide d’autres techniques expérimentales, sur des types
cellulaires très divers, et qui pousse à décrire la cellule en terme de milieu vitreux mou (cf. 1.3.3)
ou de structures multi-échelles [10]. Or les études appliquant ce modèle aux cellules donnent une
variation en loi de puissance pour G0(α) [37, 39].

On a représenté les dépendances en α de G0 pour les A549 et les C2C12 avec deux coatings
différents sur la figure 3.14. L’ajustement est réalisé par une loi de puissance G0 = C.10α/α0 avec
un seul paramètre ajustable : C. α0 est fixé par G0 et 〈α〉 :

α0 =
〈α〉

log G0
C

. (3.16)

La pente de cette courbe (une droite en coordonnées log) est donnée, d’après l’article que nous
proposons en annexe D, par : d ln(G0)/dα = (ln 10)/α0 .

On obtient :
– pour les A549 RGD1/10 : C = 95, 9 Pa et α0 = 0, 49 (pente : d ln(G0)/dα = 4, 7)
– pour les A549 RGD1/20 : C = 122 Pa et α0 = 1, 00 (pente : d ln(G0)/dα = 2, 3)

87



CHAPITRE 3. MÉCANIQUE CELLULAIRE

– pour les C2C12 RGD1/10 : C = 14, 1 Pa et α0 = 0, 29 (pente : d ln(G0)/dα = 7, 9)
– pour les C2C12 RGD1/20 : C = 30, 6 Pa et α0 = 0, 43 (pente : d ln(G0)/dα = 5, 3)
La valeur de la pente, 5,3 pour les C2C12 RGD 1/20, est très proche de celle obtenue, au

labotatoire, sur myoblastes C2 sondés par pinces optiques et étirement uniaxial en coating RGD
1/20 (cf. Fig. 14 de l’article en annexe D : d ln(G0)/dα = 5, 2). De même, ici sur les A549 RGD
1/20 : d ln(G0)/dα = 2, 3 et dans l’article est rapportée la valeur 2, 8, très proche.

Les pentes ne sont pas exactement parallèles même pour un type cellulaire : elles semblent
d’autant plus grandes que le coating est dense. Il est difficile de comparer cette tendance aux
valeurs fournies dans la littérature, qui concernent souvent un même type cellulaire avec un
coating donné, mais en présence de différentes drogues modifiant les propriétés du cytosquelette
[39]. Le modèle de l’article annexé propose une interprétation en terme de temps de relaxation
maximal dans la cellule : ce temps est d’autant plus grand que la pente d ln(G0)/dα est élevée.
Le fait que l’on observe une pente plus élevée sur des billes plus denses en coating, donc plus
fortement ancrées signifierait que l’on sonde la cellule jusqu’à des temps caractéristiques plus
élevés. Cela peut être associé au fait que l’on sollicite des structures de plus grande taille quand
la bille est plus fortement ancrée (par exemple via des fibres de stress qui partiraient du réseau
entourant la bille).

Fig. 3.15 – G0 en fonction de 〈α〉 obtenus pour les 3 types cellulaires avec des densités de coating
différentes.

La figure 3.15 résume l’ensemble des mesures de G0 en fonction de 〈α〉. Là aussi, il est difficile
de les comparer aux prévisions en loi de puissance décroissante prévue par la littérature [37, 39]
pour un même type cellulaire dont on modifie l’état du cytosquelette d’actine.

L’ensemble de nos mesures, résumé dans le tableau 3.1, peut toutefois être comparé à celles
obtenues au laboratoire, sur les mêmes types cellulaires, par pinces optiques en régime sinusoïdal,
et par étirement uniaxial (cf. tableau de l’article [10] en annexe D).

Aussi bien dans les figure 3.15 et 3.18 que dans les tableau 3.1 et 3.2, les résultats obtenus
sur C2 en coating RGD 1/15 sont fournis à titre indicatif, mais sont à prendre avec beaucoup de
précaution, comme nous l’avons déjà suggéré précédemment (possiblité de dérive de la lignée au
moment où les expériences étaient réalisées).

Les mesures de fluage sur cellule entière donnent, pour des myoblastes de type C2 :
– par adhésion au glutaraldéhyde : 〈α〉 = 0, 242 et G0 = 1060 Pa
– par adhésion via cadhérines : 〈α〉 = 0, 29 et G0 = 850 Pa

ce qui montre donc que l’exposant α mesuré dans les deux types d’expériences est tout à fait
comparable, mais que les valeurs de G0 obtenues sont dans notre cas significativement plus faibles.
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Type [RGD] N 〈α〉 σα 〈log G0〉 σlog Go G0 (Pa) moy(G0) (Pa)

A549 1/10 22 0,315 0,091 2,60 0,36 394 416
(-64/+76)

A549 1/20 14 0,243 0,063 2,29 0,27 193 166
(-30/+35)

C2C12 1/10 21 0,336 0,098 2,40 0,36 251 250
(-42/+50)

C2C12 1/20 29 0,264 0,085 2,06 0,40 115 123
(-18/+21)

C2 1/10 8 0,251 0,057 1,92 0,19 83 100
(-12/+14)

C2 1/15 15 0,330 0,128 1,77 0,24 59 63
(-8/+9)

Tab. 3.1 – Paramètres mécaniques mesurés sur 3 types cellulaires à partir des expériences de
fluage local réalisées à l’aide de billes de diamètre 3, 47 µm recouvertes du peptide RGD. 〈 〉
représente la valeur moyenne et σ la largeur de la distribution, obtenue par ajustement des
probabilités cumulatives par une fonction erreur ; G0 est la valeur médiane théorique du module
viscoélastique : G0 = 10〈log G0〉 avec ses barres d’erreur : ±δG0 = 10〈log G0〉±σG/

√
N − G0, et

moy(G0) est la moyenne géométrique.

Toutefois, la pertinence d’une comparaison poussée des résultats de fluage par étirement uniaxial
et par pinces optiques est discutable, étant donné que les coating utilisés pour les lamelles de
verre (à savoir glutaraldéhyde, qui engage toutes les protéines transmembranaires dans la liaison,
et cadhérine, qui mime un contact cellule-cellule et non cellule-matrice) dans ces expériences sont
très différents du nôtre.

Par pinces optiques en régime sinusoïdal, il a été mesuré, à l’aide de billes RGD 1/20 :
– sur cellules épithéliales A549 : 〈α〉 = 0, 219 et G0 = 420 Pa
– sur myoblastes C2 : 〈α〉 = 0, 208 et G0 = 310 Pa
Pour comparer nos résultats avec ceux-ci, il faut prendre, dans le tableau 3.1 les valeurs

correspondant au coating RGD 1/20. Nos valeurs de α sont en général un peu plus élevées et
celles de G0 significativement plus basses. Il est possible que cela soit dû à un sous-échantillonnage
des cellules lors des expériences. D’une part, dans nos expériences de fluage, avant de soumettre
la cellule à un palier de force, on teste d’abord le déplacement de la bille en réponse à une petite
force oscillante. On évite de réaliser la mesure sur les billes trop fortement liées au cytosquelette,
car alors la déformation induite ne pourrait pas être précisément mesurée par le détecteur, on
resterait dans le bruit du signal détecté. Cela expliquerait pourquoi on mesure en moyenne des
G0 plus petits.

D’autre part, la rétroaction est limitée en fréquence via la limitation de la cale piézo. Dans
le cas d’une cellule au comportent très élastique, son αvrai est petit. Or, comme la bille va se
déplacer alors très vite au moment du saut du piège (plus vite que si le αvrai était plus grand, ce
qui voudrait dire une cellule plus visqueuse), la cale piézo ne va pas forcément arriver à rétroagir
assez vite sur la position de la bille pour maintenir la force constante. On élimine alors dans
l’analyse ces expériences où on peut voir que la rétroaction n’a pas assez bien fonctionné. Donc
n’apparaissent pas dans la statistique les cellules de αvrai trop petit.

Par ailleurs, on peut se demander quel rôle joue le lien entre la bille et le cytosquelette dans
les effets mesurés en fluage ou en régime sinusoïdal. En effet, de nombreuses questions, évoquées
au chapitre 1 (notamment au 1.2.4.4) restent ouvertes, quant au comportement mécanique des
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adhésions focales elles-mêmes. Si on suppose qu’elles sont infiniment rigides comparé à la rigidité
du cytosquelette que l’on mesure, elles ne jouent aucun rôle dans la réponse mécanique à laquelle
on a accès. Si en revanche elles se déforment suite à l’application d’une force, alors leur compliance
doit entrer en jeu comme une partie de la réponse du cytosquelette. Or il a été récemment prouvé
qu’une des molécules impliquée dans les adhésions focales, p130Cas, est étirée quand une force
est appliquée au niveau du contact et que cette extension est à la base d’une réponse biochimique
de la cellule à la force ressentie [106]. L’extension d’une molécule ou la force d’un lien en réponse
à une force dépendent en général de la vitesse à laquelle cette force est appliquée [36]. Donc
la contribution mécanique des liens entre intégrines et cytosquelette n’a certainement pas une
signature fréquentielle plate. Si son effet n’est pas complètement négligeable comparé aux effets
de déformation du cytosquelette lui-même, cette signature fréquentielle pourrait faire partie de
la réponse que l’on mesure. Or dans les expériences de fluage, on mesure l’intégrale de la réponse
du système sondé à toutes les fréquences, contrairement aux expériences en régime sinusoïdal où
on sonde la réponse du système à une fréquence donnée. D’où l’hypothèse que la contribution de
la réponse mécanique de ces liens pourrait modifier l’exposant auquel on a accès par nos mesures
de fluage par rapport à l’exposant mesuré pour la réponse fréquentielle des cellules.
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3.3 Renforcement : réponse à l’application prolongée d’une force

Une fois caractérisée la réponse mécanique des cellules à l’application d’un palier de force,
on s’est intéressé à l’évolution de cette réponse au cours du temps. La raison pour laquelle on a
choisi d’appliquer des séries de paliers de force successifs et non une force continue sont multiples.
Tout d’abord, il faut, pour avoir accès à la fonction de fluage, pouvoir mesurer la déformation de
la cellule à partir d’un temps initial t0 bien connu. Ensuite, il faut pouvoir considérer la cellule
comme un matériau passif, c’est-à-dire négliger son mouvement propre, les mouvements internes
(notamment le flux d’actine qui a tendance à ramener la bille vers le noyau), et les dérives
mécaniques du système. Enfin, et c’est une raison conceptuelle majeure, il faut rester dans le
régime de déformation linéaire. Or en appliquant une même force pendant trop longtemps, on
risque de causer des déformations trop grandes et de sortir de ce régime (cf. les observations de
ce type effectuées en fluage sur cellule entière [30]).

On a donc fixé la durée de chaque palier de force à 150 s, un bon compromis par rapport à
toutes ces exigences. On laisse la bille relaxer mécaniquement entre deux applications de force,
pendant un temps qui ne doit pas être trop long non plus, afin de ne pas perdre l’influence de
l’application de force précédente. On a fixé ce temps de latence à 150 s aussi.

3.3.1 Evolution de la rigidité cellulaire pendant l’application d’une force

3.3.1.1 Mise en évidence du phénomène de renforcement sous contrainte

Fig. 3.16 – Réponse d’une cellule unique à l’application locale d’une force : allure des paliers de
force successifs en fonction du temps (gauche) et fonctions de fluage obtenues pour chaun de ces
paliers (droite), avec ajustements par des lois de puissance.

Lorsque l’on applique sur une cellule une série de paliers de force, comme schématisé sur la
figure 3.16 (gauche), on observe, dans plus de 50% des cas, une réponse similaire : la cellule se
déforme de moins en moins au fur et à mesure de l’application de la force. En effet, on constate
sur la figure 3.16 (droite) que les fonctions de fluage sont d’amplitude de moins en moins grande.
Plus précisément, le préfacteur A de la loi de puissance utilisée pour l’ajustement diminue, mais
l’exposant α reste sensiblement le même. Sur cet exemple, on observe :
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Palier de force n° temps t0 (s) préfacteur A (10−3 Pa−1) exposant α G0 (Pa)
1 270 39,4 0,151 36
2 570 26,5 0,105 48
4 1170 12,4 0,162 117
5 1530 11,0 0,168 128
6 1830 4,11 0,172 361
7 2190 1,87 0,193 832

Cela signifie donc que la cellule garde le même type de comportement rhéologique, mais devient
de plus en plus rigide : G0 augmente de plus d’un ordre de grandeur dans cette expérience, passant
de 36 à 832 Pa en un peu plus d’une demi-heure. C’est une mesure dynamique du phénomène de
renforcement sous contrainte présenté au chapitre 1 (1.3.4).

3.3.1.2 Statistique du renforcement

Ce type d’expérience requiert une conjonction de facteurs favorables assez délicate à obtenir
et on ne peut pas toujours en tirer une mesure précise du G0 à chaque palier de force. Mais on
peut tout de même appliquer ces paliers, et on mesure en général A et α (d’où on tire G0), pour
quelques-uns d’entre eux. On peut alors comparer ces valeurs en fonction du nombre n de paliers
de force appliqués (le temps d’application total de la force étant donc Ttot = 150n s puisque
chaque palier dure 150 s, avec un temps de relaxation entre chaque palier à peu près équivalent).

Fig. 3.17 – Répartition statistique des exposants α (gauche) et des modules G0 (droite) mesurés
sur des cellules C2 sondées via des billes RGD 1/10, la force étant appliquée pendant 1 ou 2 paliers
(triangles gris pleins) ou pendant plus de 3 paliers (triangles noirs). On obtient : 〈α〉1,2 = 0, 251±
0, 02, 〈α〉≥3 = 0, 288 ± 0, 03, G0,med1,2 = 83(−12/ + 14) Pa, et G0,med≥3 = 186(−37/ + 46) Pa.

On a réalisé ces mesures sur plusieurs cellules C2 et C2C12, et on peut comparer l’ensemble
des paramètres α et G0 obtenus dans deux groupes expérimentaux : le groupe des mesures
réalisées au début de l’application de la force (premier et deuxième paliers), et le groupe des
mesures réalisées pendant les paliers suivants. Sur la figure 3.17 sont rassemblés les deux groupes
de mesures réalisées sur cellules C2 à l’aide de billes RGD 1/10. On peut voir que la répartition
statistique de l’exposant α est légèrement modifiée par l’application de la force : pour n = 1 ou 2,
on a 〈α〉1,2 = 0, 251 ± 0, 02, et pour n ≥ 3, on a 〈α〉≥3 = 0, 288 ± 0, 03. En revanche, la
répartition statistique de log G0 montre une augmentation nette : 〈log G0〉1,2 = 1, 92 ± 0, 066, et
〈log G0〉≥3 = 2, 27 ± 0, 096.
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Fig. 3.18 – Evolution de l’exposant α (gauche) et du logarithme du module élastique log G0

(droite) sous contrainte. On a représenté les deux groupes de mesures, selon que la force a été
appliquée une ou deux fois (1,5 en abscisse) ou plus de trois fois (3 en abscisse), pour des cellules
C2 (rouge) avec billes RGD 1/10 (disques pleins) ou 1/15 (cercles), et des cellules C2C12 (bleu)
avec billes RGD 1/10 (carrés pleins) ou 1/20 (carrés vides).

Type [RGD] Paliers de force N 〈α〉 σα 〈log G0〉 σG G0 (Pa)

C2 1/10 1-2 8 0,251 0,057 1,92 0,09 83
(−12/ + 14)

C2 1/10 ≥ 3 11 0,288 0,099 2,27 0,32 186
(−37/ + 46)

C2 1/15 1-2 15 0,330 0,128 1,77 0,24 59
(−8/ + 9)

C2 1/15 ≥ 3 16 0,254 0,097 1,75 0,33 56
(−10/ + 12)

C2C12 1/10 1-2 21 0,336 0,098 2,40 0,363 251
(−42/ + 50)

C2C12 1/10 ≥ 3 18 0,290 0,074 2,48 0,22 302
(−34/+)

C2C12 1/20 1-2 29 0,264 0,085 2,06 0,40 115
(−18/ + 38)

C2C12 1/20 ≥ 3 12 0,256 0,074 2,27 0,22 186
(−25/ + 29)

Tab. 3.2 – Paramètres mécaniques mesurés sur 3 types cellulaires, à l’aide de coatings différents,
en fonction du nombre de paliers de force : 1 ou 2 (cellule peu modifiée par la force appliquée),
3 ou plus (cellule en cours de rigidification).

L’ensemble des moyennes obtenues pour α et log G0 sur les deux types cellulaires avec deux
densités de coating différentes est représenté sur la figure 3.18. L’évolution de l’exposant ne se
fait pas toujours dans le même sens : il a plutôt tendance à diminuer, mais cette tendance se

93



CHAPITRE 3. MÉCANIQUE CELLULAIRE

situe globalement à l’intérieur des barres d’erreur. Le module élastique, en revanche, augmente
nettement avec l’application de la force (sauf dans le cas des C2 RGD 1/15, dont on a indiqué
qu’il était à prendre avec précaution). Ces mesures sont résumées dans le tableau 3.2.

3.3.1.3 Renforcement progressif sous contrainte prolongée ou rigidification non-
linéaire ?

Dans nos expériences, on mesure le module G0,n à chaque palier de force n, n = 1 à N , et
on constate qu’au cours du temps, ce module élastique augmente. Or on ne peut en général pas
garder la même valeur de force appliquée à chaque palier, car, la cellule se renforçant, il faut
lui appliquer une force plus grande pour pouvoir mesurer une déformation qui sorte du bruit
de la détection. De façon à vérifier que l’augmentation de G0 observée est un renforcement sous
l’action d’une contrainte prolongée, et non une manifestation du phénomène de rigidification
non-linéaire évoqué précédemment, on peut tracer les variations du module élastique en fonction
des variations de la force appliquée (cf. figure 3.19).

Fig. 3.19 – Evolution du module élastique entre deux paliers de force successifs G0,n+1 − G0,n

en fonction de la différence de force entre ces deux paliers Fn+1 − Fn , pour des cellules C2 et
C2C12 avec deux concentrations de coating. En insert, un grossissement de la zone autour de
Fn+1 − Fn = 0.

Si les cellules obéissent à une rigidification non-linéaire, on doit observer une augmentation de
G0 en réponse à l’augmentation de la force appliquée. En revanche si, quand on passe d’un palier
de force (n) au suivant (n + 1) en gardant la même force, soit Fn+1 − Fn = 0, on observe une
augmentation de G0, alors c’est que la cellule s’est rigidifiée en réponse à l’application prolongée
de la force. Or on peut constater sur la figure 3.19 que la plupart des points correspondant à
une augmentation de rigidité cellulaire sont situés à différence de force très faible (moins de
50 pN) voire nulle (insert). On observe donc bien une adaptation des cellules se traduisant par
un renforcement sous l’action prolongée de la contrainte.

Cependant, ces mesures sont des statistiques sur toutes les cellules testées, et la dispersion
naturelle des valeurs de α ou G0 sur une population de cellules donnée rend nos interprétations
délicates. C’est pourquoi il est intéressant de regarder comment évolue, sur une même cellule, le
module G0 en fonction du temps d’application de la force. On ne s’intéressera plus à la valeur
de α, dont on a vu qu’elle variait globalement peu lors de ces expériences de renforcement.
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3.3.2 Echelle de temps du renforcement

3.3.2.1 Exemple et notations

Pour une cellule donnée, on suit l’évolution du module élastique G0,n en fonction du temps
d’application de la force. On obtient des graphes comme celui présenté sur la figure 3.20. Sur cet
exemple de cellule A549, le module élastique passe de G0,2 = 192 Pa à G0,9 = 1255 Pa en 1500 s
environ soit 25 min. De plus, la cellule semble atteindre une certaine saturation dans sa réponse
mécanique : le module reste de l’ordre de 1350 Pa (entre 1255 et 1425 Pa exactement) sur les 4
derniers paliers.

C’est pourquoi on tente d’ajuster les données de G0(t) à l’aide d’une sigmoïde :

G0(t) = A +
B

1 + exp
(

− t−t0
τG

) (3.17)

où (t0 , τG) sont les deux seuls paramètres ajustables, et avec B = (G0,N − G0,1) (1 + exp(−t0/τ))
et A = G0,N − B. t0 représente le temps de latence nécessaire au début de l’augmentation de la
rigidité cellulaire, et τG le temps de montée de ce renforcement. G0,1 est la première valeur de
rigidité mesurée, que l’on assimile à la valeur avant perturbation mécanique de la cellule. G0,N

est la dernière valeur de rigidité à laquelle on a accès : quand la cellule semble atteindre une
saturation de sa rigidité, on peut l’assimiler à sa rigidité maximale.

On peut alors utiliser la fonction normalisée g(t) et réaliser l’ajustement suivant :

g(t) =
G0(t) − G0,1

G0,N − G0,1
≃ 1

1 + exp
(

− t−t0
τG

) (3.18)

la deuxième égalité étant vérifiée pour t0 ≫ τG, ce qui est le cas dans nos expériences. Par
exemple sur la courbe de la figure 3.20, on obtient : t0 = 890 s et τG = 75 s.

Fig. 3.20 – Evolution du module élastique G0 d’une cellule A549 en fonction du temps, pendant
l’application de paliers de force. L’ajustement de G0(t) est réalisé selon l’équation 3.17 avec
G0,1 = 190 Pa, G0,N = 1350 Pa (moyenne sur les trois dernières valeurs mesurées) : on obtient
t0 = 890 s et τG = 75 s.

On peut noter que t0 est relié à la valeur de g(t = 0) :

g(0) =
1

1 + exp(t0/τ)
ou exp(t0/τ) =

1

g(0)
− 1 (3.19)
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l’une ou l’autre des descriptions pouvant être adoptée selon qu’on veut faire apparaître un temps
de latence ou une valeur de g au début de l’expérience.

Une telle saturation n’est pas toujours observée dans les expériences : la cellule devient parfois
trop rigide pour que l’on puisse continuer à mesurer correctement son G0 via la fonction de fluage,
ou alors les temps de latence et/ou de montée peuvent être trop longs pour que l’on puisse garder
la cellule dans un état physiologique correct le temps de la mesure5. On utilise alors un ajustement
à un paramètre supplémentaire, gmax, relié à la rigidité maximale, à laquelle on n’a pas eu accès
par la mesure :

g(t) =
gmax

1 + exp
(

− t−t0
τG

) (3.20)

C’est donc cet ajustement que l’on utilisera le plus souvent par la suite. Le paramètre le plus
intéressant est la valeur du temps de montée τG, dont on voit sur l’exemple précédent qu’il est de
l’ordre de la centaine de secondes. Cette valeur n’est pas totalement indépendante des contraintes
expérimentales : c’est l’ordre de grandeur des temps auxquels on a accès étant donnée notre
procédure de mesure. On ne pourrait pas voir des temps de renforcement inférieurs à plusieurs
dizaines de secondes (car on n’aurait pas le temps d’appliquer un palier de force), et on n’a pas
accès aux temps dépassant les 3000 secondes car les échantillons cessent alors d’être exploitables.

3.3.2.2 Résultats sur les C2C12

La plupart des résultats de renforcement mécanique obtenus seront présentés au chapitre
suivant, avec les résultats de recrutement d’actine pour les mêmes cellules.

Fig. 3.21 – Augmentation du module viscoélastique adimensionné g(t) sous contrainte, pour 3
cellules C2C12 individuelles, avec ajustment par une sigmoïde : gmax = 1, 005, t0 = 776 s et
τG = 41 s (cellule 05 du 12/07/2006, disques noirs), gmax = 3, 27, t0 = 2590 s et τG = 307 s
(cellule 05 du 03/11/2006, carrés gris), et gmax = 6, 23, t0 = 4235 s et τG = 1040 s (cellule 03 du
24/11/2006, losanges gris clair).

La figure 3.21 montre des exemples de renforcement observés sur des cellules C2C12 indivi-
duelles, ainsi que les valeurs des ajustements réalisés : on voit que la saturation mécanique n’est
en général pas atteinte. Quand on dispose de trop peu de points (5 par exemple sur les courbes

5Il faut se rappeler que le volume de milieu contenu dans la chambre expérimentale est petit (moins de 100 µL)
et que les cellules doivent être éclairées assez intensément pour réaliser ces mesures. Ces deux conditions ont
tendance à endommager les cellules, et les expériences ne peuvent s’étaler sur plus d’une heure environ.
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noires et gris clair), les ajustements obtenus, comprenant trois paramètres, ne sont pas forcément
très pertinents. On constate cependant des temps de montée τG de l’ordre de plusieurs dizaines
à quelques centaines de secondes dans tous les cas.
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Chapitre 4

Modifications biologiques dans la zone

de contrainte

On a décrit au chapitre 2 comment, dans une cellule vivante, rendre fluorescente une protéine
afin de la détecter. En excitant spécifiquement la longueur d’onde à laquelle le fluorophore utilisé
absorbe, et en ne recueillant la lumière que dans la longueur d’onde à laquelle il réémet, on a
une image de la répartition de la protéine d’intérêt dans la cellule. L’excitation étant maximale
au point de convergence de lampe, on récupère essentiellement le signal fourni par les protéines
fluorescentes situées dans le plan focal. Cependant, en l’absence d’un dispositif confocal, on ne
peut pas exclure la contribution des protéines situées en avant et en arrière du plan focal. C’est
pourquoi on ne peut pas, avec notre dispositif, mesurer une quantité absolue de fluorescence et en
déduire une concentration en protéines : l’intensité de fluorescence détectée n’est pas exactement
proportionnelle à la quantité de protéine présente dans le plan d’observation. Mais tant que l’on
se restreint à mesurer l’intensité lumineuse dans une zone de la cellule au cours du temps, on
peut comparer les valeurs obtenues entre elles, et en tirer des lois d’évolution.

La protéine dont on a voulu suivre l’évolution en réponse à l’application d’une force est
l’actine : on sait en effet que le cytosquelette d’actine est un des acteurs majeurs de la réponse
viscoélastique des cellules. On comparera donc l’évolution de la densité d’actine locale avec celle
de la rigidité cellulaire mesurée en parallèle sur la même cellule. Toutes ces mesures ont été
réalisées sur des C2C12.

4.1 De l’actine autour du contact bille-cellule

4.1.1 Expériences préliminaires

L’annexe C présente les résultats de quelques expériences préliminaires réalisées à l’Institut
Jacques Monod. Ces observations de recrutement d’actine autour de billes liées aux cellules,
en fonction de la raideur du piège qui les maintient en place, nous ont permis d’appréhender
les caractéristiques principales (en terme de temps et de distances typiques, notamment) de ce
phénomène.

4.1.2 Analyse quantitative des images

Pendant une expérience, on applique, comme on l’a vu au chapitre 3, une série de paliers
de forces, chaque palier n étant suivi d’une relaxation de durée à peu près égale. Pendant cette
durée, on prend des images en épifluorescence dans plusieurs plans en Z, distants d’un µm environ
(cf. 2.4.2). On utilise ensuite un plug-in sous Image J pour analyser ces images.
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Des 4 plans situés autour du centre de la bille (et couvrant une hauteur de 3 µm environ, soit
l’équivalent de la taille de la bille), on tire une image moyenne, à laquelle on applique un premier
filtre lissant ("Smooth"). La figure 4.1 montre un exemple d’images ainsi obtenues (on n’a fait
figurer qu’une image sur deux, si bien que l’intervalle entre deux clichés est de 600 s environ, soit
deux paliers de force suivis de leur temps de relaxation). On voit très nettement que la quantité
d’actine autour de la bille croît au cours du temps, et qu’apparaissent au contact-bille cellule des
patches d’actine (points brillants sur les images D et E).

On n’a pas caractérisé la composition moléculaire de ces patches, mais étant donné les nom-
breuses études ayant montré la présence d’actine dans les adhésions focales, ainsi que l’apparition
de ces adhésions sous force (voir 1.2.4), on utilisera par la suite ce terme d’adhésions focales (FA)
pour les désigner.

Fig. 4.1 – Images d’une cellule C2C12 pendant une expérience : (A) en transmission, où l’on
voit la bille via laquelle on applique la force (barre : 5 µm) ; (B à G) en épifluorescence, où l’on
détecte l’actine-GFP(intervalle entre deux images : 600 s environ, soit l’application de 2 paliers
de force ; l’échelle des niveaux de gris n’est pas la même sur les 6 images). Les flèches sur les
images D et E pointent vers des patches d’actine apparaissant au contact bille-cellule.

De plus, la quantité d’actine n’augmente pas seulement au niveau de ces patches : on peut
constater une augmentation de l’intensité de fluorescence aussi en-dehors des contacts. C’est
pourquoi on a choisi d’appliquer aux images deux types de traitement, afin d’analyser les deux
phénomènes indépendamment : recrutement d’actine spécifiquement au niveau des contacts et
plus globalement dans le réseau.
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4.1.2.1 Définition des zones d’intérêt

Dans les deux cas, la procédure commence par définir dans l’image plusieurs zones d’intérêt
(ROI, pour "Regions of Interest"), représentées sur la figure 4.2. Pour étudier la zone située
autour de la bille, on utilise 9 disques concentriques autour de la bille : ROIi, i = 1 à 9. Leurs
rayons vont de R1 = 2, 25 µm à R9 = 6, 25 µm, avec Ri+1 − Ri = 0, 5 µm. Pour s’affranchir du
photoblanchiment qui pourrait avoir lieu pendant l’expérience, on mesure l’intensité lumieuse
dans une zone contrôle : ROIbleach. C’est un petit disque positionné dans la cellule, mais suffi-
samment loin de la bille pour ne pas être sensible à l’application de la force (en général, on le
prend juste après le dernier disque ROI9).

Fig. 4.2 – Définition des zones d’intérêt pour l’analyse des images : cliché en transmission pour
repérer la position de la bille (gauche) ; et cliché en épifluorescence après lissage, avec les zones
ROIi en jaune (pour i = 1, 2 et 9) et la zone ROIbleach en orange (droite).

A chaque temps tn, après avoir moyenné les images des 4 plans d’intérêt, lissé l’image résul-
tante et défini les ROI, on mesure l’intensité moyenne des pixels contenus dans ROIbleach : Ibleach.
Cette valeur fait office de référence de l’intensité de fluorescence dans la partie non perturbée de
la cellule au cours du temps.

4.1.2.2 Quantité d’actine contenue dans les contacts

Afin d’évaluer la quantité d’actine contenue dans les contacts, on s’est inspiré des techniques
de détection et d’analyse utilisées par Zamir et coll. [137].

On applique à l’image, après les traitements décrits précédemment, une soustraction du fond
(afin d’éliminer le signal correspondant à l’actine présente dans la cellule sous forme diffuse),
ainsi qu’un seuillage. On obtient alors une image comme celle représentée sur la figure 4.3 : on
peut ainsi isoler les différents patches présents au contact bille-cellule. On ne garde pour cela que
les points brillants contenus dans dans la zone ROI1. Chaque patche est identifié et indexé (par
un indice p).

On utilise ensuite le masque correspondant à sa surface pour mesurer, sur l’image de départ
(avant soustraction du fond et seuillage), le nombre de pixels Np et l’intensité lumineuse moyenne
contenue dans ce patche : Ip. L’estimation de la quantité totale d’actine contenue, au temps tn,
dans les FA vaut :

Q(tn) =
1

Ibleach(tn)

∑

p

Np(tn)Ip(tn) . (4.1)
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Fig. 4.3 – Le même cliché que celui de la figure 4.2, après lissage, soustraction du fond et
seuillage : on voit nettement les patches d’actine correspondant aux contacts, situés dans la zone
ROI1.

Comme on l’avait fait pour le module élastique, on définit aussi la valeur normalisée q(t) par :

q(tn) =
Q(t) − min(Q)

max(Q) − min(Q)
(4.2)

de façon à avoir une quantité adimensionnée et variant entre 0 et 1. Les valeurs min et max sont
prises sur l’ensemble des Q(tn) (n = 1, N) mesuré pour cette cellule au cours du temps.

On utilise aussi les masques obtenus après seuillage pour ajuster chaque patche par une
ellipse, dont on peut repérer la position (Xp, Yp), la taille des petit et grand axes (ap, Ap), et
l’orientation θp à chaque temps tn.

4.1.2.3 Densité d’actine dans le réseau du cytosquelette

Afin de mesurer la densité d’actine contenue dans le réseau du cytosquelette à courte et
moyenne portée autour de la bille, on utilise les zones ROI1 à ROI9. Comme les dernières
couronnes sont relativement grandes par rapport à la taille de la bille, elle contiennent souvent
une certaine zone hors de la cellule. Afin de ne pas prendre en compte cette zone dans les mesures,
on applique à l’image un seuillage très bas, juste au-dessus du niveau du fond : toute la cellule
est ainsi prise en compte pour les mesures d’intensité, mais pas le fond.

Le disque ROI1, de surface environ 1,6 fois celle de la bille est pris comme zone de référence
pour le calcul de la densité moyenne d’actine autour de la bille, Q′ :

Q′(tn) =
N1(tn) I1(tn)

Ibleach(tn)
(4.3)

où I1 est l’intensité moyenne sur les pixels (en nombre N1) contenus dans ROI1. Pour chaque
disque, on calcule de la même façon l’intensité lumineuse Ii ainsi que l’aire de cellule πR2

i , c’est-
à-dire le nombre de pixels Ni, qu’il contient et on en déduit une densité d’actine Q′

i.
On définit ensuite les couronnes situées entre deux disques successifs : de rayons moyens

ri = (Ri+1 + Ri)/2 et d’épaisseur δRi = Ri+1 − Ri = 0, 5 µm, elles contiennent une intensité de
fluorescence moyenne δQ′

i :

δQ′
i(tn) =

Q′
i+1(tn) − Q′

i(tn)

π
(

R2
i+1 − R2

i

) . (4.4)
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4.1.3 Caractérisation du phénomène de recrutement

L’analyse des images obtenues pendant les expériences menées sur C2C12 montre une cer-
taine diversité de réponse physiologique à l’application d’une force prolongée. Sur 29 expériences
menées à leur terme, on a obtenu 11 cas positifs de recrutement, c’est-à-dire que la quantité
d’atine dans le réseau Q′ augmente.

Dans 7 de ces cas, soit plus de la moitié, on a observé l’apparition de points brillants autour de
la bille (contenant une quantité d’actine Q croissante au cours du temps). De tels points n’étant
jamais observé tant que la bille n’est pas soumise à une force1, on peut en déduire que ces FA
apparaissent en réponse à la force appliquée.

Dans les 4 autres cas, on ne voit pas ces patches apparaître, mais la quantité d’actine présente
autour de la bille augmente tout de même : on appellera "diffus" ce type de recrutement.

4.1.3.1 Expériences de contrôle

On a mené des expériences de contrôle, en appliquant le laser dans les mêmes conditions
(paliers pendant lesquels le laser fonctionne, suivis de temps de latence) mais en l’absence de
billes liées aux cellules. Dans ces cas, on n’a jamais vu la quantité d’actine augmenter autour du
point de focalisation du laser. Ainsi, on s’est assuré que le recrutement d’actine observé n’était
pas dû à l’attraction non spécifique de matériel cellulaire dans le piège optique.

On a aussi mené des expériences contrôles en recouvrant les billes de BSA, de façon à empêcher
tout ancrage spécifique aux intégrines. Dans ce cas, très peu de billes se lient aux cellules (à l’oeil,
on évalue à moins de 10% le rapport entre le nombre de billes BSA et le nombre de billes RGD liées
aux cellules après le même temps d’incubation). Parmi celles qui se lient, une grande partie (plus
de la moitié) ont un ancrage très faible, et sont arrachées facilement dès l’application d’une force
de piègeage minime. La faible fraction de billes assez fortement liées aux cellules pour faire l’objet
d’une expérience de fluage exhibe toutefois le même type de comportement que les billes RGD
classiques. Le module viscoélastique G0 mesuré (entre 50 et 100 Pa en moyenne) via BSA est plus
faible que via RGD mais on a pu observer 2 cas de léger renforcement mécanique, accompagnés
d’un certain recrutement d’actine Q′ dans le réseau. On peut en déduire que celles des billes
BSA qui s’ancrent le plus fortement à la surface des cellules établissent malgré tout un certain
lien avec le cytosquelette d’actine. Les voies de signalisation impliquées ne sont certainement pas
les mêmes que lors du renforcement via RGD (des récepteurs non spécifiques sont probablement
nécessaires pour lier initialement la BSA à la membrane) mais elles aboutissent tout de même
à recruter un peu d’actine autour de la bille. De telles observations de lien entre billes BSA et
cytosquelette d’actine sous-jacent à la membrane, ainsi que le fait que l’application d’une force
augmente ce lien (ce qui implique un certain renforcement mécanique) ont déjà été mentionnées
[91].

On a tenté de réaliser des marquages en immunofluorescence afin de s’assurer que les contacts
bille-cellule dans le cas de la BSA ne contiennent pas de protéines spécifiques des adhésions focales
(comme la vinculine), mais ces expériences se sont avérées très délicates, étant donné la faible
fraction de billes liées aux cellules...

4.1.3.2 Recrutement dans les contacts

On dispose, pour évaluer la quantité d’actine contenue dans les contacts, des valeurs de Q(tn)
et des tailles, positions et orientations des différents patches présents autour de la bille.

1Une même cellule comptant en général plusieurs billes liées à sa surface, il est facile de comparer une situation
avec force : celle de la bille sur laquelle on applique le laser, à une situation sans force : celle d’une autre bille
située sur la même cellule.
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On peut donc, pour chaque expérience, recréer une image de ces patches en prenant en
compte l’instant auquel ils sont détectés. En général, ils apparaissent après le deuxième ou le
troisième palier, sous forme de petits points plus ou moins allongés de taille 0, 2 à 0, 5 µm2. Puis
ils grossissent et enfin fusionnent sous forme d’un anneau ou d’une portion d’anneau comme on
peut le voir sur les deux dernières images de la figure 4.1. La figure 4.4 montre, pour cette même
expérience, le schéma reconstituant la position, taille et orientation des ellipses par lesquelles
on représente les FA jusqu’au temps t7 (ensuite, les FA deviennent de plus en plus grosses puis
fusionnent).

Fig. 4.4 – Schéma reconstituant les patches d’actine apparaissant autour de la bille (même
expérience que celle de la figure 4.1).

On peut voir sur la figure 4.4 que la direction des patches ne semble pas être complètement
aléatoire : une partie au moins de ceux-ci est nettement alignée avec la direction de la force,
et évolue en grossissant dans ce sens. De façon à tester la véracité de cette hypothèse, on peut
mesurer l’angle δθ séparant la direction de chaque FA (direction du grand axe de son ellipse) et
la direction de la force appliquée. L’histogramme obtenu pour toutes les mesures est présenté sur
la figure 4.5.

La répartition angulaire de l’orientation des FA n’est pas du tout aléatoire, mais très net-
tement piquée autour des petites valeurs : 67% des patches ont une orientation qui diffère de
moins de 30 degrés de celle de la force. Cela signifie que la direction des FA apparaissant sous
force est bien corrélée à la direction de la force appliquée. Ce résultat corrobore des études ayant
montré la croissance des contacts focaux dans la direction de la contrainte appliquée à la cellule
[89, 102] (cf. figure 1.19). Le centre de la répartition n’est cependant pas situé exactement en
zéro mais en une valeur légèrement positive (6,6 deg) : ce léger biais peut être dû à un mauvais
alignement entre les directions de la caméra (que l’on retrouve à la mesure sur les images) et
celles du détecteur à quadrant (qui fixe l’angle d’application de la force).

Un autre paramètre à observer est la répartition de la position des patches autour de la bille :
en effet, la force appliquée génère des zones de compression (à l’avant de la bille par exemple),
et des zones d’extension (à l’arrière de la bille). Les contacts focaux peuvent donc apparaître
de façon privilégiée dans certaines zones et non dans d’autres. L’histogramme de la figure 4.6
représente la répartition angulaire de la position des patches par rapport à l’avant de la bille
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Fig. 4.5 – Histogramme représentant l’ensemble des angles entre direction des patches détectés
et direction de la force appliquée (42 mesures, sur 7 cellules).

Fig. 4.6 – Histogramme représentant l’ensemble des angles entre position des patches détectés
et direction de la force appliquée ; en insert : probabilité cumulative pour la détermination de la
valeur moyenne de la distribution (42 mesures, sur 7 cellules).

(repérée par la direction dans laquelle la force est appliquée). Cet histogramme comporte un
trou autour de 90 degrés, ce qui semble montrer que les FA apparaissent plutôt à l’avant et
à l’arrière de la bille c’est-à-dire dans les zones de forte contrainte, et peut-être plus à l’arrière
(extension) qu’à l’avant (compression). Il faut noter que l’allure globale des champs de contrainte
et de déformation autour d’une bille partiellement immergée dans un matériau viscoélastique sur
laquelle on applique une force et/ou un couple n’est a priori pas simple. Des études se penchant
sur la modélisation de ces champs sont d’ailleurs en cours [67]. Une telle complexité peut expliquer
que l’on n’observe aucune tendance nette dans cette répartition.
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4.1.3.3 Recrutement dans le réseau

Fig. 4.7 – Densité d’actine en fonction de la distance de la couronne au centre de la bille, mesurée
après différents paliers de force : n = 2, 4, 6, 8, 10 et 12. Les ajustements par monoexponentielles
décroissantes donnent des rayons de coupure de : 1,4 (t4), 5,2 (t6), 25 (t8), 3,25 (t10) et 4,55
(t12) µm.

Pour évaluer l’importance du recrutement d’actine dans le réseau cytosquelettique entourant
la bille, on peut regarder comment varie, au cours d’une expérience, la densité d’actine dans les
différentes couronnes définies précédemment. Les valeurs de δQ′

i prises à différents temps tn, en
fonction de la valeur du rayon moyen de la couronne ri sont représentées sur la figure 4.7. Au
début de l’expérience, la répartition d’actine est à peu près homogène autour de la bille. Avec
l’application de la force, la densité d’actine dans le réseau augmente, et ce même à distance
relativement grande par rapport à la taille de la bille. Les ajustements par une décroissance
exponentielle en partant du centre, δq′(t) = A + B exp(−r/Rc), donnnent un rayon de coupure
Rc de l’ordre de 3,5 µm (compris, sur cet exemple, entre 1,4 et 5,2 µm, si l’on exclut la valeur
de 25 µm, mesurée à t8 qui semble aberrante).

Fig. 4.8 – Mesures expérimentales (A, d’après [11]) et modélisations numériques (B : déformation
du cytoplasme et C : déformation de la membrane, d’après [67]) de la portée de la déformation
induite dans une cellule par application locale d’une force sur une microbille.
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Cet ordre de grandeur est compatible avec les données expérimentales de Bausch et al. [11],
et les modèles de Karcher et al. [67] et Ohayon et al. [92] (cf. figure 4.8). Ils évaluent la portée de
la déformation et de la contrainte induites par une force ou un couple sur une bille de 4, 5 µm.
Ils obtiennent, respectivement par des mesures et par des simulations, un rayon de coupure de
7 et 10 µm. Dans le cas des simulations, le rayon de coupure est défini comme la distance à
laquelle la déformation est de moins de 10% de sa valeur maximale. Cela équivaut donc, dans
le cas de l’ajustement monoexponentiel décrit ci-dessus, à un rayon R′

c = Rc ln 10 = 2, 3 Rc. Sur
l’exemple de la figure 4.7, on obtient des rayons compris entre 3, 2 et 12 µm, tout à fait du même
ordre de grandeur que ceux reportés dans ces études. La similitude de ces valeurs est une preuve
supplémentaire du lien entre rigidité cellulaire et densité d’actine. Le niveau de recrutement
d’actine serait donc directement lié au niveau de contrainte appliquée.

De plus, si on trace l’évolution de la densité d’actine dans chaque couronne en fonction du
temps (cf. figure 4.9), il apparaît qu’elle augmente très nettement pour la couronne la plus proche
de la bille (de rayon moyen 2,5 µm), ainsi que pour les couronnes suivantes, jusqu’à un rayon de
5–5,5 µm soit environ trois fois le rayon de la bille. L’augmentation de la fluorescence en fonction
du temps d’application de la force, là encore, justifie qu’on la compare à l’évolution temporelle
de la rigidité cellulaire.

Fig. 4.9 – Densité d’actine dans les couronnes successives en fonction du temps d’application de
la force.
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4.2 Couplage entre renforcement et recrutement d’actine

4.2.1 Dynamiques comparées

Fig. 4.10 – Evolution temporelle du module viscoélastique g (disques gris) et des densités d’actine
adimensionnées q (losanges noirs pleins) et q′ (losanges noirs vides).

On s’intéresse donc à la façon dont évoluent, en parallèle, la rigidité d’une cellule (quantifiée
par la valeur locale du module élastique G0) ainsi que sa densité locale d’actine. De façon à pouvoir
comparer ces valeurs, on trace l’évolution des grandeurs adimensionnées : module élastique g(t),
quantité d’actine contenue dans les contacts q(t) , et densité d’actine dans le réseau entourant la
bille q′(t). On obtient alors des graphes similaires à celui de la figure 4.10.

L’ajustement de chacune des fonctions est réalisé par une sigmoïde (f désigne une des trois
grandeurs g, q ou q′) :

f(t) =
fmax

1 + exp (−(t − t0)/τ)
(4.5)

et on obtient, dans ce cas précis, les valeurs suivantes des paramètres ajustables :

Grandeur f fmax t0 (s) τ (s)
q 1,01 2550 295
q′ 1,08 2390 470
g 1,18 2520 610

Les dynamiques de recrutement de l’actine et de rigidification cellulaire apparaissent donc
très fortement corrélées : les valeurs des temps de latence t0 sont toutes de l’ordre de 2500 s, et
les temps de montée τ sont de l’ordre de plusieurs centaines de secondes, compris entre 295 et
610 s.

De plus, on peut remarquer, et c’est une tendance générale sur l’ensemble des courbes de ce
type que nous avons obtenues, que le temps de montée de la rigidité τG est plus proche du temps
de croissance de l’actine dans le réseau τQ′ que de celui de l’actine dans les contacts τQ.

Tout d’abord, on constate que l’effet de l’application d’une force constante pendant un temps
suffisamment long provoque, outre l’augmentation de la taille et du nombre des adhésions focales
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liant la sonde à la cellule, une densification locale du réseau d’actine. De plus, la proximité des
valeurs de τG et τ ′

Q signifie probablement que la rigidité localement mesurée par nos expériences
de fluage est déterminée par la densité locale du réseau d’actine, plus que par la densité des
contacts entre la bille et la cellule.

Or ce résultat est relativement nouveau : le renforcement des cellules sous contrainte était
jusqu’à présent plus attribué à un renforcement des contacts [22] qu’à une réorganisation globale
du réseau d’actine à courte et moyenne portée (jusqu’à 3,5 fois la taille de la bille, comme on l’a
montré précédemment).

Le tableau 4.1 résume l’ensemble des valeurs minimales, maximales, moyennes et médianes
obtenues sur 11 cellules C2C12 pour les grandeurs G0 (mesurées en début (t = 0) et fin (t = tN )
d’expérience), et pour les temps τG, τQ et τQ′ (à partir des ajustments sigmoïdaux des croissances
temporelles de g, q et q′).

Grandeur min max moyenne médiane

G0(t = 0) (Pa) 100 1000 245 235
G0(t = tN ) (Pa) 420 2100 905 1000

τG (s) 90 2000 630 430
τQ (s) 115 835 370 280
τ ′
Q (s) 230 875 510 540

Tab. 4.1 – Grandeurs mesurées sur 11 C2C12 transfectées à l’actine GFP : modules élastiques en
début (G0(t = 0)) et fin (G0(t = tN )) d’expérience, et paramètres des ajustements sigmoïdaux
sur les évolutions temporelles de g (τG), q (τQ) et q′ (τQ′).

4.2.2 Influence de divers paramètres

4.2.2.1 Effet de la transfection

Fig. 4.11 – Répartition statistique des valeurs de G0 mesurées sur C2C12 transfectées à l’actine
GFP, pendant le premier ou le deuxième palier de force (disques gris pleins) et pendant les
suivants (cercles noirs vides) ; mesures contrôles sur C2C12 non transfectées pendant le premier
ou deuxième palier de force (carrés gris clair).
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Transfecter des cellules à l’aide d’un plasmide codant pour une protéine signifie que l’on force
la cellule à exprimer cette protéine. Dans notre cas, la transfection a pour effet de faire exprimer
de l’actine fluorescente en plus de l’actine exprimée à la base par la cellule. On peut donc se
demander si cette surexpression d’actine ne risque pas de modifier les propriétés mécaniques
des cellules. C’est pourquoi il est important de comparer la valeur de la rigidité des cellules
transfectées avec les valeurs obtenues sur les mêmes cellules sans transfection. C’est aussi la
raison pour laquelle on choisit toujours, pour la manipulation, des cellules peu fluorescentes :
on évite ainsi les cellules dans lesquelles l’actine risque d’être trop surexprimée. Les répartitions
statistiques représentées sur la figure 4.11 confirment que la transfection n’altère pas la rigidité
des cellules. Les ajustements par des fonctions erreur des probabilités cumulatives donnent :

– pour les C2C12 actine-GFP, paliers de force 1 et 2 (21 mesures) : 〈log G0〉 = 2, 28 ± 0, 10,
soit G0,med = 190 Pa (−40/ + 45)

– pour les C2C12 non transfectées, paliers de force 1 et 2 (21 mesures) : 〈log G0〉 = 2, 40 ±
0, 08, soit G0,med = 250 Pa (−40/ + 50)

– pour les C2C12 actine-GFP, paliers de force ≥ 3 (70 mesures) : 〈log G0〉 = 2, 71 ± 0, 04,
soit G0,med = 510 Pa (−45/ + 50)

On obtient même un module G0 légèrement plus faible sur cellules transfectées que sur cel-
lules non transfectées : cela est probablement dû au fait que le protocole de transfection est
relativement agressif pour les cellules (on force l’entrée de corps étrangers dans la cellule, et on
modifie son expression génétique).

On remarque encore une fois, sur ces courbes, l’importance du phénomène de rigidification :
l’ensemble des modules élastiques des cellules augmente très nettement entre les deux premiers
paliers de force et les suivants.

4.2.2.2 Dépendance en force

Fig. 4.12 – Quantité d’actine dans les contacts (Q, carrés gris pleins) et densité de fluorescence
dans le réseau (Q′, losanges noirs vides) en fonction de l’amplitude de la force appliquée. Q et
Q′ sont exprimés en unités arbitraires.

On a évoqué le fait que, souvent, au cours d’une expérience de renforcement, on est obligé
d’augmenter la force appliquée de façon à s’adapter à la rigidité cellulaire qui augmente. On ne
peut donc pas facilement déceler d’éventuelles tendances de variation des paramètres (τQ, τ ′

Q et
τG par exemple) en fonction de la force appliquée. Ce que l’on peut tout de même constater, c’est
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que l’amplitude de la force appliquée semble avoir un effet sur le recrutement, ou non, d’actine
dans les contacts.

La figure 4.12 représente l’ensemble des valeurs de Q et Q′ mesurées sur toutes les C2C12, en
fonction de F . On constate que la quantité d’actine dans les contacts Q est presque complètement
nulle tant que la force appliquée est inférieure à une valeur seuil, qui vaut ici Fseuil ∼ 75 pN. Bien
sûr, cette valeur est spécifique à nos conditions expérimentales (type de cellules, taille et coating
de la bille, etc), et ne revêt aucun caractère absolu, mais cette observation d’une valeur de force
minimale nécessaire à l’apparition des adhésions focales confirme, là encore, ce qui est présenté
dans la littérature ([7] et, plus généralement, cf. 1.2.4). On peut aussi noter que la densité d’actine
dans le réseau Q′ a une tendance à l’augmentation avec la force, mais n’est bien entendu pas
nulle à F < Fseuil (le réseau d’actine est présent même sans force extérieure appliquée à la bille).

4.2.2.3 Relaxation de la fluorescence ?

Fig. 4.13 – Evolution de la densité d’actine dans les contacts (carrés oranges) et dans le réseau
(losanges bleus) ainsi que du module élastique (disques gris, à droite seulement) en fonction du
temps d’application de la force (symboles pleins) puis pendant la relaxation (symboles pointés),
pour deux expériences différentes. L’ajustement des courbes à F 6= 0 est fait par une sigmoïde,
celui des courbes à F = 0 par une exponentielle décroissante.

Quand on l’a pu, après les expériences au cours desquelles on a observé du recrutement, on
a laissé la cellule relaxer en l’absence de force tout en continuant à mesurer la quantité d’actine
présente dans le réseau et dans les contacts. Les types de comportement observés sont très
disparates, comme illustré par les deux exemples de la figure 4.13. Dans certains cas, comme sur
le graphe de gauche, la fluorescence diminue au cours du temps. La décroissance est alors ajustée
par une monoexponentielle f(t) = frel + exp(−(t − trel)/τrel) (la croissance est ajustée, comme
précédemment, par une sigmoïde).

Grandeur f fmax t0 (s) τ (s) frel trel (s) τrel (s)
q 0,91 960 245 0 2820 1055
q′ 1,02 1280 405 0 2765 735

Les temps de décroissance τrel semblent tout de même plus grands que les temps de montée τ des
sigmoïdes. Mais le nombre d’expériences où la quantité d’actine décroît après arrêt de la force
est trop faible pour donner un ordre de grandeur de ces temps de relaxation

Dans d’autres cas, comme sur le graphe de droite, on ne constate pas de décroissance notable
sur un temps de l’ordre du temps laissé à la montée (plusieurs milliers de secondes soit plus d’une
demi-heure).
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Cette disparité de situations observées ne permet donc pas de conclure sur l’existence ou non
d’un phénomène de relaxation de la densité d’actine dans le réseau ou dans les contacts après
arrêt de la force appliquée.

4.2.2.4 Temps mesuré et temps effectif

Dans notre protocole expérimental, on applique des paliers de force suivis de temps de latence
d’une durée à peu près égale. On peut donc supposer que la cellule n’a pas la même réponse que
si on lui appliquait une force constante de façon continue. Les temps de réponse mesurés lors de
nos expériences de renforcement sont de ce fait à prendre avec précaution.

L’hypothèse la plus simple est que l’on mesure des temps doubles des temps "effectifs",
qui correspondraient à une situation où la cellule est soumise à une force constante continue :
τeff ≃ τmes/2.

Cependant, s’il y a relaxation (de G0, Q et Q′) pendant le temps de latence, on mesure
certainement des temps τmes > 2 τeff .
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4.3 Un modèle pour le couplage renforcement/recrutement ?

Jusqu’à présent, pour analyser nos résultats de dynamique du recrutement d’actine et du
renforcement, on s’est contenté d’utiliser des ajustements sigmoïdaux, sans justifier le choix de
cette fonction (outre le fait qu’une sigmoïde croît après un certain temps de latence puis sature
à une valeur seuil, ce qui correspond à nos observations).

Afin d’interpréter plus en profondeur nos résultats, on souhaite utiliser un modèle comporte-
mental, permettant de décrire les dynamiques observées en terme de paramètres mécaniques ou
biologiques de la cellule.

Afin de comprendre quels phénomènes peuvent régir la viscoélasticité d’un milieu aussi com-
plexe que la cellule, on commence par s’intéresser à un système modèle : un gel. Et plus spécifi-
quement un gel d’actine, étant donné le rôle des microfilaments dans les propriétés mécaniques
des cellules (cf. 1.1.3).

4.3.1 Elasticité des gels d’actine in vitro

Les gels d’actine assemblés in vitro constituent un intermédiaire utile pour comprendre les
propriétés viscoélastiques des cellules. En effet, dans ces systèmes, on peut contrôler la concentra-
tion en actine, en agents réticulants (cross-linkers) et en moteurs moléculaires, de façon à isoler
les contributions de chaque type de molécules à la viscoélasticité cellulaire.

4.3.1.1 Solutions de polymères semi-flexibles

Des modèles de polymères semi-flexibles ont été développés [63] pour décrire le comportement
des filaments tels que l’actine, pour lesquels la résistance à la courbure est forte [72]. Ces filaments
sont caractérisés, comme évoqué au 1.1.3, par leur longueur de persistance ou leur rigidité de
courbure (les deux grandeurs étant reliées par : lp ∼ κ

kBT ).
Pour une solution de filaments d’actine, en concentration cA (supérieure à la concentration

critique d’enchevêtrement), on voit apparaître deux longueurs caractéristiques : la distance ξ
entre mailles de ce réseau de polymères, qui dépend de la concentration et de la taille transverse
a du filament ξ2 = 1/acA ; et la longueur d’enchevêtrement Le, longueur moyenne entre deux
points de contact successifs d’un filament avec les filaments voisins (Le ≥ ξ).

On prévoit, pour le module élastique G d’une telle solution de chaînes polymères enchevêtrées
[80] :

G ∼ κ2

kBTξ2L3
e

(4.6)

Or, en prenant en compte les fluctuations transverses d’un polymère au sein du réseau, on
obtient pour Le une dépendance en fonction de la concentration en actine [62] :

Le ∼
(

κ

kBT

)1/5

(acA)−2/5 , (4.7)

ce qui donne une dépendance du module élastique G de ce gel [80], de la forme :

G ∼ κ

(

κ

kBT

)2/5

(acA)11/5 . (4.8)
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4.3.1.2 Effet des agents réticulants : gels de polymères

La présence d’agents réticulants branchant les filaments d’actine les uns avec les autres, ou
les organisant sous forme de fibres épaisses transforme le système de liquide en gel, ce qui peut
avoir un effet sur ses propriétés rhéologiques.

A faible concentration cc de réticulants, le réseau se comporte encore comme la solution
décrite précédemment. A plus forte densité cependant, il faut prendre en compte une distance
entre crosslinks Lc à la place de la distance d’enchevêtrement Le. Une hypothèse simple est que
cette distance varie comme Lc ∼ cc

yLe ce qui donne alors une dépendance [115] :

G ∼ κ7/5

(kBT )2/5
(cc

y)3 c
11/5
A . (4.9)

Les valeurs de y mesurées diffèrent selon les types d’agents réticulants : par exemple, Tharmann
et coll. [115] mesurent une dépendance en c1,2

c (soit y = 0, 4) pour un gel réticulé à l’aide de
fragments de myosines (meromyosines) dans un état passif (ce qui donne un gel réticulé de façon
relativement isotrope) alors que Gardel et al. [46] obtiennent G ∼ c2

c pour un gel réticulé par des
scruines (ce qui forme un réseau contenant à la fois des fibres et des enchevêtrements ("cross-
linked and bundled")).

A très forte concentration cc en réticulants, Lc devient même égale à la taille des mailles du
réseau ξ, et la dépendance du module élastique en fonction de la concentration d’actine devient
un peu plus marquée [80] :

G ∼ κ2

kBT
(acA)5/2 . (4.10)

4.3.1.3 Effet des moteurs moléculaires

Les myosines jouent, au sein du réseau d’actine, le double rôle d’agents réticulants (rôle passif)
et de moteurs permettant de faire coulisser les filaments entre eux (rôle actif).

En leur présence, des tensions internes apparaissent dans le gel, augmentant énormément sa
rigidité. En fonction de la concentration en ATP (car les myosines ont besoin de consommer
cette énergie chimique pour se déplacer le long des filaments), on peut observer jusqu’à une
multiplication par un facteur 100 de G [87]. De plus, leur effet va se manifester très nettement
dans la réponse dynamique G(ω) : la rhéologie des gels dits "actifs" diffère notamment de celle
des gels "passifs" par l’augmentation des phénomènes dissipatifs [76, 87].

4.3.1.4 Effet de la précontrainte

L’application d’une précontrainte modifie aussi la rigidité des gels d’actine réticulés. Cela
semble avoir le même effet que la présence de moteurs de type myosine [G. Koenderink, com-
munication privée]. Cette propriété contribue à rapprocher grandement les systèmes modèles du
comportement des cellules vivantes.

4.3.1.5 Lien avec nos mesures

On peut comparer les prévisions dérivées de ces systèmes modèles avec nos mesures de rigidité
cellulaire et de quantité d’actine. Les graphes de la figure 4.14 représentent G0 en fonction de
la quantité d’actine Q dans les contacts (gauche) ou Q′ dans le réseau (droite). L’ajustement
par une loi de puissance G0(x) = Λ xλ est impossible pour G0(Q), il faut rajouter une ordonnée
à l’origine f0 car G0 est à peu près indépendant de la valeur de Q (on obtient f0 = 457 Pa,
Λ = 1, 4.10−3 Pa et λ = 1, 7). En revanche, pour G0(Q

′), l’ajustement donne : Λ = 545 ± 55 Pa
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Fig. 4.14 – Valeurs mesurées pour la rigidité G0 en fonction de la quantité d’actine au niveau
des contacts (Q, à gauche, pour lequel on a enlevé les valeurs Q = 0) ou dans le réseau (Q′,
à droite). Les ajustements sont réalisés par des lois de puissance : G0(x) = Λ xλ : pour Q′ on
obtient Λ = 545 ± 55 Pa et λ = 2, 10 ± 0, 85.

et λ = 2, 10 ± 0, 85. Or cette valeur de λ est très proche de celles prévues sur les gels modèles,
que ce soit 11/5 = 2, 2 ou 5/2 = 2, 5. Cela confirme l’idée que la valeur du module élastique G0

est due en grande partie à la densité d’actine dans le réseau, et cela justifie notre utilisation de
Q′ comme évaluation de la densité d’actine dans le réseau du cytosquelette. De plus, ces deux
graphes montrent que par nos expériences de fluage, on mesure bien la contribution viscoélastique
du cytosquelette et non des liens bille-cellule.

4.3.2 Actine intracellulaire : agrégation dans les contacts et densité du réseau

4.3.2.1 Modélisations de l’agrégation de molécules de contact

Plusieurs études se sont récemment penchées sur une modélisation de la façon dont les pro-
téines de contact sont recrutées au nvieau des adhésions focales sous l’action d’une force.

Il a été montré, tout d’abord, que l’incorporation de molécules au sein des contacts devait être
un processus exothermique, pour pouvoir observer le phénomène de croissance des FA sous l’effet
d’une force [89]. Alors, le modèle prévoit une croissance des adhésions focales à vitesse v0, dont
le comportement en fonction de la force est représenté sur la figure 4.15 [14]. Il existe notamment
une force critique en-dessous de laquelle les adhésions rétrécissent, et au-delà de laquelle elles
croissent.

Dans cette étude, la force considérée est en fait une force par unité de surface de la plaque
d’adhésion. En effet, à force extérieure F donnée, plus la plaque d’adhésion est grande, moins
chaque molécule est étirée (on peut penser à un ensemble de N ressorts de même rigidité k, mis
en parallèle : chaque ressort est étiré de F/(N k). C’est comme s’il ressentait une force effective
de F/N .). On notera par la suite cette force par unité de surface, ou contrainte :

σ =
F

S
(4.11)

où S est la surface de la plaque d’adhésion.
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Fig. 4.15 – Vitesse de croissance des adhésions focales en fonction de la force adimensionnée
par la force critique (valeur minimale pour passer de la décroissance à la croissance des FA sous
force) [D’après [14]].

4.3.2.2 Lien avec nos expériences de recrutement

Pour analyser nos expériences de recrutement sous force, on souhaite décrire la dynamique
observée à la fois au niveau de la réponse mécanique et au niveau de la réponse physiologique.
On cherche donc à relier, par un système d’équations couplées, la dynamique d’évolution des FA
avec celle de la rigidité cellulaire, via la force transmise au réseau d’actine au niveau des contacts.

Pour cette description empirique, on souhaite tenir compte des diverses études décrivant que
l’application d’une force provoque l’activation de molécules signalisantes (par exemple la kinase
Src dans l’étude de Wang et coll. [132] : cf. figure 1.18). On ne considérera ici qu’une seule voie
de signalisation, sachant qu’il en existe de multiples, mais que l’on souhaite seulement décrire
ce phénomène dans le principe. On désignera par la variable u(t) le degré d’activation de la
molécule au cours du temps : u = 0 signifie que la molécule n’est pas activée, et u = 1 est le
niveau d’activation maximal. C’est cette activation que l’on considère comme étant sensible à la
contrainte ressentie au niveau d’une molécule du contact.

On considère que l’on est dans le régime proche de la force critique, car les forces que l’on
applique (∼ 100 pN) sont relativement faibles par rapport aux forces que peuvent développer les
cellules sur un substrat (des nN voire des dizaines de nN). On peut donc approximer l’activation
en réponse à la force par une loi linéaire. On suppose de plus que l’activation connaît une
saturation lorsqu’elle atteint le niveau u = 1. On écrit alors son évolution comme :

du

dt
= A σ (1 − u) = A

F

S
(1 − u) . (4.12)

Afin de relier F/S à la quantité d’actine détectée dans les contacts autour de la bille, Q(t), on
va considérer que ces contacts croissent de façon isotrope dans les trois directions2 : Q ∝ l3 où l

2Les études de Besser et coll. [14] ou Nicolas et coll. [89] s’inspirent entre autres des expériences de Riveline et
coll. [102] pour considérer une croissance à 1 ou 2 dimensions, dans le cas où la force est appliquée parallèlement
à la plaque d’adhésion. Mais dans notre cas, le champ de contrainte est probablement trop compliqué pour que
l’on puisse faire cette hypothèse, et on a vu au 4.1.3.2, sur la figure 4.4, que les patches sont de forme elliptique
mais pas aussi allongée que sur les images de Riveline et coll. C’est pourquoi on fait cette hypothèse de croissance
isotrope. Cependant, que la dépendance finale de du/dt soit en 1/Q ou 1/Q2/3 ne change globalement pas l’allure
des courbes de recrutement et de renforcement.
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est la taille de la plaque d’adhésion. Donc la surface S de cette plaque vaut : S = l2 = Q2/3 et
on écrit finalement :

du

dt
= A

F

Q2/3
(1 − u) . (4.13)

On considère ensuite que les contacts croissent en réponse à l’activation u, tout en connaissant
aussi une saturation à Q = Qmax = 1 :

dQ

dt
= B u (1 − Q) . (4.14)

La description de l’évolution de la quantité d’actine dans le réseau, Q′(t), part d’un principe
similaire. Les molécules impliquées dans les voies de signalisation liées à l’adhérence et à la
mécanotransduction agissent principalement sur la contractilité via les myosines 3. En supposant
que ces molécules activées aient pour effet de réorganiser le réseau en faisant coulisser les filaments
d’actine les uns par rapport aux autres, on peut considérer que l’accroissement de la densité
d’actine autour de la zone d’application de force est proportionnelle à l’activation de ces molécules
et à la densité du réseau déjà présent. On peut aussi supposer qu’il existe une certaine saturation
ralentissant ce phénomène quand la densité d’actine devient très importante. C’est pourquoi on
écrit :

dQ′

dt
= C u Q′ (

1 − u Q′) . (4.15)

Finalement, on écrit le module élastique en fonction de Q′ et u comme :

G0(t) = G0(0) + D uyQ′11/5 (4.16)

où y est l’exposant décrit au 4.3.1.2. On considère pour cela, de façon simple, que la concentration
en protéines réticulant les filaments entre eux est proportionnelle à l’activation u.

La résolution de ce jeu de quatre équations couplées donne, pour u(t), Q(t), Q′t) et G0(t)
les graphes de la figure 4.16. On réussit donc bien à modéliser un comportement de croissance
sigmoïdale, avec des paramètres A, B, C et D pris de façon à obtenir des temps de montée
de l’ordre de la centaine de secondes. On peut constater l’influence de la force appliquée : plus
F est grande, plus la croissance des contacts et de la densité du réseau est rapide. Mais alors
la densité d’actine du réseau et le module élastique semblent saturer plus rapidement, et à des
valeurs légèrement plus faibles. Ce résultat est un peu étonnant, et pourrait être dû au fait que
l’on n’a pas introduit de dépendance en force dans la saturation de ces grandeurs.

Ce petit modèle descriptif n’est qu’une ébauche de l’interprétation des phénomènes que l’on
observe, mais permet tout de même de comprendre l’allure des dynamiques observées pour la
rigidité cellulaire et les recrutements d’actine. De nombreuses améliorations pourraient y être
apportées : on pourrait, par exemple, prendre en compte la diffusion ou la propagation sous
forme d’onde des molécules activées (u(r, t)), pour mieux rendre compte du phénomène décrit
dans l’article de Wang et coll. [132].

L’approfondissement de ce développement théorique serait intéressant pour envisager des
expériences futures, dans le but d’élucider toujours un peu plus le lien entre propriétés mécaniques
et caractères biologiques des cellules.

3Il est souvent question de l’activation des chaînes légères de myosines par phosphorylation.
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Fig. 4.16 – Evolutions temporelles de u(t), Q(t), Q′t) et G0(t) obtenues par résolution d’équations
différentielles couplées. Les paramètres valent, sur cet exemple : A = 2.10−5, B = 10−2, C =
2.10−2, D = 100, et y = 1, 5. L’influence de la force est examinée en prenant F = 50 (courbes
grises) et F = 150 pN (courbes noires).
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Conclusion et perspectives

Au cours de ce travail, nous avons caractérisé certains des phénomènes mécaniques et physio-
logiques intervenant dans l’adaptation d’une cellule en réponse à l’application prolongée d’une
force. Les outils développés pour cette étude ont englobé plusieurs champs.

Tout d’abord, pour appliquer à chaque cellule une force locale à l’aide de microbilles, nous
avons tiré parti du dispositif de pinces optiques existant au laboratoire. Ensuite, pour effectuer
des mesures de mécanique en régime de fluage, nous avons mis en place un système de rétroaction
permettant de maintenir la force constante sur des temps de l’ordre de la centaine de secondes.
Pour cela, nous avons utilisé un détecteur à quadrant, dont le signal analogique amplifié donne
une mesure précise et rapide de la force appliquée. Le traitement numérique de ce signal asservit la
force (en module et en direction) sur une valeur de commande. Les mesures de viscoélasticité ainsi
réalisées sur plusieurs types cellulaires ont confirmé un comportement rhéologique "universel" :
la fonction de fluage d’une cellule unique obéit à une loi de puissance du temps, du type J(t) =
A tα, sur la gamme 0, 02–50 s. Le préfacteur A et l’exposant α conduisent respectivement à des
estimations de la rigidité de la cellule, et de son caractère dissipatif.

Une fois munis de cet asservissement, nous avons pu observer l’effet à long terme d’une
répétition de l’application de la force sur la viscoélasticité cellulaire. Nous avons alors constaté
que la cellule s’adapte à cette contrainte externe en augmentant sa rigidité. Ce renforcement sous
contrainte est une manifestation du caractère actif des cellules, et de leur capacité à intégrer les
signaux mécaniques ressentis afin de les traduire en terme de modifications physiologiques.

Parallèlement à cette caractérisation mécanique, et afin de corréler ces modifications physio-
logiques avec des événements biochimiques intracellulaires, nous avons mis en place un dispositif
de détection de fluorescence. Des mesures semi-quantitatives de la densité d’actine au sein du
cytoplasme et au niveau des contacts ont mis en évidence un recrutement d’actine venant à la
fois densifier le réseau et renforcer les adhésions focales autour du point d’application de la force.
La dynamique de ce recrutement est ici caractérisée pour la première fois, et comparée à celle de
la rigidification cellulaire concomitante. Un petit modèle cinétique permet de comprendre l’allure
de ces évolutions en réponse à la force extérieure.

De nombreuses pistes restent toutefois à explorer pour continuer à élucider l’ensemble des
phénomènes intervenant dans l’adaptation d’une cellule aux contraintes mécaniques exercées par
son environnement.

Une première piste consite à approfondir le modèle théorique succintement développé ici
pour interpréter nos observations. L’objectif serait de prédire ainsi à la fois les résultats de nos
expériences de recrutement/renforcement sous force constante, et les observations faites dans le
cadre, différent et complémentaire, des expériences de multipiégeage en rigidité variable réalisées
à l’Institut Jacques-Monod.

Une deuxième piste, suite directe de nos expériences, serait de déterminer la nature de la
réorganisation du cytosquelette d’actine observée. Observe-t-on une polymérisation de l’actine
globulaire déjà présente autour de la zone d’adhésion ? Ou bien est-elle recrutée depuis d’autres
zones de la cellule ? Ou encore la cellule enclenche-t-elle une synthèse supplémentaire d’actine en
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réponse à une des voies de signalisation liées à la mécanotransduction ? Enfin, le renforcement
du réseau se fait-il uniquement par densification du cortex (gel réticulé) ou aussi par apparition
de fibres de stress (structures sous tension et contractiles) ? Pour répondre à ces interrogations,
il faudrait imager de façon globale et différentielle le cytosquelette cellulaire : par exemple, en se
focalisant sur le points d’ancrage de la face basale, on pourrait voir la naissance ou le grossissement
de fibres de stress. Des dispositifs plus pointus de détection de fluorescence, comme l’imagerie
confocale ou le traitement d’images poar déconvolution, seraient alors utiles.

Une troisième piste consiste à modifier le type d’ancrage entre la cellule et l’extérieur :
nous avons utilisé un peptide mimant l’adhésion cellule-matrice, mais on peut aussi s’intéres-
ser aux protéines assurant le lien cellule-cellule (les cadhérines) de façon à mieux comprendre,
par exemple, la transmission des forces au sein d’un tapis épithélial. Nous avions utilisé aussi,
pour des expériences de microrhéologie en régime dynamique, des molécules (les ICAM1) inter-
venant dans les liaisons entre cellules de types différents, par exemple pour le déplacement de
cellules immunitaires évoluant sur une couche de cellules épithéliales. Il serait intéressant de voir
si ces liens sont susceptibles de se renforcer en réponse à une force appliquée, ou si les fonc-
tions physiologiques qu’elles remplissent, très différentes de celles des adhésions cellule-matrice,
conduisent à une réponse différente.

Une quatrième piste consiste à explorer certaines des voies de signalisation intervenant dans
le renforcement sous contrainte. La façon usuelle de procéder est en général d’inhiber une de ces
voies, par des signaux biochimiques (drogues) ou par modification génétique (souches mutantes),
et de regarder quel est le comportement résultant de la cellule. On peut penser par exemple à la
kinase Src, à la GTPase Rho ou à une de leurs cibles.

Une dernière piste, enfin, serait de caractériser ce phénomène en fonction des diverses zones
existant au sein même de la cellule. En effet, nous avons déjà constaté qualitativement, au cours
de nos expériences, que selon la forme de la cellule et l’endroit où se trouve la bille, la réponse
à une force appliquée semble différente. La réponse semble plus active sur le front "avant" de la
cellule (une sorte de lamellipode) que sur ses côtés ou à l’arrière, comme si elle était "préparée"
à ne pas répondre aux mêmes types de phénomènes mécanochimiques en ces différents endroits.
La polarisation naturelle d’une cellule faisant intervenir une organisation spatiale complexe d’un
très grand nombre de molécules, il semble difficile de répondre à cette question. Mais l’utilisation
de patrons adhésifs confinant la cellule dans une géométrie donnée peut permettre d’isoler des
zones cellulaires différentes tant au niveau biologique (présence de fibres de stress ou non) qu’au
niveau topologique (zone allongée dans une direction ou une autre), et de regarder comment la
force, selon sa direction notamment, agit en ces différentes régions.
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Annexe A

Tableau récapitulatif des agents biochimiques diminuant la

contractilité cellulaire

Nom Effet,
Cagent

Mode d’action Référence

Cytochalasin
D

ց dépolymérise les filaments d’ac-
tine (se lie au bout + et aux mo-
nomères)

Peterson et al., Small molecules,
big impact, Chem. Biol. 9 (2002)

2 µM Fabry et al., Scaling the micro-
rheology of the cell, PRL 87
(2001)

Latrunculin A ց
2 µM

détruit les filaments d’actine (sé-
questre les monomères)

Zamir et al., Dynamics and segre-
gation of cell-matrix adhesions,
Nat. Cell Biol. 2 (2000)

ADF (cofilin) ց
2 µM

dépolymérise les filaments d’ac-
tine (se lie au bout +)

Svitkina et al., Arp2/3 complex
and ADF cofilin..., J. Cell Biol.
145 (1999)

Blebbistatin ց inhibe la non-muscle myosin II
(empêche activité ATPase et glis-
sement sur les filaments)

Straight et al., Dissecting tempo-
ral and spatial control of cytoki-
nesis with a myosin II inhibitor,
Science 299 (2003)

50 µM Cai et al., 2006
H-7 ց bloque l’activité de la MLCK et

PKC en empêchant phosphoryla-
tion sur serine ; action réversible

Zamir et al., Molecular diversity
of cell-matrix adhesions, J. Cell
Sci. 112 (1999)

60 µM Zamir et al., 2000
ML-7 ց

100 µM
idem (phosphorylation sur thréo-
nine)

Zamir et al., 2000
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ANNEXE A. AGENTS DIMINUANT LA CONTRACTILITÉ CELLULAIRE

Nom Effet,
Cagent

Mode d’action Référence

BDM ց
10 mM

inhibe la fonction ATP-ase des
myosines ⇒ diminue la tension
cellulaire

Matthews et al., Cellular adap-
tation to mech. stress : role
of integrins, Rho, CSK tension
and mechanosensitive channels,J.
Cell Sci. 119 (2006)

Y-27632 ց
20 µM

inhibe ROCK ⇒ diminue la ten-
sion cellulaire

Matthews et al., 2006

C3 transferase ց
pro-
tocole
com-
plexe

inhibe Rho ⇒ diminue la tension
cellulaire (détruit fibres de stress
et FA)

Matthews et al., 2006

PP2 ց
25 µM

inhibe tyrosines kinases de la fa-
mille Src ⇒ diminue la tension
cellulaire

Matthews et al., 2006

Galdolinium
Chloride

∅ bloque les canaux ioniques méca-
nosensibles mais pas d’effet sur la
rigidité à moyen terme

Matthews et al., 2006

W-7 ց
100 µM

se lie à la calmoduline ⇒ em-
pêche la contractilité myosique

An et al., Stiffness changes in
cultured airway smooth muscle
cells, Am. J. Physiol. Cell Phy-
siol. 183 (2002)

KT5926 ց inhibe MLCK (empêche de
phosphoryler MLC) ⇒ inhibe
contractilité actomyosique

Chrzanowska et al., Rho-
stimulated contractility drives
the formation of SF and FA, J.
Cell Biol. 133 (1996)

BTS ց inhibe muscle myosin II (diminue
son affinité pour l’actine et inhibe
son activité ATPase)

Cheung et al., A small molecule
inhibitor of skeletal muscle myo-
sin II, Nat. Cell Biol. 4 (2002)

Staurosporine ց inhibe toutes les kinases ⇒ in-
hibe notamment la contractilité
actomyosique

, ()

187-1 Wisko-
statin

ց inhibe l’activation de N-WASP
⇒ bloque l’assemblée de fila-
ments à la membrane

Peterson et al., 2002

Wortmanin ց
1 µM

inhibe MLCK (empêche de
phosphoryler MLC) ⇒ inhibe
contractilité actomyosique

Smith et al., Probing the viscoel
behavior of cultured ASM cells :
stiffening induced by a contrac-
tile agonist, J. Cell Biol. 133
(1996)

PAO (pheny-
larsine oxyde)

ց inhibe tyrosine phosphatases ⇒
empêche renforcement du lien in-
tegrines -CSK et maturation des
FA

Felsenfeld et al., Selective regula-
tion of integrin-CSK linkages by
the tyrosine kinase Src, Nat. Cell
Biol 1 (1999)
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Annexe B

Tableau récapitulatif des agents biochimiques augmentant la

contractilité cellulaire

Nom Effet,
Cagent

Mode d’action Référence

Histamine ր
10 µM

active phosphorylation de MLC
⇒ augmente contractilité acto-
myosique

Moy et al., Histamine and throm-
bin modulate endothelial FA
through cetripetal and centrifu-
gal forces, J. Clinic. Invest. 97
(1996)

100 µM Trepat et al., Thrombin and his-
tamin induce stiffening of alveo-
lar epithelial cells, J. Appl. Phy-
siol. 98 (2005)

Thrombin ր
0.1 U/mL

idem, mais action plus forte Moy et al., 1996

0.5 U/mL Trepat et al., 2005
Jasplakinolide ր

0.5 µM
stabilise les filaments d’actine Bubb et al., Jasplakinolide, a cy-

totoxic natural product, induces
actin polymerization and com-
petitively inhibits the binding
of phalloidin to F-actin, J Biol.
Chem. 269 (1994)
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ANNEXE B. AGENTS AUGMENTANT LA CONTRACTILITÉ CELLULAIRE

Nom Effet,
Cagent

Mode d’action Référence

Bombesin ր
10 nM ? ⇒ augmente les fibres de stress

et l’actine dans les protrusions
membranaires

Ridley and Hall, The small GTP-
binding prot. Rho regulates the
assembly of FA and actin SF, Cell
70 (1992)

LPA ր
10 µg/mL

active Rho ⇒ augmente fibres de
stress et FA

Den et al., Regulation of the
small GTP-binding prot. Rho
by cell adhesion and the CSK,
EMBO 19 (1999)

(contenu ds
SVF)

10 ng/mL Ridley and Hall, 1992

10 µM Cai et al., Non-muscle myo-
sin IIA-dependent force inhibits
cell spreading and drives F-actin
flow, Biophys J. (2006)

Calyculin A ր
10 nM

inhibe les protéines phosphatases
⇒ MLC reste phosphorylée, et la
contraction augmente

Venema et al., Role of PKC in the
phosphorylation of MLC2, Bio-
chem J. 294 (1993)

20 nM Valloton et al., PNAS 101 (2004)
5-HT (Seroto-
nin)

ր
10 µM

augmente l’activité des tyrosine
kinases ⇒ augmente la contrac-
tilité actomyosique

Smith et al., 2005

PDGF ր
3 ng/mL

augmente la quantité d’actine
dans les membrane ruffles ⇒ aug-
mente la motilité, plus que les FA
et la contractilité

Ridley and Hall, 1992

EGF ր
10 ng/mL

idem Ridley and Hall, 1992

Nocodazole indirectր
2 µg/mL

empêche polymérisation des mi-
crotubules, car lie les monomères
(effet réversible) ⇒ permet une
plus forte contractilité

Peterson et al., 2002

Taxol stabilise les microtubules Peterson et al., 2002
Colchicin indirect

ր ?
empêche polymérisation des mi-
crotubules, car lie les monomères
(effet non réversible)

Peterson et al., 2002

Phalloidin indirect
ր ?

augmente polymérisation de l’ac-
tine

Peterson et al., 2002
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Annexe C

Expériences préliminaires de recrutement d’actine en présence de

force

Nous présentons ici les résultats préliminaires obtenus lors d’expériences réalisées dans l’équipe
"Complexes macromoléculaires en cellules vivantes" de l’Institut Jacques-Monod. Ces expériences
avaient pour but d’observer le recrutement d’actine en réponse à l’application locale d’un gradient
de rigidité.

Le dispositif utilisé est globalement le même que celui décrit au chapitre 2 : il s’agit de pinces
optiques couplées à une observation en épifluorescence. L’originalité de ce système réside dans
la génération de pièges multiples, dont on peut contrôler les positions dans le plan d’observation
ainsi que la raideur [33]. Ceci est réalisé grâce à des déflecteurs acousto-optiques pilotés par
ordinateur : les déflecteurs font commuter le laser entre les positions voulues pour les différents
pièges à fréquence suffisamment élevée (de l’ordre de quelques centaines de kHz à 1 MHz) pour
que la bille reste piégée entre deux passages successifs du laser. La fraction de puissance dans
chaque piège est alors proportionnelle au temps passé par le laser dans chaque position (entre
une dizaine et une centaine de µs, selon la fraction de puissance voulue). Et la raideur de chaque
piège est elle-même proportionnelle à cette fraction de puissance, le temps de passage entre les
pièges étant négligeable par rapport au temps passé dans chaque piège.

Fig. C.1 – Image en épifluorescence d’une cellule épithéliale MDCK avec le schéma résumant les
caractéristiques des pièges, ainsi que l’allure de la ligne de coupe utilisée pour mesurer l’intensité
de fluorescence au cours du temps.

Pour ces expériences, on utilise un double piège : la raideur du piège n°1 vaut k1 = 100 pN/µm,
celle du piège n°2 k2 ≃ k1/2 ≃ 50 pN/µm. On étudie ici des cellules épithéliales de rein de chien
de la lignée MDCK (Madin-Darby Canine Kidney), exprimant de façon stable de l’actine-YFP1.

1La YFP, Yellow Fluorescent Protein, est une protéine fluorescente de la même famille que la GFP. Par rapport
à la GFP, son spectre d’absorption est légèrement décalé vers le vert, et son spectre d’émission vers le jaune.
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ANNEXE C. EXPÉRIENCES PRÉLIMINAIRES

On utilise des billes de latex de diamètre 2 µm, recouvertes du tripeptide RGD2.
Contrairement au protocole expérimental décrit au chapitre 2, les billes sont déposées sur une

cellule à l’aide du double piège au début de l’expérience. En effet, on souhaite disposer de deux
billes côte à côte sur la même cellule afin d’observer la réponse cellulaire en fonction de la raideur
du piège maintenant chaque bille. On fixe donc la raideur du premier piège à la valeur k1, et la
raideur du second à k2. On mesure, au cours du temps, l’intensité de fluorescence le long d’une
ligne, représentée sur la figure C.1 en orange. On effectue donc, en quelque sorte, une coupe dans
la cellule, afin de mesurer la répartition de l’intensité de fluorescence de part et d’autre des billes
piégées.

Fig. C.2 – Images en épifluorescence de l’actine-YFP contenue dans une cellule MDCK en fonc-
tion du temps d’application des pièges optiques : au début de l’expérience (t0), et après 10, 20
et 30 minutes de maintien des billes dans leurs pièges. Les flèches pointent vers des patches de
recrutement d’actine (barre : 5 µm).

Les images de la figure C.2 montrent la répartition d’actine-YFP autour des billes piégées3

au cours du temps : on voit apparaître autour des billes des points fluorescents, similaires aux
patches décrits au chapitre 4. Ces patches fusionnent peu à peu, jusqu’à former, autour de chaque
bille, un anneau d’actine plus ou moins dense. On voit nettement que la bille de gauche, située
dans le piège de plus grande rigidité (k1) est entourée d’un anneau d’actine beaucoup plus dense
que la bille du piège de raideur deux fois plus faible k2.

L’analyse de la densité de fluorescence le long de la ligne précédemment décrite donne le
graphe de la figure C.3. Les positions des pièges 1 et 2 sont respectivement aux alentours des
pixels n° 35 et 90. On constate que la quantité d’actine augmente très nettement autour des billes
piégées, et que l’augmentation est plus marquée autour de la bille de gauche, maintenue dans le
piège de plus grande raideur k1. Le recrutement d’actine au niveau du contact bille–cellule est

2Il ne s’agit cependant pas exactement du même peptide que celui utilisé dans nos expériences de fluage
("Peptide 2000"). En effet, pour ces expériences préliminaires, on a utilisé une molécule correspondant strictement
au tripeptide RGD, sans l’adaptateur moléculaire de 20 acides aminés supplémentaires, et qui a pour but de rendre
la séquence RGD plus disponible car plus éloignée de la surface de la bille.

3Même sur la première image, on voit se détacher les billes : cela est dû à leur très légère fluorescence. C’est
pourquoi on considère la répartition d’intensité à t=0 comme étant la répartition de base I0(x), x étant la position
le long de la ligne de coupe. On s’affranchit de cette répartition en divisant l’intensité des images suivantes par
I0.
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Fig. C.3 – Intensité de fluorescence mesurée le long de la ligne passant par les deux billes piégées,
aux différents instants t0, t0+10min, t0+20min, t0+30min. Les pièges 1 et 2 sont respectivement
centrés sur les pixels 35 et 90. (échelle : 10 pixels ≈1 µm)

d’autant plus important que la raideur du piège maintenant la bille est grande.
L’avantage de ces expériences est de pouvoir observer la différence de comportement de l’ac-

tine cellulaire autour de chacune des billes, en fonction de la raideur du piège, qui mime la rigidité
qu’exercerait la matrice extracellulaire au niveau des contacts cellule–matrice.

On obtient aussi un ordre de grandeur du temps nécessaire à la mise en place du recrutement
d’actine autour des billes coatées RGD : dès les 10 premières minutes, on constate une répartition
d’actine largement modifiée. Les premiers patches d’adhésion apparaissent en 5 à 10 minutes
autour des billes piégées.

Cependant, au cours de ces expériences, chaque bille bouge un peu dans son piège. En effet,
on ne mesure pas en temps réel la position exacte de chaque bille : bien que celle-ci soit maintenue
par la pince optique, les forces exercées par la cellule sont suffisantes pour la déplacer un peu
du centre du piège. On ne peut donc pas connaître précisément la force à laquelle est soumise
chaque bille. Il est alors délicat de pouvoir discerner l’effet de la rigidité de chaque piège, et l’effet
de la force que ressent chaque bille4. De plus, la proportion d’expériences où le recrutement s’est
effectivement mis en place est assez faible : seules 5 expériences positives ont été obtenues sur
23 tentatives. Cela peut être dû au manque de contrôle sur la force effectivement appliquée à
chaque bille, comme décrit ci-dessus5.

C’est pourquoi on a mis en place notre dispositif de rétroaction permettant de maintenir, sur
une seule bille cette fois, une force constante.

Ce système est cependant très utilisé, entre autres, pour des expériences sur lamellipodes de
fibroblastes (expériences actuellement réalisées par Myriam Allioux, en thèse sous la direction de
Maïté Coppey). La mesure des vitesses d’échappement de billes emportées par le flux d’actine
sous-membranaire, ainsi que de la quantité d’actine recrutée autour des billes, en fonction de la
raideur du piège qui les maintient, constitue une approche complémentaire à celle que nous avons

4la bille piégée dans le piège de raideur k2 plus faible sera plus facilement déplacée par la cellule, et risque
de s’éloigner d’une distance x2 plus grande que la distance x1 dont est déplacée la bille piégée plus fortement
(x2 > x1). Or la force de rappel est proportionnelle à la distance au centre et à la rigidité : on a alors F1 = k1 x1

et F2 = k2 x2. Si on a k1 > k2 mais x1 < x2, on ne peut prévoir la valeur de F1 par rapport à F2.
5Cela peut aussi être dû au coating utilisé pour ces expériences : le seul tripeptide RGD est certainement

moins susceptible d’enclencher une réponse cellulaire que le long polypeptide "Peptide 2000", car trop petit pour
pouvoir être correctement lié aux intégrines.
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ANNEXE C. EXPÉRIENCES PRÉLIMINAIRES

suivie pour cette thèse. Les recoupements entre ces deux types d’expériences pourraient s’avérer
utiles à l’élucidation des phénomènes intervenant dans la mécanostransduction.
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Annexe D

Articles publiés ou en cours de publication

❶ M. Balland, N. Desprat, D. Icard, S. Féréol, A. Asnacios, J. Browaeys, S. Hénon et F. Gallet
Power laws in microrheology experiments on living cells : Comparative analysis and modelling
Phys. Rev. E 74 : 021911 (2006).

Ce premier article concerne la comparaison de résultats de rhéologie cellulaire obtenus par
différentes méthodes : déformation locale par pinces optiques en régime sinusoïdal et fluage sur
cellule entière par étirement uniaxial, sur différents types cellulaires et à l’aide de différents
coatings. Un modèle comportemental est proposé afin de rendre compte des lois de puissance
observées pour les comportements du module viscoélastique G(ω) et de la fonction de fluage
J(t).

Les travaux qui y sont publiés comprennent les expériences effectuées pendant mon stage
de DEA au laboratoire : il s’agissait d’étudier, par pinces optiques en régime dynamique, la
différence de réponse mécanique de cellules A549, selon qu’elles sont sondées via leurs récepteurs
ICAM-1 ou intégrines. Cet article est reproduit ci-après.

❷ M. Balland, N. Desprat, D. Icard, S. Féréol, A. Asnacios, J. Browaeys, S. Hénon and F. Gallet
Comparing Microrheology Experiments on Living Cells
5th World Congress of Biomechanics Medimond International Proceedings G729C2110 : 285-
294 (2006).

❸ S. Hénon, D. Icard, M. Balland and F. Gallet
Mechanically induced effects on the cytoskeleton of epithelial cells
Journal of Biomechanics Volume 39, Supplement 1 : S582 (2006).

Ces deux articles sont des publications dans des revues sans comité de lecture, qui reprennent
tout ou une partie des données publiées dans l’article du Phys. Rev. E. Ils ne sont donc pas mis
en annexe.

❹ S. Féréol, R. Fodil, V.M. Laurent, M. Balland, D. Icard-Arcizet, E. Planus, B. Louis, G. Pelle,
S. Hénon and D. Isabey
Unlike responsiveness of alveolar macrophages and epithelial cells to external loading, prestress
and substrate stiffness reveals the variety of cellular adaptation mechanisms
soumis à J. Biomech. Eng.

Cet article reprend une partie des expériences sur cellules A549 décrites dans l’article du
Phys. Rev. E., afin de les comparer avec des mesures effectuées par magnétocytométrie et pinces
optiques sur des macrophages alvéolaires. Il ne sera pas mis en annexe.
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ANNEXE D. ARTICLES PUBLIÉS OU EN COURS DE PUBLICATION

❺ D. Icard-Arcizet, O. Cardoso, A. Richert and S. Hénon
Cell stiffening under stress is correlated to actin recruitment
soumis à Biophys. J.

Cet article, résumant l’essentiel du travail de la thèse, est reporté ci-après, dans l’état de sa
première soumission au Biophysical Journal.
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Modifications mécaniques et biologiques induites dans des
cellules en culture par application locale d’une force contrôlée

Résumé

Les propriétés mécaniques des cellules adhérentes ont une importance capitale pour l’en-
semble de leurs fonctions : division, migration, différenciation, etc. De plus, on sait désormais
qu’elles sont très sensibles aux caractéristiques mécaniques de leur substrat, auquel elles sont
ancrées par l’intermédiaire des intégrines. Ces récepteurs transmembranaires lient indirectement
le cytosquelette d’actine intracellulaire aux protéines de la matrice extracellulaire.

Nous avons conçu un dispositif de pinces optiques contrôlées par une boucle de rétroaction, qui
permet d’appliquer aux cellules une force locale constante, via des microbilles liées aux intégrines.
Nous pouvons ainsi mesurer la fonction de fluage de chaque cellule et en tirer une estimation de
sa rigidité. Des observations simultanées en épifluorescence permettent par ailleurs d’évaluer les
effets de l’application de la force sur la répartition d’actine locale.

Nous avons constaté que les cellules se rigidifient sous l’application prolongée d’une force, tout
en gardant le même comportement rhéologique : une fonction de fluage en loi de puissance du
temps, J(t) = A tα, où A décroît aux temps longs. Cette rigidification est couplée à un recrute-
ment d’actine au niveau des contacts et au sein du réseau cytsoquelettique (jusqu’à plusieurs µm
du point d’application de la force). De plus, les dynamiques de ces deux phénomènes semblent
fortement corrélées.

Ce travail présente une évaluation de la dynamique de renforcement cellulaire sous contrainte,
et ouvre des perspectives prometteuses vers l’élucidation des phénomènes intervenant dans la
mécanotransduction.

Abstract

Adherent cells can control their mechanical properties in order to perform crucial biological
functions, like division, migration or differenciation. It has now been proved that cells are very
sensitive to the mechanical properties of their substrate, which they sense through integrins.
Integrins are transmembrane proteins that link the actin cytoskeleton to the extracellular matrix
through scaffolding proteins.

We designed an optical tweezers setup controlled by a feedback loop, which allows the appli-
cation of a constant local force via microbeads bound to the cell integrins. We can thus measure
the creep function of a single cell and retrieve an estimate of its rigidity. Simultaneous fluores-
cence observations allow us to evaluate the impact of force application on the actin repartition
within the cell.

We observed that cells stiffen under force application but keep the same rheological response
– the creep function still exhibits a power law behavior : J(t) = A tα, in which A decreases
on a long time range. Stiffening is coupled to actin recruitment both in the contacts and in
the cytoskeleton networtk – up to several µm from the force application point. Stiffening and
recruitment dynamics seem strongly correlated.

This work presents an evaluation of the dynamics of cell stiffening under stress, which is a
novel insight into the elucidation of the more general phenomenon of mechanotransduction.


