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Tableau 4 : Valeurs des densités et du métabolisme des C3A à des débits de 0, 10 et 25 µl/min pour 3 densités 
d’ensemencement initial en présence de 10mM de chlorure d’ammonium.  
 

Tableau 5: Synthèse des tendances observées durant la culture des C3A en biopuces statiques et dynamiques 
avec ou sans NH4Cl. 

Tableau 6 : Valeurs des densités finales et du métabolisme des MDCK pour des débits de 0, 10 et 25 µL/min en 
milieu de culture standard. 
 
Tableau 7 : Valeurs des densités finales et du métabolisme des MDCK pour des débits de 0, 10 et 25 µL/min en 
présence de NH4Cl à 5 et 10 mM. La densité d’ensemencement initial est de 0,75.106 cellules/biopuce. 
 
Tableau 8 : Synthèse des tendances observées durant la culture de MDCK en biopuces avec ou sans NH4Cl. 
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Liste des abréviations  
 

Par ordre d’apparition, 
 
REACH : Registration, Evaluation and Autorisation of Chemicals 
 
CEFIC : Conseil Européen des Fédérations des Industries Chimiques 
 
ADME : Absorption, Distribution, Métabolisme et Excrétion 
 
3R : Réduire, Raffiner et Remplacer l’expérimentation animale 
 
ECVAM : European Centre for the Validation of Alternative Methods 
 
ESAC : European Scientific Advisory Committee 
 
COLIPA : European Cosmetic, Toiletry and Perfumery Association 
 
OCDE : Organisation de Cooperation et de Développement Economiques 
 
C3A ou HepG2/C3A : Lignée cellulaire d’hépatome humain 
 
MDCK : Lignée cellulaire rénale de chien – Madin Darby Canine Kidney cells 
 
CYP450 : cytochromes P450 – Enzymes du métabolisme de phase I 
 
ATP : Adénosine TriPhosphate 
 
SNC : Système Nerveux Central 
 
α1-GPA : Alpha1-Glycoprotéine acide 
 
RE : Réticulum Endoplasmique 
 
O2 : Dioxygène 
 
NADP-réductase : Nicotinamide Adénine Dinucléotide Phosphate-réductase 
 
PXR : Pregnane X receptor 
 
PPAR : Peroxisome Proliferator Activated Receptor 
 
CAR : Constitutive Androstane Receptor 
 
AhR : Aryl-Hydrocarbon Receptor 
 
MDR : Multi Drug Resistance proteins 
 
UGT : UDP-Glycosyl-Transférase 
 
GST : Glutathion-S-Transférase 
 
CO2 : Dioxide de carbone 
 
H2CO3 : Acide carbonique 
 
HCO3

- : Bicarbonate 
 



 

 12 

HPO4
2- : Phosphate mono-hydrogène 

 
GFP : Green Fluorescent Protein 
 
NAT : N-acétyl-transférase 
 
DMSO : Dimethylsulfoxide 
 
QSAR : Quantitative Structure Activity Relationships 
 
PBPK : Physiologically Based PharmacoKinetic 
 
EGF : Epidermal Growth Factor 
 
TCPS : Tissue Culture Polystyrene Surface 
 
PIPAAm : Poly-N-IsoPropylAcryAmide 
 
ECOD : 7-EthoxyCoumarin-O-de-ethylation 
 
HUVS-112D : Human Umbilical Vein Smooth muscle cells 
 
PC : PolyCarbonate 
 
PS : Polystyrène 
 
PDMS : PolyDiMéthylSiloxane 
 
PMMA : PolyMethylMéthAcrylate 
 
IA : IsobornylAcrylate 
 
PI : PolyImide 
 
PEG : PolyEthylèneGlycol 
 
PCNA : Proliferating Cell Nuclear Antigen 
 
ITO : Oxyde d’Indium-étain 
 
HPLC : High Performance Liquid Chromatography 
 
ARN : Acide RiboNucléique 
 
PCR : Polymerase Chain Reaction 
 
NH4Cl : Chlorure d’Ammonium 
 
TJ : Tight Junctions 
 
MEM : Minimum Essential Medium 
 
FN : Fibronectine 
 
PBS : Phosphate Buffer Saline  
 
EDTA : Acide Ethylène-Diamine-Tétraacétique 
 
SDS : Sodium Dodécyl Sulfate 
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LDH : Lactate DésHydrogénase 
 
INT : 2-p-(Iodophényl)-3-(pnitrophényl)-5-phényltétrazolium chloride 
 
DO : Densité Optique 
 
NADH ou NAD : Nicotinamide Adénine Dinucléotide 
 
GOD : Glucose oxydase 
 
OPD : O-Phénylènediamine Dihydrochloride 
 
EROD : Ethoxyrésorufine-O-dééthylase 
 
ERES : Ethoxyrésorufine 
 
KW : test statistique de Kruskall et Wallis 
 
MC3T3 : Mouse Calvaria Preosteoblast - cellules préostéoblastiques de souris 
 
Na+K+ ATPase : Transporteur actif membranaire de sodium/potassium 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
  
 
 
 
 

 
 
 



 

__________________________________________________________________________________________ 

14 

CHAPITRE I : INTRODUCTION 

1. Contexte socio-économique 

 

Depuis 1981, l’industrie chimique constitue des fiches de sécurité destinées aux 

renseignements des substances et à leurs conditions optimales de manipulation. Sur 100 000 

substances chimiques en circulation, 10 500 seulement sont répertoriées en toxicologie, éco-

toxicologie et physico-chimie. Les nombreuses substances non répertoriées représentent 

potentiellement un risque pour la santé et l’environnement. 

En 2003, l’annonce de la mise en application européenne de la réglementation REACH 

(Registraton, Evaluation and Autorisation of Chemicals) au 1er juin 2007 a quelque peu bouleversé la 

communauté industrielle. Cette nouvelle directive requiert que les substances chimiques nouvelles ou 

déjà existantes soient maintenant enregistrées et testées pour prévenir d’un éventuel risque sur 

l’Homme, l’animal ou l’environnement. Le plan prévoit de tester en priorité 30 000 substances 

chimiques en circulation jusqu'à 2018. Cela nécessite un gros effort d’adaptation de la part de 

l’industrie chimique à qui revient cette tâche1. Le Conseil Européen des Industries Chimiques (CEFIC) 

a alors montré que pour répondre à cette nouvelle législation, il serait nécessaire de développer de 

nouveaux outils de criblage, plus efficaces et plus rapides. 

 

Traditionnellement, l’évaluation toxicologique d’une substance se fait par l’utilisation de 

plusieurs types de modèles expérimentaux. On distingue : les cultures de cellules (in vitro), les 

explants tissulaires (ex vivo) et l’animal (in vivo). L’apparition récente de la modélisation informatique 

(in silico) permet aujourd’hui de prédire les interactions biochimiques entre l’organisme et une 

substance chimique. Ces modèles contribuent également à l’identification de nouveaux candidats 

thérapeutiques dans l’industrie pharmaceutique. La mise en place de ces modèles a permis jusqu’à 

aujourd’hui d’identifier et de caractériser les paramètres physiologiques (Absorption, Distribution, 

Métabolisme et Excrétion – A.D.M.E) qui interviennent dans le devenir d’une substance chimique au 

sein de l’organisme. Cependant, la mise en place de modèles expérimentaux est coûteuse et parfois 

longue, nécessitant une lourde phase de validation.  

Bien que l’utilisation des modèles in vitro soit de plus en plus fréquente, un complément 

expérimental in vivo est souvent requis, nécessitant le sacrifice d’un nombre important d’animaux. Des 

pressions à la fois économiques et éthiques apparaissent au niveau international pour proposer des 

alternatives à l’expérimentation animale suivant la ligne directrice des 3R. Elaborée et revue en 1959 

et 1995 par Russell et Burch, la règle des 3R pour « Réduire le nombre d’animaux utilisés, Raffiner les 

tests et Remplacer par des modèles non-animaux autant que possible » est progressivement adoptée2. 
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L’ECVAM (European Centre for the Validation of Alternative Methods_http://ecvam.jrc.it), 

créé depuis 1991 par la Commission Européenne, coordonne la mise en place de nouvelles méthodes 

alternatives à l’expérimentation animale. Son comité scientifique ou ESAC (European Scientific 

Advisory Committee) est en charge de valider et de répertorier les nouveaux protocoles. Depuis une 

vingtaine d’années, les progrès en culture cellulaire et l’ingénierie tissulaire ont permis de développer 

des techniques in vitro régulièrement utilisées par l’industrie pharmaceutique, cosmétique (COLIPA : 

European Cosmetic, Toiletry and Perfumery Association) et par les laboratoires de recherche pour le 

pré-criblage d’agents actifs.  

Ainsi, les modèles in vitro sont de plus en plus utilisés pour la recherche, le développement 

et/ou l’évaluation de la sécurité d’un cosmétique ou médicament. De nombreuses méthodes 

substitutives sont déjà reconnues au niveau européen et mondial par l’OCDE (Organisation de 

Coopération et de Développement Economiques) telles que le test d’Ames (TG471, B13/B14), les 

tests d’aberration chromosomique (TG473, B10) et de mutation génique (TG476, B17) sur cellules de 

mammifère … Le développement en matière d’ingénierie tissulaire a permis très récemment de valider 

également un tissu bio-artificiel de peau permettant de remplacer le test d’irritation cutané de Draize 

(TG404) réalisé sur le lapin. Validée par l’ECVAM le 27 avril 2007, cette approche ouvre la voie vers 

de nouveaux modèles in vitro plus complexes. 

 

L’apparition de nouvelles technologies issues de la microélectronique comme la 

microfabrication appliquée à la biologie permet de répondre aux besoins d’évolution des systèmes de 

culture in vitro. Tout d’abord, la miniaturisation permet de paralléliser plusieurs systèmes pour le 

criblage à haut débit3. Ensuite, le contrôle à l’échelle micrométrique des biomatériaux et de la 

fluidique offre des perspectives nouvelles dans la pertinence des modèles cellulaires mis en place. La 

maîtrise simultanée des paramètres cellulaires tels que l’arrangement et l’organisation en 3D, les 

cisaillements et phénomènes de transport dans des bioréacteurs appelés aussi puces à cellules ou 

biopuce, favorise la reconstruction et le maintien des caractéristiques tissulaires in vitro.  
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2. Objectifs de la thèse 

 
Face aux limites éthiques et méthodologiques des études sur l’Homme et l’animal, il est 

nécessaire de développer de nouveaux outils alternatifs aux modèles in vivo. Nous proposons de 

mettre au point et de caractériser une nouvelle biopuce. Ce dispositif doit permettre la culture 

cellulaire et/ou tissulaire in vitro, dans un environnement proche des conditions dynamiques et 

physiologiques rencontrées dans l’organisme. A terme, le développement de cette biopuce doit offrir 

la possibilité de réaliser le criblage d’agents potentiellement toxiques, d’identifier des agents actifs 

d’intérêt thérapeutique et d’apporter de nouvelles données aux modèles de pharmacocinétique.  

 

Dans la première partie du manuscrit, nous présenterons une étude bibliographique décrivant 

le devenir des substances dans l’organisme et les principes des modèles de toxicité cellulaire in vitro 

associés. Puis nous introduirons différents progrès technologiques liés à l’ingénierie tissulaire qui ont 

permis de faire évoluer la complexité de ces modèles. Enfin  nous montrerons comment ces progrès 

peuvent se coupler avec les avancées dans le domaine des microtechnologies pour le développement 

des biopuces. 

 

La seconde partie du manuscrit présentera la fabrication de la biopuce et de l’environnement 

microfluidique tridimensionnel associé. Puis nous introduirons les techniques de cultures et d’analyses 

utilisées dans nos travaux.  

 

La troisième partie traitera des résultats obtenus sur une lignée cellulaire hépatique (C3A) et 

une lignée cellulaire rénale (MDCK). Les cultures seront soumises à différentes conditions 

dynamiques et chargements chimiques. La caractérisation du système biologique (biopuce et culture 

cellulaire) sera réalisée par le suivi de l’activité cellulaire en termes de proliférations, de productions et 

dégradations métaboliques spécifiques.  

 

Enfin, nous discuterons nos résultats par rapport aux méthodes classiques de culture cellulaire 

in vitro. Cette discussion sera étendue à notre but de fournir un nouvel outil de criblage aux industriels 

et à la nécessité de réduction de l’expérimentation animale. 
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CHAPITRE II : BIBLIOGRAPHIE 

1. Toxicité et pharmacocinétique 

 
««  

TToouuttee  ssuubbssttaannccee  eesstt  uunn  ppooiissoonn  ……  llaa  ddoossee  aaddééqquuaattee  ffaaiitt  llaa  ddiifffféérreennccee  

eennttrree  uunn  ppooiissoonn  eett  uunn  rreemmèèddee..
  »»

PPaarraacceellssee,,  ((11449933--11554411)) 
1.1 Généralités 

 

Lorsqu’un organisme humain est exposé à un produit chimique, différentes phases 

d’Absorption, de Distribution, de Métabolisme et d’Excrétion (A.D.M.E) se succèdent (figure 1). Les 

effets observables ainsi que les concentrations présentent dans les organes cibles sont alors dépendant 

de la dose administrée durant l’exposition. Deux grands domaines que sont la Toxicologie et la 

Pharmacologie s’intéressent particulièrement à ces 4 phases.  

Le rôle de la toxicologie est d’étudier les effets que peuvent avoir certaines substances 

rencontrées dans les processus industriels, les additifs alimentaires, en agriculture … afin de prévenir 

d’éventuels risques pour la santé de l’Homme. La pharmacologie quant à elle, a pour objectif de 

concevoir, développer et comprendre l’action de principes actifs sur l’organisme.  

Ainsi, les substances toxiques et médicamenteuses répondent aux même types d’interactions 

avec l’organisme et leur devenir est lié au caractère « accidentel ou intentionnel » d’absorber la 

substance.  

 

 

1.2 Les différentes voies d’absorption, distribution, métabolisme et excrétion (A.D.M.E) 

 

1.2.1 L’absorption 

 

C’est la voie que prend une substance pour pénétrer dans l’organisme et dans la circulation 

sanguine générale. Il est commun de classer les différents modes d’administration en deux voies : la 

voie entérale et la voie parentérale. La voie entérale passe par le tube digestif qui est constitué de la 

bouche, de l’œsophage, de l’estomac, de l’intestin grêle, du gros intestin et du rectum. L’absorption se 

fait théoriquement à tous les niveaux mais est principalement réalisée dans l’intestin grêle. Au niveau 

de cet organe, l’irrigation sanguine est importante (500 mL/minute) et la surface d’échange est la plus 

grande de tout le tube digestif (200 à 300 m2). Les nombreuses villosités4 présentes dans l’intestin 

grêle permettent l’absorption de la majorité des médicaments5. Le pH alcalin de 6-8 facilite la 

diffusion des bases faibles. L’absorption au niveau digestif est influencée par la vidange gastrique qui 

est elle-même en relation avec la mobilité du sujet et son alimentation4. C’est pourquoi il est souvent 

recommandé de prendre les médicaments entre les repas pour maximiser l’absorption intestinale. La 

particularité de l'absorption digestive est le métabolisme dit « de premier passage ». La substance, 
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absorbée au niveau du tube digestif, passe par le foie où elle est biotransformée en grande partie avant 

d’entrer dans la circulation générale de l’organisme (figure 1). Il apparaît également que l’intestin joue 

un rôle important dans le métabolisme de premier passage avec la présence d’enzymes tels que les 

cytochrome-P450 (CYP450) et des enzymes de conjugaison5. Cette biotransformation constitue une 

protection efficace de l’organisme face aux xénobiotiques (médicaments, substances chimiques …) 

mais représente une barrière biochimique qu’il faut prévoir lors de la conception d’un médicament 

oral. On parle alors de Prodrogues6,7. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 1 : Représentation graphique des principales voies d’absorption, distribution, métabolisme et 
élimination.  

Le métabolisme n’est ici représenté qu’au niveau du foie pour plus de clarté (figure adaptée) 7.  

 

Afin de contourner le métabolisme de premier passage, certains médicaments sont administrés 

par voie parentérale. Il s’agit d’introduire une substance qui après absorption sera peu transformée et 

sera prise en charge directement par la circulation générale pour être distribuée aux organes d’intérêt. 

La voie parentérale se caractérise par un grand nombre de modes d’administration qui utilisent les 

muqueuses riches en vaisseaux sanguins8 (muqueuses buccale7,9-11, rectale7,8,12-15, nasale7,8,16, 

pulmonaire7-9 et vaginale17-19), la diffusion à travers la peau7-9,20 et l’injection locale ou générale 

(intraveineuse) d’une substance dans l’organisme7.  
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Une fois que la substance est au contact de l’une des voies d’entrée, elle doit traverser 

différents compartiments. Ces compartiments sont généralement séparés par des barrières tissulaires 

de type épithélium ou endothélium vasculaire21. 

 

11..22..11..aa))  LLeess  bbaarrrriièèrreess  ttiissssuullaaiirreess  

 

L’organisme est isolé de l’environnement extérieur et composé de plusieurs compartiments. 

Ceci est matérialisé par différentes barrières tissulaires que sont l’épithélium et l’endothélium22. 

L’épithélium et l’endothélium sont constitués de plusieurs types de cellules en contact les unes contre 

les autres. Certaines jonctions cellulaires (Gap junctions) forment des micro-pores et permettent une 

communication intercellulaire par le transfert d’ions ou de petites molécules23. D’autres jonctions, 

dites serrées (tight junctions), forment un réseau complexe et une barrière plus ou moins perméable24. 

Ce réseau relie les cytosquelettes24,25 entre eux, permettant ainsi des mouvements cellulaires 

collectifs26. Les barrières ainsi formées n’ont pas l’unique rôle de séparer des compartiments, elles 

sécrètent et réabsorbent également des solutés d’un compartiment à l’autre pour créer des gradients de 

concentration25. 

 

De nombreux épithélium sont présents dans l’organisme tels que la peau27, les muqueuses 

(buccale27,28, vaginale17-19, rectale19 …), le système respiratoire16,29-32, l’intestin grêle19,33, la vessie25, 

les glandes mammaires34... Les épithélium sont constitués de cellules polarisées qui présentent 

différentes zones spécialisées. On distingue : la zone apicale (munie de microvillosités, cils ou 

flagelles)21, la zone basale (connectée au tissu par une membrane riche en collagène IV, héparane-

sulfate, laminine et fibronectine)21 et la zone latérale (maintenant la structure organisée de l’épithélium 

grâce aux jonctions cellulaires). Deux types de structures sont possibles : l’épithélium simple qui est 

une monocouche de cellules polarisées et l’épithélium stratifié qui présente un empilement de 

plusieurs couches cellulaires moins polarisées22. Pour chacune, il est possible de rencontrer différentes 

formes cellulaires : aplatie, cubique ou cylindrique. Ceci constitue une variété d’épithélium 

remplissant différentes fonctions dans l’organisme tels que la protection mécanique contre l’abrasion 

ou la friction (la peau, le pharynx, le mésothélium de la plèvre, le péritoine, le péricarde et les 

synoviales), la perte de fluide (la peau), l’invasion de substances ou organismes (la peau), l’échange 

d’ions et de métabolites (les muqueuses de l’estomac, l’intestin, les poumons et le tubule rénal), la 

sécrétion glandulaire (les glandes sudorales et mammaires et la thyroïde), la réception 

sensorielle7,21,21,25,33 …Certains épithélium simples à cellules aplaties bordant la surface interne des 

vaisseaux sanguins et des capillaires lymphatiques sont plus communément appelés endothélium21. 

Les vaisseaux sanguins ont des tailles différentes permettant d’acheminer l’oxygène, les 

nutriments , les sécrétions d’hormones, les médicaments …dans tout l’organisme21. Ils sont tapissés, 

suivant les régions de l’organisme, par trois types d’endothélium : continus, fenêtrés et discontinus21. 
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Ces endothélium sont capables de réaliser avec les tissus des échanges de petites et grosses molécules 

très rapidement en fonction des modifications environnementales35. La plupart des macromolécules 

passent dans les micro vaisseaux par diffusion35. Il existe cependant des paramètres sélectifs tels que la 

taille et la charge des molécules en transit9,35. 

 

Lorsque la substance ne peut pas passer entre les cellules, elle doit alors traverser les 

membranes cellulaires. Constituée d’une bicouche lipidique et de protéines, cette enveloppe forme une 

barrière sélective contre toute invasion extérieure. Il existe cependant plusieurs types de transports 

cellulaires permettant à une molécule de transiter d’un compartiment à l’autre. 

 

11..22..11..bb))  LL’’aabbssoorrppttiioonn  cceelllluullaaiirree  

 

Deux phénomènes entrent en jeu dans l’absorption cellulaire : le transfert passif et le transport 

actif. 

Le transfert passif consiste en une diffusion simple, ou filtration osmotique dans lequel aucun 

apport d’énergie ou assistance cellulaire n’est nécessaire. Les molécules passent d’une région à forte 

concentration vers une région à faible concentration pour rétablir l’équilibre. Les substances à forte 

solubilité lipidique diffusent à travers la membrane de phospholipides avec facilité7. Les petites 

molécules hydrosolubles de 100 à 200 Daltons passent à travers les membranes par des pores de 4Å 

qui régulent le flux intracellulaire en H2O. A l’exception des capillaires sanguins, généralement 

discontinus ou fenêtrés et des glomérules du rein qui offrent des tailles de pore de 40Å pour le passage 

de molécules de 50 kDaltons, les grosses molécules hydrosolubles doivent passer par la portion 

lipidique de la membrane, ce qui rend le transport de ces molécules difficile et lent. De grosses 

protéines trans-membranaires rentrent alors en jeu pour assurer et faciliter le passage.  

 

On distingue trois grandes familles de transport actif: la diffusion facilitée, la diffusion active 

et l’endocytose. La diffusion facilitée est assurée par des transporteurs membranaires qui, par un 

changement de conformation et sans consommation d’énergie, font pénétrer de grosses molécules 

hydrosolubles dans la cellule7,9. Le résultat global est quasiment identique à la diffusion passive, les 

molécules suivent un gradient de concentration. 

La diffusion active permet aux substances qui ne peuvent pas utiliser les modes de diffusion 

précédemment cités ou qui doivent aller contre un gradient de concentration7,9. Ce phénomène très 

présent dans des organes comme le foie, les reins et l’intestin7,36,37 utilise alors de l’énergie sous forme 

d’adénosine triphosphate (ATP)9. On le retrouve pour le fonctionnement des pompes sodium-

potassium qui assurent la balance des électrolytes ou par exemple l’absorption de la thyroxine pour les 

traitements de l’hypothyroïdie9.  
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L’endocytose existe pour les très petites comme pour les grosses molécules, mais semble 

vraiment importante lors du transport de particules et macromolécules (1 kDaltons) comme les 

cytokines, les hormones, les facteurs de croissance et les immunoglobulines. Ce phénomène se produit 

en trois étapes : Après un contact entre le substrat et le récepteur membranaire, la membrane 

enveloppe ce complexe par invagination pour le faire pénétrer dans le cytoplasme sous forme de 

vésicule9. Les macromolécules sont ainsi détruites ou transportées à travers la cellule sans modifier 

l’équilibre du cytoplasme35. 

 

Ces modes de transport permettent ainsi de réaliser plus ou moins rapidement l’absorption de 

substances dans les tissus. Il est clairement établi aujourd’hui qu’il existe des différences d’absorption 

selon l’espèce, le sexe et l’individu modifiant parfois de manière importante la pharmacocinétique des 

substances36,37. La vitesse d’absorption dépend également du type de barrière rencontrée (cellules 

stratifiées ou simples). De plus, le transport par diffusion est directement lié à la circulation locale. 

Certaines zones de la peau par exemple sont plus irriguées que d’autres permettant une meilleure 

absorption9. En effet, plus la circulation est élevée plus les gradients de concentration sont importants. 

En revanche, ceci n’est pas valable pour les transports actifs qui risquent de saturer à de fortes 

concentrations7. Il est même possible d’avoir une compétition inhibitrice d’un transport actif arrivant à 

saturation en présence de deux substances (co-exposition) de même nature. L’absorption du produit ne 

se fait alors plus de la même manière. 

 

Tous ces paramètres d’absorption permettent d’expliquer les différents profils de 

biodisponibilité plasmatique observés pour un même produit en fonction des voies d’administrations. 

Par exemple, en intraveineuse, la biodisponibilité de la cocaïne est maximale et quasiment immédiate 

car aucune barrière n’est présente. La voie pulmonaire est également très rapide38. Au contraire, par 

voie orale, il faut attendre plusieurs dizaines de minutes avant de déceler le passage de cette substance 

dans la circulation générale. Malgré une quantité plus importante administrée par voie orale, le 

maximum plasmatique atteint par cette voie est inférieur à celui de l’intraveineuse, caractéristique de 

l’effet du métabolisme de premier passage dans le foie (figure 2).  

 

Cette première étape d’absorption est très importante car une fois dans la circulation générale, 

la substance est distribuée aux différents organes. La distribution se fait alors en fonction du profil de 

biodisponibilité. 
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Figure 2 : Taux plasmatique de cocaïne (ng/ml) à différents temps après absorption (expérience réalisée 

sur 10 sujets)
38

.    
 

1.2.2 La distribution 

 

La distribution est le processus par lequel une substance absorbée se déplace de son site 

d’absorption vers les autres parties de l’organisme que l’on ordonne traditionnellement en 

compartiments. Ces compartiments peuvent être classés en fonction de leur flux sanguin. Ainsi, on 

distingue le compartiment central dans lequel, les organes tels que le cœur, le foie, le cerveau et les 

reins reçoivent la plus grande partie d’une substance quelques minutes après son administration. Le 

compartiment périphérique est constitué du tissu adipeux, des muscles et de la peau. Ces organes sont 

moins bien perfusés et les substances mettent du temps avant de s’équilibrer. Le dernier compartiment 

regroupe le système nerveux central (SNC) et le liquide céphalorachidien qui, malgré une excellente 

irrigation, est protégé par une barrière très sélective. 

 

Le flux sanguin n’est pas le seul paramètre entrant dans la distribution d’une substance. Dans 

la circulation générale, la substance se trouve sous deux formes : une fraction libre et une fraction liée 

aux protéines plasmatiques. Le plasma humain compte environ 60 protéines. Avec une concentration 

de 650µM (35mg/ml), l’albumine est majoritaire et est responsable de la plupart des liaisons avec les 

substances acides. Les substances basiques se lient préférentiellement à l’α1-glycoprotéine-acide (α1-

GPA)6,7. Seule la fraction libre peut pénétrer dans les cellules et est alors considérée comme active. La 

fraction liée est considérée comme un stock temporaire et peut être libérée rapidement afin de rétablir 

un équilibre de concentrations dans l’organisme6. Ce phénomène de liaison aux protéines plasmatiques 

Taux de cocaïne mesurée dans le sang (ng/ml) 

Temps (min) 

Voie intraveineuse (0,6mg/kg) 

Voie pulmonaire (100mg initial) 

Voie orale (2mg/kg) 

Voie intra-nasale (2mg/kg) 
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est non spécifique et compétitif. C’est à dire qu’une deuxième substance peut se lier aux protéines à la 

place de la première. La fraction libre de la première substance en circulation devient alors plus 

importante6,7,9.  

 

D’autres paramètres sont également à prendre en compte. L’état de santé7,39 (infections, 

rhumatismes, néphrites) et l’âge40 sont des facteurs qui augmentent la concentration plasmatique de 

l’α1-GPA et par conséquent la quantité de substance liée dans le plasma6. A contrario, la concentration 

d’albumine plasmatique peut descendre à des valeurs faibles (10mg/mL) lors d’un syndrome 

néphrétique (Amylose, Néphropathie diabétique, Lupus érythémateux disséminé, Purpura rhumatoïde, 

Glomérulonéphrite extra membranaire)6. Des changements structuraux modifiant les sites de liaison en 

présence de résidus ou des mutations génétiques peuvent également faire varier les taux de liaison6. 

 

Il est également possible de retrouver une substance localement liée à des protéines cellulaires 

qui s’accumule dans le tissus7. Le tissu adipeux est un réservoir pour les médicaments lipidiques 

comme le thiopental, l’os est un réservoir potentiel d’agents toxiques tels que la tétracycline ou les 

métaux lourds7. D’autres substances peuvent également s’accumuler dans le fluide intercellulaire après 

avoir franchi une barrière épithéliale. Il est alors nécessaire de faciliter leur élimination de 

l’organisme. Des systèmes enzymatiques vont métaboliser ou convertir les substances en composés 

chimiques plus hydrophiles41. 

 

1.2.3 Le métabolisme 

 

Le métabolisme se décompose en deux phases : une phase I de fonctionnalisation faite de 

réactions d’oxydoréduction et d’hydrolyse et une phase II de conjugaison qui catalyse les réactions de 

transfert généralement après la phase de fonctionnalisation. 

 

Le but du métabolisme de phase I est de faire apparaître sur les molécules des fonctions 

chimiques soit en créant une fonction, soit en modifiant une fonction existante. Cette phase I est 

assurée à 90% par des enzymes. On peut citer les amidases, les epoxide-hydrolases et les estérases qui 

catalysent les réactions d’hydrolyse ; les réductases catalysent les réactions de réduction ; les flavines 

mono oxygénases, les monoamines oxydases et les cytochromes P450 (CYP450) sont responsables de 

l’oxydation des substances. Les CYP450 sont les principales enzymes intervenant dans les réactions 

d’oxydation42,43. Ils sont localisés sur les membranes des réticulum endoplasmiques (RE) ou des 

mitochondries des cellules44. La fixation du CYP450 sur la membrane se fait par une région très riche 

en acides aminés hydrophobes41. Le rôle du CYP450 est de catalyser l’oxydation d’un atome de 

carbone ou d’azote d’une substance, grâce à une molécule de dioxygène (O2) fixée par le fer 

héminique qu’il contient41. Les électrons nécessaires à la réaction sont apportés par la Nicotinamide 
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Adénine Dinucléotide Phosphate (NADP)-réductase ou la ferredoxine suivant que le CYP450 est situé 

dans le RE ou dans la mitochondrie41. Le produit d’oxydation est ensuite re-largué dans le cytoplasme 

avec une molécule d’eau. Disponibles dans tous les tissus, les CYP450 sont présents en grande 

quantité dans le foie, l’intestin, les poumons et la peau41,44.  

Les cytochromes P450 participent au métabolisme d’un grand nombre de substances 

chimiques avec des spécificités plus ou moins grandes. On retrouve en effet 57 formes différentes de 

CYP450 classés en 17 familles chez l’Homme41,44. Les familles 1, 2 et 3 sont impliquées dans le 

métabolisme des médicaments et xénobiotiques alors que les autres présentent essentiellement des 

fonctions endogènes (figure 3)44. L’une des caractéristiques de ces enzymes est leur faible expression 

basale qui peut être induite fortement en présence de substrats spécifiques44. La modulation se fait sur 

les récepteurs nucléaires (PXR, PPAR, CAR, AhR) activés par des xénobiotiques44-47. Certains 

récepteurs modulent non seulement les facteurs transcriptionnels des CYP450 mais également les 

facteurs de certaines protéines de transport MDR (Multi Drug Resistance proteins)37 et d’enzymes de 

phase II41. 

 

La phase II du métabolisme a pour objectif de conjuguer certains métabolites de phase I qui 

ont été fonctionnalisés ou des fonctions déjà existantes avec des substrats très hydrophiles pour 

faciliter l’élimination dans l’organisme. Les principales enzymes de conjugaison participant à cette 

phase sont des transférases. On peut citer les UDP-glycosyl-transférases (UGT), les sulfotransférases, 

les méthyl-transférases, les N-acétyltransférases et les Glutathion-S-transférases (GST)46.  

Les UGT, localisées dans le RE sont les enzymes qui catalysent la glucuronoconjugaison, la 

plus courante et la plus importante des formes de conjugaison42,48,49. Elles sont classées en deux 

familles. Les UGT1 sont encodées par un gène complexe de 16 exons localisé sur le chromosome 2 

tandis que les UGT2 sont encodés par des gènes indépendants du chromosome 442,48,49. Les UGT 

catalysent la réaction de glucuronoconjugaison pour un grand nombre de groupements fonctionnels 

tels que –OH, -COOH, -CO, -NH2, -SH et C-C42.  

Les GST sont des enzymes cytosoliques dimériques. Elles représentent une famille importante 

d’iso-enzymes polymorphes classées en cinq sous unités chez les mammifères50. Leur rôle est de 

catalyser la conjugaison du glutathion sur différents substrats électrophiles activés en phase I50,51. 

 

Ces systèmes enzymatiques sont présents dans de nombreux organes tels que le foie, le tube 

digestif, les poumons, le cerveau, la peau et les reins42,48,51. Inductibles par différents substrats, ils 

présentent plus ou moins d’activité selon les espèces6,47,52,53, les hormones sexuelles6,36 les individus et 

les maladies54. Par exemple, l’adjonction de flavones stimule l’hydroxylation du benzo[a]pyrene dans 

des microsomes de lapins, hamsters ou humains alors qu’ils n’ont aucun effet sur l’activité des 

microsomes de rat et de cochon d’inde55. L’activité des CYP3A4 est 1,4 fois plus élevée chez la 
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femme tandis que la glucoronoconjugaison du paracétamol est plus importante chez l’homme36. Il est 

également reconnu qu’une grossesse peut accroître le métabolisme des CYP2D656.  

 

Les cinétiques métaboliques peuvent également être différentes d’un individu à l’autre en 

raison de mutations génétiques. On rencontre en effet de nombreux polymorphismes des enzymes du 

métabolisme6,42,49,51,57 plus fréquents chez certains groupes ethniques. Ainsi, 5 à 10% de la population 

caucasienne métabolise mal les substrats du CYP2D6 pour seulement 1 à 2% de la population 

d’origine asiatique6. A l’inverse, les substrats du CYP2C19 sont mal métabolisés à 18-22% chez les 

Asiatiques pour seulement 2-6% pour les Caucasiens47,56,58. Certains polymorphismes n’ont pas 

d’incidence clinique tandis que d’autres sont susceptibles de provoquer une pathologie ou une toxicité 

sévère43,51,57. Un polymorphisme sur UGT1A1 qui conduit à un syndrome de Gilbert, peut par exemple 

produire un métabolite actif de l’anticancéreux irinotécan59. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 3 : Fonctions métaboliques des différentes familles de Cytochromes P450 (CYP450) chez 
l’Homme41.  

Les fonctions métaboliques des xénobiotiques sont essentiellement assurées par les trois premières 
familles. 

 

D’autres facteurs, cette fois environnementaux, rentrent également en interaction avec l’activité 

des enzymes du métabolisme. Ainsi, les habitudes de vie telles que les consommations de drogues, 

d’alcool ou de tabac sont inductrices ou inhibitrices de certains CYP45054,56,60. L’alimentation est 

également un facteur du métabolisme puisque le jus de pamplemousse renferme de puissants 

inhibiteurs du CYP3A4 au niveau de la muqueuse intestinale56,61, les légumes crucifères (chou de 



Bibliographie 

___________________________________________________________________________ 

 26 

Bruxelles, chou et chou-fleur) et les hydrocarbures présents dans les viandes grillées au charbon de 

bois peuvent induire le CYP1A26,56.L’interaction médicamenteuse est également un problème pour 

l’efficacité de certains médicaments. Dans le cas d’une co-administration de médicaments, il existe un 

risque d’interaction si deux substances utilisent la même voie enzymatique ou si l’une des deux affecte 

le métabolisme de l’autre54,56. A l’inverse, une substance peut être métabolisée par des voies distinctes 

produisant des composés inactifs et parfois un composé actif. Celui-ci, ne pouvant être excrété, 

s’accumule dans les tissus et présente alors une toxicité sévère pour l’organisme6,48,51,62. 

 

Ces enzymes de phase I et II sont présentes dans de nombreux tissus et surtout dans le foie qui 

se révèle comme étant l’organe de la détoxication63. Les hépatocytes constituent le type cellulaire le 

plus important du foie. Ces cellules très actives remplissent une gamme très large de fonctions21. On 

compte plus de 500 fonctions vitales identifiées dans le foie. Par exemple, les hépatocytes jouent un 

rôle majeur dans le métabolisme et le stockage des glucides, graisses et protéines21. Ils participent 

activement dans le métabolisme des acides aminés conduisant à la formation d’urée et synthétisent des 

protéines comme le fibrinogène, la prothrombine et l’albumine21,64,65. Ces cellules, riches en systèmes 

enzymatiques de phase I et II assurent la biotransformation de nombreuses substances endogènes et 

exogènes21,64-66.  

 

L’unité structurale et fonctionnelle du foie est le lobule hépatique. De structure hexagonale, le 

lobule est traversé en son centre par une veine dirigée dans l’axe longitudinal21. Un espace inter 

lobulaire, situé à chacun des 6 coins d’un lobule, présente une artère , une veine porte et un conduit 

biliaire (figure 4)21. La veine porte amène le sang riche en nutriments des viscères digestifs. La 

circulation sanguine se fait de la périphérie vers le centre du lobule tandis que la circulation biliaire se 

fait de l’intérieur vers l’extérieur21. Le tissu hépatique n’est donc pas irrigué de manière homogène, 

c’est la zonation. Trois zones dans lesquelles les hépatocytes ne remplissent pas tout à fait les mêmes 

fonctions sont définies65. Ainsi, les hépatocytes proches de l’espace inter lobulaire reçoivent un sang 

riche en oxygène et en nutriments contrairement aux cellules qui se situent dans la zone centrale du 

lobule65. Il est alors rapporté que le glycogène et les protéines sont plutôt synthétisés en périphérie du 

lobule tandis que l’activité enzymatique des biotransformations se réalise au centre du lobule65. Le 

noyau des hépatocytes est large, rond et occupe généralement le centre de la cellule. Il arrive que 

certaines cellules soient bi-nucléées21,66. Le cytoplasme est riche en organelles. De larges réticulum 

endoplasmiques, mitochondries, complexes de Golgi … reflètent une activité de synthèse intense21,65. 

De nature épithéliale, les hépatocytes s’organisent en épithélium simple. Le domaine basal ou 

sinusoïdal, est au contact de l’espace de Disse, une matrice riche en laminine, collagènes I, III et IV 

synthétisés par les cellules étoilées ou cellules de Ito64. Cet espace relie l’hépatocyte au sinusoïde 

sanguin par lequel de nombreux échanges ont lieu67. Les microvillosités, localisées sur la surface 

basale, augmentent le rendement de ces échanges21. Le sinusoïde abrite des macrophages résidents ou 
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cellules de Kupffer dont le rôle est d’épurer le sang des impuretés non arrêtées par la barrière 

intestinale et de moduler la réponse du foie à l’inflammation par la sécrétion de bio facteurs actifs64.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 4 : Représentation graphique de la structure du lobule hépatique.  

L’irrigation vasculaire est importante et se fait dans le sens opposé de la circulation biliaire (photos 
adaptées de http://hopkins-gi.nts.jhu.edu et Human Anatomy Website, James W. Clack Indiana University - 

Purdue University http://iupucbio2.iupui.edu) 
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1.2.4 L’excrétion 

 

L’excrétion permet l’élimination des substances exogènes et endogènes de l’organisme. Les 

médicaments et leurs métabolites sont principalement excrétés par les reins, le tube digestif et les 

poumons68. L’excrétion pulmonaire concerne principalement les substances volatiles (1.2.1.b)
68. 

D’autres voies d’élimination, telles que les glandes mammaires et la sudation participent de manière 

beaucoup plus marginale à cette phase68. L’excrétion de la substance se fait soit sous forme inchangée, 

soit sous forme de métabolites ou encore sous les deux formes. On quantifie cette élimination par la 

clairance69.  

 

Les sécrétions digestives se font tout au long du tube digestif par la salive, le liquide gastrique, 

la bile et les sécrétions intestinales. Elles sont soumises à des réabsorptions successives avant d’être 

éliminées définitivement dans les selles. Le volume salivaire peut atteindre 1 à 2 litres par jour et 

permet d’éliminer notamment les substances liposolubles21,68. Certains médicaments à propriétés 

atropiniques inhibent la sécrétion salivaire et perturbent ainsi l’élimination réalisée par cette voie. Les 

sécrétions au niveau gastrique sont essentiellement basiques du fait de l’environnement acide (pH=2) 

qui règne dans l’estomac.  

 

Les sécrétions biliaires résultent de deux types de distribution : la réabsorption digestive (ou 

recirculation entéro-hépatique) et l’absorption parentérale qui déversent respectivement dans le foie la 

totalité ou une partie de la dose administrée. Après les biotransformations de phase I et II, les 

molécules, dont la polarité et le poids moléculaire ont augmenté, sont excrétées par les canicules 

biliaires des hépatocytes64,66,70. Le domaine apical des hépatocytes, riche en microvillosités forme un 

réseau de canicules biliaires64. Un canicule est formé par dépression de deux hépatocytes voisins 

réunis grâce à des jonctions de type « occluding junctions » qui empêchent le passage de la bile dans 

l’espace intercellulaire21. Comprise entre 0,5 et 1,5 µm, la lumière des canicules biliaires est constituée 

de membranes plasmiques hépatocytaires spécialisées, qui résistent à l’action détergente de la bile66. 

L’hépatocyte sécrète les sels biliaires à partir du cholestérol. La bile ainsi formée est drainée en 

continu dans les voies biliaires intra et extra hépatiques pour être emmagasinée dans la vésicule 

biliaire64,66. Une fois concentrée, la bile est excrétée dans le duodénum. L’excrétion biliaire varie 

suivant les espèces. La souris, le rat et le chien sont de bons excréteurs biliaires au contraire du lapin, 

du singe et de l’Homme6. La bile est ensuite déversée dans l’intestin par lequel certaines formes 

liposolubles sont réabsorbées pour être à nouveau retraitées dans le foie (figure 5)68. Cette 

recirculation entéro-hépatique, permet de prolonger le temps d’activité d’un médicament71. L’intestin 

présente une surface d’absorption très importante (200m2) constituée principalement de muqueuses. 

L’épithélium qui borde la lumière de l’intestin est une population cellulaire hétérogène dont le 
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principal type est l’entérocyte21. Cette cellule cylindrique présente de nombreuses microvillosités 

recouvertes d’un gel glycoprotéique protecteur contre les agressions digestives des enzymes 

pancréatiques et des sels biliaires21. Les entérocytes ont pour rôle d’absorber l’eau, les peptides, les 

acides aminés, les sucres, les vitamines solubles et les lipides21. Au total, le volume absorbé par jour 

est de 6 à 7 litres21.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 5 : Représentation graphique de la recirculation entéro-hépatique.  

La bile contenant certains métabolites est déchargée dans l’intestin grêle. Elle est en partie réabsorbée 
par la muqueuse intestinale et retourne vers le foie par la circulation sanguine (photo adaptée)71.  

 

 

Ce phénomène de réabsorption n’est pas unique dans l’organisme, il est également présent au 

niveau du rein (figure 6a), juste après la filtration glomérulaire. Le rein, organe majeur de 

l’élimination des médicaments et métabolites reçoit du cœur environ 1 L/minute de sang. Cette 

filtration se réalise à l’entrée du néphron, l’unité de base du rein, au niveau du glomérule. Le 

glomérule est constitué de capillaires sanguins et d’une capsule de Bowman, jouant le rôle d’interface 

de filtration entre le tubule et la circulation générale. Le long du tubule rénal, différentes substances 

endogènes telles que l’eau, le sodium, le potassium, le calcium, les bicarbonates, le chlore, le glucose 

et l’urée sont réabsorbés. L’excédant, les déchets ou les médicaments et métabolites sont concentrés en 

urine pour être finalement excrétés (figure 6b)68. La part réabsorbée en 24 heures contient environ 180 

litres d’eau pour une part excrétée de 1,5 litres, ce qui confère au rein des propriétés de concentration 

très importante. Le liquide tubulaire est de plus en plus concentré au fur et à mesure que l’eau est 
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réabsorbée et cela dès le tubule proximal dans lequel 60 à 70% de l’eau retourne vers l’organisme. 

Pour une substance non réabsorbée, le filtrat initial de 125 ml/min est réduit à 44 ml/min 

correspondant environ à un triplement de la concentration. L’urée devient ainsi beaucoup plus 

concentrée dans le tubule que dans les capillaires péri tubulaires, et diffuse alors passivement du 

tubule vers le sang. Du fait de la faible perméabilité à l’urée de la paroi tubulaire, seulement 50% est 

réabsorbé de manière passive72. Le rein joue ainsi un important rôle dans la régulation du fluide 

extracellulaire en maintenant le volume, l’osmolalité et la concentration en potassium. Le maintien du 

pH plasmatique entre 7.38 et 7.42 est également une de ces fonctions. Ceci se traduit en permanence 

par un ajustement de l’excrétion acide générée par les processus métaboliques cellulaires. L’oxydation 

métabolique produit une large quantité de dioxyde de carbone (CO2) qui participe, en présence de 

l’enzyme carbonique anhydrase, à la formation de l’acide carbonique (H2CO3) et du bicarbonate 

(HCO3-) suivant la réaction : 

 

CO2 + H2O ↔ H2CO3 ↔ H+ + HCO3- 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 6 : Représentation graphique d’un rein et d’un néphron situé dans les zones corticale et 
médullaire.  

Le sang provenant de l’artériole est filtré par le glomérule. Une partie du filtrat est réabsorbée dans un 
tube constitué du tubule proximal, de l’anse de Henlé et du tubule distal. La partie non réabsorbée est 
déversée dans le tube collecteur vers la vessie (photo adaptée)68. 
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Dans l’organisme, le mécanisme de régulation du pH est essentiellement assuré par le couple 

tampon acide carbonique/bicarbonate. Le bicarbonate étant fortement concentré (24 mMol/L) dans le 

fluide extracellulaire, il est nécessaire d’assurer un contrôle strict des composants. Aussi, le CO2 est 

pris en charge par les poumons. Le bicarbonate, quant à lui, est contrôlé par les reins. Il est 

principalement réabsorbé par le tubule proximal. Lors d’une acidose respiratoire ou métabolique 

chronique, le taux de bicarbonate réabsorbé augmente afin de prendre en charge les ions hydrogènes 

présents dans le fluide extracellulaire. Parallèlement, le rein évacue les ions H+. H+ est susceptible de 

se coupler avec des espèces chimiques filtrées tel que le phosphate mono-hydrogène (HPO2-
4) ou 

l’ammoniaque (NH3) directement issue de la dégradation de la glutamine par les cellules du tubule 

proximal qui contiennent l’enzyme glutaminase.  

 

 

Les paramètres d’A.D.M.E décrits ici se juxtaposent. Pour une substance donnée, dès qu’une 

fraction est absorbée, elle subit différentes phases telles que la distribution, le métabolisme et peut 

également être éliminée avant que toute la quantité administrée ne soit complètement absorbée. Ceci 

explique en partie la complexité de mise au point d’un médicament ou la prédiction de toxicité d’une 

substance sur l’organisme humain. La modélisation prend alors tout son sens. Un certain nombre de 

modèles in vivo, in vitro et in silico sont mis en place afin de réaliser un pré criblage ou un contrôle 

d’innocuité d’espèces chimiques. Ces modèles permettent par exemple aux industries pharmaceutiques 

d’écarter de leur circuit de développement ou de modifier les molécules qui ne répondent pas aux 

caractéristiques souhaitées73. Ils permettent aussi de déterminer des quantités à risque en toxicologie. 
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1.3 Modélisation de l’A.D.M.E  

 

1.3.1 Les modèles in vivo et ex vivo 

 

L’expérimentation animale est le modèle d’étude physiologique présentant toute la complexité 

des voies métaboliques63. Les modèles in vivo se déclinent en plusieurs familles : les vertébrés non 

mammifères (poissons, grenouilles), les mammifères non primates (souris, rats), les primates non 

humains (babouins). La toxicité est généralement surveillée sur deux espèces animales différentes 

avec un contrôle sur les changements cliniques, les paramètres sériques et histopatologiques74. Du fait 

des différences entre espèces observées pour les phases d’A.D.M.E, les informations recueillies sur les 

modèles animaux sont limitées pour une application sur l’Homme54,56,75,76. Afin de créer des modèles 

animaux plus proches de la réalité humaine, des animaux transgéniques sont étudiés. La manipulation 

génétique est réalisée par l’insertion ciblée d’un gène dans des cellules souches embryonnaires de 

souris qui sont reconnues pour leur stabilité7. Ces cellules souches modifiées sont ensuite introduites 

dans un blastocyte qui est implanté dans une souris en gestation (figure7a)7. Il est alors possible 

d’exprimer des gènes humains codant par exemple pour les différentes formes de CYP45077-79 et de les 

visualiser par introduction de gènes codant pour des protéines fluorescentes ou des enzymes 

bioluminescences telles que la GFP (figure7b)77 ou la luciférase79. Cela permet également de contrôler 

les réponses biologiques par inactivation, amplification ou mutation de gènes7. L’utilisation croissante 

de ces modèles en pharmacologie requière cependant de nombreuses validations préliminaires56. Il 

arrive en effet parfois que les réponses attendues des modèles trans-géniques ne soient pas en accord 

avec l’existant chez l’Homme7.  

 

D’autres études rapportent l’utilisation d’organes perfusés de rats ou malgré des difficultés 

d’approvisionnement, de tissus humains pour la compréhension du métabolisme, de l’élimination ou 

de l’absorption. Différents types de tissus comme les vaisseaux sanguins, les fibres cardiaques, les 

voie respiratoires, le cerveau, le muscle utérin, la muqueuse intestinale, la peau, le tissu adipeux, le 

foie, les reins … sont alors utilisés. De nombreux tissus doivent alors être manipulés avec précaution 

pour éviter tout endommagement. Certains types de tests ex vivo requièrent des systèmes de perfusion 

complexes et coûteux telles que les chambres de Ussing, des capteurs de forces ultrasensibles (micro 

Newton) … pour de petites séries d’échantillons qui nécessitent un complément expérimental in 

vitro75,80,81. 
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Figure 7 : Principe de conception d’un animal transgénique (a) et visualisation de l’expression d’un gène 
humain du CYP1A1 par GFP chez une souris génétiquement modifiée. 

Après transfection du gène  d’intérêt dans les cellules souches, celles-ci sont introduites dans un blastocyte 
d’une souris en gestation (a) (www.bseinquiry.gov.uk). Expression du CYP1A1 de souris (50KDa) et du 
CYP1A1 humain marqué à la GFP (85KDa) chez une souris transfectée. La localisation du CYP1A1 
marqué à la GFP est visualisable par fluorescence sur des coupes de foie de la souris (photos adaptées)77.

(a) 

(b) 
CYP1A1GFP 

(85KDa) 

CYP1A1souris (50KDa) 
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1.3.2 Les modèles in vitro 

 

Le métabolisme est reconnu comme étant un facteur critique dans la mise au point d’une 

substance thérapeutique car il conduit à la détoxication et à l’excrétion, mais également à la bio 

activation des substances80. Il est essentiellement caractérisé par des tissus riches en enzymes du 

métabolisme provenant du foie et des hépatocytes63,82. Cependant, d’autres types d’organes sont 

également utilisés pour observer le métabolisme non hépatique. De nombreuses études portent sur des 

modèles cellulaires animaux. Or l’extrapolation de l’animal à l’Homme reste délicate et il est parfois 

préférable d’utiliser du tissu humain issu de biopsies pour réaliser des tests82-84. La principale source 

de tissu hépatique humain consiste par exemple en une lobectomie ou une résection d’un fragment de 

foie lors d’une intervention chirurgicale pour raisons médicales (tumeur, métastases, adénome, 

angiome …)84-86.  

 

Les fractions cellulaires tels que les microsomes et supersomes® (cellule d’insecte vectorisée 

par un baculovirus modifié pour exprimer des enzymes humaines du métabolisme) sont à l’heure 

actuelle très utilisées pour explorer les effets et la stabilité d’un nouveau médicament et obtenir des 

données préliminaires sur les voies métaboliques et interactions possibles avec d’autres 

substances63,80,83. Elles présentent l’avantage de conserver certains systèmes enzymatiques de phase I 

et II  pour ces préparations simples, reproductibles et de bonne conservation80,87,88. Cependant, il est à 

noter que les enzymes de phase II solubles telles que les GST sont absentes. De plus, l’intégrité 

cellulaire perdue conduit à une décroissance rapide de l’activité enzymatique, qu’il est nécessaire de 

compenser par l’adjonction de co-facteurs63,80,87.  

 

Les études sur tranches d’organes bénéficient de progrès technologiques réalisés sur la mise au 

point de microtomes de précision, réalisant des découpes inférieures à 250µm80. Les polarités 

cellulaires, les relations cellules-cellules ou cellule-matrice ainsi que les différents types de cellules 

sont conservés permettant l’observation des changements morphologiques au sein même du tissu89. 

Appliqués sur de nombreux types d’organes tels que le foie, les reins, l’intestin et les poumons, ces 

systèmes permettent de réaliser des comparatifs métaboliques entre organes et espèces87,89. La faible 

diffusion des nutriments et de l’oxygène dans le tissu limite cependant la conservation des coupes90. 

Elles sont généralement stockées durant 48 heures, à 4°C, dans un soluté initialement mis au point 

pour la conservation d’organes prélevés avant transplantation80,89. Devant la faible disponibilité de 

tissu humain63,75,84, la congélation des échantillons semble être primordiale pour réaliser des études 

pharmacologiques à grande échelle. Malheureusement, la formation de cristaux de glace, la toxicité 

des cryoprotecteurs, les chocs thermiques et osmotiques restent des difficultés à surmonter pour 
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conserver à un niveau acceptable d’activité chaque type d’organe91,92. Des études de protection des 

tissus par vitrification sont actuellement en cours93. 

 

La culture de cellule primaire conserve également l’intégrité de la membrane cellulaire avec 

notamment la présence des voies métaboliques et des transporteurs membranaires qui participent aux 

différentes phases d’ADME80,83,88. L’isolation des hépatocytes pour les cultures primaires est une étape 

délicate basée sur la perfusion de collagénase initialement mise au point in situ sur des foies de rat83. 

Aujourd’hui adaptées pour des explants humains, la qualité et la rapidité de la perfusion sont des 

paramètres importants afin d’isoler une population d’hépatocytes qui présente une bonne viabilité84,86. 

Les cultures de cellules primaires sont très utilisées pour diverses applications de recherche en 

biotechnologies telles que l’ingénierie tissulaire et la pharmacologie. Elles contiennent en effet 

l’ensemble des systèmes enzymatiques et notamment ceux de phase I et II utiles pour l’étude du 

métabolisme 56. Mais leur extrême sensibilité aux facteurs environnementaux pose des problèmes de 

stabilité dans le temps83,94.  

En suspension, ces cultures présentent une limitation de quelques heures d’incubation83 mais 

permet sur cette courte période de tester rapidement la stabilité métabolique et l’identification de la 

plupart des métabolites d’une substance. Pour augmenter les temps expérimentaux, il est préférable 

d’utiliser des systèmes favorisant l’adhésion cellulaire. Les cellules sont cultivées sur quelques jours. 

Cependant, il est reconnu que l’activité de certains CYP450 tels que 1A2 et 3A4 diminue de 50% par 

jour de culture83. Cette décroissance d’activité est attribuée aux conditions de cultures tels que les 

facteurs solubles, la composition de la matrice extracellulaire et les interactions cellules/cellules94. Il 

est également reconnu que certains types cellulaires fraîchement isolés comme les hépatocytes  n’ont 

pas la possibilité de subir plusieurs passages (sous cultures) in vitro 56.  

La congélation des hépatocytes humains permet de conserver les cellules durant plusieurs 

années avec une bonne viabilité (supérieure à 90%) ce qui rend possible l’organisation, la répétitivité 

des expérimentations et la commercialisation. Cependant, durant la congélation, l’activité de certaines 

enzymes semble  être altérée ce qui peut accroitre la sensibilité du système de culture et rend difficile 

la comparaison avec la situation physiologique83,95. 

 

Un autre modèle cellulaire plus stable dans le temps peut alors être utilisé. Il s’agit de lignées 

cellulaires commercialement disponibles. Ces cellules proviennent de tumeurs ou sont rendues 

immortelles par transfection d’un gène d’immortalisation96. Les lignées cellulaires sont stables et 

prolifèrent théoriquement à l’infini tant que l’expérimentateur les entretient régulièrement. Par contre, 

il est également reconnu que ces lignées n’expriment qu’une partie, et en faible quantité, les enzymes 

du métabolisme des xéno-biotiques ce qui réduit leur application en pharmacologie96,97. Cependant, les 

progrès en génie génétique permettent aujourd’hui d’introduire au sein de ces cellules les gènes codant 

pour différentes iso formes de CYP450, GST, N-acétyl-transférases (NAT). Les cellules utilisées sont 



Bibliographie 

___________________________________________________________________________ 

 36 

généralement dépourvues d’activité enzymatique des CYP450 mais doivent présenter entre autre, 

l’activité associée NADPH-CYP450 réductase97. La lignée V79 (fibroblastes de poumon d’hamster 

chinois) exprime cette réductase ce qui explique son intensive utilisation97 et commercialisation 

(www.genpharmtox.com). Ces systèmes cellulaires permettent de caractériser le comportement d’une 

seule enzyme isolée ou l’influence des polymorphismes sur différentes substances98. Bien que 

l’introduction de plusieurs gènes codant soit réalisable97, ce système reste avant tout un modèle 

complémentaire à l’arsenal des tests in vitro mis en place dans le criblage pharmacologique. La 

découverte de la lignée cellulaire HepaRG capable d’exprimer de nombreuses enzymes du 

métabolisme apporte aujourd’hui un modèle humain prometteur99,100. Provenant d’un carcinome 

hépatocellulaire, cette lignée est capable de proliférer dans un premier temps puis de se différencier 

avec notamment l’introduction dans le milieu de culture d’un agent tel que le DMSO 

(dimethylsulfoxide) à 2%. L’activité cellulaire reste stable durant 3 à 4 semaines et permet d’identifier 

les inducteurs et inhibiteurs de l’activité métabolique100.  

 

 L’utilisation de cellules souches comme modèle cellulaire retient l’attention de nombreux 

groupes de recherche aussi bien au niveau de l’intérêt scientifique qu’au niveau de la controverse 

bioéthique déclenchée. Les cellules souches sont issues de différentes sources telles que l’embryon, le 

fœtus et son cordon ombilical ou l’individu né. Les cellules souches issues de ce dernier sont appelées 

cellules souches adultes et constituent pour l’instant une source d’approvisionnement sans réserve. 

Elles sont présentes dans pratiquement tout l’organisme (moelle osseuse, cerveau, foie, peau, tissu 

adipeux, muscles squelettiques et sang) et prolifèrent in vitro
101. Les caractéristiques indifférenciées 

des cellules souches sont maintenues après de nombreux passages grâce à des conditions de culture 

particulières (sérum et densité cellulaire)101. Ceci permet, comme pour la culture de lignées cellulaires, 

une amplification du nombre de cellules avant différenciation et utilisation. Les cellules souches 

adultes étant multipotentes, elles sont déjà orientées vers le type de tissu auxquelles elles 

appartiennent. Cependant il est aujourd’hui démontré que dans des conditions précises in vivo ou de 

culture cellulaire, contrôlées par l’ajout de facteurs de croissances, elles ont la capacité de se 

différencier en d’autres types cellulaires. Aussi, des adipocytes montrent une capacité de 

différenciation en cellules osseuses ou nerveuses102, des cellules souches de moelle osseuse se 

différencient en cellules proches d’hépatocytes103. La différenciation en hépatocytes n’est 

malheureusement pas complète, c’est à dire que toutes les caractéristiques attendues ne sont pas ou 

faiblement exprimées101,103. Cependant, il peut être espéré que les progrès en génie cellulaire 

conduisent à l’utilisation de cette source pour réaliser des criblages pharmacologiques104. De récentes 

études rapportent que des fibroblastes de souris retrouvent les caractéristiques pluripotentes des 

cellules souches embryonnaires grâce à la transfection de quatre gènes105. Cette pluripotence 

permettant la différenciation en divers tissus pourrait apporter une réponse positive face aux 

problèmes éthiques rencontrés dans l’utilisation de cellules souches embryonnaires humaines. En 



Bibliographie 

___________________________________________________________________________ 

 37 

attendant de transférer cette technique à l’Homme105, le prélèvement, la collecte, la conservation, le 

transport et la manipulation de tissus humains sont soumis aux obligations réglementaires de 

bioéthique106,107. A cela s’ajoutent des complications au niveau des coûts, du temps et de la 

logistique74. Malgré l’apparition de quelques sociétés (www.celsis.com, www.iiam.org, 

www.biopredic.com, www.promocell.com, www.cascadebio.com, www.bdbiosciences.com) 

proposant la vente de cellules ou tissus humains, la mise en place de réseaux fournisseurs/utilisateurs 

semble difficile74,75.  

 

1.3.3 Les modèles in silico 

 

Le début de la pharmacologie in silico peut être attribué vers les années 60 lorsque, grâce à des 

moyens informatiques, des relations moléculaires entre structures chimiques ont été établies. Ces 

relations appelées Q.S.A.R (Quantitative Structure-Activity Relationships) sont aujourd’hui 

indispensables dans le développement de nouvelles molécules. Durant près de 40 ans, de nombreuses 

relations ont été étudiées expérimentalement. Elles sont maintenant collectées dans des bases de 

données pour construire des modèles complexes permettant d’extrapoler des résultats biologiques sur 

de nouvelles entités chimiques sans expérimentation. La mise en place d’algorithmes fiables et la 

visualisation des résultats prédits restent très difficiles et font actuellement partie d’une recherche 

active dans le domaine de la pharmacologie73. Parallèlement aux études Q.S.A.R, des modèles 

mathématiques ont été développés pour décrire la bio-distribution d’une substance à travers un 

organisme. Ces modèles physiologiques de pharmacocinétique ou P.B.P.K (Physiologically-Based 

PharmacoKinetic) rendent compte des phases d’A.D.M.E que subit une substance à travers les 

différents organes ou compartiments de l’organisme (figure 8)74. Chaque compartiment est décrit par 

son volume, la concentration de la substance, le flux sanguin et un coefficient de partage qui 

correspond aux paramètres biochimiques de la substance étudiée. Le métabolisme de la substance est 

généralement décrit par les équations de type Michaelis-Menten, qui tiennent compte de la quantité 

d’enzymes présente dans l’organe ainsi que de l’affinité entre la substance et les enzymes. Les 

paramètres mathématiques du test P.B.P.K sont la dose, la concentration, et le temps d’exposition de la 

substance à étudier. D’autres paramètres traitant du sujet modélisé tels que l’âge, la taille, le poids … 

peuvent également être pris en compte. L’intérêt de ces modèles réside dans la possibilité d’extrapoler 

les résultats en fonction des voies d’administration, des durés et des doses. Il est également possible de 

faire évoluer le modèle vers une espèce différente ou d’étudier des différences inter et intra-

individu69,74.  

 

De nouvelles informations relatives à l’A.D.M.E sont incorporées en continu dans les bases de 

données des industries pharmaceutiques permettant ainsi d’enrichir les modèles. Il est cependant 

nécessaire de rester prudent quant au traitement et à l’analyse de ces données qui sont recueillies grâce 



Bibliographie 

___________________________________________________________________________ 

 38 

à des tests réalisés expérimentalement. Les conditions expérimentales et les modèles mathématiques 

diffèrent d’un laboratoire à l’autre, ce qui peut amener des dérives dans les résultats lorsque les 

données sont réutilisées de manière non appropriée73,81. L’uniformisation des conditions 

expérimentales par l’utilisation de standards devrait permettre d’éliminer toutes erreurs liées aux 

conditions chirurgicales ou aux conditions de cryopréservations lors de l’utilisation de tissus humains 

pour la mise en place de ces modèles74. Cette uniformisation devrait également permettre de 

meilleures comparaisons et complémentarités entre laboratoires74,81. Ceci reste cependant très difficile 

à réaliser devant la quantité de modèles in vivo et in vitro existants et à venir. Il existe en effet de 

nombreux modèles animaux et cellulaires bénéficiant chacun d’avantages et d’inconvénients différents 

qu’il est nécessaire d’identifier et de raffiner74. A cela s’ajoutent les progrès technologiques en génie 

tissulaire qui permettent aujourd’hui de produire un nombre encore plus important de modèles et 

d’informations à implémenter dans les bases de données. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 8 : Représentation graphique d’un modèle PBPK pour une substance inhalée. 
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2. Ingénierie des systèmes de cultures cellulaires in vitro 

 
La problématique à l’utilisation in vitro de cellules et tissus humains ne s’arrête pas seulement 

à l’éthique et à la logistique. De nombreux scientifiques sont insatisfaits des résultats recueillis lors de 

tests réalisés sur les différents modèles cellulaires. L’une des principales causes de ces échecs vient 

probablement de la modification du phénotype constaté en système de culture in vitro
108. Le phénotype 

d’une cellule est intimement lié à l’environnement cellulaire. Les facteurs solubles du milieu sont très 

importants comme cela a été mentionné précédemment avec la différenciation des cellules souches. 

Un milieu de culture à faible concentration de calcium (0,09 mM), riche en acides aminés et EGF 

(Epidermal Growth Factor) favorise par exemple la prolifération et le maintien des fonctions 

hépatiques sur plusieurs semaines82. L’oxygénation de la culture cellulaire doit également être 

contrôlée comme cela a été vu avec la zonation du foie. Ceci implique que le milieu de culture soit en 

permanence renouvelé, identifiant la nécessité de mettre en place des cultures cellulaires en conditions 

dynamiques. Il apparaît également que d’autres facteurs environnementaux soient d’une grande 

importance : forme des cellules, matrice extracellulaire, contacts cellulaires homo/hétéro typiques, 

forces mécaniques (pression et cisaillement) et densité cellulaire108. L’ingénierie tissulaire propose 

alors de nouveaux systèmes de culture pour contrôler ces paramètres environnementaux.  

 

2.1 La matrice extracellulaire  

 
Aujourd’hui la culture cellulaire se fait en boite de polystyrène cristal ou TCPS (« Tissue 

Culture Polystyrène ») sur des surfaces de 10 à 500 cm2 traitées spécialement pour faciliter l’adhésion 

et la prolifération des cellules. Au contact de ces surfaces, de nombreux modèles cellulaires atteignent 

la confluence formant une monocouche tandis que d’autres, comme les hépatocytes primaires vont 

avoir tendance à se détacher et rentrer en apoptose au bout de 24 heures. Cette cellule est considérée 

aujourd’hui comme l’une des plus difficiles à maintenir in vitro. Pourtant son utilisation semble 

primordiale dans la compréhension et dans la modélisation des phénomènes liés au métabolisme. C’est 

pourquoi, de nombreuses équipes d’ingénierie tissulaire ont caractérisé et mis en place des systèmes 

de culture cellulaire apportant un environnement plus approprié au maintien et au développement 

cellulaire. 

 In vivo, les cellules reposent sur une matrice extracellulaire structurée. Ce réseau 

tridimensionnel de macromolécules constitue un support pour l’adhésion, la migration et la survie 

cellulaire. Constituée principalement de polysaccharides (glycosamino/protéoglycanes), de collagènes, 
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d’élastine, de glycoprotéines d’adhérence (fibronectine, laminine, entactine), cette matrice est 

synthétisée par les cellules du tissu conjonctif et les cellules épithéliales109.  Par exemple, les 

hépatocytes reposent sur l’espace de Disse, une matrice riche en macromolécules extracellulaires de 

collagènes I, III, IV, laminine et fibronectine dont la composition exacte reste encore à déterminer 

(figure 9)110.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 9 : Visualisation de l’espace de Disse par immunomarquage à l’or colloïdale du collagène IV 
contenu dans la matrice basale110.  

Le collagène IV est marqué uniquement dans l’espace de Disse (flèches). En effet, on peut remarquer 
l’absence de marquage intracellulaire aussi bien dans la cellule endothéliale (E) que dans l’hépatocyte (H) 
(photo adaptée). 

 

 

 

L’adhésion cellulaire est un paramètre important d’activation intracellulaire qui se fait par les 

hémidesmosomes et les intégrines de surface. Cette activation est déclenchée par des processus de 

transduction qui modulent la sensibilité aux facteurs solubles, régulent la prolifération, induisent 

certains gènes et contrôlent la forme cellulaire109,111. Ainsi, une cellule cultivée sur un gel souple de 

matrice extra-cellulaire ne peut pas s’étaler, limite sa prolifération mais conserve ses fonctions 

spécifiques. Par contre, la même matrice étendue sur une boite de culture rigide, induit un étalement et 

une prolifération qui s’accompagne d’une perte des fonctions111. C’est pourquoi les matrices à base de 

gel de collagène de type I et de laminine (MatrigelTM) sont préférentiellement utilisées pour la culture 
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in vitro des hépatocytes83,83,96,96,112. Placées entre deux couches de matrice ou « sandwich », les 

hépatocytes maintiennent leur forme tridimensionnelle cuboïdale, survivent durant plusieurs semaines 

et conservent leur activité à un niveau plus élevé 86,90,113. La seconde couche de matrice est 

généralement appliquée 24 heures après ensemencement des cellules86. Une étude a cependant montré 

qu’il est préférable de déposer cette couche secondaire juste après inoculation des cellules pour leur 

permettre ainsi de reconstituer les connections cellule-cellule, cellule-matrice, et retrouver une 

polarisation le plus rapidement possible114.  

 

L’utilisation de matrices commerciales n’est cependant pas optimum pour conserver en culture 

les fonctions cellulaires. In vivo, la matrice extracellulaire forme en effet un réseau complexe de 

protéines d’adhésion hautement organisées. Quelques études proposent alors d’utiliser de fines 

tranches histologiques de tissus ou des matrices pré synthétisées par des cellules avant d’ensemencer 

les cellules d’intérêt109,115,116. Les interactions entre les cellules et la matrice extracellulaire sont donc 

importantes pour recréer un environnement cellulaire favorable au développement des cultures.  

 

Le maintien des fonctions cellulaires spécifiques in vitro est également régulé par les 

interactions cellules-cellules. Les communications inter cellules sont en effet impliquées dans la 

prolifération, l’apoptose, le remodelage du cytosquelette, le contrôle de la stabilité tissulaire…24. Ces 

phénomènes de régulation entre cellules sont montrés grâce à la coculture.  

 

2.2 La coculture 

 
Dans le foie, les cellules endothéliales, de Kupffer et de Ito sont identifiées comme étant des 

acteurs participant à la survie, à la différentiation et à la médiation de la toxicité90,117. La coculture in 

vitro n’est pas une tâche facile car elle nécessite une matrice et un milieu de culture en adéquation 

avec chaque type de cellules. Il apparaît cependant que les travaux réalisés sur des cocultures 

présentent des résultats intéressants par le maintien des fonctions, des sécrétions de matrice et des 

morphologies cellulaires au regard de la mono-culture90,118. Par exemple, la culture d’hépatocytes en 

présence de cellules hépitéliales biliaires montre une survie cellulaire et une activité hépatique durant 

2 mois in vitro
119,120.  

 

Différents principes de cocultures ont été étudiés. Ils sont présentés en figure 10(a-g). Certains 

d’entre eux modélisent les échanges entre cellules (échanges paracrines) qui régulent l’activité 

cellulaire (figure 10a, b, f). Ces échanges jouent par exemple un rôle important lors d’infections ou de 

traumatismes du foie. Les cellules endothéliales, de Kupffer et de Ito contrôlent l’inflammation 

hépatique en sécrétant des molécules de signalisation ou proinflammatoires telles que les cytokines, 

l’oxyde nitrique …etc117.  
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D’autres principes de coculture favorisent la modélisation des interactions cellulaires 

homotypiques et hétérotypiques de manière aléatoire (figure 10c) ou contrôlée (figure 10d). Le 

contrôle des types cellulaires est fait sur une surface ou en couches superposées. Pour cela, il est mis 

en place des traitements de surface particuliers. Par exemple, des cellules sont cultivées à 37°C sur un 

revêtement thermo répondant tel que le PIPAAm (poly-N-isopropylacrylamide). En dessous de 32°C, 

la modification chimique du revêtement permet de détacher le tapis cellulaire sans aucune action 

enzymatique maintenant ainsi la matrice extracellulaire et les connexions intactes. Le tapis de cellules 

peut alors être déposé sur une autre monocouche cellulaire afin d’établir de nouvelles communications 

entre les couches (figure 10e)121-124. Le contrôle de la répartition des types cellulaires est également 

réalisé en sphéroïdes (figure 10g). Les agrégats cellulaires d’un premier type cellulaire sont recouverts 

par un deuxième type. L’effet de cette configuration avec des hépatocytes primaires et des fibroblastes 

est intéressant. En effet, les sphéroïdes à double types maintiennent une synthèse d’albumine à 

150µg/mL/j sur 14 jours tandis qu’en simple culture, la production ne cesse de diminuer. Malgré une 

diminution de l’activité des CYP450 suivie par la dééthylation de l’ethoxycoumarine (ECOD), celle ci 

reste 1,5 fois plus élevée en coculture (figure 10h)125. La culture cellulaire en agrégats ou en double 

couches apporte donc de nombreux avantages pour le maintient des fonctions spécifiques. Cependant, 

il est généralement constaté une hypoxie cellulaire au centre des agrégats à cause d’une trop faible 

diffusion de l’O2. 

 

L’utilisation d’insert à membrane dans des puits de culture est une technique aujourd’hui bien 

maîtrisée qui permet de cultiver deux types cellulaires différents, séparés physiquement l’un de l’autre 

(figure 10f). L’influence des sécrétions ou du métabolisme d’un type cellulaire sur un autre peut être 

identifiée117,126,127. Les membranes servent également comme modèle d’absorption en pharmacologie. 

La barrière hémato-encéphalique est par exemple modélisée par la coculture de cellules endothéliales, 

d’astrocytes ou d’explant cérébral128. D’autres modèles proposant de caractériser l’absorption à travers 

divers tissus tels que l’épithélium intestinal, l’endomètre, le derme sont mis en place et utilisés dans 

l’industrie pharmaceutique129-132.  

 

Les membranes ne sont pas uniquement des supports de culture, elles servent aussi 

d’oxygénateur lorsque le tissu est plus épais. Contrairement à une surface plastique de culture 

classique, l’oxygène diffuse par la membrane sous la culture cellulaire133. 

La mise en place de systèmes perfusés permet également d’apporter et de renouveler les 

nutriments et l’oxygène. On parle dans ce cas de bios réacteurs, systèmes dynamiques hébergeant des 

cellules permettant de reproduire certaines fonctions rencontrées in vivo. 
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Figure 10 : Représentation des différentes techniques de coculture (A) (photo adaptée)118 et de l’effet 
associé sur la synthèse d’albumine et la dééthylation de l’ethoxycoumarine (B)125. 
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2.3 Les bioréacteurs 

 

Les membranes en fibre creuse font l’objet de nombreuses études. Initialement conçues pour 

la réalisation de modules de dialyse, les fibres creuses offrent une surface d’échange importante pour 

un encombrement minimum. En perfusion, les fibres forment un réseaux de distribution d’oxygène et 

de nutriments similaire aux vaisseaux sanguins134. La fibre protège aussi les cellules du cisaillement 

engendré par l’écoulement. Certaines études proposent également d’immobiliser les cellules dans des 

gels, capsules ou billes de polymères afin de conserver un environnement 3D en matrice poreuse134,135. 

Les matériaux utilisés sont le poly-HEMA, le chitosan, le collagène, l’alginate113,134-137… La porosité 

de ces matrices autorise les échanges de petites molécules entre l’intérieur et l’extérieur tout en 

protégeant les cellules du cisaillement engendré par le flux135. Ces systèmes bio artificiels, une fois 

introduits dans un circuit extracorporel, ont pour objectif de suppléer les fonctions principales du foie 

lors d’une hépatite fulminante généralement fatale pour le patient135. Ce type de bioréacteurs pourrait 

également à terme être utilisés en pharmacologie comme modèle d’organe perfusé56,87,94,138.  

Plusieurs systèmes mettant en jeu différents types cellulaires ont déjà été présentés pour 

modéliser grâce à la perfusion, les phases ADME de substances et métabolites entre plusieurs 

compartiments139-141. On note par exemple un modèle foie-poumon au contact du naphtalène (figure 

11a)140 et un modèle d’absorption foie-intestin en présence du benzo[a]pyrène(figure 11b)139,141. 

 

Malgré un effort d’optimisation pour limiter les volumes morts au sein des bio réacteurs, la 

perfusion introduit un volume de liquide souvent important (tuyaux, connecteurs, pompes, réservoirs). 

Ceci conduit alors à une dilution des substances synthétisées par les cellules nécessitant des moyens de 

détection très sensibles90.  

 

Les nouvelles technologies comme les microtechnologies développées depuis une vingtaine 

d’années pour la microélectronique permettent de fabriquer des microbioréacteurs sur des surfaces de 

quelques centimètres carrés. De nouveaux processus de fabrication et matériaux biocompatibles 

facilitent la réalisation à l’échelle micrométrique de systèmes destinés aux applications biologiques. 

Cette miniaturisation permet notamment de réduire les coûts en diminuant les quantités de réactifs et 

les temps de réaction nécessaire. Ceci conduit alors à de meilleures sensibilités. De nombreuses 

applications biomédicales voient ainsi le jour avec par exemple la réalisation de systèmes d’analyses et 

de diagnostiques portatifs, des implants pour le relargage contrôlé de substances thérapeutiques, des 

systèmes en parallèle pour le criblage à haut débit ou de nouveaux modèles de culture cellulaire 

comme les puces à cellules (cells on chip) que l’on appellera « biopuce » dans la suite du manuscrit142-

146… 
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Figure 11 : Schémas de systèmes perfusés modélisant les phases ADME de substances et métabolites dans 
différents compartiments cellulaires139-141. 
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3. Les nouveaux modèles cellulaires in vitro liés aux microtechnologies 

 

Aujourd’hui, le couplage de plusieurs domaines autour des microtechnologies offre de 

nouvelles perspectives aux biologistes dans la construction de modèles cellulaires in vitro plus 

pertinents. Ainsi, la microfluidique, les sciences des matériaux et l’ingénierie tissulaire permettent 

conjointement de contrôler l’environnement à l’échelle cellulaire. L’objectif est de reproduire le plus 

fidèlement possible les paramètres rencontrés in vivo afin de conserver de manière optimale l’activité 

spécifique des cellules. Ceci conduit à la mise en place de nouveaux modèles de cultures cellulaires en 

biopuces dont l’une des applications est de tester l’effet de produits chimiques et pharmacologiques.  

 

3.1 La microfluidique 

 
La fabrication de microcanaux permet la manipulation de fluides dans des réseaux de canaux 

dont deux dimensions sont à l’échelle micrométrique. Cela a donné naissance à une nouvelle 

discipline qui est la microfluidique étudiant le comportement des fluides dans ces microgéométries.  

Les petites dimensions imposent des écoulements laminaires (très faibles nombres de 

Reynolds) à l’intérieur des réseaux (figure 12a). Ceci permet d’éliminer les phénomènes complexes 

turbulents rencontrés à une plus grande échelle147-150. La miniaturisation du réseau fluidique réduit de 

manière importante les volumes utilisés diminuant ainsi les coûts et réduisant les risques lors d’études 

sur des produits hautement toxiques. De plus, l’augmentation du ratio surface/volume150,151 permet 

d’accélérer les réactions chimiques. Suivant la configuration du réseau de distribution microfluidique, 

des opérations multiples de dilution, séparation et adressage sont réalisables dans des puces de 

quelques centimètres carrés152,153. Des gradients de températures ou gradients de concentration 

(molécules, protéines, facteurs de croissances et substances chimiques) sont réalisables uniquement 

par cette technologie (figure 12b)154. 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 12 : Visualisation de l’écoulement laminaire dans un canal (a) et module de dilution (b) 153.  

(a) (b) 
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3.1.1 Phénomène de transport 

 

Il est ainsi possible de reproduire des phénomènes de transport ou de consommation proche de 

la physiologie. La perfusion en volume restreint sur une culture de cellule permet de former des 

gradients de concentration d’espèces chimiques dans des bioréacteurs cellulaires miniatures ou 

biopuces. Les cinétiques chimiques sont évaluées par des coefficients comme le nombre de Péclet ou 

le nombre de Damköhler qui prennent en compte la vitesse de diffusion, la vitesse de réaction et le 

débit à l’intérieur de la chambre. L’oxygène est par exemple consommé graduellement par des 

hépatocytes entre l’entrée et la sortie de la chambre de culture créant une zonation comme dans le foie. 

Tout le long de ce gradient d’oxygène, les hépatocytes cultivés présentent des taux d’activité des 

CYP450 différents (figure 13)155.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 13 : Représentation du gradient d’oxygène dans une biopuce et activité des CYP3A4 associée au 
positionnement des hépatocytes. 

La quantification des CYP3A4 est présentée en densité optique relative pour des western blot réalisés sur 
les cellules cultivées dans 4 zones différentes de la chambre (photo adaptée) 155. 

 

 

La perfusion participe ainsi au remodelage et à l’organisation du tissu cultivé par le transport 

de nutriments aux cellules mais également par l’élimination des déchets cellulaire. Techniquement, la 

perfusion est réalisée à l’aide de pousse-seringues ou de pompes péristaltiques156. Elle est effectuée en 
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circuit ouvert ou en boucle de recirculation. En circuit ouvert, le milieu de culture traverse la chambre 

de culture puis est éliminé ou collecté pour analyses. Les sécrétions et déchets cellulaires sont alors 

éliminés en permanence et la composition du milieu perfusé est constante. En boucle de recirculation, 

le milieu de culture circule plusieurs fois dans la chambre de culture. Les sécrétions et déchets sont 

dilués dans le réservoir de milieu avant d’être à nouveau au contact des cellules. La composition du 

milieu perfusé dépend du temps et de la vitesse de circulation ainsi que de l’activité cellulaire156. 

 

 

3.1.2 Stimulations mécaniques 

 

La perfusion du fluide sur les cellules crée un cisaillement (chargement mécanique) qui 

déclenche des signaux de mécano-transduction de la membrane jusqu’au noyau. La morphologie, la 

structure cellulaire ainsi que l’expression de certains gènes sont modifiés. L’effet est différent selon 

les types cellulaires. Ainsi, le cisaillement est bénéfique pour les cellules endothéliales et participe au 

maintien de l’homéostasie vasculaire. De même, les hépatocytes en cultures dynamiques préservent 

leur activité pour des cisaillements inférieurs à 0,033 Pa. Par contre, les taux supérieurs à 0,5 Pa 

réduisent de manière importante leur sécrétion en albumine et urée157. Le cisaillement peut également 

désorganiser le tissu. Ceci est montré avec des cellules de tubule rénal distal comme les MDCK qui se 

détachent rapidement pour des taux de cisaillement supérieurs à 0,002 Pa158. Il est alors impératif de 

contrôler le flux afin de travailler dans des gammes de cisaillements acceptables pour les cellules 

utilisées.  

 

Le milieu de culture étant la source principale de nutriments et d’oxygène, il est parfois 

nécessaire d’augmenter le débit de perfusion afin de subvenir aux besoins des cultures qui en se 

développant, nécessitent un apport croissant. Des études proposent alors d’intégrer des obstacles afin 

de protéger les cellules des cisaillements engendrés par la perfusion. Ces topographies de surface ou 

microstructures introduisent des espaces à faibles vitesses et permettent de contrôler les écoulements 

sur les tapis cellulaires156,157,159 (figure 14), tout en apportant les nutriments nécessaires à la 

consommation cellulaire. Un flux principal, relativement important circule au-dessus des 

microstructures, tandis qu’un flux secondaire, plus faible entre les microstructures, permet le 

développement des cultures sur la surface.  

 

Le rôle des microstructures ne s’arrête pas uniquement à la conduction du flux. En effet, 

suivant la taille et la géométrie, des études montrent également une influence de cette topographie sur 

la réorganisation tissulaire. 



Bibliographie 

___________________________________________________________________________ 

 49 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 14 : Représentation graphique du profil de vitesse dans un bioréacteur plat microstructuré. Les 
microstructures délimitent des zones à faible vitesse protégeant les cellules des cisaillements157. 

 

 

3.2 Science des matériaux/biomatériaux et microfabrication 

 

3.2.1 Topographie de surface 

 

En plus de réduire les cisaillements sur la surface de culture, la littérature montre que les 

microstructures influencent la réorganisation tissulaire. Dans leur environnement, les cellules reposent 

sur une matrice extracellulaire accidentée faite de trous, de bosses et de fibres. Ces aspérités de surface 

sont reconnues depuis longtemps comme étant des acteurs influençant l’orientation, la migration et 

l’organisation du cytosquelette160. Les études du comportement de cellules à l’intérieur de 

microstructures ont débuté sur des microsillons (V groove). Récemment, la microfabrication a permis 

d’étendre ces études à différentes formes de microcanaux (rectangulaires, circulaires, arc de cercle et 

micro-puits). L’organisation du cytosquelette et la morphologie cellulaire sont influencées par des 

structures de quelques microns. Par exemple, des cellules musculaires de cordon ombilical (HUVS-

112D) cultivées sur des microstructures de 19 µm de large présentent un meilleur alignement des 

filaments d’actine (figure 15) au regard des plus grandes largeurs de microstructure (50 et 80 µm)161. Il 

apparaît également que l’adhésion et la production de matrice extracellulaire sont favorisées par la 

rugosité de surface160. Ceci est retrouvé également par un remodelage de la fibronectine créant des 

interconnections physiques entre les cellules HUVS-112D161. 

 

Certaines dimensions de microstructures influencent la réorganisation et le développement 

embryonnaire. Ainsi, pour des cultures de foie d’embryons de poulets, une migration de plus de 12% 

de l’explant est observée durant 14 jours de culture, dans des microsillons rectangulaires de 150 x 135 

µm162.  
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Figure 15 : Photos de cellules musculaires de cordon ombilical sur des topographies microstructurées. 

L’alignement des cellules se fait dans le sens des microstructures et est conservé à la confluence. Sans 
microstructures, les cellules adhèrent de manière désordonnée (photos adaptées)161. 

 

 

 

3.2.2 Microfabrication et biomatériaux 

 
L’application de la microfabrication en biologie se fait grâce à divers aspects fondamentaux 

qu’on en commun ces deux disciplines. L’utilisation de milieu aseptisé et la mise en place de 

scellements hermétiques sont des exemples163. Traditionnellement, le verre et le silicium sont 

employés en microfabrication (figure 16a). Or, ces matériaux (silicium notamment) et les procédés de 

fabrication associés sont incompatibles avec le monde du vivant. Des techniques de fabrication, dites 

« douces » ou de prototypage rapide sont alors proposées164-166 pour travailler sur des matériaux 

polymères biocompatibles et/ou biodégradables. Le principe de base consiste à mouler des polymères 

biocompatibles tels que le Poly-carbonate (PC) (figure 16b), le Poly-styrène (PS) (figure 16c), le Poly-

diméthylsiloxane (PDMS) (figure 16d), le Poly-méthylméthacrylate (PMMA), l’Isobornyl-Acrylate 

(IA) et le Poly-imide (PI)167. Le moulage de biomatériaux biodégradables comme par exemple le Poly-

caprolactone-lactide est également proposé en vue d’une implantation chirurgicale168. Les différentes 

formes physico-chimiques disponibles de ces polymères permettent de mieux contrôler l’interface 

matériau/tissu biologique169. Certains de ces polymères comme le PDMS offrent une excellente 

transparence, permettant ainsi de visualiser in situ, les cultures cellulaires par microscopie optique. 

Ces nouvelles techniques de fabrication destinées à la culture cellulaires sont intégrables dans des 

puces utilisant des techniques verre/silicium pour le développement de biocapteurs comme les 

capteurs à pH, glucose ou oxygène. La complémentarité des matériaux associés aux techniques 

diverses de microfabrication permet ainsi de mettre au point des biopuces à contenance biologique et 

électronique. Des électrodes métalliques, incorporées dans les biopuces comme biocapteur (glucose, 

insuline, oxygène …) permettent alors par mesure ampérométrique, de suivre en temps réel l’évolution 

et l’activité de la culture cellulaire (figure 16e 16f)167. Les électrodes servent également au contrôle de 

19µm 50 µm 0 µm 
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l’arrangement cellulaire170. Ceci permet d’organiser différents types cellulaires les uns avec les autres 

afin de produire des systèmes de culture in vitro encore plus proche des conditions in vivo. 

 

 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 16 : Photos de biomatériaux transparents microfabriqués et électrodes intégrées. 

(a) Pièce de Polycarbonate micro-usinée (www.designfax.net). (b) Réseaux microfluidiques gravés dans le 
verre (www.translume.com). (c) Réseau microfluidique fabriqué par superposition de feuilles de 
polystyrène thermoplastiques171.  (d) Micro-chambre de PDMS sur lame de verre (www.isas.de). (e, f)  
Electrodes recouvertes de PDMS sur lequel des fibroblastes sont cultivés167. 
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3.3 Ingénierie tissulaire et microtechnologie 

 

L’ingénierie tissulaire reproduit in vitro un certains nombres de paramètres physiologiques. 

Nous avons vu que les modèles de coculture en boîte de Pétri standard apportent de bons résultats avec 

par exemple le maintien des fonctions cellulaires in vitro. Aussi, le positionnement cellulaire fait 

l’objet de nombreuses études. En effet, le contrôle de l’organisation de plusieurs types cellulaires 

permet de reconstruire des tissus de plus en plus complexes. Les nouvelles technologies permettent de 

contrôler l’arrangement des cellules sur une surface. Pour cela, des techniques de préparation de 

surface par dépôts de protéines d’adhésion ont été mises au point.  

 

3.3.1 Contrôle de l’adhésion et de l’arrangement cellulaire sur une surface 

 
Les techniques de lithographie douce permettent de déposer localement une matrice 

extracellulaire sur une surface bien définie. Ceci conduit à la délimitation de zones d’adhésion 

préférentielles et à la mise en place de cultures cellulaires organisées sur une échelle de 10 à 300 µm. 

Cette technique est communément appelée le micropatterning. L’organisation des cultures cellulaires 

se fait par la mise en œuvre de pièces microstructurées utilisées comme micro tampon (figure17a). Ces 

pièces servent à délimiter les zones sur lesquelles des molécules d’intérêts ou des protéines de la 

matrice extracellulaire sont déposées172-175.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 17 : Principe de dépôt de matrice extracellulaire par tampon de PDMS (a) et exemple de culture 
d’hépatocytes et de fibroblastes (photo adaptée)175,176. 

 
 

Différents types cellulaires sont ainsi cultivés sur une même surface (figure17b). Le contrôle 

des interactions hétérotypiques est réalisé par les quantités de cellules de chaque type en contact175,177. 

Ainsi, il est montré que les performances d’une coculture de fibroblastes et d’hépatocytes sont 

directement liées au nombre de fibroblastes. Les quantités d’urée et d’albumine synthétisées par les 
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hépatocytes sont plus importantes pour un ratio fibroblastes/hépatocytes de 6/1 en comparaison des 

synthèses réalisées au ratio 0,5/1 (figure17c)176,178.  

 

La délimitation des zones d’adsorption des protéines d’adhésion peut être également réalisée 

avec des pochoirs ou des réseaux de canaux172,173. Dans ce cas, les puits du pochoir ou les canaux du 

réseau microfluidique sont remplis de la solution protéique. Après adsorption des protéines sur la 

surface, le pochoir ou réseau est enlevé de la surface sur laquelle les cellules sont ensemencées. Les 

tampons, pochoirs et réseaux sont utilisés comme outils de préparation à la surface de culture. 

Différentes combinaisons sont réalisables sur les surfaces afin de travailler avec des contacts 

cellulaires différents.  

 

La mise en œuvre des techniques par tampon et pochoir est incompatible en biopuce fermée 

car il est impossible d’atteindre la surface d’adhésion. La préparation de la surface de culture est alors 

réalisée par perfusion/adsorption de matériels ou protéines d’intérêts ce qui permet de contrôler 

l’adhésion cellulaire. 

 

 

3.3.2 Contrôle de l’adhésion et de l’arrangement cellulaire en biopuce 

 

L’adhésion cellulaire est contrôlée en biopuce par le dépôt de protéines de la matrice extra-

cellulaire. Les dépôts sont réalisés de manière statique (sans perfusion) ou de manière dynamique 

(avec perfusion). L’objectif de ces dépôts est d’immobiliser des cellules dans une zone prédéfinie de la 

biopuce.  

 

33..33..22..aa))  DDééppôôtt  ssttaattiiqquuee  ddee  pprroottééiinneess  

 

Le dépôt de protéines en biopuce se fait par le remplissage des canaux microfluidiques d’une 

solution contenant une ou plusieurs protéines d’intérêts. La solution est alors incubée durant plusieurs 

minutes afin de permettre aux protéines de s’adsorber sur les parois. Dans le cas d’un réseau 

temporaire, la surface utilisée est recouverte uniquement à l’endroit des canaux (figure 18a). Dans le 

cas d’un réseau permanent, la protéine s’adsorbe sur toutes les parois des canaux. L’adhésion des 

cellules se fait sur la surface par sédimentation, de manière aléatoire. De nombreuses matrices telles 

que le collagène, la laminine, la fibronectine ou la poly-L-lysine sont aujourd’hui utilisées avec 

succès. Cette technique permet de recouvrir entièrement la surface interne des biopuces et facilite la 

mise en culture. Le contrôle du dépôt de protéines d’adhésion dans une région spécifique est réalisé en 

dynamique. 
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33..33..22..bb))  DDééppôôtt  eett  aarrrraannggeemmeenntt  cceelllluullaaiirree  uuttiilliissaanntt  llaa  ddyynnaammiiqquuee  

 

Les techniques précédemment décrites dans la partie 3.1 concernant la microfluidique sont 

utilisées. Les propriétés d’écoulement des fluides en microcanaux sont exploitées pour contrôler le 

dépôt de matrices extracellulaires ou la polymérisation de matrices in situ. Ces techniques font appel  à 

des canaux multiple-entrées qui permettent de faire circuler de manière laminaire plusieurs fluides.  

Afin de contrôler l’arrangement cellulaire, l’un des fluides perfusé est chargé avec une 

protéine. La protéine s’adsorbe sur la surface, le long du chemin de circulation du fluide dans lequel 

elle est diluée. Après rinçage des produits de perfusion, les cellules sont ensemencées. La protéine 

d’adhésion étant adsorbée que dans une partie du canal, les cellules adhèrent préférentiellement dans 

cette même partie, ce qui permet de créer le patterning. Le même principe de circulation laminaire est 

également utilisé pour polymériser une matrice de manière non uniforme dans un canal. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 18 : Dépôt de matrice (a) et encapsulation de cellules dans un réseau micro-fluidique (b) avec 
synthèse d’albumine (c) (photos adaptées)175,179. 
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Les fluides mis en circulation dans le canal multi-entrées sont le polymère en solution et un 

agent réticulant. Une fois que les fluides circulent parallèlement dans le canal, la perfusion est arrêtée 

ce qui permet à l’agent réticulant de diffuser dans le polymère et de le réticuler. La matrice formée est 

ainsi localisée sur le chemin de circulation172. Cette technique est par exemple appliquée à la 

polymérisation d’hydrogels comme le Poly-Ethylène-Glycol (PEG) ou de matrices peptidiques 

(Puramatrix) contenant des cellules (figure 18b)179,180. Les cellules sont ainsi encapsulées et cultivées 

en amas dans la biopuce. Avec cette configuration, la synthèse d’albumine est multipliée par 4 en 

comparaison des cultures en boite de Pétri (figure 18c).  

 

Le couplage d’un canal multi-entrée précédé d’un module de dilutions successives permet de 

réaliser des gradients de concentrations dans le canal. Le dépôt d’une matrice protéique est mis en 

place dans un canal de manière graduelle. Il est également possible de réaliser des gradients opposés 

de plusieurs protéines à l’intérieur du micro-canal. Ces techniques de gradients protéiques permettent 

par exemple d’évaluer de manière rapide quel ratio protéique optimum convient le mieux à la culture 

cellulaire in vitro sur double matrice. L’application de ce procédé est également de recréer certains 

aspects rencontrés in vivo : des gradients de concentrations opposées de laminine et de collagène I sont 

par exemple utilisés pour déposer une matrice mimant la crypte intestinale (figure 19). L’expression 

de marqueurs protéiques du cycle cellulaire tels que p27 (cyclin-dependent kinase inhibitor) et PCNA 

(proliferating cell nuclear antigen) sont alors exprimés différemment par les cellules suivant la zone 

dans laquelle elles sont cultivées181.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 19 : Modélisation du gradient protéique de la crypte intestinale par module de dilution (photo 
adaptée)181.  
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Ces différentes techniques statiques et dynamiques permettent de contrôler l’arrangement 

cellulaire en biopuce. L’adhésion et l’arrangement cellulaire sont alors réalisés dans des zones 

d’écoulement. Le patterning cellulaire pour des motifs complexes est cependant difficilement 

réalisable avec ces techniques. Un contrôle extérieur est alors nécessaire ce qui donne lieu à de 

nouveaux procédés de patterning in situ.  

 
 

33..33..22..cc))  AArrrraannggeemmeenntt  cceelllluullaaiirree  ppaarr  ccoonnttrrôôllee  eexxtteerrnnee  

 

Classiquement, les cellules ensemencées sans contrôle extérieur adhèrent sur la surface de 

manière aléatoire182. Le contrôle du positionnement cellulaire avant adhésion peut alors être réalisé par 

centrifugation-hydrodynamisme182, compression183 ou magnétisme170.  

La centrifugation met le fluide en mouvement (hydrodynamisme) entraînant les cellules vers 

les parois par les écoulements. Des espaces ménagés dans les parois retiennent les cellules comme un 

filtre184,185. Lorsque la centrifugation est arrêtée, le fluide s’immobilise. Les cellules tombent alors sur 

la surface et adhèrent. Ceci permet par exemple de positionner des cellules le long d’une paroi (figure 

20a)182. 

Après ensemencement cellulaire d’une première couche cellulaire, une compression appliquée 

sur le tapis cellulaire de manière localisée par des micro-piliers induit une mort cellulaire localisée. 

Les zones comprimées peuvent être alors débarrassées des cellules laissant des surfaces disponibles 

pour un second ensemencement avec un deuxième type cellulaire (figure 20b). La taille et la forme des 

micro-piliers sont variables, laissant le choix de la complexité du motif183.  

 

L’application d’une force extérieure facilite le contrôle de l’arrangement cellulaire in situ. 

Ceci permet de déplacer dans des zones distinctes une population cellulaire avant adhésion. Ce 

contrôle est également réalisable sur cellule unique.  

L’utilisation d’un champ électrique pour positionner des cellules permet d’atteindre des 

résolutions plus fines. De plus, les cellules ne subissent pas de dommages physiques et de déformation 

membranaire. Quelques exemples de faisabilité sont présentés dans la littérature. Des cellules HepG2 

et HUVEC sont par exemple positionnées de manière à mimer le motif trabéculaire du foie en biopuce 

(figure 20c)170. L’application d’un champ électrique dans un gel de PEG permet également le contrôle 

de la position spatiale des cellules avant polymérisation186.  

Le positionnement des cellules en micro-environnement est aussi réalisé par la polymérisation 

de gels. Bien que cette technique soit applicable avec plusieurs types cellulaires187-189, les contacts 

hétérotypiques ne sont cependant pas rétablis. Un greffage sélectif de protéines sur microstructures 

laisse cependant envisager d’une possibilité de patterning cellulaire sur une surface topographiée190.  
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Figure 20 : Positionnement de cellules dans une biopuce par centrifugation-hydrodynamisme (a), 
compression (b) et champ électromagnétique (c) (photos adaptées)170,182,183. 
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Les nouveaux modèles cellulaires in vitro en biopuce font appel à différentes disciplines telles 

que la microfluidique, le domaine des matériaux et l’ingénierie tissulaire. Ces domaines participent 

conjointement à la conception, au design, à la fabrication et à la mise en œuvre des biopuces. Les 

nombreux travaux réalisés dans ces domaines démontrent la faisabilité de ces techniques permettant la 

culture de cellules en biopuces. Certains travaux présentent la miniaturisation de processus 

fonctionnant déjà à l’échelle macroscopique (perfusions, cocultures, arrangements cellulaires …). 

Cette réduction d’échelle sert par exemple à paralléliser plusieurs chambres de culture pour réaliser 

différents tests simultanément. D’autres études par contre développent de nouveaux aspects grâce à la 

réduction d’échelle (gradients de concentrations, gradients surfaciques …). La combinaison de ces 

aspects d’ingénierie pourrait rapidement conduire à la mise en place de systèmes de cultures 

performants pour diverses applications telles que la toxicité, la reconstruction de tissus...  

 

 

3.4 Les biopuces 

 
3.4.1 Vers de nouveaux outils de screening 

 

Les microtechnologies, de part la miniaturisation, permettent le suivi de l’activité cellulaire et 

métabolique électrochimiquement ou/et optiquement in situ des cultures sans causer de dommages ou 

de perturbation au tissu. Grâce aux nombreux biocapteurs développés ou à l’aide de sondes 

fluorescentes aujourd’hui disponibles sur le marché, le suivi peut être réalisé de manière ciblée191 et en 

temps réel167,192-194. La viabilité des cellules cultivées au centre d’un microcanal est ainsi suivie à l’aide 

de la calcein AM191. Des cinétiques d’activité des facteurs de transcription par la GFP (Green 

Fluorescent Protein) sont récoltées durant la culture. Ces systèmes permettent d’économiser les 

nombreux mois nécessaires à la culture et à l’obtention des résultats par les techniques cellulaires et 

moléculaires conventionnelles195. En effet, l’activité étant suivie in situ, sans lyse cellulaire ou 

détachement enzymatique, il est alors possible de réutiliser plusieurs fois le système de culture pour 

réaliser différentes études. Ceci permet par exemple de réaliser un criblage de plusieurs concentrations 

d’intérêts193.  

La parallélisation de microchambres en biopuce apporte également de nouvelles perspectives 

dans le criblage de molécules à haut débit (figure 21a)196. Actuellement, le criblage est réalisé avec des 

plaques 96 et 384 puits. Ceci implique une attention toute particulière de l’expérimentateur lorsque le 

travail est réalisé manuellement ou un investissement onéreux en robotique. De plus, l’évolution vers 

des plaques contenant un plus grand nombre de puits paraît actuellement difficile à cause d’une 

évaporation incontrôlée197. L’évaporation existe également en biopuce156, mais la rapidité et la 

reproductibilité de manipulation des petits volumes sont des atouts. Egalement, le développement de 

micro-actionneurs tels que des pompes198, des valves166,199,199, des micro-mélangeurs147,148… amène a 
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réaliser de nombreuses actions sur les fluides et les cellules pour la mise en place de laboratoires 

intégrés sur puce (Lab on chip) (figure 21b)142,143,200. Par l’utilisation d’un réseau microfluidique, 

plusieurs chambres de culture cellulaire sont ainsi connectées les unes avec les autres en série et en 

parallèle. Différentes études montrent la faisabilité de coupler des modules de dilution sur des puces 

multi-entrées pour tester des gammes de concentrations d’une substance sur un ou plusieurs types 

celulaires146,154,192,194-197. L’utilisation de plusieurs types cellulaires dans des chambres de culture en 

série peut amener à une interaction d’un type de cellules sur un autre.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 21 : Photo d’une biopuce multi-chambres de screening à haut débit195 et d’un laboratoire sur puce 
de purification d’ADN200. 

(a) Un adressage spécifique est réalisé par des valves (rouges et vertes) qui dirigent l’écoulement. Il est 
ainsi possible d’ensemencer plusieurs types cellulaires en même temps dans des colonnes voisines sans 
contamination d’une colonne à l’autre grâce à ce dispositif d’actionneurs. (b) Muni de pompes et de 
valves, ce laboratoire sur puce collecte, lyse les cellules pour extraire l’ADN. 

(b) 

(a) 
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Le concept « animal/human on chip » propose alors de recréer les interactions métaboliques et 

cinétiques rencontrées dans un organisme entre des chambres de culture interconnectées. Les 

paramètres de distribution, les temps de résidence du milieu circulant sont pris en compte comme dans 

un modèle PBPK (figure 22)201. L’extrapolation des modèles d’une espèce à l’autre peut alors être 

évitée par la mise en culture des cellules directement liées à l’espèce étudiée. Le contrôle de tout les 

paramètres sur la puce offre également l’opportunité de raffiner les modèles PBPK existant, de mieux 

cibler le criblage pharmaceutique, conduisant in fine à la réduction importante des modèles in vivo
202. 

La mise en œuvre de ces dispositifs est en réalité difficile et requiert beaucoup d’attention. Chaque 

type cellulaire nécessite des soins particuliers. Les adipocytes 3T3-L1 utilisés pour cette étude doivent 

par exemple être ensemencés deux jours avant les cellules pulmonaires L2 et les hépatomes 

HepG2/C3A afin de se différencier et d’accumuler des lipides intracellulaires. L’ensemencement doit 

également être réalisé avec la plus grande attention afin qu’aucune cellule d’un type cellulaire ne 

vienne contaminer la chambre d’un second type197,202. Le développement de micro-actionneurs 

microfluidiques qui se fait actuellement en parallèle des cultures cellulaires en biopuce pourrait 

rapidement apporter des solutions techniques à la bonne réalisation de ces puces multi-

compartimentées196. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 22 : Représentation et photo de la biopuce Human on Chip. 

Le réseau est mis en valeur avec une encre jaune. Cette puce est utilisée pour modéliser des étapes de 
bioaccumulation, biotransformation et biodistribution du Naphtalène dans 3 chambres de culture 
cellulaire simulant différents organes tels que le foie, les poumons, le tissu adipeux. La 4eme chambre étant 
pour cette étude un compartiment de micro-écoulements (photo adaptée)202. 
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3.4.2 Vers de nouveaux bioréacteurs 

 

In vivo, la densité cellulaire est très élevée. On estime seulement à 2,5.106 cellules/cm3 la 

densité cellulaire en boite de culture standard. De nombreuses études présentent des problèmes liés à 

l’oxygénation du tissu dès qu’il est tenté de faire de la culture à haute densité. Aussi, sous forme 

d’agrégats, il est observé que les cellules au centre de l’amas ne reçoivent pas assez d’oxygène et 

présentent une hypoxie. L’apport de nutriments et d’oxygène in vitro peut donc être considéré comme 

limitant pour le développement de cultures cellulaires à forte densité. Considérant la répartition des 

hépatocytes au sein du foie, il peut être remarqué que chaque travée hépatocytaire est bordée de 

vaisseaux sanguins, nécessaires à la bonne irrigation des 3.108 cellules/cm3. L’utilisation 

d’oxygénateurs, de matériaux perméables à l’oxygène tels que le PDMS ou de flux secondaires sont 

alors préconisés pour permettre à la culture cellulaire de se développer (figure 23a)203-206,206,207.  

 

L’étude de ces biopuces de quelques centimètres carrés dans lesquelles tous les paramètres ont 

été définis et contrôlés pourrait également amener à la mise en place de bioréacteurs multi-

compartimentés. L’empilement de plusieurs de ces biopuces reliées les unes avec les autres peut 

aujourd’hui conduire au développement de bioréacteurs macroscopiques dont l’architecture de base est 

définie de manière microscopique205,208. Une étude présente en effet la faisabilité d’empiler dans un 

carter de fluidisation, plusieurs substrats microstructurés préalablement développés en biopuce. Le 

concept de ce bioréacteur rappel un lobule hépatique. La fluidisation est plus proche de la physiologie 

en se faisant de l’extérieur vers l’intérieur sur chaque surface de culture (figure 23b)208. Un autre 

concept consiste également à empiler plusieurs fois la même biopuce afin d’augmenter la quantité de 

cellules. Une fluidisation supplémentaire accroît l’apport d’oxygène à travers les parois perméables de 

PDMS205.  
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Figure 23 : Représentations d’un microréacteur hépatique en polycarbonate (a) et d’un bioréacteur 
constitué de l’empilement de substrats microstructurés en verre(b)208. 

(a) Le système intérieur de culture cellulaire est constitué d’une membrane (représentée en bleue) qui 
retient les hépatocytes au fond des micro-puits. Un flux secondaire traversant la membrane permet 
l’oxygénation des amas cellulaires en leur centre (photo adaptée)206,207. 

 
 

Ces concepts de bioréacteurs utilisent généralement les cellules adhérées aux 

parois196,207,209,210. Par contre, d’autres microréacteurs maintiennent des C3A ou des cellules primaires 

hépatiques en piégeant les cellules a forte densité dans des puits micro-perforés184,211. Les cellules 

perfusées dans ces puits sont alors piégées par hydrodynamisme et s’agrègent les unes contre les 

autres (figure 24a). La taille de l’agrégat est contrôlée par la largeur (50 µm) et la hauteur (30 µm) du 

puits. La faible épaisseur (30 µm) et les perforations fréquentes dans les parois offrent une diffusion 

rapide (<1s) des nutriments dans tout le tissu. Cette technique de répartition et de distribution du 

milieu de culture est également utilisée en chambre de culture. Ceci permet une perfusion uniforme sur 

l’ensemble de la culture196,209,210.  
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L’un des objectifs de la culture cellulaire sous perfusion est de maintenir les caractéristiques 

du tissu le plus longtemps possible. Le développement de biopuces pour le criblage de substances 

chimiques et pharmaceutiques rejoint complètement cette ligne directrice car de nombreux tests 

chroniques sont à modéliser. Les tests d’expositions chroniques sont réalisés sur des périodes de 

quelques mois à plusieurs années in vivo. La modélisation in vitro de ces tests serait alors adéquate sur 

des périodes allant dans un premier temps de quelques semaines à plusieurs mois. Les études ici 

présentées montrent la faisabilité de maintenir les biopuces entre 1 et 2 semaines. Ceci nécessite alors 

de préserver de bonnes conditions de culture qui sont la température, le pH, le CO2 en atmosphère 

humide, le renouvellement régulier du milieu de culture … Généralement, ces dispositions sont mises 

en œuvre par l’intégration des microréacteurs dans les incubateurs classiques de culture cellulaire156. 

Sous un microscope, la biopuce est généralement placée dans une chambre thermostatée ou sur un 

diffuseur de chaleur transparent à l’oxyde d’indium-étain (ITO)196. Cependant, l’utilisation de 

matériaux peu perméables comme le polycarbonate nécessite par exemple d’intégrer des systèmes 

automatisés de sondes à pH et O2
206,207. 

 

Dans de bonnes conditions de culture, la viabilité des cellules cultivées en biopuce est 

maintenue. Certaines études montrent également une prolifération cellulaire importante en 2D ou 3D 

suivant les topographies de surfaces (figure 24b)209,210. Cela dépend du type cellulaire étudié. Ainsi, 

des cellules cancéreuses auront une prolifération supérieure aux cultures réalisées avec des cellules 

primaires. Le contrôle de l’activité cellulaire permet alors de déterminer l’état de la culture en 

biopuce156. Des prélèvements du milieu de culture sont par exemple dosés pour déterminer la 

consommation de glucose, les synthèses d’albumine et d’urée pour les hépatocytes204,210,211. Reconnue 

comme diminuant très rapidement in vitro, l’activité métabolique de phase I et II est également suivie 

afin de valider les conditions de culture et la possibilité de tester différentes substances dans les 

microréacteurs. Cette activité est suivie par des sondes fluorescentes couplées à la résorufine. Elle est 

également quantifiée par la détection, dans le milieu de culture, de certains métabolites dérivés de la 

testostérone et de la coumarine grâce à l’HPLC64. Enfin, il est également possible de suivre l’activité 

de synthèse des enzymes du métabolisme ou des ARNs codant pour ces enzymes par Western-blot ou 

PCR quantitative. Ainsi, certains microréacteurs ont montré une stabilisation de l’activité métabolique 

(CYP 1A) du tissu cultivé après 7 jours, amenant à de possibles tests métaboliques206.   
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Figure 24: Photos du puits perforé permettant la culture d’hépatocytes à forte densité184 et de 
microstructures avant et après colonisation cellulaire210. 

(a) Les parois perforées retiennent les cellules qui s’agglutinent au fond du puits. Ces mêmes perforations 
servent à alimenter les cellules en milieu nutritif. (b) Dans cette biopuce en PDMS, les microstructures 
sont positionnées dans le sens du flux. En 10 jours, les cellules fœtales hépatiques ont complètement 
colonisé les microstructures dans les trois dimensions, atteignant 3.107 cellules/cm3 (photos adaptées) 
184,210. 
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4. Conclusion et introduction du sujet  

 

De nombreux paramètres interviennent dans le devenir d’une substance au sein d’un 

organisme. Depuis l’absorption, jusqu’à l’élimination, une cascade d’événements biochimiques est 

susceptible de provoquer des effets secondaires ou de rendre une substance toxique. Malgré les 

difficultés liées aux conditions environnementales, l’utilisation de modèles tissulaires a permis 

d’identifier et de caractériser de nombreux paramètres impliqués dans les processus de toxicité. 

Cependant, il est aujourd’hui reconnu que ces modèles doivent évoluer afin de raffiner les résultats. 

Une des évolutions possibles identifiée par l’ingénierie tissulaire est de reproduire un environnement 

« physiologique » plus favorable au développement des cellules. Les microtechnologies, notamment 

avec le développement de la microfluidique et des techniques de microfabrication, permettent 

aujourd’hui de faire évoluer ces modèles par le contrôle simultané à l’échelle cellulaire de plusieurs 

paramètres. Des systèmes de culture beaucoup plus pertinents, possédant des caractéristiques proches 

de la physiologie sont actuellement en cours de développement afin de réaliser des criblages de 

substances chimiques ou médicamenteuses. Le maintien in vitro des fonctions cellulaires est lié à de 

nombreux paramètres tels que l’organisation du tissu dans les trois dimensions, l’apport homogène 

d’oxygène et de nutriments, les stimulations chimiques et physiques … 

 

L’équipe « organes artificiels » de l’Unité Mixte de Recherche CNRS 6600 de l’Université de 

Compiègne développe actuellement une biopuce de PDMS dans laquelle sont cultivées des cellules. 

Ces cultures in vitro sont réalisées dans des conditions de perfusion et présentent des résultats 

encourageant en termes de prolifération, réorganisation tissulaire et activité métabolique. Au delà 

d’utiliser ce concept comme système de reconstruction tissulaire, il semble aujourd’hui intéressant de 

développer cette biopuce comme un micro-organe pour réaliser des tests de toxicité sur substances 

chimiques ou pharmaceutiques.  

Une étude de caractérisation de la biopuce comme modèle cellulaire in vitro de toxicité est 

présentée dans la suite de notre manuscrit. Pour cela, différentes conditions de cultures sont mises en 

œuvre : sur deux types cellulaires provenant du foie et du rein,   trois débits (0, 10 et 25 µL/min) et 

trois chargements de chlorure d’ammonium (0, 5 et 10 mM) sont testés. En suivant le comportement 

de la biopuce pour ces différentes conditions de culture, il sera établi la faisabilité d’utiliser la biopuce 

comme un modèle in vitro pertinent.  

 

Le travail décrit dans la suite du manuscrit est réalisé en plusieurs étapes. 

 



Bibliographie 

___________________________________________________________________________ 

 66 

La première étape consiste à valider une méthode de préparation du matériau de fabrication de 

la biopuce pour la culture cellulaire. Le matériau est alors dans un premier temps recouvert de protéine 

d’adhésion et testé de manière standard avec les deux types cellulaires choisis.  

 

La seconde étape consiste à définir les concentrations de chlorure d’ammonium intéressantes 

pour notre modèle de culture in vitro. Ces tests de chargements sont réalisés avec plusieurs 

concentrations sur les deux types cellulaires dans des conditions standards de culture sur boite de Pétri. 

 

Après validation de la méthode de préparation du support et détermination des concentrations 

de NH4Cl utiles pour notre étude, les biopuces sont fabriquées par un procédé de microfabrication que 

nous décrirons dans le chapitre « matériels et méthodes ». 

 

La culture de cellules en biopuce est alors réalisée. 27 conditions de culture différentes sont 

testées expérimentalement pour chaque type cellulaire. Trois conditions de débits (0, 10 et 25 µL/min) 

sont étudiées avec trois densités cellulaires d’ensemencement pour trois chargements de NH4Cl (0, 5 et 

10mM).  Durant cette phase expérimentale, les morphologies cellulaires sont observées, les cellules 

sont comptées afin de déterminer les taux de prolifération et des prélèvements de milieu sont effectués 

pour analyse biochimique. L’analyse des milieux de culture permet de suivre le métabolisme cellulaire 

et les variations de l’activité cellulaire pour les différentes conditions de culture. 

 

Ainsi, l’activité des cellules hépatiques (C3A) est suivie au niveau de la consommation de 

glucose et glutamine, de la production d’ammoniac et albumine. L’activité des CYP1A2 est également 

déterminée. Le suivie d’activité des cellules rénales (MDCK) est suivie par la consommation de 

glucose et la production d’ammoniac. Les différentes techniques biochimiques de dosage sont décrites 

dans le chapitre III : Matériels et méthodes.  

 

Les taux d’activités déterminés par les dosages des milieux de culture seront présentés et 

comparés dans le chapitre IV : Résultats. Pour chaque type cellulaire, des tableaux et graphiques 

comparent l’activité cellulaire pour les différentes conditions de culture, ce qui nous permet de 

caractériser et décrire le comportement de la biopuce. 

 

La réponse de la biopuce sous les différentes conditions sera discutée au chapitre V et des 

enseignements seront tirés afin de faire évoluer notre biopuce vers un modèle in vitro adéquat pour la 

réalisation de tests de toxicité.   
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CHAPITRE III : MATERIELS ET METHODES 
 

1. Microfabrication de la biopuce 

Les étapes de fabrication de la biopuce sont présentées sur la figure 25. Il est décrit la 

fabrication des moules, le moulage et assemblage des répliques de PDMS. 

 

1.1 Le Poly-diméthylsiloxane 

 
La biopuce est fabriquée avec un polymère de poly-diméthylsiloxane (PDMS, Dow Corning, 

Sylgard 184). Ce silicone, très utilisé en micro-fabrication, permet de construire rapidement des pièces 

micro-structurées à l’échelle du micron212-214.  

La faible énergie de surface et l’élasticité de ce silicone permettent un démoulage facile sans 

détérioration du moule ou de la pièce moulée. Les atomes de silicium et groupements méthyles qui 

constituent sa formulation chimique lui permettent un collage (bonding) réversible ou irréversible sur 

lui-même, le verre et le silicium215. Le collage irréversible nécessite au préalable une activation de 

surface par plasma à oxygène164. Stable entre –115°C et 350°C, le PDMS est stérilisé par autoclave. 

Transparent et perméable à l’oxygène, il est idéal pour produire des outils et biopuces appliqués à la 

biologie. La flexibilité, la mobilité de la chaîne siloxane et les très faibles interactions moléculaires 

font du PDMS un matériau souple diminuant ainsi le stress tissulaire. Cependant, la faible tension de 

surface (24mN/m) ou forte hydrophobicité (110°) diminuent l’adhésion moléculaire et cellulaire216. 

Ceci est généralement contourné avec un traitement de surface par dépôt de matrice extra-cellulaire.  

 

La première étape de fabrication de la biopuce consiste en la fabrication d’un moule 

réutilisable plusieurs fois166. 

 

1.2 Procédé de fabrication du moule 

 

La géométrie de la future pièce est préalablement conçue par ordinateur et transcrite sur un 

papier transparent utilisé comme photomasque dans l’étape de photolithographie (figure 25).  

Une résine photosensible SU8 2100 est étendue uniformément sur un substrat en Silicium 

(wafer) par tournette (spin-coater) à vitesse et durée contrôlées afin d’obtenir une épaisseur choisie. 

L’ensemble est ensuite placé sur une plaque chauffante (Prebake) à 65°C pendant 10 minutes afin de 

relâcher les contraintes d’étalement à l’intérieur de la résine. Une période d’évaporation élimine les 

solvants contenus dans la résine sur une plaque chauffante à 95°C pendant 30 minutes.  
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Figure 25 : Procédé de fabrication de la biopuce.  

Les moules des répliques supérieure et inférieure (microstructurée) sont fabriqués par photolithographie. 
Deux photolithographies successives sont nécessaires à la réalisation du moule de la réplique inférieure. 
L’assemblage hermétique de la biopuce est réalisé par activation des surfaces. 
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Le photomasque est alors disposé au dessus du substrat. Une insolation, par rayonnements 

ultraviolets (10,1 mJ/cm2, 365 nm) sur les zones transparentes du photomasque durant 55 secondes est 

réalisée. La polymérisation de la résine insolée est accélérée par une cuisson (Postbake) de 5 minutes à 

65°C et 15 minutes à 95°C sur plaque chauffante. Un bain de 15-20 minutes de développeur (PM 

acétate) sous agitation permet de dissoudre la partie de la résine non polymérisée. Un rinçage par jet 

d’acétone et d’éthanol permet d’enlever les résidus. Le moule ainsi réalisé est ensuite séché à l’azote 

et recouvert d’une fine couche de PDMS qui le protège des poussières et agressions extérieures. 

 

Cette étape de fabrication du moule est réalisée dans l’Unité Mixte de Recherche CNRS-

SATIE/BIOMIS de Ker Lann par Laurent Griscom.  

 

 

1.3 Description et assemblage de la biopuce 

 

La construction d’une biopuce met en jeu deux couches de PDMS moulées, appelées 

communément répliques (figure 25). La réplique inférieure, micro-structurée (figure 26a) sert de 

surface d’adhésion aux cellules. Une vue 3D réalisée par ordinateur permet de se rendre compte du 

relief (figure 26b). D’une profondeur de 200 µm, elle contient des microchambres de 300x300x100 

µm et des micro-canaux de 400x115x100 µm (figure 26c). L’espace destiné à la culture de cellules 

présente ainsi des hauteurs de 200 et 300 µm. La surface est de 1,2 cm2. En tenant compte des 

microstructures, cela représente une surface d’adhésion cellulaire d’environ 2 cm2 pour un volume de 

30 µL environ.  

 

Le moulage est réalisé avec du PDMS liquide mélangé à un agent curant dans un rapport 10 : 

1 en masse. Après dégazage sous une cloche à vide durant quelques minutes, l’ensemble est alors 

répandu sur les moules. Après une cuisson de 2 heures à 80°C dans un four, chaque réplique est 

détourée avec un scalpel avant d’être démoulée. Des trous sont réalisés à l’aide d’un emporte-pièce à 

l’entrée et à la sortie de la réplique supérieure afin de ménager un espace pour la future connectique.  
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Figure 26 : Représentation et dimensionnement des répliques et microstructures de la biopuce. 

Représentation des deux masques utilisés pour la photolithographie (a). Les deux empreintes ont les 
mêmes dimensions. L’empreinte en haut sert à la fabrication de la réplique supérieure de la biopuce. 
L’empreinte en dessous sert de masque pour la fabrication de la réplique inférieure, microstructurée. (b) 

 

 

L’assemblage de la biopuce est réalisé par superposition de la réplique supérieure dépourvue de 

microstructures sur la réplique inférieure tel un couvercle (figure 25). Le scellement hermétique des 

deux répliques se fait par un collage définitif (activation par oxydation des surfaces au plasma d’air de 

30 secondes).  

 

Deux tuyaux en silicone de 2 cm de long sont introduits dans les trous d’entrée et sortie (figure 

25). Le scellement de ces tuyaux se fait par une goutte de PDMS qui assure une fermeture hermétique 

après cuisson. Dans chaque tuyau d’entrée et sortie sont ensuite introduits, des connecteurs en 

polypropylène (raccord Luer femelle Bioblock, Ø 1,6 mm) utilisés comme interface avec une seringue 

de 1mL ou un circuit de perfusion. 

 

Les figures 27 et 28 présentent différentes vues des microstructures et de la biopuce après 

fabrication.  
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Figure 27 : Photos au microscope électronique à balayage de l’entrée de la chambre (a) et des 
microstructures (b,c). Photo au microscope optique (X10) des microstructures avant ensemencement 
cellulaire (d). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 28 : Photos de la biopuce et des microstructures après assemblage. 

Vue de deux biopuces avec et sans seringue 1 mL (a). La flèche montre un connecteur Luer femelle 
introduit dans une connectique et servant d’interface avec une seringue ou un circuit de perfusion. Photo 
d’une biopuce avec le réseau de microstructures (b). Vue des microstructures à travers le PDMS. Les 
canaux d’entrée permettent une distribution homogène du milieu sur les cultures cellulaires (c).  
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(a) (b) 

(c) 

100 µm 



Matériels et méthodes 

___________________________________________________________________________ 

 72 

2. Culture cellulaire 

2.1 Choix des cellules 

 
Le foie et le rein sont deux organes qui jouent un rôle essentiel dans les phases de 

métabolisme et d’élimination des xénobiotiques. Du fait d’une importante vascularisation, ils sont 

soumis rapidement après absorption à de fortes concentrations en substances chimiques. Il nous 

apparaît donc essentiel de réaliser des biopuces sur ces deux types d’organe afin de modéliser in vitro 

les réponses cellulaires pour différents chargements chimiques. Notre choix cellulaire s’est porté dans 

un premier temps vers deux lignées cellulaires, proliférant rapidement et nécessitant le même milieu 

de culture afin de caractériser le comportement de la biopuce.  

 

2.2 La lignée HepG2/C3A 

 

Les HepG2/C3A ou C3A (ATCC-CRL-10741) sont des clones dérivant de la lignée cellulaire 

HepG2 sélectionnés pour leur production élevée d’albumine et d’alpha foeto-protéine. Leur 

morphologie est de type épithélial. Ces cellules adhérentes possèdent une forte inhibition de contact et 

sont capables de proliférer dans un milieu sans glucose. Elles sont régulièrement utilisées pour la mise 

en place de systèmes de suppléance hépatique217. Des études récentes en sphéroïde présentent une 

morphologie proche de l’hépatocyte primaire avec la présence de canicules biliaires et de polarisation 

cellulaire. Il est également montrée dans cette étude une production stable d’urée et d’albumine sur 10 

à 20 jours217,218. Une activité enzymatique de phase I (CYP 1A, 2B6, 3A4)219 et de phase II (UGT) 

supérieure à la monocouche est également illustrée218. 

 
2.3 La lignée MDCK 

 

La lignée MDCK (Madin Darby Canine Kidney, ATCC-CCL-34) est la lignée cellulaire 

épithéliale la plus souvent utilisée pour l’étude in vitro de la prolifération et du métabolisme cellulaire. 

Dérivant d’un rein normal de femelle Cocker, elle est utilisée depuis les années 90 comme modèle 

d’étude des mécanismes de transport dans l’épithélium rénal. Les cellules MDCK se différencient en 

un épithélium à colonne formant des jonctions serrées (tight junctions TJ) proche de la surface apicale 

lorsqu’elles sont cultivées sur une membrane semi-perméable. Elles servent également de modèle pour 

l’absorption intestinale. Bien caractérisées (morphologie, résistance électrique, polarisation), elles 

fournissent un bon modèle in vitro pour l’étude du transport et des interactions entre médicaments. La 

polarisation en monocouche et les formations des TJ sont suivies grâce à la résistance électrique trans-

épithéliale. Des clones existent montrant des résistances de 4000 Ωcm2 et 200-300 Ωcm2 . Du fait de 

sa ressemblance avec les cellules épithéliales de l’intestin, le clone possédant des résistances de 200-
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300 Ωcm2 est utilisé comme modèle cellulaire dans l’étude de l’absorption intestinale. Conservant des 

propriétés de prolifération rapide, la formation des jonctions cellulaires se fait dès le premier jour de 

culture. Ces cellules sont alors utilisables une semaine après la mise en culture. Cette rapidité de mise 

en place de la polarisation et de différenciation en fait un excellent modèle au regard des 3 semaines 

nécessaires pour la lignée intestinale Caco-256. 

 

2.4 Entretien des lignées cellulaires 

 

Les lignées C3A et MDCK sont cultivées dans des boites de culture cellulaire d’une surface de 

75 cm2 (T75), d’après les recommandations de l’ATCC. Le milieu de culture est constitué d’une base 

Minimal Essential Medium (MEM, Gibco), 2mM de L-glutamine (Gibco), 1mM de pyruvate de 

sodium (Gibco), 0,1mM d’acides aminés non essentiels (Gibco), 1% HEPES (Gibco) et 1,5g/L de 

sodium bicarbonate. Le milieu est enrichi de 10% de sérum de veau Fœtal. L’ensemble des cultures 

cellulaires en boite et bio-puce sont réalisées dans un incubateur à 37°C, 5% de CO2. Les cellules sont 

détachées avec de la trypsine-EDTA (0,25%/0,53mM, Gibco) 7 jours après pour être utilisées 

expérimentalement ou sous cultivées dans une nouvelle boite (ensemencement à 5 Millions/T75). Les 

cellules sont utilisées pour les expériences entre les passages 10 et 30. Une banque réserve est 

constituée dans des cryotubes. La conservation des cellules se fait en azote liquide dans du milieu de 

culture standard enrichie de 5% de DMSO (Sigma). 

 

2.5 Milieu de culture enrichi en Chlorure d’ammonium (NH4Cl) 

 

Le chlorure d’ammonium est reconnu dans la littérature pour diminuer la prolifération 

cellulaire de manière importante. De plus, les ions NH4
+ qui le composent sont physiologiquement en 

contact avec le foie et le rein (paragraphes 1.2.3. et 1.2.4. du chapitre II). L’objectif de ce premier 

modèle est de caractériser la réponse de la biopuce en sa présence avec les lignées C3A et MDCK. 

Le chlorure d’ammonium (NH4Cl) est préparé en solution stock de 100 mM dans de l’eau 

déionisée. Etant très volatile, le chlorure d’ammonium est conditionné en aliquotes de 15 mL, fermées 

et filmées. Il est conservé à 4°C. Le chlorure d’ammonium est mélangé dans le milieu de culture 

complet au moment de l’expérience.  
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2.6 Culture cellulaire en puits 

 

Les tests préliminaires sont réalisés dans des plaques 12 puits (3,8 cm2/puits) en Polystyrène 

(Tissue Culture PolyStyrène : TCPS). Quatre revêtements ont été testés dans un premier temps pour 

caractériser l’adhésion des cellules : le fond de puits brut noté TCPS, le fond de puits avec un dépôt de 

fibronectine noté TCPS + FN, le fond de puits recouvert de PDMS noté PDMS et le fond de puits 

recouvert de PDMS et d’un dépôt de fibronectine noté PDMS + FN. 

Les tests réalisés dans un second temps avec des chargements en chlorure d’ammonium sont  

effectués sur des puits recouverts de PDMS et de fibronectine (PDMS + FN). 

Le protocole de préparation des puits PDMS + FN est décrit ci-dessous. La préparation des 

puits recouverts de PDMS uniquement se fait de la même manière en omettant l’étape de dépôt de 

fibronectine. 

Le PDMS liquide est mélangé à l’agent curant dans un rapport 10 : 1 en masse. Après 

dégazage sous une cloche à vide durant quelques minutes, l’ensemble est alors répandu dans chaque 

puits à raison de 0,5 ± 0,1 g/puits. Après une cuisson de 2 heures à 80°C dans un four, les plaques 

multi-puits sont refermées avec leur couvercle.  

La stérilisation de la surface est réalisée par éthanol 70% (15 minutes). Après 3 rinçages au 

PBS (Phosphate Buffer Saline), la surface de PDMS est préparée à la culture de cellules sur 

fibronectine. Les puits sont remplis avec 10 µg/mL de fibronectine (Roche). Après une incubation de 1 

heure à 37°C, chaque puits est rincé avec du PBS. Les cellules sont alors introduites avec 2 mL de 

milieu complet dans chaque puits. L’adhésion est faite durant une nuit en incubateur 37°C, 5% CO2. 
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3. Culture cellulaire en biopuce 

 

3.1 Organisation temporelle de l’expérimentation 

 

L’expérimentation se déroule sur une semaine. Chaque expérience peut être séparée en deux 

phases qui sont la préparation des biopuces et la phase de l’expérience. La figure 29 présente la 

répartition temporelle de ces phases ainsi que les différentes tâches qui les composent.  

La phase de préparation permet d’entamer la phase expérimentale dans de bonnes conditions 

avec le nettoyage, la stérilisation, le dépôt de matrice extracellulaire, l’ensemencement et l’adhésion 

cellulaire (gris clair sur la figure 29).  

Il est possible de distinguer en gris foncé, la phase expérimentale qui comprend le comptage 

initial et final des cellules, les prélèvements et changements de milieu de culture ainsi que la mise en 

condition des biopuces (statique, dynamique, chargement en chlorure d’ammonium …) dont la durée 

est de 72 heures. L’expérimentation est clôturée par un nettoyage immédiat des biopuces. 

Les différentes tâches qui constituent ces deux phases sont décrites dans la suite du manuscrit. 

 

3.2 Préparation de la biopuce 

 
La biopuce est stérilisée par autoclave à chaleur humide (121°C, 20 minutes, surpression de 

100 Kpa). Après un séchage de 30 à 40 minutes dans un four à 80°C, 300 µL de fibronectine à 10 

µg/mL sont perfusés dans la biopuce à l’aide de deux seringues de 1mL. Après une incubation de 1 

heure à 37°C, un rinçage est fait par perfusion de milieu de culture. Les cellules préalablement 

amplifiées en boîte de culture T75 sont détachées par traitement enzymatique à la trypsine-EDTA. 

Après comptage sur lame de Malassez, les cellules sont suspendues dans du milieu de culture à une 

concentration comprise entre 2 et 9 millions/mL fonction de la densité cellulaire souhaitée (tableau 1). 

 

 

 

 

 

 

Tableau 1 : Relation entre la concentration cellulaire inoculée et la quantité cellulaire 
ensemencée dans la biopuce. 

 

 

Concentration cellulaire      
(106 cellules/mL) 

Quantité ensemencée      
(106 cellules/biopuce) 

2 0,1 - 0,3 
5 0,4 - 0,6 
9 0,7 - 1,1 
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Figure 29 : Représentation graphique des étapes expérimentales réalisées pour la culture en biopuce. 
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Les cellules diluées dans 300 µL de milieu sont inoculées dans la biopuce à l’aide de deux 

seringues de 1mL. L’adhésion des cellules sur la surface microstructurée se fait sans flux durant une 

incubation d’une nuit à 37°C, 5% CO2. Après cette phase d’adhésion, le tapis cellulaire est débarrassé 

des cellules non adhérées par deux rinçages avec du milieu complet. 

Un lot de biopuces (n=3) est alors choisi pour effectuer le premier comptage cellulaire et 

rendre compte de la quantité de cellules initialement ensemencées (figure 29). Les cellules sont 

détachées à l’aide de trypsine-EDTA et comptées sur lame de Malassez. Ce dénombrement est appelé 

comptage J1 par la suite. Les autres biopuces sont ensuite mises en conditions de culture dîtes statique 

et/ou dynamique. 

 

3.3 Culture en condition statique 

 

La culture en condition statique se fait avec 500 µL de milieu complet. Une légère pression est 

appliquée dans la biopuce à l’aide de deux seringues (TERUMO) de 1mL pour éviter la formation de 

bulles (une vue de la biopuce connectée aux seringues est disponible sur la figure 28a). L’ensemble est 

alors déposé dans un incubateur 37°C et 5% CO2. Cette situation correspond dans la suite du 

manuscrit à la condition 0 µL/min. 

 

 

3.4 Culture en condition dynamique 

 

Le circuit de perfusion se compose d’un tuyau en silicone qui relie les différents éléments du 

circuit. Les éléments qui constituent le circuit de perfusion sont une pompe péristaltique (Minipuls, 

GILSON), une trappe à bulle (MEDICOLAB) et deux connecteurs à vis (Luer Lock mâle et Luer lock 

femelle, Ø 1,6 mm) (figure 30).  

 

Le circuit est rempli de 3mL de milieu complet par la trappe à bulles et le milieu est perfusé à 

grande vitesse afin d’éliminer les bulles dans les connecteurs. Après arrêt de la pompe, le circuit est 

clampé, ouvert et la biopuce est connectée au circuit. Cette connexion se fait grâce aux connecteurs 

préalablement intégrés à la biopuce et au circuit de perfusion. La pompe est alors remise en 

fonctionnement. Après 5 minutes de perfusion, l’ensemble est introduit dans un incubateur à 37°C, 5% 

CO2.  

Les pompes péristaltiques utilisées permettent de perfuser jusqu’à 4 circuits en même temps. 

Durant cette étude, nous avons utilisé plusieurs pompes en parallèle, ce qui nous a permis 

d’expérimenter différentes conditions de culture cellulaire. Les conditions dynamiques ont été étudiées 

pour des débits de 10 ou 25 µL/min. 
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Figure 30 : Schéma du circuit de perfusion.  

Le circuit est muni d’une pompe péristaltique délivrant des débits de 10 ou 25 µL/min, une trappe à bulle 
par laquelle est fait le remplissage et le prélèvement de milieu de culture et une biopuce contenant des 
cellules. La biopuce est connectée au circuit de perfusion grâce à deux connecteurs à vis permettant un 
montage démontage relativement aisé. 

 

 

3.5 Prélèvement et changement de milieu 24 heures après le début de l’expérience (J2) 

 

Un prélèvement du milieu pour toutes les conditions de culture est réalisé 24 heures après le 

début de l’expérience. En condition statique, le milieu est prélevé et changé à l’aide d’une des deux 

seringues connectées. Il est prélevé un volume de 500 µL en condition statique. En condition 

dynamique, la pompe est arrêtée, la trappe à bulle est ouverte et 1100 µL de milieu sont prélevés et 

remplacés par 1300 µL de milieu neuf. Ces prélèvements sont stockés au congélateur avant d’être 

analysés. Ils sont annotés de l’indicatif « J2 » dans la suite du manuscrit. 

 

 

3.6 Arrêt des expériences après 96 heures de cultures (J4) 

 

Après 96 h de culture (incluant 72 h de culture dynamique et/ou statiques après le comptage 

J1), les cultures cellulaires sont arrêtées. Pour les conditions dynamiques, la pompe est stoppée, le 

circuit est clampé pour permettre de déconnecter la biopuce sans perte du milieu de culture. Ce dernier 

est prélevé intégralement et conservé au congélateur jusqu’à analyse. La biopuce est alors connectée à 

deux seringues de 1mL pour conserver l’intégrité du tissu. Pour les conditions statiques, le milieu est 

Pompe 
péristaltique 

Trappe à bulle 

Connecteurs 

Biopuce 
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également récupéré et congelé. Ces prélèvements sont annotés par l’indicatif «J4 » dans la suite du 

manuscrit. 500 µL de trypsine-EDTA sont perfusés dans les biopuces afin de détacher et compter les 

cellules. Une observation au microscope optique permet de s’assurer que toutes les cellules sont 

détachées. Le comptage se fait sur lame de Malassez.  

 

Après détachement des cellules, de l’eau déminéralisée est perfusée dans la biopuce pour 

rinçage. Du Sodium Dodécyl Sulfate (SDS, Sigma) à 2% est perfusé avec les seringues durant 30 

minutes pour nettoyage suivi de trois rinçages abondants à l’eau déminéralisée. L’extérieur de la 

biopuce est également lavé dans de l’eau déminéralisée. Les connecteurs sont démontés et javellisés 

durant 5 minutes puis rincés abondamment à l’eau déminéralisée. Après un séchage en étuve, les 

connecteurs sont remontés sur la biopuce qui sera réutilisée pour une nouvelle culture de cellules. Les 

circuits de perfusion sont également javellisés puis rincés abondamment à l’eau déminéralisée. Une 

fois séchés, les circuits sont remontés en vue d’une nouvelle stérilisation. 

 

4. Analyses 

 

4.1 Viabilité cellulaire 

 
La viabilité est estimée par la mesure du Lactate DésHydrogénase (LDH) sur des 

prélèvements des milieux de culture J2 et J4. 

   Pour cela, le kit Cytotox96 (Promega kit) est utilisé suivant les instructions du constructeur. 

La lecture de la densité optique est réalisée avec un lecteur de plaque (Biorad model 550, Microplate 

reader) à 490nm. La LDH est quantifiée par un test enzymatique. La réduction de NAD+ en NADH/H+ 

par la LDH conduit dans un premier temps à la conversion du lactate en pyruvate. Dans un second 

temps, le transfert de proton catalyse la réaction de transformation du 2-p-(iodophényl)-3-(p-

nitrophényl)-5-phényltétrazolium chloride (INT) en formazan. La concentration en formazan est 

déterminée par la densité optique (DO) détectable à 492nm. 

 

Une gamme étalon est réalisée sur plusieurs échantillons cellulaires dont le nombre de cellules 

est connu. Les cellules sont lysées par congélations et décongélations successives à l’azote liquide et le 

test LDH est effectué. Ceci permet d’établir une correspondance Densité Optique LDH/Nombres de 

cellules lysés afin de calculer un pourcentage cellulaire durant l’expérimentation. Chaque type 

cellulaire contient sa propre quantité de LDH, le test est donc effectué sur les deux types étudiés 

(figure 31). 
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Figure 31 : Courbes étalons de la LDH relarguée par les cellules MDCK et C3A après lyse cellulaire 
(n=3). 

 

L’équation associée au relargage de la LDH par les cellules MDCK est :  

 

[eq 1]    DO = 1.10-5.(Nb MDCK lysés). 

 

L’équation associée au relargage de la LDH par les cellules C3A est : 

 

[eq 2]    DO = 0,9.10-5.(Nb C3A lysés). 

 

L’estimation du nombre de MDCK lysés durant l’expérience se fait par la formule : 

 

[eq 3]  Nb cellules lysées expérience = ((DOéchantillon-DOmilieu basal)/1.10-5) x Vol 

 

L’estimation du nombre de C3a lysés durant l’expérience se fait par la formule : 

 

[eq 4]  Nb cellules lysées expérience = ((DOéchantillon-DOmilieu basal)/0.9 10-5) x Vol 

 

Le pourcentage de cellules lysées est calculé par la formule : 

 

[eq 5]   % = (Nb cellules lysées expérience /Nb cellulestotales) x 100 

 

Vol : correspond au volume au moment du prélèvement. 

Nb cellulestotales : correspond au nombre de cellules comptées à J1 ou J4 
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4.2 Calculs des consommations et productions cellulaires 

 

Nous considérons :  

Le milieu de départ avec une concentration Cdépart et un volume Vdépart.  

Le milieu apporté à J2 avec une concentration Capport et un volume Vapport. 

Le milieu prélevé à J2 avec une concentration CJ2, et un volume VJ2. 

Le volume dans le système à J2 VtotalJ2,  

Le milieu récupéré à J4 avec une concentration Cfinal et un volume final Vfinal. 

 

Nous calculons pour les consommations à J2 : 

 

[eq 6]   ConsoJ2 = (Cdépart x Vdépart) – (CJ2 x VtotalJ2) 

 

Nous calculons pour les consommations entre J2 et J4 :  

 

[eq 7]  ConsoJ4 = (CJ2 x VtotalJ2) + (Capport x Vapport) - (CJ2 x VJ2) - (Cfinal x Vfinal) 

 

Ce qui donne :  

 

[eq 8]  ConsoJ4 = CJ2 x (VtotalJ2 - VJ2) + (Capport x Vapport) - (Cfinal x Vfinal) 

 

Les productions sont calculées de la même manière avec une inversion de signe. 

Les résultats de production et de consommation sont normalisés par million de cellules et par heure. 

 

 

4.3 Dosage de l’ammoniac 

 
La dégradation des acides aminés telle que la glutamine produit de l’ammoniac213,220. 

L’ammoniac contenu dans les échantillons prélevés à J2 et J4 est analysé par une méthode indirecte : 

l’alpha-ketoglutarate synthétise le L-glutamate en présence de NADH (Nicotinamide Adénine 

Dinucléotide). Durant la formation du L-glutamate, la réduction du NADH en NAD conduit à la 

décroissance d’absorbance à 340 nm. Cette décroissance est proportionnelle à la concentration 

d’ammoniac présente dans les échantillons. La gamme du test est comprise entre 0 et 300 µmol/L. 
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Ce dosage est réalisé à l’aide d’un automate de biochimie (Konelab 20 biochemical analyzer, 

Thermo Electron Corporation) et du kit de dosage de l’ammoniac NH3 AM1015 (Randox 

Laboratories LTD) 

 

4.4 Dosage du glucose 

 
Elément essentiel au métabolisme cellulaire, le glucose présent dans chaque prélèvement est 

déterminé avec deux réactions enzymatiques en cascade. La première consiste à transformer le glucose 

en D-gluconate et H2O2 par la glucose oxydase (GOD). En présence de péroxydase, l’H2O2 oxyde la 4-

aminoantipyrine et le phénol conduisant à la production de quinone-imine. L’intensité lumineuse de la 

quinone-imine est mesurée à 510 nm. La gamme du test est comprise entre 0 et 100 mg/dL. 

Ce dosage est réalisé à l’aide d’un automate de biochimie (Konelab 20 biochemical analyzer, 

Thermo Electron Corporation) et du kit de dosage du glucose GOD-POD (Thermo-Electron 

Corporation) 

 

 

4.5 Dosage de l’albumine 

 

Protéine majoritaire du plasma sanguin, le foie est le seul organe à synthétiser l’albumine. 

Cette protéine est détectée par une technique ELISA sandwich réalisée en plaque 96 puits (Maxisorb, 

NUNC). Les fonds de puits sont sensibilisés durant une nuit à 4°C avec un anti IgG albumine humaine 

(Cappel ; réf. 55028 ; lot : 03284 ; dilution 1/2000) repris dans du tampon carbonate (0,1 M, pH= 9,5). 

La passivation est faite après lavages des puits par une solution de Gélatine (2%) et tween 20 (0,1%) 

dilués dans du PBS. Après une heure d’incubation à 37°C, la plaque est rincée et les échantillons 

dilués dans du milieu de culture et tween 20 (0,1%) sont placés au fond des puits. Le lavage des puits 

sera ensuite réalisé après 90 minutes d’incubation à 37°C. Une solution d’anti IgG albumine humaine 

couplée à la péroxydase (Cappel ; réf. 55235 ; lot : 03806 ; dilution 1/8000) est ensuite introduite pour 

1 heure d’incubation à 37°C. Après lavage, la péroxydase est révélée par un tampon de citrate (0,05M, 

pH=7,4), H2O2 30% et OPD (O-Phénylènediamine Dihydrochloride, Sigma) à 5mg. La réaction de 

révélation est arrêtée à l’acide sulfurique 2N et la plaque est lue à 490nm (Biorad model 550, 

Microplate reader). 
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4.6 Dosage de la glutamine 

 

La glutamine joue un rôle important en tant que constituant des protéines et intervient dans de 

nombreuses voies métaboliques. L’ammoniac formé par la fixation de l’azote est assimilé en composé 

organique par la conversion de l’acide glutamique en glutamine. Ainsi, 1/3 de l’azote dérivé du 

métabolisme des protéines est transporté dans le sang sous forme de glutamine. Cette conversion est 

réalisée par la glutamine synthétase. Elle représente ainsi une source importante de carbone et d’azote 

pour la synthèse des acides aminés et acides nucléiques. Elle joue également un rôle dans le contrôle 

de l’oxydo-réduction cellulaire par le glutathione et le glutamate dont elle est précurseur. Considérée 

également comme substrat énergétique, son oxydation génère de l’Adénosine Triphosphate (ATP). 

Le dosage de la glutamine est réalisé avec le kit Glutamin assay GLN-2 (Sigma) dans les 

conditions préconisées par le constructeur221. La L-glutamine, désaminée est quantifiée directement 

par la liaison du colorant au produit issue de la réaction enzymatique. Les échantillons sont incubés à 

l’obscurité durant 1 heure à 37°C en présence du substrat enzymatique. Le réactif coloré est ajouté et 

incubé 5 minutes à l’obscurité à température ambiante avant lecture via un spectrophotomètre à 

550nm. Une gamme étalon est dosée à chaque test. 

 

4.7 Quantification de l’activité des CYP 1A2 

 

L’activité est évaluée par les modulations de l’activité enzymatique sur l’éthoxyrésorufine-o-dé-

éthylase (EROD) qui reflète l’activité des CYP 1A206. L’éthoxyrésorufine, de faible fluorescence est 

transformée en présence des CYP 1A en résorufine, produit très fluorescent (figure 32a). La 

fluorescence de la résorufine est caractérisée par un pic d’excitation à 530 nm et un pic d’émission à 

590nm222.  

La concentration utile en éthoxyrésorufine est établie à 10 µM dans la littérature (figure 

32b)206,223. Après un rinçage réalisé avec du milieu de culture chargé en éthoxyrésorufine à 10µM, 

300µL de cette solution sont perfusés sur les cellules. Après une incubation à 37°C, 5% CO2, à l’abri 

de la lumière durant 1 heure, la solution d’incubation est récupérée en plaque 96 puits. La fluorescence 

émise par la résorufine est excitée à 535 nm et lue à 595 nm (fluorimètre TECAN, Spectrafluor plus, 

logiciel Magellan). Une gamme étalon de résorufine (R3257 Resorufin sodium salt, Sigma) est 

réalisée juste avant lecture (figure 32c). L’auto-fluorescence des milieux de culture avec et sans 

éthoxyrésorufine est systématiquement contrôlée et prise en compte pour la quantification de la 

résorufine présente dans la biopuce. La quantité de résorufine transformée est normalisée par million 

de cellules et par heure. 
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Figure 32 : Représentation de la dé-éthylation de l’éthoxyrésorufine (ERES) en résorufine (a) et gammes 

associées (b) (c). 

Le réaction de dé-éthylation de l’ERES produit un composé fluorescent, la résorufine (excitation 530nm ; 

émission 590nm) (adapté de Sigma-Aldrich.com) (a).  Essai de fluorescence pour différentes 

concentrations en éthoxyrésorufine sur des cultures cellulaires C3A (b)223. Gamme étalon de résorufine 

réalisée à des temps différents (n=3) (c). 

 

5. Choix de la représentation graphique et du test statistique 

 

5.1 Choix de la représentation graphique 

 

Dans cette étude, la population d’échantillon est de taille limitée, nous sommes dans un cas de 

petit échantillon (10 à 30) voire très petit échantillon pour certaines conditions (3 à 10). Il est alors très 

difficile d’estimer la normalité de la distribution. La représentation graphique de ces petits échantillons 

se fait par un diagramme de Tukey (boîte et moustaches) préférant la médiane et les quartiles à la 

moyenne et écart-type comme valeur centrale et indices de distribution. Cependant, les représentations 

graphiques sont généralement réalisées par des histogrammes (graphique à barres) sur la moyenne et 

écart-types dans la littérature. Nous avons donc choisi cette représentation afin de faciliter la lecture 

des résultats. Les tests statistiques sont par contre réalisés sur chaque valeur mesurée afin de 

s’approcher au plus près de la réalité expérimentale. 
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5.2 Choix du test statistique 

 
La normalité de la distribution étant difficilement estimable dans notre étude, il est préférable 

d’utiliser un test statistique non paramétrique. Notre étude est basée sur la comparaison de plusieurs 

conditions de culture en biopuce : les débits, les densités et les concentrations en chlorure 

d’ammonium. Les résultats d’une condition sont complètements indépendants des résultats d’une 

autre. Nous travaillons donc ici avec plusieurs échantillons indépendants. Les mesures réalisées sur les 

individus sont quantitatives (nombre de cellules, concentrations en glucose, concentrations en 

glutamine…). Les valeurs sont dites en échelle d’intervalle. Lorsqu’une expérience contient plus de 

deux échantillons indépendants de petite taille, on utilise le test de Kruskall & Wallis (KW) sur les 

rangs en remplacement de l’analyse de variance. Si cette analyse indique un effet global significatif, 

cela indique que l’un au moins des groupes diffère significativement d’au moins l’un des autres 

groupes. Siegel & Castellan (p.213) proposent une solution non paramétrique, utilisable à la suite du 

test de KW224 afin de déterminer l’emplacement des différences significatives. 

 

Nous avons donc utilisé le test statistique de KW suivi d’une comparaison des échantillons 

afin d’identifier les différences significatives. Les tests de Kruskall & Wallis sont réalisés avec un 

utilitaire développé sous Excel par P. Georgin et M. Gouet225. Les comparaisons deux à deux entre les 

échantillons sont effectuées à l’aide d’un utilitaire développé sous Excel par G. Le Pape. Ces deux 

utilitaires sont téléchargeables librement sur Anastats.fr. Les différences significatives sont 

représentées par le facteur de risque d’erreur α sur les histogrammes au chapitre IV qui traitent des 

résultats.  

 

Les valeurs prises par α sont notées de la manière suivante : 

 

**** pour α ≤ 2,5%  *** pour α ≤ 5% 

   ** pour α ≤ 7,5%     * pour α ≤ 10% 
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CHAPITRE IV : RESULTATS  
 

1. Résultats des tests préliminaires réalisés sur les C3A 

 

1.1 Test de revêtement de fibronectine avec les cellules C3A 

 

Les cellules C3A sont cultivées durant 72 heures sur quatre types de revêtements : fond de 

boite TCPS avec et sans traitement à la fibronectine et PDMS avec et sans dépôt de fibronectine. Les 

cellules sont ensemencées dans les puits préalablement préparés et après une nuit d’adhésion, un 

premier comptage noté au temps 0 h est réalisé en triplette. Le suivi des cultures est ensuite réalisé 

toutes les 24 heures.  La figure 33 présente les résultats de ces comptages pour les quatre conditions de 

cultures. Les photos des morphologies cellulaires réalisées au microscope optique sont présentées en 

figure 34. 

 

Le comptage à 0h fait état du nombre de cellules adhérées sur les fonds de puits au début de 

l’expérience. Les cultures sur TCPS, TCPS+FN et PDMS+FN présentent une quantité de cellules 

adhérées de 0,09 ± 0,02.106cellules/cm2. Les cultures sur PDMS par contre présentent un nombre de 

cellules inférieur avec 0,005 ± 0,004.106cellules/cm2. Les photos de la figure 34 illustrent ces 

différences d’adhésion avec des cellules étalées sur les surfaces de TCPS (34a) et de PDMS+FN (34b) 

tandis que les cellules mises en culture sur PDMS (figure 34c) sont retrouvées agglomérées les unes 

aux autres. Ces cellules non adhérées sont alors éliminées dès le premier rinçage ce qui explique le 

faible nombre de cellules comptées pour la condition de culture sur PDMS. Cette quantité de cellules 

est significativement plus faible que les conditions en Pétri TCPS (α=10%) et TCPS+FN (α=5%). 

 

Pour les cultures présentant une adhésion cellulaire sur TCPS, TCPS+FN et PDMS+FN, il est 

constaté une différence morphologique. En présence de fibronectine, les C3A sont étalés sur la 

surface. De nombreuses cellules sont isolées les unes des autres ce qui permet un recouvrement 

important de la surface. Cet étalement est illustré sur la figure 34(b). Sans fibronectine, les cellules 

adhérées sur TCPS sont regroupées en îlots avec par endroit des cellules en superposition (figure 34a). 

Ces différences morphologiques d’adhésion sont encore visibles après 72 heures au niveau des espaces 

vides présents sur la figure 34(e) (flèches). 

Bien que les morphologies soient différentes, les quantités de cellules pour les conditions sur 

TCPS, TCPS+FN et PDMS+FN sont proches à 24, 48 et 72 heures de culture. D’après les tests 

statistiques réalisés, les quantités de cellules de ces trois conditions ne sont pas significativement 

différentes. Le nombre moyen de cellules pour ces trois conditions en fin d’expérience est de 0,34.106 
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± 0,03 cellules/cm2. Ceci correspond à une prolifération moyenne de 3,7 ± 0,6, significative sur les 72 

heures de culture (α = 2,5%). La croissance des C3A la plus importante se fait durant les 24 premières 

heures de culture avec un taux de 1,9 ± 0,2. Cette croissance ralentie ensuite avec des taux de 1,6 ± 0,1 

à 48h et 1,2 ± 0,1 à 72 h. Ce ralentissement peut être corrélé avec la formation de la monocouche 

cellulaire occupant pratiquement toute la surface disponible.  

 

Après 72 heures sur PDMS, plus aucune cellule n’est présente comme l’illustre la photo de la 

figure 34(f), montrant ainsi la nécessité de réaliser un traitement de surface du PDMS, préalable à la 

culture des C3A. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 33 : Nombre de cellules C3A en plaque multi-puits pour différents revêtements surfacique (n=3).  

L’adhésion cellulaire est quasiment nulle sur une surface de PDMS tandis qu’après un traitement à la 
fibronectine, l’adhésion et la prolifération cellulaire sont semblables aux conditions standards de culture 
cellulaire sur polystyrène (TCPS). 
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Figure 34 : Photos de C3A cultivés en puits avec des revêtements de surface différents à 0 et 72 heures 
(X10).  

Photos des cultures après adhésion (a-c). Photos après 72 heures (d-f). C3A sur revêtement TCPS (a et d). 
C3A en culture sur PDMS recouvert de fibronectine (10 µg/mL) (b et e). Photos des cultures sur PDMS 
sans traitement préalable (c et f). Toutes les cellules se sont agglomérées sans aucune adhésion sur la 
surface de PDMS (c). Les cellules non adhérées sont éliminées avec les rinçages successifs durant la 
période expérimentale. Sans un traitement préalable, aucune cellule n’est présente sur la surface de 
PDMS après 72 heures (f). 

(a) 

(b) 

(c) 
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100 µm 
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1.2 Test de culture cellulaire C3A en présence de NH4Cl. 

 

Les C3A sont ensemencés en puits recouvert de PDMS+FN. Après adhésion, 3 puits sont 

détachés et comptés. Le comptage est représenté au temps 0 h en pointillés sur la figure 36. Le milieu 

de culture des autres puits restants est remplacé par du milieu enrichi de chlorure d’ammonium à 5 

concentrations différentes : 0 ; 0,5 ; 1 ; 5 et 10 mM. Le chargement en NH4Cl est représenté sur le 

graphique de la figure 35 par une flèche. Des comptages pour ces 5 conditions de culture sont réalisés 

en triplette après 24, 48 et 72 heures de chargement en chlorure d’ammonium. Des photos illustrant les 

morphologies cellulaires en début et en fin d’expérience sont présentées par la figure 36. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 35 : Représentation graphique du nombre de cellules C3A pour différents chargements de 
chlorure d’ammonium (n=3).  

La barre à 0 h représente le nombre de cellules ensemencées initialement pour chaque condition.  
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Les morphologies cellulaires après 72 heures ne présentent pas de différences quelques soient 

les concentrations de chlorure d’ammonium (figure 36 b-f). Les cellules restent étalées et forment une 

monocouche parsemée d’espaces libres. Le nombre de C3A augmente pour chacune des conditions sur 

la durée totale de culture au regard du nombre initial de cellules (0,05 ± 0,03.106 cellules/cm2). Ceci 

est caractérisé par une différence significative entre le nombre initial et le nombre final de cellules 

avec un facteur d’erreur α égale à 2,5% (figure 35). 

 

Pour les conditions de culture à 0 ; 0,5 ; 1 et 5 mM, le nombre moyen final de cellules est de 

0,16 ± 0,02.106 cellules/cm2. Ceci correspond à une prolifération moyenne sur 72 heures de 3,3 ± 0,5. 

Le nombre de cellules augmente significativement à partir de 48 h pour ces quatre conditions avec un 

facteur α de 5% pour les conditions à 0 ; 0,5 et 5 mM et un facteur α égale à 2,5% pour la condition 

de chargement à 1mM. 

A 10mM, le nombre final de cellules est de 0,10 ± 0,01.106 cellules/cm2. Ceci correspond à un 

taux de prolifération moyen sur 72 heures de 2,1 ± 0,2. A cette condition, le nombre final de cellules 

est pratiquement atteint dès les premières 24 heures se stabilisant à 48 et 72 heures. Contrairement aux 

autres conditions, la différence entre le nombre initial de cellules et le nombre de cellules à 48h est 

non significativement différente. Cette différence entre la condition à 10mM et les autres conditions de 

culture est visible au temps 48h avec un taux de prolifération deux fois moins élevé. Le taux est en 

effet de 1,4 ± 0,4 à 10 mM contre 2,8 ± 0,2 pour les autres conditions. De plus, une différence 

significative avec le nombre de cellules à 5 mM est nettement visible aux temps 48h et 72h. Pour ces 

cas, les facteurs d’erreur α sont de 10 et 5% (figure 35). 

 

1.3 Conclusion des tests préliminaires réalisés sur les C3A 

 

Ces tests réalisés en plaque multi-puits nous permettent de valider l’effet bénéfique d’un 

revêtement de fibronectine à 10 µg/mL pour la culture de cellules C3A sur PDMS. Les résultats de 

prolifération cellulaire à l’aide de cette protéine matricielle sont similaires aux résultats obtenus sur les 

surfaces de polystyrène préparées à la culture (TCPS).  

Les chargements de chlorure d’ammonium réalisés sur les C3A nous permettent de 

caractériser une concentration critique à 10 mM stoppant de manière importante la prolifération des 

C3A dès les premières 24 heures de culture.  

Pour la suite de notre étude, nous utiliserons la fibronectine pour permettre l’adhésion des 

C3A en biopuces statiques et dynamiques. Après caractérisation de la biopuce en conditions statiques 

et dynamiques, nous nous proposons également d’étudier l’effet du chlorure d’ammonium à 5 et 10 

mM sur les cultures de C3A pour différentes conditions d’ensemencement et de débit. 
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Figure 36 : Cultures de cellules C3A en puits PDMS+FN sous différents chargements de chlorure 
d’ammonium (Photos réalisées au microscope optique, objectif X 10).  

Photos de C3A après une nuit d’adhésion (a). Cette photo présente l’état des cultures cellulaires juste 
avant l’apport du milieu chargé en chlorure d’ammonium. Culture de C3A après 72 heures en milieu de 
culture standard (b). C3A après 72 heures de culture en milieu chargé de chlorure d’ammonium aux 
concentrations de 0,5 et 1 mM respectivement (c-d). C3A après 72 heures en contact avec du chlorure 
d’ammonium à 5 et 10 mM respectivement (e-f). La morphologie des C3A ne semble pas différente en 
présence de chlorure d’ammonium. 

(a) (b) 

(c) (d) 

(e) (f) 

100 µm 
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2. Caractérisation de la biopuce avec les cellules C3A 

 

Avant de réaliser les expériences en présence de chlorure d’ammonium, il est nécessaire dans 

un premier temps de montrer l’intérêt que représente la culture de cellules en biopuce. Des cultures de 

C3A en biopuce avec du milieu de culture standard sont réalisées afin de comparer les activités 

cellulaires à 0, 10 et 25 µL/min au regard des cultures classiques en boite de Pétri (PDMS+FN). La 

densité d’ensemencement initiale est de 0,24.106cellules/cm2. Cette densité correspond à 0,45.106 

cellules/biopuce.  

 

Les morphologies cellulaires des C3A en biopuce sont présentées sur la figure 37. La photo 

37a permet l’observation des C3A au temps 0 h, après adhésion sur la surface microstructurée. Les 

autres photos présentent les C3A après 72 heures de culture en biopuce. La figure 37b est une 

condition à 0 µL/min. Les photos 37c et 37d sont des cultures de C3A en conditions dynamiques avec 

des débits de 10 et 25 µL/min respectivement. Les flèches indiquent la formation d’amas cellulaires le 

long des microstructures. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 37 : Photos réalisées au microscope optique (objectif X10) de C3A en biopuce.  
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2.1 Morphologies et proliférations cellulaires en biopuce 

 

Après adhésion (figure 37a), les cellules ont la même morphologie que sur PDMS+FN en Pétri 

(cf. figures 34b et 36a). Les cellules sont étalées sur le fond de la biopuce avec par endroit quelques 

cellules superposées (flèche sur la photo 37a).  

   Après 72 heures de culture en biopuce statique, les C3A forment une monocouche dans le 

fond des canaux. Certains endroits présentent des cellules moins serrées (cercle sur la photo 37b) et les 

dessus des microstructures présentent de nombreux espaces libres (flèche sur la photo 37b) 

caractéristique d’un nombre de cellules faible. Ceci est corrélé avec une prolifération cellulaire de 1,2 

± 0,1 à 0 µL/min (figure 38). 

   En conditions dynamiques par contre, le fond des canaux et le dessus des microstructures 

sont recouverts d’un tapis où les cellules sont petites et jointives, caractéristiques d’une monocouche 

dense. Des amas cellulaires sont présents sur les côtés des microstructures (flèches sur les photos 37c 

et photos 37d) ce qui laisse également présager d’un nombre de cellules supérieur au regard des 

conditions statiques. De plus, les morphologies en biopuce pour les débits de 10 et 25 µL/min sont 

semblables. Ces deux observations sont renforcées par une prolifération à 2,9 ± 0,6 à 10 µL/min et 2,4 

± 0,2 à 25 µL/min (figure 38). 

 

 

2.2 Comparaison entre la culture en biopuce et la culture en puits 

 
2.2.1 Prolifération des C3A 

 

Les proliférations cellulaires à 72 heures sur Pétri recouvert de PDMS+FN et biopuces 

dynamiques sont proches (figure 38). Le relargage de la LDH est également très faible pour ces trois 

conditions. Les taux présentés sur la figure 38 sont en effet inférieurs à 1% ce qui dénote de bonnes 

conditions de culture pour les C3A. A 0 µL/min par contre, la faible prolifération est accompagnée 

dans certaines biopuces d’un relargage de LDH plus important (figure 38). Ceci démontre une 

souffrance cellulaire due aux conditions statiques de culture. 

L’activité cellulaire des C3A est présentée après 72 heures de culture. Le suivi de l’activité est 

fait au niveau des consommations de glucose et de glutamine, des productions d’ammoniac et 

d’albumine et enfin, au niveau de l’activité des CYP 1A2. Le graphique de la figure 38 présente les 

taux calculés pour les conditions de culture en puits recouverts de PDMS+FN et biopuces statiques et 

dynamiques. 
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       Condition de culture                 PDMS+FN         0 µL/min           10 µL/min          25 µL/min 

 

       Prolifération cellulaire               2,7 ± 0,4            1,2 ± 0,1           2,9 ± 0,6            2,4 ± 0,2 

       Relargage LDH                            < 1                     3 ± 3                  < 1                    < 1 

        (% cellules lysées) 

 

       Consommation glucose               15 ± 2                11 ± 5               31 ± 6                25 ± 9 

       (µg/106cells/h) 

       Consommation glutamine           16 ± 5                23 ± 15             54 ± 20              59 ± 30 

       (nmol/106cells/h) 

       Production ammoniac                 37 ± 8                15 ± 4               46 ± 22              49 ± 11 

       (nmol/106cells /h) 

       Synthèse albumine                     57 ± 7                77 ± 13             81 ± 31            111 ± 30 

       (ng/106cells /h) 

       Activité CYP 1A2                          #                    70 ± 29           105 ± 77            264 ± 15 

       (pmol/106cells /h) 

 

Figure 38 : Représentation graphique et tableau de valeurs associées de l’activité de consommation et de 
production des C3A pour différentes conditions de culture : plaque multi-puits recouverts de PDMS+FN 
et biopuce pour 0, 10 et 25 µL/min.  

La densité initiale est de 0,24.106cellules/cm2, correspondant à 0,45.106cellules/biopuce. # représente une 

activité faible en dessous du seuil de détection. 
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2.2.2 Consommations cellulaires 

 

La consommation de glucose des C3A à 10 et 25 µL/min est deux fois plus importante qu’en 

conditions statiques (PDMS+FN et 0 µL/min). Les taux de consommations sont en effet de 31± 6 et 25 

± 9 à 10 et 25 µL/min tandis que les taux en Pétri et à 0 µL/min ne sont que de 15 ± 2 et 11 ± 5 µg/106 

cellules/h respectivement (figure 38). Il peut être remarquée une différence statistiquement 

significative (α = 10%) entre la consommation en Pétri et celle à 10 µL/min. 

   Le suivi de la consommation de glutamine montre également une augmentation de la 

consommation cellulaire en dynamique avec des taux de 54 ± 20 et 59 ± 30 à 10 et 25 µL/min au 

regard des taux à 16 ± 5 et 23 ± 15 nmol/106 cellules/h en Pétri et biopuce statique. La consommation 

de glutamine par les C3A en Pétri est significativement différente des consommations calculées à 10 

µL/min (α = 5%) et 25 µL/min (α = 7,5%). 

   La consommation cellulaire du glucose et de la glutamine est donc plus importante en 

biopuce dynamique. 

 

2.2.3 Productions cellulaires 

 

Aucune différence significative n’est rapportée pour la production d’ammoniac. Cependant, 

les valeurs moyennes de production sont supérieures en dynamique au regard des taux de production 

calculés en Pétri et en statique. La production d’ammoniac en Pétri est en effet de 37 ± 8 nmol/106 

cellules/h. Ce taux, supérieur à la production constatée à 0µL/min qui n’est que de 15 ± 4, est en 

dessous des taux à 10 et 25 µL/min qui sont de 46 ± 22 et 49 ± 11.  

   Les taux de synthèse d’albumine sont également supérieurs en biopuce à 0, 10 et 25 µL/min 

au regard des conditions de culture en Pétri. Avec une valeur à 57 ± 7 ng/106 cellules/h sur 

PDMS+FN, ce taux est inférieur aux synthèses réalisées en biopuce qui sont de 77 ± 13, 81 ± 31 et 

111 ± 30 à 0, 10 et 25 µL/min respectivement. Une différence statistiquement significative est présente 

entre la condition en Pétri et la condition à 25 µL/min (α = 10%). 

   Les productions d’ammoniac et d’albumine sont plus élevées en biopuce dynamique. 

 

2.2.4 Activité des cytochromes P450 1A2 

 

Après 72 heures de culture en Pétri sur PDMS+FN, une faible activité des CYP 1A2 est 

détectée par la fluorescence de la résorufine. En biopuce par contre, l’activité de ce complexe 

enzymatique est nettement visible (α = 7,5% à 10 µL/min et α = 2,5% à 25 µL/min). De plus, cette 

activité est supérieure en conditions dynamiques avec des taux de 105 ± 77 pmol/106 cellules/h à 10 
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µL/min et 264 ± 15 pmol/106 cellules/h à 25 µL/min au regard du taux à 0 µL/min qui n’est que de 70 

± 29 pmol/106 cellules/h.  

 

2.2.5 Conclusion 

 

Après comparaison des cultures cellulaires en Pétri recouverts de PDMS+FN et biopuces 

statiques ou dynamiques, il apparaît adéquat d’utiliser le mode de culture en perfusion pour réaliser 

des tests sur des substances chimiques et médicamenteuses. Deux arguments majeurs vont dans ce 

sens : d’une part, avec des taux de 2,7 ± 0,4 en Pétri et des taux de 2,9 ± 0,6 et 2,4 ± 0,2 à 10 et 25 

µL/min, les proliférations sont comparables. De plus, les taux de LDH cellulaires en Pétri et biopuces 

dynamiques sont faibles. D’autre part, l’activité cellulaire en biopuces dynamiques est 

systématiquement supérieure aux cultures réalisées en Pétri. 

 

    Le travail de caractérisation de la biopuce présenté dans la suite du manuscrit a pour 

objectif de déterminer l’influence de différents paramètres cellulaires sur l’activité de la biopuce. 

Aussi, différentes densités cellulaires (0,35 ; 0,45 et 0,65.106 cellules) et de débits (0, 10 et 25 µL/min) 

sont étudiés et présentés.  

 

 

2.3 Influence du débit et de la densité initiale de cellules ensemencées 

 

Les taux de prolifération et de métabolisme des C3A en biopuce pour un milieu de culture 

standard sont présentés pour des débits de 0, 10 et 25 µL/min et des densités d’ensemencement de 

0,35 ; 0,45 et 0,65.106 cellules/biopuce. Les données sont extraites après 72 heures de culture en 

biopuce. Les représentations graphiques présentées dans cette partie sont issues du tableau 2 en fin de 

section. 

 

2.3.1 Prolifération en milieu de culture standard 

 

La figure 39 représente graphiquement la prolifération cellulaire des C3A cultivés durant 72 

heures en biopuces statiques et dynamiques. Les débits étudiés sont 0, 10 et 25 µL/min et les densités 

d’ensemencement initiales sont de 0,35 ; 0,45 et 0,65.106 cellules/biopuce.  
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22..33..11..aa))  EEffffeett  dduu  ddéébbiitt  

 

La prolifération cellulaire à 0 µL/min est moins importante qu’en conditions dynamiques. Ceci 

est caractérisé par une prolifération significativement plus faible lorsqu’elle est comparée aux 

proliférations à 10 et 25 µL/min. Le facteur d’erreur α est égal à 5% pour toutes les densités étudiées. 

Après 72 heures de culture en biopuce statique, le nombre final de cellules est stabilisé à 0,57.106 ± 

0,03 cellules. En conditions dynamiques, ce nombre s’élève à 1,2 ± 0,2 106 cellules/biopuce. Les 

proliférations à 10 et 25 µL/min sont comparables.  

 

22..33..11..bb))  EEffffeett  ddee  llaa  ddeennssiittéé  

 

Les taux de prolifération cellulaire diminuent avec l’augmentation de la densité initiale 

d’ensemencement. Ceci est nettement visible à 0 et 25 µL/min où des différences significatives sont 

présentes. A 10 µL/min, bien qu’il y ait une diminution de la prolifération moyenne à 0,65.106 

cellules/biopuce, celle ci n’est cependant pas statistiquement significative.  

 

L’étude à différentes densités cellulaires initialement ensemencées nous renseigne sur la 

stabilité de la culture en biopuce. Ainsi, quel que soit le nombre de cellules compris entre 0,35 et 

0,65.106, l’utilisateur peut s’attendre à récolter après 72 heures de culture, un nombre de C3A peut 

variable de 0,57.106 ± 0,03 en biopuce statique et 1,2.106 ± 0,2 en conditions dynamiques. Ce résultat 

sera discuté ultérieurement dans la partie V. Un effet de densité est alors mis en avant, notamment à 0 

et 25 µL/min.  

 



Résultats 

___________________________________________________________________________ 

 99 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 39 : Représentation graphique de la prolifération cellulaire des C3A cultivés durant 72 heures en 
biopuces statiques et dynamiques.  

 

 

2.3.2 Relargage de la LDH en milieu de culture standard 

 

La figure 40 présente un graphique du relargage de la LDH par les C3A cultivés durant 72 

heures en biopuces statiques (0 µL/min) et dynamiques (10 et 25 µL/min) pour 3 densités initiales 

différentes : 0,35 ; 0,45 et 0,65.106 cellules/biopuce. 

 

22..33..22..aa))  EEffffeett  dduu  ddéébbiitt  

 

Avec des taux systématiquement inférieurs à 1%, le relargage de la LDH par les C3A est très 

faible en conditions de perfusions au regard des conditions de culture statiques. A 0 µL/min, les taux 

de relargage de la LDH sont de 13 ± 16%, 3 ± 3% et 6 ± 6% pour les 3 densités d’ensemencement 

étudiées. Cette différence entre dynamique et statique est significative quelles que soient les densités 
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d’ensemencement. Ce taux élevé est le signe d’une lyse cellulaire plus importante en condition de 

biopuce statique. 

 

22..33..22..bb))  EEffffeett  ddee  llaa  ddeennssiittéé    

 

Aucune différence significative n’a pu mettre en évidence un effet lié à la densité cellulaire. 

Bien que la moyenne de relargage de LDH soit plus importante à 0,35.106 cellules/biopuce, une 

dispersion importante des valeurs (cf. écart-type) ne permet pas de conclure sur une potentielle 

différence avec les densités d’ensemencement plus élevées. 

Le relargage de la LDH est donc plus important en biopuces statiques qu’en biopuces 

dynamiques. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 40 : Représentation graphique de la lyse cellulaire par le relargage de la LDH dans le milieu de 
culture après 72 heures en biopuce. 
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2.3.3 Consommations cellulaires en milieu de culture standard 

 

La figure 41 présente les taux de consommation de glucose (a) et de glutamine (b) par les C3A 

cultivés en biopuces statiques et dynamiques. Les taux calculés pour 3 densités cellulaires y sont 

présentés. 

 

22..33..33..aa))  EEffffeett  dduu  ddéébbiitt  

 

A 0 µL/min, les consommations de glucose et de glutamine par les C3A sont inférieures aux 

consommations en biopuces dynamiques. Pour la consommation de glucose, le taux calculé à 0µL/min 

est de 12 ± 1 µg/106 cellules/h. Cette valeur de consommation est 3 fois moins importante que la 

valeur de consommation en biopuce dynamique qui est à 30 ± 6 µg/106 cellules/h. Ce constat est 

également fait pour la consommation de glutamine qui est de 20 ± 7 nmol/106 cellules/h en biopuces 

statiques contre 60 ± 8 nmol/106 cellules/h en dynamique. 

Ceci se caractérise par de nombreuses différences significatives statistiquement. Les facteurs 

d’erreur α calculés entre 0 et 10 µL/min pour la consommation de glucose sont systématiquement à 

5% (figure 41a). Ceux calculés entre 0 et 25 µL/min sont à 10% pour les densités de 0,35 et 0,65.106 

cellules/biopuce. Pour les consommations de glutamine, des différences significatives sont 

systématiquement rapportées entre les conditions statiques et les conditions dynamiques. Les facteurs 

d’erreur α sont alors compris entre 2,5 et 5% (figure 41b). 

 

22..33..33..bb))  EEffffeett  ddee  llaa  ddeennssiittéé  

 

Les taux moyens de consommation ont tendance à diminuer avec l’augmentation de la densité 

cellulaire. Cette diminution est illustrée avec une différence significative entre la densité 0,35 et la 

densité 0,65.106 cellules/biopuce pour les consommations de glucose à 10 µL/min. Cependant, aucune 

différence significative impliquant la densité cellulaire n’est visible. Ceci est valable pour les 

consommations de glucose et les consommations de glutamine. 

 

Les consommations de glucose et de glutamine sont donc plus importantes en biopuces 

dynamiques. Une légère diminution du taux moyen de consommation est visible avec l’augmentation 

de la densité cellulaire. 
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Figure 41 : Représentations graphiques des consommations de glucose (a) et de glutamine (b) pour les 
C3A en biopuces statiques (0 µL/min) et dynamiques (10 et 25 µL/min).  

Les taux sont présentés pour 3 densités d’ensemencement qui sont : 0,35 ; 0,45 et 0,65.106 cellules/biopuce 
après 72 heures de culture. 
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2.3.4 Productions cellulaires en milieu de culture standard 

 

La figure 42 présente les productions cellulaires en ammoniac (a) et albumine (b) pour les 

C3A cultivés dans du milieu standard en biopuces statiques et dynamiques. Les densités 

d’ensemencements sont de 0,35 ; 0,45 et 0,65.106 cellules/biopuce. Les résultats extraits du tableau 2 

sont les taux de productions calculés après 72 heures de culture. 

 

22..33..44..aa))  EEffffeett  dduu  ddéébbiitt  

 

La production d’ammoniac avec un taux à 14 ± 2 nmol/106 cellules/h est plus faible en 

biopuces statiques par rapport aux conditions dynamiques qui présentent un taux moyen de 44 ± 7 

nmol/106 cellules/h. En comparant les productions d’ammoniac à 0 µL/min et 10 µL/min, les taux 

calculés pour les biopuces statiques sont significativement plus faibles avec un facteur d’erreur α 

égale à 5%. Les taux à 25 µL/min sont également supérieurs aux statiques et bien que très proches de 

ceux calculés à 10 µL/min, une seule différence significative est visible à la densité de 0,45.106 

cellules/biopuce (α = 5%). La synthèse d’albumine est relativement oscillante d’une condition à 

l’autre et aucune tendance ne peut être établie. Les valeurs de production sont comprises entre 80 et 

180 ng/106 cellules/h.  

 

22..33..44..bb))  EEffffeett  ddee  llaa  ddeennssiittéé  

 

Les taux de production de l’ammoniac sont équivalents d’une densité à l’autre. La densité 

cellulaire d’ensemencement n’est pas non plus considérée comme un paramètre influençant la 

production d’albumine. Une production d’albumine faible est notée à la densité de 0,45.106 

cellules/biopuce. Cependant, les taux de production d’albumine aux deux densités extrêmes sont 

proches. 

 

  La production d’ammoniac est plus faible en conditions statiques qu’en conditions 

dynamiques. La production d’albumine oscille entre 80 et 180 ng/106 cellules/h quelque soient les 

conditions de culture en biopuce et aucune tendance ne peut être véritablement établie. 
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Figure 42 : Représentations graphiques des productions cellulaires d’ammoniac (a) et d’albumine (b) par 
les cellules C3A cultivées durant 72 heures en biopuces statiques et dynamiques.  

Les taux de production sont ici présentés pour 3 densités d’ensemencement cellulaire différentes : 0,35 ; 
0,45 et 0,65.106 cellules/biopuce. 
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2.3.5 Activité des Cytochromes P450 1A2 en milieu de culture standard 

 

Les taux d’activités des CYP 1A2 sont présentés sur le graphique de la figure 43. Ils sont 

extraits du tableau 2 après 72 heures de culture des C3A en biopuces statiques et dynamiques pour les 

3 densités initiales d’ensemencement.  

La valeur d’activité initiale est représentée également sur le graphique. Elle est la moyenne 

des dosages effectués sur les cellules en biopuce à J1, juste avant de commencer la phase 

expérimentale. Aucune différence n’a été remarquée pour différentes densités d’ensemencement, c’est 

pourquoi une seule valeur est indiquée sur le graphique et constitue la référence de chacune des 

conditions de culture. Cette valeur à 225 ± 86 nmol/106 cellules/h constitue ici un point de départ 

d’activité avant le lancement de la culture sur 72 heures.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 43 : Représentation graphique de l’activité des CYP 1A2 en début et fin d’expérience (72 heures de 
culture en biopuces statiques et dynamiques).  

Les valeurs non déterminées sont annotées sur le graphique de la mention : « ND ». 
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22..33..55..aa))  EEffffeett  dduu  ddéébbiitt  

 

L’activité moyenne des CYP 1A2 est plus élevée en conditions dynamiques au regard de 

l’activité en biopuces statiques. Une différence statistique entre 0 et 25 µL/min à la densité de 0,45.106 

cellules/biopuce illustre cette remarque.   

 

22..33..55..bb))  EEffffeett  ddee  llaa  ddeennssiittéé  

 

Mise à part une valeur d’activité relativement élevée à 25 µL/min, 0,45.106 cellules/biopuce, 

les valeurs moyennes déterminées sont en dessous de l’activité initiale. Les taux sont donc 

relativement proches et aucune tendance n’est véritablement visible. 

 

2.3.6 Conclusions sur la culture de C3A en biopuce et milieu de culture standard 

 

Après 72 heures de culture en biopuce, il est remarqué que la quantité de C3A récoltés est 

stable. En condition statique, le nombre de cellules en fin d’expérience est de 0,57 ± 0,03.106  

cellules/biopuce. En condition dynamique, ce nombre final est de 1,2 ± 0,2.106 cellules/biopuce. Les 

proliférations et activités cellulaires sont meilleures en dynamique. Ceci est visible avec des 

consommations de glucose et glutamine, des productions d’ammoniac et des activités des CYP 1A2 

supérieures. De plus, les taux mesurés de LDH en dynamique sont très faibles démontrant que les 

conditions de culture à 10 et 25 µL/min sont favorables.  

La comparaison entre les deux débits de 10 et 25 µL/min n’établit pas de différence. Les taux 

de prolifération et d’activité cellulaire sont en effet très proches quelque soient les conditions 

d’ensemencement et les paramètres étudiés. 

 

Les densités d’ensemencement cellulaire étudiées sont relativement proches. Une légère 

diminution de la prolifération et des consommations cellulaires peut être remarquée avec 

l’augmentation de la densité. Les taux restent cependant très proches et cette tendance devrait être 

mieux établie avec des écarts d’ensemencement plus important. On pourrait par exemple proposer 

d’ensemencer des biopuces à 1,2.106 cellules/biopuce, qui est la quantité finale. 
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Débit (µl/min)                                                 0                                                             10                                                                 25  

 
Densité initiale (106/biopuce)      0.35            0.45              0.65                0.35              0.45               0.65                  0.35               0.45                0.65 
 
Densité finale (106/biopuce)        0.61            0.56              0.54                0.96              1.25               1.50                  1.16               1.08                1.50 
 
Prolifération                       1.7 ± 0.6      1.2 ± 0.1      1.0 ± 0.4         2.7 ± 0.7        2.9 ± 0.6      2.2 ± 0.5            3.3 ± 0.9      2.4 ± 0.2         2.3 ± 0.2 
 
 
Consommation Glucose      11 ± 4         11 ± 5          13 ± 8            40 ± 15          31 ± 6           28 ± 4                30 ± 9           25 ± 9            25 ± 0 
  (µg/h/106cells) 
 
Consommation Glutamine  25 ± 5         23 ± 15        11 ± 3            72 ± 16          54 ± 20         52 ± 15              67 ± 14         59 ± 30          59 ± 11 
  (nmol/h/106cells) 
 
Production Ammoniac        12 ± 2         15 ± 4          15 ± 4            50 ± 24          46 ± 22         49 ± 18              37 ± 7           49 ± 11          32 ± 5 
  (nmol/h/106cells) 
 
Production Albumine        107 ± 26      77 ± 13         93 ± 16         154 ± 79         81 ± 31        182 ± 61            184 ± 74       111 ± 30        138 ± 1 
  (ng/h/106cells) 
 
Activité CYP 1A2                  ND         70 ± 29         90 ± 30         120 ± 61        105 ± 77       206 ± 65              90 ± 19       264 ± 15        147 ± 78 
  (pmol/h/106cells) 
 
LDH             19 ± 17       3 ± 3             6 ± 6                <1                <1                  <1                      <1                 <1                  <1 
  (% cellules mortes/vivantes) 
 

Tableau 2 : Valeurs des densités et du métabolisme des C3A aux débits de 0, 10 et 25 µl/min pour 3 densités d’ensemencement initial.  

Les données sont extraites après 72 heures de culture en biopuce et sont présentées par la valeur moyenne calculée ± écart-type (n >= 3). 
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Après la caractérisation de la biopuce en milieu de culture standard, cette étude est réalisée 

avec des chargements de chlorure d’ammonium déterminés par les tests en plaque multi-puits 

précédemment présentés dans la partie 1.2 intitulée : « Test de culture cellulaire C3A en présence de 

chlorure d’ammonium ». 

 

3. Biopuce et C3A sous chargements de NH4Cl 

 

Le chargement de chlorure d’ammonium est réalisé après la période d’adhésion cellulaire, au 

moment de débuter les expériences en conditions statiques ou dynamiques. Du milieu de culture est 

préparé avec un supplément de chlorure d’ammonium afin d’obtenir des concentrations de 5 et 10 

mM. La procédure expérimentale est alors réalisée dans les mêmes conditions qu’une expérience en 

milieu de culture standard sur 72 heures. 

 

3.1 Morphologie cellulaire en présence de NH4Cl 

 

Les morphologies cellulaires après 72 heures de culture en biopuce sont présentées sur la 

figure 44. Les figures 44a et 44b présentent des biopuces statiques avec respectivement 5 et 10 mM de 

NH4Cl. Les figures 44c et 44d sont des biopuces à 10 µL/min pour des concentrations de 5 et 10 mM 

de chlorure d’ammonium. Les figures 44e et 44f présentent des biopuces à 2 5µL/min pour des 

concentrations de 5 et 10 mM de NH4Cl. 

 

En condition statique et en présence de 5 et 10 mM de chlorure d’ammonium, les C3A 

forment une monocouche sur toute la surface de la biopuce comme le montrent les figures 44 (a) et 

(b). Les cellules sont bien délimitées avec un cytoplasme réfringent particulièrement visible au 

microscope optique. 

  A 10 µL/min, le tapis cellulaire en présence de chlorure d’ammonium à 5 mM apparaît dense 

avec des cellules très serrées et des amas (flèche sur la figure 44c). Pour cette même condition de 

débit, la morphologie des C3A en présence de 10 mM de chlorure d’ammonium change complètement 

comme en témoigne la photo de la figure 44(d) après 72 heures de culture. Les cellules sont arrondies, 

relativement grosses et laissent des espaces libres le long des microstructures (cercles).  

 

   A 25 µL/minute, le tapis cellulaire est abîmé à 5 et 10 mM de chlorure d’ammonium (figures 

44e et 44f). Les cellules sont assez grosses et les espaces sont nombreux, surtout en présence de 10 

mM. 
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Figure 44 : Photos de C3A en biopuces statiques et dynamiques après 72 heures de culture en présence de 
chlorure d’ammonium à 5 et 10 mM. 

Photos de C3A en culture statique (0 µL/min) (a et b), 10 µL/min (c et d) et 25 µL/min (e et f). Les 
cultures sont réalisées en présence de 5 (a, c et d) et 10mM de chlorure d’ammonium (b, d et f). Photos 
réalisées au microscope optique (grossissement X10). Les flèches indiquent des endroits dans lesquels les 
cellules forment des amas. Les cercles indiquent des espaces dans la monocouche. 

 

Les résultats présentés sous forme de graphiques dans la suite de cette étude ont été construits 

à partir des données chiffrées du tableau 2 pour les conditions contrôles, du tableau 3 pour les 

conditions à 5 mM de chlorure d’ammonium et enfin du tableau 4 pour les données en présence de 10 

mM de NH4Cl. 

(c) (d) 

(a) (b) 

(e) (f) 

100 µm 
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Débit (µl/min)               0                                                             10                                                           25  

 
Densité initiale (106/biopuce)   0.35            0.45              0.65               0.35               0.45              0.65                   0.35              0.45                0.65 
 
Densité finale (106/biopuce)     0.51            0.49              0.69               0.75               1.04              1.15                   0.70              0.84                1.37 
 
Prolifération                       1.5 ± 0.1     1.0 ± 0.0      1.1 ± 0.2        2.0 ± 0.4        2.3 ± 0.1      2.1 ± 0.2              2.0 ± 0.1      2.0 ± 0.0         2.2 ± 0.5 
 
Consommation Glucose        9 ± 2          16 ± 6          10 ± 2            54 ± 4            37 ± 1          29 ± 8                 45 ± 3           40 ± 4            28 ± 13 
  (µg/h/106cells) 
 
Consommation Glutamine  10 ± 11        15 ± 6            9 ± 1            80 ± 23          61 ± 1          76 ± 12               84 ± 23         66 ± 27          43 ± 7 
  (nmol/h/106cells) 
 
Production Ammoniac         6 ± 1              ##               2 ± 3                ##                   ##               2 ± 3                    ##              4 ± 8                 ## 
  (nmol/h/106cells) 
 
Synthèse Albumine            80 ± 4         79 ± 11      163 ± 44        256 ± 2          123 ± 48         95 ± 4              143 ± 82       109 ± 58         77 ± 16 
  (ng/h/106cells) 
 
Activité CYP 1A2             81 ± 4          38 ± 8         72 ± 51             ND            125 ± 98       161 ± 49             252 ± 73      281 ± 115     299 ± 119 
  (pmol/h/106cells) 
 
LDH           27 ± 11         7 ± 5           7 ± 3               <1                 <1                 <1                      2 ± 2                <1                 <1 
   (% dead/living cells) 
 
 

Tableau 3 : Valeurs des densités et du métabolisme des C3A aux débits de 0, 10 et 25 µl/min pour 3 densités d’ensemencement initial en présence de 5 mM de 
chlorure d’ammonium.  

Les données sont extraites après 72 heures de culture en biopuce et sont présentées par la valeur moyenne ± écart-type (n >= 3). Les valeurs déterminées très faibles 
après calcul du taux sont annotées par « ## ». 
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Débit (µl/min)                0                                                              10                                                            25  

 
Densité initiale (106/biopuce)    0.35            0.45              0.65                0.35              0.45               0.65                  0.35               0.45                0.65 
 
Densité finale (106/biopuce)      0.36            0.48              0.47                0.38              0.49               0.58                  0.36               0.37                0.63 
 
Prolifération                      1.3 ± 0.1     1.0 ± 0.1      0.7 ± 0.1         1.0 ± 0.2       1.0 ± 0.2       0.9 ± 0.2             1.0 ± 0.2       0.9 ± 0.0         1.0 ± 0.1 
 
Consommation Glucose     16 ± 4         16 ± 7          13 ± 2            91 ± 10          51 ± 14        68 ± 14                78 ± 28         67 ± 16          53 ± 5 
  (µg/h/106cells) 
 
Consommation Glutamine 12 ± 5         15 ± 1            5 ± 2           165 ± 51         80 ± 8        101 ± 32              153 ± 23       132 ± 65        104 ± 23 
  (nmol/h/106cells) 
 
Production Ammoniac           ##                ##                ##                   ##                  ##                ##                      ##                 ##                   ## 
  (nmol/h/106cells) 
 
Production Albumine         55 ± 5       114 ± 79        95 ± 31         211 ± 77        125 ± 10       199 ± 35            150 ± 65       171 ± 115      122 ± 68 
  (ng/h/106cells) 
 
Activité CYP 1A2               4 ± 6         62 ± 52        34 ± 35              ND            310 ± 8         794 ± 370          426 ± 136     584 ± 360      487 ± 155 
  (pmol/h/106cells) 
 
LDH          11 ± 1           6 ± 7            8 ± 5                5 ± 9              <1                 3 ± 2                   <1                4 ± 7               <1 
   (% dead/living cells) 
 
 

Tableau 4 : Valeurs des densités et du métabolisme des C3A à des débits de 0, 10 et 25 µl/min pour 3 densités d’ensemencement initial en présence de 10 mM de 
chlorure d’ammonium.  

Les données sont extraites après 72 heures de culture en biopuce et sont présentées par la valeur moyenne  ± écart-type (n >= 3). Les valeurs déterminées très faibles 
après calcul du taux sont annotées par « ## ». 
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3.2 Prolifération cellulaire 

 

La figure 45 présente les taux de prolifération après 72 heures de culture en biopuce. Ces taux 

sont calculés pour des densités d’ensemencement de 0,35 ; 0,45 et 0,65.106 cellules/biopuce en 

présence de 0, 5 et 10 mM de NH4Cl. Les débits sont de 0 (figure 45a), 10 (figure 45b) et 25 µL/min 

(figure 45c).  

 

3.2.1 Effet du NH4Cl sur la prolifération cellulaire 

 

A 0 µL/min (figure 45a), les proliférations cellulaires en présence de NH4Cl restent faibles. La 

présence de NH4Cl induit une limitation de la prolifération cellulaire. En effet, la prolifération 

cellulaire moyenne est systématiquement inférieure à la prolifération contrôle en présence de 10 mM 

de chlorure d’ammonium. Ceci est illustré par un taux moyen de 1,0 ± 0,3 à 10 mM contre 1,3 ± 0,3 à 

0 mM et une diminution significative aux densités de 0,35 (α = 2,5%) et 0,45.106 cellules/biopuce (α 

= 5%). La présence de NH4Cl à 5 mM, induit également une diminution de la prolifération moyenne, 

essentiellement pour des densités initiales de 0,35 et 0,45.106 cellules/biopuce. A 5 mM, le taux de 

prolifération moyen est de 1,2 ± 0,3.  

 

A 10 µL/min (figure 45b), la diminution de la prolifération en présence de NH4Cl est encore 

plus nette. Quelque soit la densité initialement ensemencée, les proliférations en présence de 5 et 10 

mM de chlorure d’ammonium sont inférieures aux taux moyens de prolifération calculés à 0 mM. Les 

taux calculés sont de 2,6 ± 0,3 ; 2,2 ± 0,1  et 1,0 ± 0,0 à 0, 5 et 10 mM. La diminution à 10 mM est 

donc très significative au regard des cultures à 0 et 5mM.  

 

A 25 µL/min, la même tendance est observée (figure 45c). 

 

En condition statique, la diminution de prolifération à forte densité est significative (α =2,5%). 

En dynamique par contre, les taux sont relativement proches en présence de chlorure d’ammonium 5 

et 10 mM. 

La prolifération en condition statique est significativement plus faible devant les conditions 

dynamiques en présence de 5 mM de NH4Cl. Par contre, les proliférations sont tellement faibles avec 

10 mM, qu’aucune différence significative n’est à noter pour les différents débits. 
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Figure 45 : Graphiques représentant la prolifération des C3A à 0 µL/min (a), 10 µL/min (b) et 25 µL/min 
(c) pour 3 densités cellulaires initiales en présence de chlorure d’ammonium (0 ; 5 et 10 mM).  
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3.2.2 Conclusion sur la prolifération cellulaire en présence de NH4Cl 

 

A 10 mM, le chlorure d’ammonium induit une diminution très nette de la prolifération des 

C3A au regard des cultures à 0 et 5 mM. A 5 mM, la prolifération des C3A est légèrement plus faible 

que les cultures standard. Ceci étant, ce chargement peut être considéré comme intermédiaire car les 

proliférations à 0,65.106 cellules/biopuces sont comparables aux cultures réalisées avec du milieu 

standard.  

 

 

3.3 Lyse cellulaire par la LDH 

 

La figure 46 présente les taux de relargage de la LDH par les C3A. Ces taux sont exprimés en 

pourcentage de cellules lysées par rapport au nombre de cellules comptées en fin d’expérience (J4) 

après 72 heures de culture en biopuce. Les résultats sont présentés pour des débits de 0 (figure 46a), 10 

(figure 46b) et 25 µL/min (figure 46c) en présence de 0, 5 et 10 mM de chlorure d’ammonium. Les 

densités d’ensemencement initiales sont de 0,35 ; 0,45 et 0,65.106 cellules/biopuce. 

 

3.3.1 Effet du NH4Cl sur la lyse cellulaire 

 

Il est clairement montré ici que le relargage de la LDH est présent essentiellement en biopuces 

statiques. Ceci amène à penser que le chlorure d’ammonium n’a pas d’influence sur la lyse cellulaire 

mais qu’il s’agit plutôt du débit.  

Les écart-types relativement importants au niveau des cultures en dynamique montrent que 

cette lyse cellulaire n’est pas un phénomène homogène dans les biopuces. En effet, certains lots 

expérimentaux ont présenté de la LDH alors que d’autres n’en ont pas. Par contre, en statique, il est 

systématiquement détecté de la LDH avec un taux plus ou moins important, ce qui explique les écarts-

types.  

    

3.3.2 Conclusion sur le relargage de la LDH en présence de NH4Cl 

 

Le chlorure d’ammonium n’a pas d’effet sur la lyse cellulaire des C3A cultivés en biopuce. 

L’effet principal jouant sur le relargage de la LDH est un effet de débit. Ce taux est le plus élevé en 

biopuce statique. 
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Figure 46 : Représentation graphique du relargage de LDH par les C3A cultivés en biopuce après 72 
heures.  

Les taux sont exprimés en %/Nombre de cellules comptées en fin d’expérience. 
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3.4 Consommation de glucose 

 

Les représentations graphiques de la figure 47 sont les consommations de glucose des C3A 

calculées après 72 heures de culture en biopuce. Les densités initiales étudiées sont 0,35 ; 0,45 et 

0,65.106 cellules/biopuce pour des débits de 0 µL/min (figure 47a), 10 µL/min (figure 47b) et 25 

µL/min (figure 47c) sous différents chargements de chlorure d’ammonium de concentration 0, 5 et 10 

mM. 

 

3.4.1 Effet du NH4Cl sur la consommation de glucose 

 

A 0 µL/min, les consommations de glucose calculées en présence de chlorure d’ammonium 5 

et 10 mM sont de 11 ± 4 et 15 ± 2 µg/106 cellules/h respectivement. Ces taux sont relativement 

proches des consommations en biopuces contrôles. La présence de NH4Cl à ces deux concentrations 

n’influence donc pas la consommation des C3A en glucose. 

   

 A 10 µL/min, la consommation moyenne de glucose en présence de 5 mM de chlorure 

d’ammonium est légèrement plus importante que la consommation à 0 mM. Aucune augmentation 

significative n’est cependant visible. Par contre, il apparaît à 10 mM que le chlorure d’ammonium 

augmente de manière signifcative la consommation en glucose des C3A. La consommation passe alors 

de 33 ± 6 à 70 ± 20 µg/106 cellules/h. L’augmentation de consommation à 10 mM est également 

significative au regard de la consommation à 5 mM. Ceci est par exemple montré aux densités 

extrêmes. 

 

A 25 µL/min, la tendance reste la même. Cette fois l’augmentation de la consommation entre 

0 et 10 mM est significative pour toutes les densités étudiées (α = 5%). La consommation augmente 

de 27 ± 3 à 66 ± 13 µg/106 cellules/h. La consommation à 5 mM augmente également et cette fois, une 

différence significative apparaît à faible densité (α = 10%).  

 

En comparant les taux de consommation aux différentes densités, il peut être remarqué que la 

consommation diminue lorsque la densité augmente. Ceci est montré avec plusieurs différences 

significatives à 10 et 25 µL/min.  

Il peut également être remarqué que les consommations en condition statique sont très faibles 

au regard des consommations déterminées en dynamique. 
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Figure 47 : Représentation graphique des consommations de glucose par les C3A à 0, 10 et 
25 µL/min en présence de chlorure d’ammonium pour différentes densité.  
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3.4.2 Conclusion sur la consommation de glucose en présence de NH4Cl. 

 

En biopuces statiques, les consommations de glucose par les C3A sont faibles et aucun effet 

lié au chlorure d’ammonium n’est illustré. Par contre, en conditions dynamiques, la présence de 

NH4Cl induit une consommation cellulaire plus élevée. A 10 mM, cette hausse est très importante et 

significative. La consommation de glucose semble également plus importante à faible densité. 

 

 

3.5 Consommation de la glutamine 

 

La figure 48 présente les taux de consommation de glutamine après 72 heures de culture en 

biopuce. Ces taux sont calculés pour des densités d’ensemencement de 0,35 ; 0,45 et 0,65.106 

cellules/biopuce en présence de 0, 5 et 10 mM de chlorure d’ammonium. Les débits sont fixés à 0 

µL/min (figure 48a), 10 µL/min (figure 48b) et 25 µL/min (figure 48c).  

 

 

3.5.1 Consommation de la glutamine en présence du NH4Cl 

 

La consommation de la glutamine en présence deNH4Cl, suit la même tendance que la 

consommation du glucose. 

 

En condition statique, les taux de consommation de glutamine sont très faibles quelque soient 

les chargements de chlorure d’ammonium et les densités étudiées. Avec des taux de consommation à 

11 ± 3 et 11 ± 5 en présence de 5 et 10 mM de NH4Cl, il peut être noté que les consommations de 

glutamine en présence de chlorure d’ammonium sont inférieures aux consommations moyennes 

calculées en milieu de culture standard dont la moyenne est à 20 ± 7 nmol/106 cellules/h.  

 

En conditions dynamiques, la présence de 10 mM de NH4Cl augmente la consommation des 

C3A en glutamine. A 10 µL/min, le taux de consommation passe ainsi de 59 ± 11 nmol/106 cellules/h 

en milieu de culture standard à 115 ± 44 nmol/106 cellules/h à 10 mM. L’augmentation est 

significative pour toutes les densités étudiées (figure 48b). A 25 µL/min, la consommation passe de 62 

± 5 à 130 ± 25 nmol/106 cellules/h. Cette augmentation est significative aux densités de 0,35 et 

0,45.106 cellules/biopuce.  

A 5 mM, les consommations moyennes sont légèrement plus importantes mais restent 

comparables aux consommations en milieu de culture standard. Les taux calculés sont de 72 ± 10 à 10 
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µL/min et 64 ± 21 nmol/106 cellules/h à 25 µL/min. Il apparaît alors des différences significatives 

entre les consommations à 5 et celles à 10mM (α = 5%). 

  

 

3.5.2 Conclusion sur la consommation de glutamine en présence de NH4Cl. 

 

En dynamique, la présence de NH4Cl à 5 mM, augmente légèrement la consommation de 

glutamine des C3A cultivés en biopuce. A 10 mM, cette augmentation est significativement 

importante. Une hausse de la consommation est également visible pour les densités faibles et s’illustre 

par plusieurs différences significatives.  

 

 

3.6 Bilan de la consommation énergétique en présence de NH4Cl. 

 

Au niveau des consommations de glucose et de glutamine par les CA3 en biopuce, il peut être 

retenu que la présence de NH4Cl, n’a pas d’influence en conditions statiques. Les consommations à 0 

µL/min sont en effet très faibles par rapport aux conditions dynamiques. Ceci traduit que l’absence de 

débit est le paramètre le plus important dans cette condition de culture.  

Par contre, aux débits de 10 et 25 µL/min,  les consommations sont plus importantes avec  le 

chlorure d’ammonium. Cette augmentation de la consommation  des C3A est nettement visible en 

présence de 10 mM de NH4Cl, traduisant d’un stress cellulaire plus important qu’à 5 mM.    
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Figure 48 : Représentations graphiques des consommations de glutamine par les C3A à 0, 10 
et 25 µL/min en présence de chlorure d’ammonium. 
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3.7 Production d’ammoniac 

 

La figure 49 présente les productions d’ammoniac pour les cultures de C3A en biopuce. 

Toutes les conditions de culture ici étudiées sont représentées : Les débits sont de 0, 10 et 25 µL/min, 

les chargements sont de 0, 5 et 10 mM en chlorure d’ammonium et enfin les densités cellulaires 

initiales sont de 0,35 ; 0,45 et 0,65.106 cellules/biopuce. 

 

3.7.1 Effet du NH4Cl sur la production d’ammoniac 

 

Les valeurs les plus fortes de production sur la figure 49 sont les taux calculés en condition 

standard de culture (0 mM). A 5 mM, quelques productions sont détectées amenant ainsi le taux 

moyen à 3 ± 3 nmol/106 cellules/h. Ces productions sont très faibles au regard des biopuces en 

condition standard. Les autres sont négligeables. En présence de 10 mM de chlorure d’ammonium, la 

production d’ammoniac est négligeable pour toutes les conditions de culture.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 49 : Représentation graphique de la production d’ammoniac par les C3A à 0, 10 et 25 µL/min en 
présence de 0, 5 et 10 mM de chlorure d’ammonium. 
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3.7.2 Conclusion sur la production d’ammoniac en présence de NH4Cl. 

 

En présence de chlorure d’ammonium il semble que la production cellulaire d’ammoniac soit 

faible. Il est cependant apparu précédemment que la consommation de glutamine était supérieure en 

présence de NH4Cl.  Or, pendant la dégradation de la glutamine par l’enzyme glutaminase, il est 

relargué de l’ammoniac. Le taux de synthèse de l’ammoniac devrait donc être supérieur avec des 

chargements de NH4Cl. En prenant par exemple la valeur moyenne de consommation de glutamine qui 

est de 125 nmol/106 cellules/h. Il peut être estimé que 106 cellules produisent environ 6 µmol 

d’ammoniac pendant 48 heures de culture. Devant des chargements de 5 et 10 mM, il semble qu’en 

réalité la détection de la production cellulaire en NH3 soit difficilement réalisable car cette valeur est 

1000 à 2000 fois plus faible que les chargements. De plus, la perméabilité aux gaz du silicone est 

également susceptible de produire des pertes d’ammoniaque non négligeables. Ce point sera abordé 

ultérieurement au chapitre V de la discussion.  

 

 

3.8 Synthèse d’albumine 

 

La figure 50 présente les taux de synthèse d’albumine par les C3A cultivés en biopuce après 

72 h. Les concentrations en chlorure d’ammonium sont fixées à 0, 5 et 10 mM. Les débits étudiés sont 

de 0 µL/min (figure 50a), 10 µL/min (figure 50b) et 25 µL/min (figure 50c). Les densités 

d’ensemencement cellulaire sont de 0,35 ; 0,45 et 0,65.106 cellules/biopuce. 

 

3.8.1 Effet du NH4Cl sur la synthèse d’albumine 

 

En condition statique, la production moyenne d’albumine est de 96 ± 31 ng/106 cellules/h. En 

conditions dynamiques, les productions sont de 158 ± 58 ng/106 cellules/h à 10 µL/min et 134 ± 33 

ng/106 cellules/h à 25 µL/min. La production d’albumine est donc plus importante en conditions 

dynamiques. Elle s’illustre par exemple par une différence statistique déterminée entre les débits de 0 

et 10 µL/min pour une densité de 0,35.106 cellules/biopuce. Cette différence significative est visible 

pour les chargements de 5 et 10 mM et présente un facteur d’erreur α de 10%.  

La grande dispersion des valeurs de production ne nous permet cependant pas d’établir de 

tendance réellement nette à part que les densités d’ensemencement ou les chargement en NH4Cl n’ont 

pas d’influence sur la synthèse d’albumine en biopuce.     
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Figure 50 : Représentation graphique de la synthèse d’albumine réalisée par les C3A en présence de 
chlorure d’ammonium à 0, 10 et 25 µL/min.  
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3.8.2 Conclusion sur la production d’albumine en présence de NH4Cl. 

 

La présence de chlorure d’ammonium n’affecte pas particulièrement la production d’albumine 

des C3A en biopuce. La production est supérieure en biopuces dynamiques mais n’apparaît  

significative que pour un débit de 10 µL/min. 

 

 

3.9 Activité des CYP 1A2 

 

La figure 51 présente les taux d’activité des CYP 1A2 calculés après 72 heures de culture en 

biopuce. Ces taux sont présentés pour des densités d’ensemencement de 0,35 ; 0,45 et 0,65.106 

cellules/biopuce sous des chargements de 0, 5 et 10 mM de chlorure d’ammonium. Les débits sont 

fixés à 0 µL/min (figure 51a), 10 µL/min (figure 51b) et 25 µL/min (figure 51c).  

L’activité initiale déterminée en début d’expérience est représentée par la barre notée : 

« départ ». Cette activité correspond à la moyenne des mesures réalisées en début de chaque 

expérimentation au temps 0h, juste avant de commencer la perfusion. Sa valeur sur les graphiques ici 

présentés est de 226 ± 116 pmol/106 cellules/h.  

Les valeurs non déterminées sont annotées de la mention : « ND ». Ces valeurs manquantes 

sont pour les conditions à 0 µL/min, densité 0,35.106 cellules/biopuce en présence de 0  et 5 mM de 

NH4Cl et 10 µL/min, densité 0,35.106 cellules/biopuce en présence de 5 et 10 mM de chlorure 

d’ammonium. 

 

3.9.1 Effet du NH4Cl sur l’activité des CYP 1A2 

 

A 0 µL/min, les taux d’activités des CYP 1A2 sont significativement inférieurs au taux 

d’activité évalué initialement. Le taux moyen d’activité est en effet de 56 ± 29 pmol/106 cellules/h. 

Ceci démontre une perte d’activité des CYP 1A2 après 72 heures de cultures en biopuces statiques. 

Cette perte d’activité déjà présente chez les cultures à 0mM est également confirmée en présence de 5 

et 10 mM de NH4Cl. 

 

A 10 µL/min, les activités des CYP 1A2 en présence de 5 mM de NH4Cl sont en dessous de la 

valeur initiale. Ces activités sont comparables aux activités déterminées en milieu de culture standard. 

A 10 mM, les taux moyens en biopuce sont supérieurs à l’activité initiale. Avec un taux de 794 ± 370 

pmol/106 cellules/h, l’activité à 0,65.106 cellules/biopuce semble induite par le NH4Cl 10 mM. 

L’induction par le NH4Cl est confirmée à 25 µL/min. Toutes les valeurs en présence de 10 

mM de chlorure d’ammonium montrent en effet une activité supérieure au regard de l’activité initiale 
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et des chargements à 5 mM. Pour les plus fortes densités étudiées, les taux sont de 584 ± 360 et 487 ± 

155 pmol/106 cellules/h. 

 

La figure 52 présente l’activité des CYP 1A2 pour les chargements de 5 (figure 52a) et 10 mM 

(figure 52b). Cette représentation graphique permet de comparer les activités densité par densité pour 

tous les débits étudiés ici.  

 

Ceci permet notamment de mettre en avant la différence significative d’activité entre les 

conditions statiques et les conditions dynamiques quelles que soient les concentrations de NH4Cl 

utilisées.  

A 5 mM, il est également possible de remarquer que l’activité des CYP 1A2 est comparable à 

la valeur initiale après 72 heures de culture à 25 µL/min.  

A 10 mM, il est également intéressant de visualiser que toutes les valeurs en dynamiques sont 

comparables ou supérieures à la valeur initiale. 
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Figure 51 : Représentation graphique de l’activité des Cytochrome P450 1A2 en présence de chlorure 
d’ammonium à 0, 10 et 25 µL/min.  

La barre de valeur initiale représente la quantification de cette activité juste avant la mise en perfusion. 
Les valeurs non déterminées sont annotées de la mention : « ND ».  
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Figure 52 : Représentation graphique de l’activité des CYP 1A2 à 0, 10 et 25 µL/min pour trois densités 
d’ensemencement initiales à 0,35 ; 0,45 et 0,65.106 cellules/biopuce.  

Les taux d’activité sont regroupés en fonction des chargements en chlorure d’ammonium. Le graphique 
(a) présente les taux d’activité e présence de 5mM de NH4Cl. Le graphique (b) traite l’activité pour un 
chargement à 10 mM. 

 

3.9.2 Conclusion sur l’activité des CYP 1A2 en présence de NH4Cl 

 

L’activité des cytochromes P450 1A2 est systématiquement diminuée après 72 heures de 

culture en conditions statiques. Par contre, en dynamique, elle est maintenue, voir induite pour des 

chargements de 10 mM. La combinaison d’un chargement à 5 mM et d’un débit de 25 µL/min semble 

maintenir l’activité basale durant les 72 heures de perfusion. Ceci est un constat important quand on 

sait que cette condition de culture est comparable en prolifération et en activité métabolique à la 

condition standard. 
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3.10 Conclusions pour la culture en biopuce des C3A avec le NH4Cl. 

 

Les tendances établies grâce aux résultats qui ont été présentés sont résumées sur le tableau 5, 

pour toutes les densités. La condition de culture en biopuces dynamiques à 0 mM est considérée ici 

comme le contrôle et les autres conditions de culture sont comparées.  

 

En condition statique, il peut être remarqué que tous les paramètres tels que la prolifération, 

consommation, production et activité des CYP450 diminuent très largement. Cette diminution est 

constatée quels que soient les chargements de NH4Cl, impliquant que le facteur limitant pour la culture 

de cellule est la condition nulle de débit. 

 

Pour les débits de 10 et 25 µL/min, les tendances sont relativement proches. C’est pourquoi, 

les tendances à ces deux conditions de débit sont présentées dans la colonne intitulée : « Dynamique ».  

En présence de 10 mM de chlorure d’ammonium, une modification importante de la 

morphologie est remarquée. Les cellules s’arrondissent et leur volume augmente. La prolifération 

diminue de manière importante tandis que les consommations de glucose et glutamine augmentent. 

L’activité des CYP 1A2 est également en hausse. 

Avec un chargement de 5 mM, la tendance précédemment établie est plus nuancée. En effet, la 

prolifération moyenne est légèrement plus basse, les consommations de glucose et glutamine sont en 

légère hausse, tout comme l’activité des CYP 1A2.  
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Condition           Dynamique                                     Statique                                                            
 
[NH4Cl] (mM)               0                5                   10                        0                5               10 
 
Morphologie          étalées        étalées        arrondies                étalées     étalées       étalées 
                                petites         petites         grosses                  petites       petites        petites 
 
Prolifération          2.6 ± 0.4    
 
Glucose                  30 ± 6                     
  (µg/h/106cells) 

 
Glutamine              61 ± 8                     
  (nmol/h/106cells) 

 
Ammoniac             44 ± 8                         
  (nmol/h/106cells) 

 
Albumine             141 ± 40                 
  (ng/h/106cells) 

 
CYP 1A2             155 ± 67                  
  (pmol/h/106cells) 

 
LDH             <1                            
   (% mortes/vivantes)  

 

Tableau 5 : Synthèse des tendances observées durant la culture des C3A en biopuces statiques et 
dynamiques avec ou sans NH4Cl. 
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4. Résultats des tests préliminaires réalisés sur les MDCK 

Les tests en plaque 12 puits réalisés avec les C3A pour le revêtement à la fibronectine et les 

chargements de chlorure d’ammonium sont reproduits avec les cellules MDCK. 

 

4.1 Test de revêtement de fibronectine avec les cellules MDCK 

 

Les cellules MDCK sont cultivées durant 72 heures sur quatre types de revêtements : fond de 

boite TCPS avec et sans traitement à la fibronectine et PDMS avec et sans dépôt de fibronectine. Les 

cellules sont ensemencées dans les puits préalablement préparés et après une nuit d’adhésion, un 

premier comptage noté au temps 0 h est réalisé en triplette. Le suivi des cultures est ensuite réalisé 

toutes les 24 heures durant 3 jours. Les photos des morphologies cellulaires réalisées au microscope 

optique sont présentées avec la figure 53. La figure 54 présente les résultats des comptages cellulaires 

pour les quatre conditions de cultures. 

 

Le comptage à 0h fait état du nombre de cellules MDCK adhérées au début de l’expérience. 

Les quantités de cellules sur TCPS, TCPS+FN et PDMS+FN ne sont pas significativement différentes. 

Avec une moyenne de 0,13 ± 0,03.106 cellules/cm2, le nombre de cellules pour ces trois conditions est 

2 fois plus important que pour la culture réalisée sur PDMS. La quantité de cellules adhérées à cette 

condition est en effet de 0,06 ± 0,02.106 cellules/cm2. Ce faible nombre de cellules adhérées est 

significatif (α = 10%) en comparaison du revêtement de PDMS+FN. Les photos 53a, 53b et 53c 

illustrent cette situation au début de l’expérience. Les surfaces de TCPS (figure 53a) et PDMS+FN 

(figure 53b) sont en effet recouvertes de cellules MDCK tandis que la surface de PDMS présente de 

nombreux espaces vides (cercles sur la figure 53c). Les amas cellulaires non adhérés sur le PDMS sont 

éliminés par les rinçages justes avant le comptage cellulaire. Ceci explique le faible nombre de cellules 

comptées au temps 0h.  

 

Durant les premières 24 heures de culture, la prolifération cellulaire est semblable pour toutes 

les conditions surfaciques. Cette prolifération est de 1,6 ± 0,1. Le nombre de cellules sur PDMS sans 

traitement préalable est encore significativement faible (α = 5%). Entre 24 et 48 heures, les cultures en 

présence de fibronectine, ralentissent leur prolifération qui est de 1,2 ± 0,1. Les autres conditions sans 

fibronectine par contre, présentent une prolifération plus élevée. Sur TCPS, le taux est de 1,9 ± 0,3 et 

le taux sur PDMS est de 2,7 ± 0,3. 
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Figure 53 : Photos de cellules MDCK cultivés en puits avec des revêtements de surface différents à 0 et 72 
heures (X10).  

Photos des cultures après adhésion (a-c). Photos après 72 heures de culture (d-f). MDCK sur revêtement 
TCPS (a et d), sur PDMS recouvert de fibronectine (10µg/mL) (b et e) et sur PDMS sans traitement 
préalable (c et f).  

(a) (d) 

(b) (e) 

(c) (f) 

100 µm 



Résultats 

___________________________________________________________________________ 

 132 

Entre 48 et 72 heures, le nombre de cellules sur TCPS, TCPS+FN et PDMS+FN augmente 

encore avec une prolifération moyenne de 1,3 ± 0,4. Le nombre de cellules final est de 0,42 ± 0,04.106 

cellules/cm2. Par contre, sur PDMS, le nombre de cellules n’augmente pas avec une prolifération de 

0,9 ± 0,3. Le nombre final de cellules à cette condition de culture est de 0,20 ± 0,07.106 cellules/cm2. 

Ceci peut être corrélé avec les morphologies cellulaires de la figure 53. Sur PDMS (figure 53f), les 

cellules forment une monocouche après 72 heures, mais les cellules sont plus grosses et certains 

espaces libres persistent (ellipse sur la figure 53f), indiquant que le nombre de cellules est moins 

important que pour les autres conditions où le tapis cellulaire est dense (figures 53b et 53d). 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 54 : Nombre de cellules MDCK en plaque multi-puits pour différents revêtements surfaciques.  
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4.2 Test de culture cellulaire MDCK en présence de NH4Cl 

 

Les MDCK sont ensemencés en puits recouvert de PDMS+FN. Après adhésion, 3 puits sont 

détachés et comptés. Le comptage est représenté au temps 0 h en pointillés sur la figure 55. Le milieu 

de culture des autres puits restants est remplacé par du milieu enrichi de chlorure d’ammonium à 0 ; 

0,5 ; 1 ; 5 et 10 mM (représenté sur le graphique de la figure 55 par une flèche). Des comptages pour 

ces 5 conditions de culture sont réalisés en triplette après 24, 48 et 72 heures de chargement en 

chlorure d’ammonium. Des photos illustrant les morphologies cellulaires au début et en fin 

d’expérience sont présentées par la figure 56. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 55 : Représentation graphique du nombre de cellules MDCK en fonction du temps en présence de 
chlorure d’ammonium.  

La barre à 0 h représente le nombre de cellules ensemencées initialement pour toutes les conditions.  
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24 heures après les différents chargements en NH4Cl, le nombre de MDCK n’est pas 

significativement différent d’une condition à l’autre. La quantité moyenne de cellules est estimée à 

0,24.106 cellules/cm2 pour une quantité initiale de 0,16 ± 0,05.106 cellules/cm2. Ceci représente une 

prolifération sur 24 heures de 1,5 ± 0,2. 

 

Entre 24 et 48 heures, la prolifération cellulaire se poursuit pour toutes les conditions de 

culture, à l’exception des cultures sous un chargement à 10 mM. Dans ce cas, la prolifération est de 

0,9 ± 0,2 conduisant à une diminution du nombre moyen de cellules en culture. Ce nombre tombe à 

0,18± 0,03.106 cellules/cm2. Une différence significative apparaît alors avec les puits dont le nombre 

de cellules est important telle que la condition à 1 mM (α = 5%). Cette quantité de cellules ne change 

pas entre 48 et 72 heures avec une prolifération de 1,0 ± 0,1. L’effet du chlorure d’ammonium à 

10mM apparaît ainsi dès les premières 48 heures avec une réduction significative de la prolifération (α 

= 7,5%). Un second effet apparaît plus tardivement sur les cultures de MDCK. A 5 mM, le nombre de 

cellules est diminué de manière significative (α = 5%) après 72 heures de culture. La prolifération 

cellulaire tombe alors à 0,7 ± 0,2 et le nombre final de cellules est de 0,20 ± 0,06.106 cellules/cm2. 

L’effet du NH4Cl à 5 mM est ainsi plus tardif et n’est visible qu’à 72 heures. Ces différences de 

prolifération à 5 et 10 mM sont visibles sur les photos (e) et (f) de la figure 56. Des zones sur la 

monocouche cellulaire présentent des espaces libres et des cellules de tailles importantes (cercles) 

alors que pour les autres conditions de culture, le tapis cellulaire est dense. 

 

4.3 Conclusions des tests préliminaires réalisés avec les MDCK 

 

Les tests réalisés en plaque multi-puits nous permettent de valider l’effet bénéfique d’un 

revêtement de fibronectine à 10 µg/mL pour la culture de cellules MDCK sur PDMS. La quantité de 

cellules adhérées sur le PDMS+FN est semblable à la quantité obtenue sur le TCPS+FN et permet 

rapidement d’obtenir une monocouche. De plus, le développement des cellules sur PDMS+FN se fait 

de manière stable contrairement aux cultures réalisées sur le PDMS sans traitement qui présentent de 

grosses variations de prolifération à 48 et 72 heures. 

Les chargements de chlorure d’ammonium réalisés sur les MDCK nous permettent de 

caractériser une concentration critique à 10mM stoppant de manière importante leur prolifération dès 

les premières 48 heures de culture. Une deuxième concentration à 5 mM de NH4Cl apparaît également 

intéressante car son effet est plus tardif et apparaît en fin d’expérience, à 72 heures. 
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Figure 56 : Photos de cellules MDCK en culture sur PDMS+FN avec et sans NH4Cl.  

 

Photos réalisées au microscope optique pour un grossissement X10. Cellules MDCK en culture juste après 
adhésion (0 h) (a). Photos des cultures après 72 heures (b-f). MDCK en milieu culture standard ou milieu 
sans NH4Cl (0 mM) (b). MDCK en milieu de culture supplémenté en NH4Cl à 0,5 mM (c), 1 mM (d), 5 mM 
(e) et 10 mM (f). 

 

La fibronectine est donc utilisée pour faciliter l’adhésion des MDCK en biopuces. Après 

caractérisation de la biopuce en conditions statiques et dynamiques, nous proposons également 

d’étudier l’effet du chlorure d’ammonium à 5 et 10 mM sur les cultures MDCK pour différentes 

conditions d’ensemencement et de débit. 

 

(a) (b) 

(c) (d) 
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5. Caractérisation de la biopuce avec les cellules MDCK 

 

5.1 Morphologies et proliférations cellulaires en biopuce 

 

Les morphologies cellulaires des cellules MDCK sont présentées sur la figure 57. La figure 

57a est l’observation des MDCK au temps 0h, après adhésion sur le fond microstructuré de la biopuce. 

Les figures 57b,c et d représentent les MDCK après 72 heures de culture à 0 µL/min (figure 57b), 10 

µL/min (figures 57c) et 25 µL/min (figure 57d). Les graphiques présentés sur la figure 58 dans cette 

partie sont construits avec les valeurs chiffrées du tableau 6 en fin de section. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 57 : Photos réalisées au microscope optique (objectif X10) de cellules MDCK en biopuce.  

 

Photo des MDCK après adhésion sur les microstructures de la biopuce (a). Photos de cellules MDCK 
après 72 heures de culture en biopuce dans du milieu de culture standard (b-d). Les photos présentent ici 
les trois conditions de débit appliquées sur les cultures cellulaires : 0 µL/min (b), 10 µL/min (c) et 25 
µL/min (d). Les flèches indiquent la formation d’amas cellulaires le long des microstructures. 

(c) (d) 

(a) (b) 

100 µm 
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Après adhésion cellulaire, les MDCK sont étalés sur le fond de la biopuce. Certaines zones 

présentent des cellules serrées. Sur d’autres zones, où les cellules sont plus grosses des espaces vides 

sont présents. 

 

Après 72 heures de culture en biopuce, les cellules forment une monocouche que ce soit en 

statique ou en dynamique. Les cellules forment des jonctions sur toute la surface de la biopuce dont 

certaines sont très réfringentes. En condition dynamique, les bords des microstructures sont bordés de 

cellules comme le montre les flèches sur les photos 57c et 57d. Pour les débits à 0 et 25 µL/min (figure 

57b et 57d), les cellules sont de taille moyenne et le noyau cellulaire est bien visible. A 10 µL/min, les 

cellules sont plus petites et le noyau n’est pas apparent. Les cellules paraissent plus serrées et donc 

plus nombreuses à 10 µL/min. Ceci est vérifié par une prolifération plus importante des MDCK à cette 

condition (figure 58a). Le taux est en effet de 2,3 ± 0,1 contre 1,0 ± 0,0 et 1,4 ± 0,1 à 0 et 25 µL/min 

quelque soient les densités d’ensemencement initiales.  

La prolifération à 10 µL/min est significativement supérieure à la prolifération des conditions 

statiques (α =5%) quelque soient les densités. En revanche, la prolifération à 25 µL/min est 

statistiquement supérieure à la prolifération statique que pour une densité de 0,75.106 cellules/biopuce.  

 

 

5.2 Consommations cellulaires de glucose 

 

En conditions statiques, le taux moyen de consommation du glucose par les MDCK est de 22 

± 7 µg/106 cellules/h. Ce taux est plus faible que les taux déterminés en dynamique (figure 58b). La 

consommation moyenne est de 29 ± 11 à 10 µL/min et 52 ± 22 µg/106 cellules/h à 25 µL/min.  

 

A 10 µL/min, la consommation est légèrement supérieure à la culture statique et aucune 

différence significative n’est relevée. Par contre, à 25 µL/min, la consommation est plus importante. 

Des différences significatives sont présentes quelles que soient les densités.  

 

Il apparaît également que la consommation est liée au nombre de cellules ensemencées. En 

effet, plus la densité est importante, moins la consommation est élevée. Cet effet est nettement marqué 

entre les densités extrêmes quelque soient les conditions de débit (α = 5%). 
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Figure 58 : Représentations graphiques des proliférations, consommations de glucose et synthèses 
d’ammoniac par les MDCK en biopuces statiques et dynamiques. 
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5.3 Production d’ammoniac 

 

Le taux moyen de production d’ammoniac à 0 µL/min est de 31 ± 23 nmol/106 cellules/h. Ce 

taux est relativement proche de la production calculée à 10 µL/min qui est de 34 ± 9 nmol/106 

cellules/h. Par contre, la production d’ammoniac à 25 µL/min est supérieure. Avec un taux de 52 ± 22 

nmol/106 cellules/h, cette production est significativement plus importante que la production à 0 

µL/min. Les facteurs d’erreur sont en effet de 10% à la densité de 0,5.106 cellules/biopuce et 5% pour 

les deux autres densités (figure 58c). 

Il est également remarqué que la densité cellulaire diminue la production de l’ammoniac. Ceci 

est statistiquement vérifié (α = 5%). La production diminue ainsi de 43 ± 6 à 25 ± 2 pour un débit de 

10 µL/min et diminue de 100 ± 23 à 42 ± 2 au débit de 25 µL/min. 

 

 

5.4 Conclusions sur la culture de MDCK en biopuce 

 

Avec des taux constants quelle que soit la densité d’ensemencement, il apparaît que la 

prolifération est supérieure en biopuce dynamique au regard des conditions statiques. La prolifération 

apparaît comme étant plus élevée à 10 µL/min. Les consommations de glucose et productions 

d’ammoniac sont également supérieures en conditions dynamiques. Cependant, c’est à 25 µL/min que 

les valeurs les plus importantes sont retrouvées. Ainsi, les taux de consommation et de production sont 

2 fois plus élevée à 25 µL/min en comparaison des cultures statiques. 

La densité en biopuce MDCK n’a pas d’effet sur la prolifération cellulaire. Par contre, il est à 

noter une diminution des consommations de glucose et productions d’ammoniac lorsque la densité 

augmente. 
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Débit (µl/min)                                                 0                                                             10                                                              25  
 

Densité initiale (106/biopuce)      0.5             0.75                1                  0.5                0.75                1                   0.5                  0.75                  1 

Densité finale (106/biopuce)        0.5             0.8                1.0                 1.1                1.7                2.3                  0.7                  1.1                   1.6 

Prolifération                           0.9 ± 0.1    1.0 ± 0.2       1.0 ± 0.2        2.3 ± 0.1       2.3 ± 0.5      2.2 ± 0.4         1.3 ± 0.1        1.5 ± 0.3          1.5 ± 0.2 

Consommation Glucose         29 ± 4         23 ± 0           15 ± 4            40 ± 6           29 ± 2          18 ± 1             75 ± 8            51 ± 9              32 ± 4 

  (µg/h/106cells) 

Production Ammoniac           57 ± 10       14 ± 3           22 ± 3            43 ± 6           34 ± 2          25 ± 2           100 ± 23          60 ± 9              42 ± 2 

  (nmol/h/106cells) 

Tableau 6 : Valeurs des densités finales et du métabolisme des MDCK pour des débits de 0, 10 et 25 µL/min en milieu de culture standard. 

 
 

[NH4Cl] (mM)                                                      5                                                            10  

Débit (µL/min)                                   0               10                 25                  0                   10                 25 

Densité finale (106/biopuce)              0.6             1.0                1.2                 0.5                0.5                0.8                   

Prolifération                                 1.0 ± 0.2    1.5 ± 0.2       1.5 ± 0.1        0.8 ± 0.1       0.9 ± 0.3      1.1 ± 0.1          

Consommation Glucose                23 ± 5        47 ± 9           34 ± 2            21 ± 1           52 ± 5          33 ± 3                

(µg/h/106cells) 

Production Ammoniac                  25 ± 6       23 ± 9                ##              23 ± 20             ##                ##              

(nmol/h/106cells) 

 

Tableau 7 : Valeurs des densités finales et du métabolisme des MDCK pour des débits de 0, 10 et 25 µL/min en présence de NH4Cl à 5 et 10 mM. La densité 
d’ensemencement initial est de 0,75.106 cellules/biopuce. 
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6. Biopuce et MDCK sous chargement de NH4Cl 

 

Les morphologies des cellules MDCK sont présentées sur la figure 59. Cette figure montre les 

photos des MDCK en biopuce après 72 heures de culture pour des conditions de débit à 0 µL/min 

(figures 59a et b), 10 µL/min (figures 59c et d) et 25 µL/min (figures 59e et f). Les chargements en 

NH4Cl sont ici de 5 mM (figures 59a-e) et 10 mM (figures 59b-f). La figure 60 présente les 

proliférations, consommations de glucose et productions d’ammoniac. Ces graphiques sont construits 

avec les tableaux 6 et 7 à la densité d’ensemencement à 0,75.106 cellules/biopuce. 

 

6.1 Morphologies et proliférations en présence de NH4Cl 

 
Les photos de la figure 59 présentent les morphologies des MDCK en présence de chlorure 

d’ammonium. Il peut être remarqué qu’une monocouche cellulaire est visible pour toutes les 

conditions ici présentées. Cependant, les morphologies de ces monocouches sont différentes.  

 

En conditions statiques et pour une concentration de 10 mM de NH4Cl, les cellules ont une 

taille relativement importante avec un noyau cellulaire apparent à certains endroits. En présence de 

5mM de NH4Cl, les cellules MDCK forment un tapis cellulaire avec des cellules de petites tailles.  

 

A 10 µL/Min, cette différence entre les cultures à 5 et 10 mM est encore plus marquée. La 

différence de tailles est nettement visible. De plus, en présence de 10 mM de NH4Cl, les MDCK 

présentent des morphologies allongées avec des espaces libres entre les cellules comme le montre les 

flèches de la figure 59(d). Cette différence de morphologie montre que la quantité de cellules à 10 mM 

est plus faible qu’avec un chargement à 5 mM. Ceci est confirmé par la valeur de la prolifération qui 

est de 0,9 ± 0,3 à 10 mM contre 1,5 ± 0,2 à 5 mM dans ces conditions de débit. 

 

A 25 µL/min, la différence de morphologie pour les deux concentrations est moins visible. Les 

cellules sont de taille moyenne et serrées les unes avec les autres sur une monocouche. Il apparaît 

cependant à 10 mM, quelques espaces libres dans la monocouche (flèches sur la figure 59f) montrant 

une quantité de cellules plus faible. Ceci est également corrélé par la prolifération cellulaire sur la 

figure 60(a). La prolifération à 5 mM est en effet supérieure à la prolifération des biopuces chargées à 

10 mM. Les taux de prolifération sont alors de 1,5 ± 0,1 à 5 mM contre 1,1 ± 0,1 à 10 mM. 
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Figure 59 : Photos des MDCK en biopuce avec ou sans NH4Cl (grossissement X10).  

 

Photos prises à 72 heures des MDCK en culture statique (0 µL/min) dans une biopuce avec 
un milieu enrichi de chlorure d’ammonium à 5 mM (a) et un milieu à 10 mM (b). MDCK en 
biopuce après 72 heures dans des conditions de débit dynamique à 10 µL/min. Photos des 
cultures en milieu à 5 mM (c) et 10 mM de chlorure d’ammonium (d). MDCK en biopuce 
après 72 heures pour un débit de 25 µL/min. Les photos (e) et (f) présentent les cultures pour 
un milieu à 5 mM et 10 mM de chlorure d’ammonium respectivement.  

 

 

 

(a) 

(c) 

(b) 

(d) 

(e) (f) 

100 µm 
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6.2 Consommation de glucose en présence de NH4Cl 

 

La figure 60(b) présente les consommations de glucose des cellules MDCK en biopuce pour 

une densité initiale de 0,75.106 cellules/biopuce. Les chargements de chlorure d’ammonium sont de 0, 

5 et 10 mM pour des débits de 0, 10 et 25 µL/min.  

 

A 0 µL/min, les consommations cellulaires en glucose sont identiques quelque soient les 

chargements de NH4Cl. Le taux moyen de consommation est de 22 ± 1 µg/106 cellules/h. 

 

A 10 µL/min, le taux de consommation de glucose augmente avec la concentration de chlorure 

d’ammonium. Les taux de consommation sont en effet de 47 ± 9 et 52 ± 5 µg/106 cellules/h à 5 et 10 

mM respectivement. Ceci est corrélé par une différence significative (α = 10%) pour les 

consommations entre 0 et  5 mM et les consommations entre 0 et 10 mM. Une hausse significative de 

la consommation est également rapportée à 10 µL/min au regard des consommations en biopuces 

statiques (α = 5%). 

 

Pour un débit de 25 µL/min, les consommations de glucose à 5 et 10 mM sont proches et 

inférieures aux consommations des cultures contrôles. En présence de chlorure d’ammonium, les taux 

de consommation sont de 33 ± 0 avec NH4Cl contre 51 ± 9µg/106 cellules/h à 0 mM. La différence 

entre les consommations à 25 µL/min n’est cependant pas statistiquement différente.  

 

 

6.3 Production d’ammoniac en présence de NH4Cl 

 

Les productions d’ammoniac réalisées par les MDCK en biopuce statiques et dynamiques sont 

présentées sur la figure 60(c). Les taux de production sont calculés à une densité cellulaire initiale de 

0,75.106 cellules/biopuce pour des débits de 0, 10 et 25 µL/min en contact avec des concentrations de 

NH4Cl de 0 ; 5 et 10 mM. 

 

A 0 µL/min, les taux de production d’ammoniac sont équivalents quelque soient les 

chargements de NH4Cl. Le taux moyen de production est de 21 ± 6 nmol/106 cellules/h. 

 

A 10 µL/min, les productions à 0 et 5 mM sont relativement proches. Par contre, aucune 

production n’est détectable à 10 mM. A 25 µL/min, la production d’ammoniac est également 

indétectable en présence de 5 et 10 mM de chlorure d’ammonium. 
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Figure 60 : Représentation graphique de la prolifération, consommation de glucose et production 
d’ammoniac des cellules MDCK cultivées en biopuce avec des chargements en chlorure d’ammonium de 
0 ; 5 et 10 mM. 
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Pour les mêmes raisons évoquées précédemment avec la culture de C3A en biopuce, la 

détection de la production cellulaire d’ammoniac est également difficile lorsque le milieu est 

surchargé en NH4Cl. La quantification de la consommation de glutamine présente initialement dans le 

milieu de culture pourrait permettre d’estimer le taux de production de l’ammoniac, comme cela a été 

réalisé avec les C3A. 

 

6.4 Conclusions sur la culture de MDCK en biopuce chargée de NH4Cl 

 

L’étude de l’influence du chlorure d’ammonium sur les MDCK est réalisée pour une densité 

cellulaire initiale de 0,75.106 cellules/biopuce. A cette densité, la comparaison entre trois 

concentrations de chlorure d’ammonium à 0, 5 et 10 mM nous permet d’établir que le NH4Cl n’a pas  

de rôle prépondérant sur la prolifération cellulaire à 0 et 25 µL/min, mais que le facteur limitant est 

plutôt le débit. En effet, il est remarqué une diminution des paramètres de prolifération, consommation 

et production à 0 µL/min et une réduction de la prolifération à 25 µL/min.  

Par contre, à 10 µL/min la prolifération cellulaire est maximale. Dans ce cas, l’influence du 

NH4Cl est visible en biopuce. A 10 mM, le chlorure d’ammonium diminue la prolifération en biopuce 

de manière importante et augmente la consommation de glucose. Le stress engendré par ce 

chargement est visible sur la morphologie cellulaire avec des tailles de cellules importantes et des 

espaces libres dans la monocouche. A 5 mM, la réponse cellulaire est plus nuancée avec une 

morphologie très peu modifiée et une réduction de prolifération moins importante qu’à 10 mM.  

 

 

Débit (µl/min)         10                                         25                          0                                                            
 
[NH4Cl] (mM)            0            5               10         0              5               10             0                 5                10 
 
Morphologie      étalées      étalées         étalées     étalées      étalées        étalées      étalées          étalées         étalées 
                                     petites       petites        grosses  moyennes  moyennes   moyennes moyennes      petites         grosses 
 
Prolifération       2.3 ± 0.5     
 
 
Glucose                 29 ± 2         
  (µg/h/106cells) 
 
 
Ammoniac          34 ± 2         
  (nmol/h/106cells) 
 
 

Tableau 8 : Synthèse des tendances observées durant la culture de MDCK en biopuces avec ou sans 
NH4Cl. 
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CHAPITRE V : DISCUSSION 
 

1. Microfabrication des biopuces 

 

Les biopuces sont fabriquées à l’aide de moules microstructurés. Ces moules sont réutilisables 

un grand nombre de fois et permettent de mouler une quantité importante de répliques nécessaires à 

l’assemblage des biopuces. Le moulage se fait avec du PDMS ; un silicone très utilisé dans les 

applications médicales (biomatériaux, domaine pharmaceutique …)216. Le procédé de fabrication 

utilisé dans cette étude nous permet ainsi de fabriquer rapidement un nombre important de biopuces.  

Grâce au collage irréversible réalisable avec le PDMS, la biopuce est fermée de manière 

hermétique et permanente ce qui facilite son utilisation. Les tubes en silicone des connectiques 

d’entrée et sortie de la biopuce sont scellés avec du PDMS. Les biopuces sont donc entièrement 

réalisées en silicone et supportent ainsi les grands écarts de température. La stérilisation de nos 

supports de culture est alors réalisée par autoclave ce qui permet de travailler dans des conditions 

optimales pour la culture cellulaire. Les biopuces supportent également les nettoyages répétés aux 

SDS permettant alors de réutiliser un grand nombre de fois les mêmes supports. Le travail est réalisé 

avec une vingtaine de biopuces simultanément et plusieurs conditions sont testées en parallèle.  

Les biopuces sont éliminées lorsque le collage (bonding) casse. Cette rupture apparaît pour 

deux raisons : la première est due à une mauvaise manipulation de l’expérimentateur qui introduit une 

pression trop importante. La seconde raison est le résultat d’une fatigue qui apparaît après de 

nombreuses manipulations. La mise en place des cultures cellulaires se fait par introduction d’une 

légère pression afin de limiter le risque de bulles d’air. L’introduction répétée de pressions dans la 

biopuce déforme légèrement la chambre et fait ainsi travailler le collage. Afin de renforcer celui-ci, 

une surface de contact entre les deux répliques est nécessaire. La découpe des répliques se fait alors le 

plus éloignée possible des microstructures.  

 

2. Design de la biopuce 

 
La biopuce consiste en une chambre fermée. La surface de la chambre est microstructurée. 

Ceci permet d’augmenter la surface de culture de 1,2 cm2 à 2 cm2 pour un volume de 30 µL. 

Rappelons que la surface d’un puits de culture est de 3,8 cm2 pour 2 mL de volume de milieu. Le ratio 

surface/volume est donc très largement supérieur en biopuce. Le haut de la chambre est un volume 

circulant qui permet d’homogénéiser la perfusion du milieu de culture dans la chambre quelque soit 

l’état de la culture cellulaire (figure 61a). En effet, une étude précédente montre dans la littérature que 
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la répartition cellulaire modifie l’écoulement en microcanal209. Un amas de cellules risque par exemple 

d’encombrer un canal privant toute une partie de la population de milieu nutritif. La prolifération des 

cellules peut également modifier les vitesses d’écoulement. Le tapis cellulaire qui recouvre la surface 

interne d’un canal, réduit la section de l’écoulement. Le débit étant constant, la vitesse d’écoulement 

augmente alors dans les canaux voisins. Le tissu n’est alors pas irrigué de manière homogène et les 

taux de cisaillement engendrés dans les parties d’accélération du fluide risquent d’être trop élevés et 

d’arracher les cellules (figure 61b). L’espace prédéfini avec la partie supérieure permet de maintenir 

une section d’écoulement qui limite ainsi l’augmentation des vitesses et des cisaillements à l’intérieur 

des canaux. Dans notre cas de biopuce, la vitesse de l’écoulement diminue à l’endroit du 

rétrécissement dans les microcanaux. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 61 : Visualisation de la perfusion dans la partie supérieure de la biopuce (a) et modifications de 
l’écoulement dans deux canaux adjacents lors d’un encombrement de cellules dans un microcanal (b)209.  
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3. Choix des cellules 

 
Le choix des cellules utilisées pour cette étude s’est fait en deux temps. Dans un premier 

temps, nous avons souhaité travailler sur des cellules provenant d’organes qui jouent un rôle important 

dans les phases d’A.D.M.E. Le foie est l’organe de la biotransformation avec un système enzymatique 

très développé et également un organe qui participe à l’élimination des substances grâce aux sécrétions 

biliaires. Le rein, est l’organe de l’élimination. Il présente un système de filtration hautement 

perfectionné et permet de conserver l’homéostasie de l’organisme. Le complexe enzymatique présent 

dans cet organe participe également à la biotranformation en métabolites de substances exogénes et 

endogènes. De part leurs systèmes vasculaires très riches, ces deux organes sont très irrigués et sont 

donc en contact avec une grande quantité de substances circulantes. La recirculation entéro-hépatique 

et l’absorption parentérale déversent en effet dans le foie de grandes quantités (parfois la totalité) de 

substances exogènes. Après biotransformation, le foie est également au contact de fortes 

concentrations de métabolites avant leur élimination. Le rein, lui aussi reçoit de grandes quantités de 

substances qu’il concentre en urine dans le tubule. Le tubule est alors soumis à de fortes 

concentrations de substances ou métabolites.  

 

D’après la littérature, la culture de cellules primaires est un modèle incontournable dans la 

mise en place de nouveaux systèmes de culture in vitro. Il nous est apparu nécessaire de développer 

dans un premier temps un modèle rapide à mettre en place. Notre choix s’est donc tourné vers un 

système cellulaire facile d’entretien comme le proposent les lignées cellulaires. Ces cellules sont en 

effet robustes et relativement stables ce qui nous a permis de mettre en place des dosages tels que les 

consommations de glucose et glutamine, les productions d’ammoniac et albumine ainsi que le suivi de 

l’activité des CYP 1A2. Afin de limiter les complexités de manipulation d’entretien des lignées et de 

préparation des biopuces, nous avons également choisi de travailler avec deux lignées cellulaires 

largement utilisées dans la littérature et acceptant le même milieu de culture. Ce travaille est donc 

réalisé avec des cellules HepG2/C3A et MDCK provenant de l’ATCC. Il nous semble cependant 

impératif de passer en culture de cellules primaires dans une prochaine étape afin de se rapprocher au 

mieux des conditions in vivo. Ceci est par exemple motivé par la démonstration récente de l’absence 

du cycle de l’urée chez les C3A qui produisent un niveau basal d’urée mais ne détoxifient pas 

l’ammoniac226. La caractérisation d’un modèle de biopuce à cellules primaires hépatiques est 

actuellement en cours de validation sur des cellules cryopréservées de rats. Ce travail donne lieu à un 

partenariat avec l’industrie pharmaceutique Servier Technologie. 
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4. Caractérisation de l’évaporation en biopuce 

 
En fin d’expérience, il est remarqué une perte du volume de perfusion de l’ordre de 300 à 400 

µL/24h. L’évaporation est un phénomène bien connu dans la littérature, surtout en biopuces 

microfluidiques dans lesquelles de petits volumes sont manipulés156,180. Ce volume d’évaporation a été 

déterminé par comparaison des volumes en début et fin d’expérience et également par les différences 

de concentration de glucose dans le milieu lorsque celui ci est perfusé dans les mêmes conditions 

expérimentales sans cellules. En l’absence de cellules, il n’y a pas de consommation de glucose et par 

conséquent, la quantité reste inchangée dans le circuit. Il apparaît pourtant une concentration 

supérieure après plusieurs jours de perfusion, démontrant une perte de fluide. Cette perte a été calculée 

de la manière suivante : 

 

[eq 9]    nGlucose0h = nGlucose24h 

[eq 10]       [Glucose]0h . V0h = [Glucose]24h . V24h 

[eq 11]               V24h = [Glucose]0h . V0h / [Glucose]24h 

 

nGlucose0h et nGlucose24h sont les quantités de glucose présentes dans le circuit à 0 et 24 h. 

[Glucose]0h et [Glucose]24h sont les concentrations de glucose mesurées à 0 et 24 h. Les valeurs sont de 

870 et 1020 µg/dL. V0h et V24h sont les volumes à 0 et 24 h. V0h est de 3 mL au départ de la perfusion. 

Après calcul, le volume V24h est de 2,6 mL, soit une perte de 400 µL/24h. 

 

De la même manière, le volume V72h est déterminé. 

  

[eq 12]             V72h = [Glucose]24h . V24h / [Glucose]72h 

 

Après prélèvement de 300 µL à 24 h pour dosage, le volume V24h est de 2,3 mL. [Glucose]72h 

est la concentration de glucose mesurée en fin d’expérience. Sa valeur est de 1330 µg/dL. 

Après calcul, le volume V72h  est de 1,7 mL, soit une perte de 300 µL/24h. 

 

Cette évaporation est prise en compte dans les calculs de consommations et de productions 

présentés dans la partie « Résultats ».  
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5. Caractérisation de la diffusion du NH3 en biopuce 

 

Le silicone est également perméable aux gaz180,216. Le NH3 présent dans le milieu de culture a 

alors la possibilité de s’échapper par la biopuce et le circuit de perfusion, tout deux en silicone. De la 

même manière que pour le glucose, le calcul des quantités de chlorure d’ammonium présentes à 0, 24 

et 72 h permet de déterminer la perte de NH3 dans le système de perfusion sans cellule. Durant les 72 

heures de perfusion, la perte de NH3 au final est évaluée à 27% à 5 et 10 mM.  

 

Les taux d’ammoniac mesurés durant les expériences avec cellules aux temps 0, 24 et 72 h 

indiquent une stabilité des concentrations en NH3. Ceci est lié à l’évaporation de liquide qui se fait 

conjointement à la perte en NH3 dans les systèmes perfusés. L’ammoniac qui diffuse à travers le 

système est compensé par l’évaporation de l’eau. La concentration interne reste alors constante. 

 
 

6. Modélisation des paramètres d’ADME en biopuce 

 

Les deux types cellulaires ici présentés sont des lignées cellulaires rénales et hépatiques. Ces 

deux organes jouent un rôle capital dans les phénomènes d’ADME. Le foie est un des organes clé du 

métabolisme et le rein permet l’élimination des déchets et métabolites. Leur comportement sous 

différents chargements de substances hépato-toxiques et néphro-toxiques permettra de déterminer les 

mécanismes liés aux effets de toxicité de l’organisme. 

 

Le profil de chargement de la substance que nous avons choisi simule une injection réalisée 

dans le système de circulation générale. La charge est maximale dès les premiers instants. 

L’ammoniac n’étant pas détoxiqué par les C3A226 et les MDCK, la concentration reste constante dans 

le temps. Ceci correspond à un bolus en boite de Pétri (figure 62a). Les cellules sont ainsi chargées de 

manière identique ce qui explique que les effets du chlorure d’ammonium observés en Pétri sont 

identiques à la biopuce. Les effets de réduction de prolifération se font à 5 et 10 mM pour les MDCK 

et à 10 mM pour les C3A dans les deux systèmes de culture.  

 

D’autres profils de chargements utilisant la perfusion seront à mettre en œuvre dans la 

continuité de l’étude. En effet, il est possible d’utiliser des pousses seringues permettant d’augmenter 

progressivement la concentration d’une substance au contact des cellules (figure 62b). Ceci permettrait 

de simuler par exemple une administration continue intermittente. Au contraire, l’ajout de milieu de 

culture contrôlé après un chargement, permettrait de diminuer la concentration du produit d’intérêt et 

ainsi modéliser une administration par intraveineuse (figure 62c)… L’utilisation de la perfusion 
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permet de réaliser un grand nombre de cinétiques d’absorption et d’élimination rencontrées in vivo. 

Elle permet également de mettre en relation plusieurs biopuces. La caractérisation des biopuces à C3A 

et des biopuces à MDCK peut par exemple être utilisée pour reproduire in vitro, des phénomènes de 

métabolisme et d’élimination des métabolites grâce à un circuit de distribution. Dans ce cas, les 

métabolites de la biopuce à C3A seraient véhiculés dans la biopuce à MDCK. La biopuce à MDCK, 

munie d’une membrane permettrait alors de modéliser l’élimination des déchets. Facilités par un 

milieu de culture commun, des essais de couplages entre la biopuce à C3A et la biopuce à MDCK ont 

déjà été réalisés et doivent encore être développés (résultats non présentés). Les modifications 

physico-chimiques liées au couplage de deux biopuces ne semblent pas perturber le développement 

des cultures des deux types cellulaires. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 62 : Cinétiques de chargement réalisables en Pétri et biopuce perfusée. 

(Représentation graphique inspirée du cours : « Bases Pharmacocinétiques de la voie IV » du Pr. Mathieu 
Molimard, CHU Bordeaux) 

(a) 

(b) 

(c) 
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L’utilisation des lignées C3A et MDCK, facilitent la mise au point de la biopuce. Il apparaît 

cependant évident que l’utilisation à terme de cellules primaires est inévitable pour développer un 

modèle plus proche physiologiquement. Les cultures primaires sont en effet reconnues comme le 

meilleur modèle cellulaire en toxicologie et pharmacologie. Cependant, les difficultés 

d’approvisionnement et de maintien in vitro persistent. Certains paramètres devront être modifiés afin 

de réaliser cette translation vers ces modèles cellulaires. Il sera par exemple nécessaire de modifier les 

conditions de flux, les conditions de changement de milieu de culture ou les conditions d’adhésion 

cellulaire … 

 

7. Adhésion cellulaire en biopuce 

 
Le PDMS étant hydrophobe (θ = 110°)227, il est nécessaire de réaliser un traitement de surface 

afin de faciliter l’adhésion des cellules (θ = 60-90°). Ceci est par exemple montré par les tests 

d’adhésion réalisés sur le PDMS. Le plasma à oxygène est un moyen d’oxyder la surface du PDMS, 

mais son effet n’est effectif que quelques heures et la surface redevient hydrophobe227,228. De plus, 

cette technique est difficile à mettre en place dans des conditions stériles et la chambre microstructurée 

n’est pas accessible une fois refermée par le bonding irréversible. Le procédé le plus couramment 

utilisé en ingénierie tissulaire est le dépôt de matrice extracellulaire. Cette technique est simple et 

permet de déposer une protéine sur une surface en condition stérile après quelques minutes 

d’incubation. Les protéines les plus utilisées dans la littérature sont la laminine, les collagènes de type 

I et IV et la fibronectine. La fibronectine, majoritairement présente dans l’espace de disse229, favorise 

la différenciation des hépatocytes in vitro avec le maintien de certaines fonctions spécifiques telles que 

les CYP 2D6230, les synthèses d’albumine et d’alpha-féto-protéine229. Les MDCK déposent une 

matrice extracellulaire riche en laminine β et γ et fibronectine durant la tubulogénèse231. 

Les C3A possèdent à leur surface des intégrines β1α3, β1α4 et β1α5
232 et les MDCK présentent 

les intégrines β1α3, β3αv
233 se liant avec la fibronectine. L’absorption de la fibronectine sur différentes 

surfaces a fait l’objet d’une étude présentée dans la littérature récemment234. Le PDMS présente à sa 

surface des groupements chimiques OH et CH3. A 10 µg/mL, il apparaît que la fibronectine s’adsorbe 

à 40 ng/cm2 sur les groupements OH. A cette densité, la conformation de la protéine est telle que 

l’intégrine α5 se couple sur la fibronectine de manière optimum et permet une fraction d’adhésion 

cellulaire supérieure à 0,30. Sur le groupement CH3, la fibronectine s’adsorbe à 150 ng/cm2. Ceci 

conduit à une fraction d’adhésion cellulaire de 0,15 (figure 63). Ainsi, la fibronectine est reconnue 

comme capable de s’adsorber sur le PDMS en conservant une conformation protéique favorable à 
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l’adhésion cellulaire. Cette étude d’adhésion est réalisée avec des cellules préostéoblastiques de souris, 

les MC3T3.  

Pour notre étude, nous avons confirmé cette adhésion sur nos types cellulaires et dans nos 

conditions de culture. Ceci est présenté avec les tests de cultures réalisés en puits sur le PDMS+FN. 

Ce traitement de surface nous permet ainsi de faire rapidement adhérer les cellules C3A et MDCK afin 

de préparer les biopuces à l’expérimentation.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 63 : Représentation graphique de l’adsorption de fibronectine (Fn) sur divers surfaces et de 
l’adhésion cellulaire (MC3T3-E1) sur la fibronectine adsorbée.  

Ces résultats sont applicables au PDMS qui présente des groupements CH3 et OH (après oxydation au 
plasma à oxygène)à sa surface. 

 

8. Ensemencement des cellules en biopuce 

 
L’ensemencement des cellules se fait à l’aide de deux seringues de 1 mL de part et d’autre de 

la biopuce. Les cellules sont perfusées à l’intérieur de la chambre. La biopuce est laissée au repos 

durant une nuit afin de permettre aux cellules d’adhérer sur la surface microstructurée. Une légère 

pression permet d’évacuer ou de prévenir les éventuelles bulles d’air, fatales pour la culture. D’après 

le tableau 1, la quantité de cellules ensemencée est directement contrôlée par la concentration 

cellulaire préparée avant la perfusion des cellules dans la chambre. Cette manipulation n’est cependant 

pas optimal en comparaison du contrôle de la densité réalisable en boites de Pétri car à 5.106 

cellules/mL, la quantité de cellules ensemencée est de 0,5 ± 0,1.106 cellules/biopuce.  

Cette variation importante vient du fait que la biopuce est réalisée avec un matériau souple et 

déformable. La pression appliquée à l’ensemencement déforme plus ou moins la chambre en hauteur 

et permet d’introduire plus ou moins de cellules. L’épaisseur des répliques de PDMS joue un rôle 

important en ce début d’expérience. Plus fines sont les répliques et plus la chambre se déforme sous 

l’effet de la pression exercée. Pour éviter une trop grande déformation, nous avons choisi d’épaissir les 

répliques à 2 mm environ, ce qui rigidifie l’ensemble. Ce processus d’épaississement a permis 

d’arriver à la moyenne d’ensemencement de 0,5 ± 0,1.106 cellules/biopuce alors qu’auparavant, la 
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quantité de cellules inoculées passait du simple au double. Cependant, le fait de rigidifier la biopuce 

par ce procédé comporte quelques inconvénients. Tout d’abord, il est constaté que le chemin optique 

pour traverser la réplique est plus important avec l’augmentation de l’épaisseur. La visualisation au 

microscope est plus difficile et les photos des cellules en biopuce sont parfois de moins bonnes 

qualités. De plus, la faible déformation de la biopuce entraîne des pressions sur le bonding et limite sa 

durée de vie.  

 

9. Effet de la densité cellulaire d’ensemencement 

 

Avec les C3A, les densités d’ensemencement sont proches. Les quantités de cellules 

récupérées après 72 heures de culture sont également proches. Ceci induit une légère différence en 

terme de proliférations et consommations cellulaires qui s’illustre par des différences significatives 

entre les deux densités extrêmes.  

Le nombre de C3A récoltés après 72 heures de culture en biopuce dynamique est de 1,2 ± 

0,2.106 cellules. Ceci correspond à 0,6.106 cellules/cm2. La densité cellulaire en biopuce est 1,5 fois 

plus élevée au regard des 0,4.106 cellules/cm2 observées en boite de culture de 75 cm2. La densité 

volumique est également supérieure en biopuce. Considérant un volume de chambre de 30 µL, la 

densité volumique à 72 heures est de 4.107 cellules/cm3. Cette densité est 16 fois plus élevée que la 

densité cellulaire en boite de Pétri si un volume de 2 mL est considéré. In vivo, la densité cellulaire 

hépatique est de 3.108 cellules/cm3. La biopuce permet alors de se rapprocher des conditions 

physiologiques du tissu. 

 

L’augmentation de la densité cellulaire en biopuce peut être expliquée par des conditions de 

cultures qui favorisent la réorganisation 3D du tissu. Les microstructures sont reconnues pour favoriser 

la formation d’agrégats235. Dans la biopuce, des cellules sous forme d’amas sont en effet observables 

le long des microstructures. La présence d’amas augmente de manière importante le nombre de 

cellules dans la biopuce. En boite de Pétri par contre, aucun amas n’est observable. Les hépatocytes en 

amas présentent une meilleure activité et un maintien plus long des fonctions hépatiques211,236,237. Ceci 

permet d’expliquer l’activité plus élevée des C3A, descellée dans nos biopuces au regard des cultures 

sur PDMS+FN. En effet, des C3A cultivés à forte densité derrière une barrière de perfusion présentent 

des taux de production d’albumine 3 fois supérieurs aux contrôles réalisés en boite de Pétri après une 

semaine211. En biopuce à 25 µL/min et pour une densité d’ensemencement de 0,45.106 

cellules/biopuce, le taux de synthèse d’albumine après 3 jours est déjà 2 fois plus élevé. Rappelons 

qu’après 9 jours de culture dans une biopuce similaire et grâce à une réorganisation complète de 

l’ensemble des cellules HepG2, le taux d’albumine sécrétée est 3 fois supérieur aux contrôles en 
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Pétri210. Il apparaît donc intéressant de tester l’activité métabolique des cultures en biopuce sur plus 

long terme. 

 

Avec les MDCK, les densités d’ensemencement sont relativement éloignées. Les taux de 

prolifération en biopuce sont équivalents d’une densité à l’autre. Cela induit que la quantité de cellules 

MDCK récoltée en fin d’expérience est fonction du nombre de cellules ensemencées au départ. Les 

taux de consommation de glucose et de production d’ammoniac sont également fonction des densités. 

Plus la densité est importante, moins la consommation et la production sont élevées. Cette différence 

est surtout observée entre les densités extrêmes (0,5 et 1.106 cellules/biopuce). 

Ainsi, à la densité d’ensemencement de 1.106 cellules/biopuce, il est récolté après 72 heures à 

10 µL/min, 2,3.106 MDCK. Ceci correspond à 1,1.106 cellules/cm2. La densité en biopuce est 

également 2 fois plus élevée qu’en boite de culture standard de 75 cm2 dans laquelle il est récolté 

35.106 cellules correspondant alors à 0,5.106 cellules/cm2. 

 

 

10. Phénomènes de transport et culture dynamique 

 
L’étude présentée consiste à caractériser la biopuce pour différents débits. Les débits étudiés 

sont de 0, 10 et 25 µL/min.  

 

10.1 Cultures statiques 

 
Au débit de 0 µL/min, il apparaît que la prolifération cellulaire est bien moins importante en 

biopuce statique qu’en puits de PDMS+FN. Cette observation est également rencontrée en microcanal 

pour différents types cellulaires238. Cette diminution de la prolifération est en effet présente dans nos 

expériences avec les C3A et les MDCK. 

Une première hypothèse expliquant ce développement limité des cellules pourrait être due à 

un manque de milieu nutritif puisqu’en condition statique, le volume utilisé n’est que de 0,5 mL. 

Cependant, au regard des valeurs de concentration mesurées après 24 et 72 heures de culture, il peut 

être constaté que les cellules n’ont pas consommé tout le glucose à disposition dans le milieu. Le 

milieu initial contient en effet 0,10 ± 0,05 g/L de glucose. La concentration de celui-ci après 24 heures 

de culture statique est à 0,63 ± 0,09 et 0,37 ± 0,14 g/L après 72 heures de culture pour les C3A. La 

diminution de la prolifération n’est donc pas liée à un manque nutritionnel.  

Le premier paramètre pouvant jouer sur cette différence de prolifération entre biopuce statique 

et boite de Pétri est proposé dans la littérature par la dominance de la diffusion sur la convection en 

microcanaux. Ainsi, dans un environnement confiné, les sécrétions cellulaires sont uniquement 
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transportées par diffusion. Ceci implique la formation de gradients et la rétention des molécules 

proche de la cellule excrétrice. Dans les grands volumes tels que peuvent être considérées les cultures 

standards, les produits de dégradations cellulaires sont dilués et les hormones de croissances sécrétées 

sont dispersées sur l’ensemble des cellules238.  

Le deuxième paramètre pouvant également influencer une réduction de prolifération pourrait 

être la pression. En effet, si l’on compare les conditions de culture en Pétri et les conditions de culture 

en biopuce statique, il apparaît une différence de pression non négligeable. Les biopuces sont 

légèrement conditionnées sous pression afin d’éviter d’éventuelles bulles d’air. La culture de cellule 

est donc soumise à une pression statique durant les 72 heures de cultures. Cette pression est supérieure 

à la pression atmosphérique puisque la biopuce se déforme légèrement. Certains types cellulaires sont 

naturellement soumis à des pressions dans l’organisme. Par exemple, les chondrocytes présents dans le 

cartilage dérivent lorsqu’ils ne sont pas stimulés mécaniquement. Cependant il est décrit dans la 

littérature qu’une pression hydrostatique appliquée pendant plusieurs heures altère l’activité 

chondrocytaire préférant alors une stimulation dynamique. Dans notre cas, la prolifération des C3A en 

biopuces statiques est stoppée au regard de la prolifération en boite de Pétri. De plus, il est apparu 

durant des essais de culture sur plus long terme (résultats non présentés) que les cultures cellulaires à 0 

µL/min sont difficiles à maintenir au-delà de 7 jours. Ceci peut être corrélé avec un taux de LDH plus 

important dans ces biopuces dès les premières 72 heures traduisant d’une souffrance cellulaire. 

Ainsi, il semble que la condition de biopuce statique ne corresponde pas à la condition de 

culture standard en Pétri. 

 

10.2 Cultures dynamiques 

 
La perfusion est réalisée à l’aide d’une pompe péristaltique. Des galets viennent écraser par 

intermittence un tuyau intégré dans le circuit de perfusion. L’incorporation d’une trappe à bulle juste 

avant la biopuce permet de limiter l’oscillation et réduit le phénomène d’aller-retour des fluides dans 

la biopuce. L’air emmagasiné en haut de la trappe à bulle sert en effet d’amortisseur. Le fluide est 

ainsi propulsé en continue dans la biopuce. Même si la vitesse est oscillante durant un cycle complet 

du rouleau de propulsion, le fluide ne revient pas en arrière grâce à la contre pression de la trappe à 

bulle.  

Au regard des conditions à 0µL/min, les débits de 10 et 25 µL/min sont bénéfiques pour les 

cultures cellulaires étudiées. Les proliférations des C3A et MDCK à ces deux débits sont en effet 

supérieures aux cultures réalisées en biopuces statiques. La comparaison des biopuces à C3A avec les 

cultures standards réalisées sur PDMS+FN montre que la prolifération et le taux de LDH des C3A sont 

comparables. Ceci va dans le sens de l’hypothèse précédente : la perfusion permet de faire circuler par 

convection les facteurs de croissance sécrétés et évacue dans le même temps les déchets cellulaires. La 

pression exercée sur les cellules est alors dynamique grâce au péristaltisme de la pompe.  
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L’effet de la culture en biopuce stimule l’ensemble de l’activité cellulaire au regard des 

résultats mesurés sur PDMS+FN. Ainsi, à la densité initiale de 0,24.106 cellules/cm2, la consommation 

de glucose est doublée, la consommation de glutamine est triplée. Les productions d’ammoniac et 

d’albumine sont multipliées par un facteur de 1,2 et 1,7 respectivement. De plus, l’activité des CYP 

1A2 est présente en biopuce alors qu’il n’est pas possible de la détecter en Pétri standard.  

Les hépatocytes sont face à l’espace de disse dans le foie et sont indirectement soumis aux 

forces mécaniques exercées par le flux sanguin. Une stimulation mécanique modérée est reconnue 

comme étant bénéfique pour le maintien fonctionnel et structurel du tissu239. L’augmentation 

importante du flux engendrée lors d’une opération chirurgicale pour une hépatectomie partielle par 

exemple, affecte généralement les fonctions métaboliques de ces cellules240. Ceci est montré in vitro 

avec la réduction de production d’albumine et d’urée en bioréacteur plan pour des cisaillements 

supérieurs à 0,5 Pa157. Le cisaillement au sein de la biopuce est estimé par simulations numériques 

entre 0,002 et 0,006 Pa (données non présentées) ce qui est largement inférieur203. A cette valeur faible 

de cisaillement, l’ensemble du métabolisme des C3A est plus important qu’en boite de Pétri. Ceci 

indique qu’une gamme de valeurs de cisaillements a un effet bénéfique sur la culture des C3A. 

 

Au niveau du tubule rénal, les cisaillements estimés sont compris entre 0,003 et 0,04 Pa. Les 

cisaillements induits dans la biopuce sont donc proches des contraintes physiologiques. Il est 

cependant constaté un effet lié au flux dans la biopuce avec une prolifération des MDCK à 10 µL/min 

plus élevée que celle à 25 µL/min. Une grande partie de la réabsorption est réalisée dans le tubule 

proximal. Ce phénomène s’accompagne d’une diminution de la vitesse et du cisaillement dans le 

tubule distal. Aussi, les cellules MDCK exposées à des cisaillements compris entre 0,002 et 0,02 Pa 

ont déjà montré une désorganisation du cytosquelette conduisant à un détachement précoce158. Cette 

incapacité à s’adapter aux cisaillements supérieurs à 0,002 Pa explique la faible prolifération dans la 

biopuce sous un débit de 25 µL/min.  

A ce débit, il est remarqué que la consommation de glucose et la synthèse d’ammoniac sont 

plus élevées. Les MDCK sont pourvus de mécanorécepteurs, les cils primaires, dont le rôle est de 

transmettre des signaux intracellulaires concernant le flux exercé sur le pôle apical241. La stimulation 

engendrée par le flux induit un flot de Ca2+ dans le cytoplasme et un relargage de nucléotides comme 

l’ATP (Adénosine triphosphate) par exemple qui est formé par la dégradation du glucose en pyruvate 

(glycolyse)241,242. En conséquence, le flux augmente la consommation de glucose des MDCK. Ceci est 

vérifié dans notre étude avec une hausse de la consommation de glucose détectée suivant 

l’augmentation du débit en biopuce. 
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11. Apport d’oxygène dans la biopuce 

 

L’apport d’oxygène dans la biopuce se fait par la perfusion du milieu de culture et la diffusion 

de l’oxygène à travers le PDMS.  

L’apport de l’oxygène par la perfusion permet de cultiver un nombre de cellules estimable par 

l’équation suivante205 : 

 

[Eq 13]    Ncells = (Q. ∆C)/Xcell 

 

Q représente le débit. Il est dans notre cas de 10 et 25 µL/min. Pour une consommation 

maximale entre l’entrée et la sortie de la biopuce, le gradient ∆C passe de 2,0 .10-7 mol O2/cm3 à 0. 

Xcell représente la consommation en O2 d’une cellule. La consommation des C3A est estimée à 1.10-16 

mol O2/s
243. La consommation des MDCK est de 2.10-16 mol O2/s. L’application numérique nous 

permet alors d’estimer que la perfusion aux débits de 10 et 25 µL/min apporte de l’oxygène pour 

cultiver entre 340 000 et 850 000 C3A. La consommation des MDCK étant deux fois plus importante 

que pour les C3A, il est délivré de l’oxygène pour 170 000 à 425 000 cellules MDCK. 

 

La diffusion de l’oxygène dans le PDMS est calculée par l’équation : 

 

 

[Eq 14]    Fmax ~ DPDMS (∆C/ ∆z) 

 

DPDMS est la perméabilité du PDMS à l’oxygène. Sa valeur est de 4,1.10-5 cm2/s180. ∆C 

représente le gradient de concentration d’oxygène dans le PDMS. Le gradient maximum est de 2,0 .10-

7 mol O2/cm3. ∆z représente l’épaisseur de PDMS parcourue par l’oxygène avant d’atteindre l’intérieur 

de la microchambre. L’épaisseur des 2 répliques qui constituent la biopuce est de 0,2 cm. La valeur de 

Fmax est alors de 41.10-12 mol O2/s/cm2. Avec deux surfaces projetées sur 1,2 cm2, la biopuce en PDMS 

délivre aux cellules 98.10-12 mol O2/s. Ceci permet d’alimenter en oxygène 980 000 C3A ou 490 000 

MDCK.  

Par cumul des deux apports d’oxygène, il est estimé que 1,3.106 C3A et 0,66.106 MDCK ont 

suffisamment d’oxygène à 10 µL/min et que 1,83.106 C3A et 0,92.106 MDCK sont correctement 

oxygénés à 25 µL/min. L’apport en oxygène semble donc suffisant pour les C3A qui en 72 heures sont 

de 1,2 ± 0,2.106. Par contre, le nombre de MDCK comptés après 72 heures à 10 µL/min est de 2,3 ± 

0,4.106 cellules. Cette situation risque de provoquer un état d’hypoxie des cultures cellulaires se 

traduisant par des dysfonctionnements métaboliques ou une mort cellulaire244. Afin de subvenir aux 

besoins cellulaires, il est possible d’augmenter le débit. Cependant, l’accélération du fluide engendrée 
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dans la biopuce risque de réduire l’activité cellulaire et la prolifération. L’autre paramètre permettant 

d’apporter une plus grande quantité d’oxygène sans modifier le flux, est alors de réduire l’épaisseur 

des répliques de PDMS afin de faciliter la diffusion de l’O2 à travers la paroi comme avec une 

membrane. La réduction de l’épaisseur peut alors engendrer une déformation de la biopuce plus 

importante et modifier le contrôle de l’ensemencement cellulaire comme cela a été dit précédemment. 

Il est alors nécessaire de trouver un compromis entre rigidité du système et diffusion de l’oxygène. 

D’après notre estimation, l’oxygène disponible permet de cultiver dans de bonnes conditions 

environs 660 000 cellules MDCK à 10 µL/min. Ceci ne devrait pas nous permettre en théorie 

d’ensemencer les cellules au delà de cette valeur. Or, les cultures réalisées avec des ensemencements à 

0,75 et 1.106 cellules/biopuce ont proliféré avec des taux de 2,3 ± 0,1. Il est reconnu dans la littérature 

que les cellules présentent un taux d’absorption de l’oxygène inférieur lorsqu’elles sont cultivées à 

forte densité244. Ceci se traduit par une diminution progressive du taux d’absorption244. De plus, la 

quantification du taux d’absorption de l’oxygène par les cellules est réalisée en système de culture 

hermétique244. L’oxygénation des cellules se fait donc uniquement par le pôle apical. Dans la biopuce, 

les cellules MDCK et C3A sont oxygénées par le milieu de culture, au niveau du pôle apical, mais 

également par le PDMS, sur le pôle basal. Par cette configuration, les mécanismes d’absorption 

cellulaire de l’O2 sont peut être modifiés. Le taux de consommation cellulaire en oxygène pourrait être 

abaissé nous permettant alors de cultiver des cellules à plus forte densité. 

 

 

12. Effet du NH4Cl 

 
Les productions de déchets par le métabolisme cellulaire sont toxiques et inhibiteurs de la 

prolifération. L’ammoniac, issu du métabolisme des acides aminés et en particulier de la glutamine 

limite de manière importante la prolifération cellulaire. L’effet dépend des conditions de culture et du 

type cellulaire220. Nous avons en effet constaté que l’effet du chlorure d’ammonium est différent selon 

que la culture est réalisée avec des C3A ou des MDCK. A 5mM par exemple, la prolifération 

cellulaire est diminuée avec les cellules MDCK tandis que les C3A prolifèrent normalement. Par 

contre, en présence de 10mM de chlorure d’ammonium, la prolifération des deux types cellulaires est 

fortement atteinte. 

Une forte concentration d’ammoniac dans le milieu de culture perturbe les processus de 

synthèse et d’excrétion des protéines. A pH 7,1-7,5, environ 1% de l’ammoniac est sous forme NH3. 

Non chargé et lipophile, la diffusion du NH3 à travers la membrane est rapide et se fait suivant les 

gradients de concentrations. Son entrée dans le cytoplasme de la cellule accroît le pH de manière 

importante ce qui perturbe le fonctionnement des organelles. Afin de rétablir le pH, les ions NH4
+ sont 

transportés dans le cytoplasme par des transporteurs actifs (Na+K+ ATPase), consommateurs 
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d’énergie. De plus, les ions NH4
+ sont en compétition avec les ions H+. Ceci perturbe le transport 

membranaire et la demande en énergie s’accroît pour maintenir les gradients K+. 

La présence de chlorure d’ammonium perturbe ainsi les transports à travers la membrane et 

augmente la consommation d’énergie pour le maintien de l’équilibre intracellulaire220. Ceci est 

confirmé par la forte augmentation des consommations de glucose et de glutamine dans les biopuces 

dynamiques à C3A en présence de chlorure d’ammonium. L’augmentation de la consommation de 

glucose est également décelée avec les MDCK en biopuce à 10 µL/min.  

 

13. Synthèses d’albumine et d’ammoniac 

 

La synthèse d’albumine est généralement étudiée pour quantifier l’activité de synthèse des 

hépatocytes. Certaines études montrent un taux moyen de sécrétion d’albumine de 1,5 µg/106 

cellules/24h durant 20 jours218. Il peut être remarqué que la stabilisation du taux de synthèse des C3A 

ne se fait qu’après 96 heures de culture (figure 64). Cette synthèse oscillante est également remarquée 

dans nos biopuces durant les 72 heures de culture. Le taux de synthèse des C3A en biopuce est 

compris entre 1,9 et 4,5 µg/106 cellules/24h. Ceci est comparable à la synthèse des C3A en éponge 

d’alginate précédemment citée et supérieur au taux déterminé en micro-puits perforés qui est de 0,06 

µg/106 cellules/24h211. Par contre, cette production est largement inférieure à la production 

d’hépatocytes primaires qui est comprise entre 72 et 144 µg/106 cellules/24h245. 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

Figure 64 : Sécrétion d’albumine par des C3A cultivés en éponges d’alginate 
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La synthèse d’ammoniac par les cellules est issue de la dégradation des acides aminés et 

notamment de la dégradation de la glutamine. La glutamine est dégradée en ammoniac et glutamate 

par l’enzyme glutaminase. Il est alors intéressant de comparer la consommation de glutamine avec la 

synthèse d’ammoniac dans nos biopuces. Cette étude a été réalisée avec les C3A. A 0 µL/min, la 

consommation de glutamine est de 20 ± 7 nmol/106 cellules/h. La synthèse d’ammoniac est de 14 ± 2 

nmol/106 cellules/h. En dynamique, la consommation de glutamine est de 60 ± 8nmol/106 cellules/h. 

La production d’ammoniac par contre est seulement de 44 ± 7 nmol/106 cellules/h. Il peut être 

remarqué que la production d’ammoniac est de 30% plus faible que la consommation de glutamine. 

Cette production faible d’ammoniac en biopuce dynamique peut être expliquée par la perte 

d’ammoniac observée durant la perfusion sans cellule comme cela a été discuté précédemment. Pour 

rappel, la perte d’ammoniac en biopuces perfusées est estimée à 27%, ce qui correspond à la 

différence observée entre la production d’ammoniac et la consommation de glutamine. 

 

En condition de chargement de NH4Cl, la production d’ammoniac cellulaire est très faible, 

voir inexistante. Cependant, on peut remarquer que la consommation de glutamine est plus importante 

pour ces conditions de culture. La consommation de glutamine étant supérieure, il serait logique 

d’attendre une synthèse cellulaire d’ammoniac également supérieure. La consommation de glutamine 

est en effet de 100 à 150 nmol/106 cellules/h, ce qui devrait correspondre à une production 

d’ammoniac de 4,8 à 7,2 nmol/106 cellules/48 heures. Devant les chargements de 5 et 10 mM de 

NH4Cl, la production cellulaire est 1000 fois moins importante. Cette production semble donc trop 

faible pour être détectée par notre technique de mesure avec du NH4Cl dans le milieu.  

 

14. Activité du CYP 1A2 

 

Durant la culture cellulaire in vitro d’hépatocytes, des changements phénotypiques 

apparaissent rapidement, affectant le métabolisme cellulaire et également l’activité enzymatique de 

phase I et II. Ces changements sont liés au proche environnement cellulaire tels que les facteurs 

solubles, les composants de la matrice extracellulaire, les interactions cellules-cellules et les facteurs 

affectant la réplication. Dans la littérature, le maintien des fonctions spécifiques in vitro est lié 

également à la forme tridimensionnelle des cellules. La culture entre deux couches de matrice 

extracellulaire comme le collagène et la laminine permet de conserver la forme cuboïdale des 

hépatocytes et de maintenir l’activité enzymatique et métabolique durant quelques jours.  

Cependant, cette couche supplémentaire entre le milieu de culture et les cellules est 

difficilement pénétrable par les sondes fluorescentes comme l’éthoxyrésorufine ce qui complique la 

quantification de l’activité des CYP450. La culture en agrégats maintient également les fonctions 

spécifiques hépatiques. Il est alors nécessaire de contrôler la taille des amas afin d’offrir aux cellules 
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un apport suffisant en nutriments et en oxygène qui se fait par diffusion246. En boite de culture 

standard, l’oxygène n’est apporté que par le milieu de culture sur la surface apicale des cellules. De 

part sa perméabilité à l’oxygène, le PDMS telle une membrane apporte l’O2 au niveau de la surface 

basale des cellules. Dans la littérature, il est rapporté que des hépatocytes cultivés sur une membrane 

de PTFE perméable aux gaz (O2 et CO2) augmentent l’activité des CYP 1A2 d’un facteur 4247. Ceci 

permet d’expliquer l’activité supérieure décelée en biopuce statique en comparaison des cultures 

standards réalisées en boite de Pétri. Le taux en biopuce statique est cependant inférieur à l’activité 

initiale. Cet état traduit une perte d’activité durant les 72 heures de culture. La perfusion qui apporte 

les nutriments et un supplément d’oxygène aux cultures n’évite pas non plus la diminution de 

l’activité. Cependant, les taux mesurés dans ces conditions de culture sont relativement proches du 

taux initial. Au flux s’ajoute la formation d’amas cellulaires le long des microstructures permettant 

également d’expliquer ce taux d’activité supérieur. 

 

Les CYP 1A2 des C3A sont inductibles avec le methylchonlanthrène223 et le β-

naphtoflavone218. Dans notre étude, il est remarqué que l’activité des CYP 1A2 est également 

inductible par le chlorure d’ammonium. Les meilleurs taux d’activité sont détectés en biopuces 

dynamiques avec 10mM de chlorure d’ammonium. A cette concentration, la prolifération cellulaire est 

cependant ralentie. Par contre, en présence de 5mM de chlorure d’ammonium, la prolifération des 

C3A en biopuces dynamiques est importante et l’activité des CYP 1A2 est comparable à l’activité 

initiale. Les taux moyens à 25 µL/min sont meilleurs au regard des taux calculés à 10 µL/min, 

montrant ainsi l’importance de la perfusion pour le maintien de cette activité. A ce stade de l’étude, il 

ne peut être donné d’explication sur les taux observés. Il serait alors intéressant de confirmer cette 

induction de l’activité enzymatique par d’autres techniques comme la PCR quantitative64, qui traduit 

dans le temps l’expression des ARNmessagers ou par des techniques de dosage enzymatique 

intracellulaire.  

 

15. Comparaison de la biopuce avec les systèmes présentés dans la 

littérature 

 

De nombreux modèles de cultures cellulaires en micro-environnement sont présentés dans la 

littérature. Ces études présentent la mise en place de nouvelles techniques pour contrôler et guider 

l’arrangement du tissu64,170,179,180,183,184,204,205,207,211, déterminer la réponse cellulaire à différents 

chargements chimiques ou biologiques167,180,191-193,195,197,201 et paralléliser le nombre des tests193,195-197.  

Cependant, les comparaisons entre systèmes sont difficiles à effectuer du fait d’une grande 

disparité dans les résultats présentés. Tout d’abord, les temps de culture sont variables d’une étude à 
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l’autre. La faisabilité de ces techniques est démontrée sur quelques heures192,193, quelques 

jours64,179,195,197 et une à deux semaines de culture180,184,196,204,205,207,211. La configuration des cultures 

cellulaires est également différente. Les techniques mises en jeu cultivent les cellules en 2D192,195-

197,211, 3D64,179,180,184,204,205,207 ou bien préconisent une reconstruction tridimensionnelle après un 

ensemencement plan grâce aux microstructures.  

 

Peu de résultats biologiques au niveau des consommations et productions cellulaires sont 

également présentés. Ceci dépend bien évidemment du type cellulaire étudié. Concernant le type 

hépatique, la persistance de l’activité cellulaire est montrée par la synthèse d’albumine179,204,205,211. Sur 

support en PDMS, avec HepG2 ou C3A, les taux d’albumine de la littérature sont compris entre 2,5211 

et 16205 ng/106 cellules/h. Ceci est inférieur à nos valeurs de synthèse qui sont comprises entre 80 et 

180 ng/106 cellules/h. Par contre, certains systèmes utilisant des matrices peptidiques (Puramatrix) 

présentent des résultats à 1600 ng/106 cellules/h. 

Les consommations énergétiques cellulaires (taux de glucose, glutamine …) sont 

généralement absentes, sauf dans certaines études204,205. Dans ces exemples, la consommation de 

glucose de cellules HepG2 est évaluée à 13 µg/106 cellules/h205. Dans notre biopuce, avec des C3A, 

nous avons estimé cette consommation à 30 µg/106 cellules/h.  

 

Plusieurs études présentent l’induction des CYP450 par un ratio de l’activité d’intérêt et de 

l’activité contrôle141,248 ou par intensité de fluorescence lorsque le test est réalisé avec de la 

résorufine64,206. L’activité est également présentée en pmol/mg protéine/min. La synthèse protéique 

d’une cellule étant variable dans le temps, il est alors difficile de comparer l’activité d’un système à 

l’autre. Nous avons par exemple montré qu’après décongélation, des cellules primaires de rats 

exprimaient environ quatre fois plus de protéines qu’après 48 heures de culture (résultats non 

présentés). Les activités EROD d’hépatocytes de rats et de HepG2 cultivés durant 4 jours sont de 15 

pmol/106 cellules/h249 et 20 pmol/106 cellules/h248 montrant une diminution de l’activité sur le temps 

de culture. En biopuce, pour un débit de 25 µL/min, l’activité des CYP 1A2 est maintenue puisque le 

niveau moyen après 96 heures de culture est de 167 ± 88 pmol/106 cellules/h quelles que soient les 

densités cellulaires.  

  Notre étude s’inscrit ici dans la mise en place d’une puce à cellules offrant aux 

cultures un environnement favorable à leur bon développement afin de modéliser de manière plus 

pertinente l’activité cellulaire in vitro. Différents paramètres biologiques sont caractérisés tels que les 

consommations de glucose et glutamine, les productions d’ammoniac et albumine ainsi que l’activité 

des CYP 1A2. L’étude du comportement cellulaire est réalisée sur quatre jours. Cette durée de culture 

nous inclut dans la fourchette de temps précédemment établie par d’autres études. Les travaux 

précédemment réalisés avec ce type de biopuces ont démontré la faisabilité de temps de culture plus 

longs compris entre 12 et 15 jours204,205. A ce titre, plusieurs essais avec notre biopuce ont été réalisés 
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avec les C3A (21 jours) et les MDCK (7jours) montrant des résultats encourageants pour la culture à 

long terme (résultats non présentés). Ces études sont en cours de réalisation actuellement. 

L’augmentation de la surface de culture et le réarrangement 3D des cultures par les microstructures 

permet, comme cela a déjà été discuté, d’augmenter la densité cellulaire. Au vue de la densité 

cellulaire rencontrée in vivo, ce paramètre semble important mais pourtant très peu présenté dans la 

littérature. De plus, les valeurs disponibles sont de l’ordre des densités cellulaires en boite de Pétri 

(400 000 cellules/cm2)211.  
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CHAPITRE VI : CONCLUSIONS ET PERSPECTIVES 
  

 

Les techniques de microfabrication appliquées sur un polymère biocompatible comme le 

PDMS nous ont permis de réaliser des biopuces pour la culture de cellules. Les cultures cellulaires ont 

été maintenues dans de bonnes conditions d’asepsie durant 4 jours grâce à la fermeture hermétique et à 

la stérilisation par autoclave de la biopuce.  

La préparation de la surface de la biopuce avec la fibronectine garantit une adhésion 

immédiate des cellules et le contrôle de la densité en biopuce.  

L’intégration de la biopuce dans un circuit de perfusion muni d’une pompe à débit variable 

offre la possibilité de modifier les conditions de cultures. 

Enfin, la détermination de concentrations particulières de NH4Cl, modifiant les morphologies, 

les proliférations et le métabolisme cellulaire nous a permis de déceler des réponses biologiques. 

La caractérisation de la biopuce a donc été réalisée par comparaison des réponses cellulaires 

aux changements des conditions de culture impliquant trois densités cellulaires, trois débits et trois 

chargements de NH4Cl. 

 

 

En comparant le système de culture classique et la biopuce, il est possible d’établir plusieurs 

homologies. Ainsi les morphologies et les proliférations cellulaires sont comparables pour les deux 

types cellulaires en milieu de culture standard. En présence de NH4Cl à 10 mM, la prolifération des 

deux types cellulaires est ralentie de manière importante. Il peut être également remarqué que la 

prolifération des C3A n’est pas altérée avec un chargement à 5 mM tandis que la prolifération des 

MDCK est diminuée de manière importante. Ces similitudes montrent donc la faisabilité de cultiver 

des cellules en biopuce par rapport aux cultures en Pétri. Ceci montre également la possibilité de tester 

l’influence de substances chimiques ou pharmaceutiques sur le métabolisme cellulaire en biopuce. 

La culture en biopuce dynamique montre également des taux de consommation et de 

production supérieurs à la culture en Pétri. Ceci dénote une activité métabolique plus élevée qui 

s’illustre par exemple par les CYP 1A2.  

En effet, la détection de l’activité des CYP 1A2 en biopuce est un argument des bonnes 

conditions environnementales de culture, mais aussi un atout pour la réalisation de tests liés au 

métabolisme de détoxication de substances. De plus, le maintien in vitro de cette activité est 

primordial dans le développement de tests d’expositions chroniques, pour l’instant difficiles à mettre 

en œuvre. Les résultats présentés dans ce rapport montrent que l’activité des CYP450 peut être 

maintenue dans certaines conditions de culture en biopuce. Il est en effet remarqué que les cellules 

C3A conservent leur activité durant 72 heures en conditions dynamiques et que l’ajout de chlorure 

d’ammonium semble induire cette fonction.  
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De nombreux paramètres rentrent en jeu dans la mise en œuvre des conditions de culture 

adéquates. Ainsi, la perfusion joue un rôle primordial dans l’apport et l’élimination du milieu de 

culture, l’oxygénation des cellules, la convection ou la stimulation mécanique. Un autre paramètre 

important dans cette biopuce en PDMS est la surface microstructurée qui sert de support à la 

reconstruction tissulaire tout en minimisant les effets de cisaillement sur la surface de culture et 

diffusant de l’oxygène à la manière d’une membrane. Aussi, de nombreux paramètres sont liés les uns 

avec les autres et tester l’influence d’un seul paramètre à la fois paraît difficile. Cependant, il pourrait 

être intéressant de réaliser des cultures en chambres sans microstructures, en Pétri sur PDMS 

microstructuré ou en biopuces hermétiques à l’oxygène afin de hiérarchiser l’importance de ces 

paramètres.  

 

 

Le micro-environnement créé dans la biopuce est favorable au bon développement des 

cultures cellulaires. Ceci est montré dans cette étude par la prolifération de deux lignées cellulaires 

hépatiques et rénales. Afin de faire évoluer ce modèle de biopuce vers une utilisation plus pertinente, il 

est maintenant préconisé de changer de type cellulaire. La culture de cellules primaires pourrait par 

exemple  nous permettre  de nous approcher des conditions physiologiques et de caractériser le 

métabolisme de différents organes comme le rein ou le foie. Cette évolution pourrait alors permettre 

de transférer notre modèle cellulaire vers l’industrie pharmaceutique. Dans ce cadre, il serait 

également nécessaire de faciliter la manipulation de la biopuce en intégrant dans un même ensemble 

les différents éléments (pompe et réservoir) à la manière d’un laboratoire sur puce. 

 

  

En plus de caractériser le métabolisme de différents micro-organes, la reproduction de 

fonctions spécifiques en biopuce permettrait d’évoluer vers des systèmes plus complexes. L’inclusion 

de membranes en biopuce pourrait alors recréer des fonctions d’absorption/réabsorption et modéliser 

des phénomènes cellulaires difficiles à reproduire in vitro. Le couplage entre 2 ou plusieurs biopuces 

permettrait également de rétablir les interactions entre différents micro-organes comme dans le 

concept de « Human on chip ». La production et la distribution de métabolites pourraient ainsi être 

modélisées d’un compartiment à l’autre.   
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