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RESUME             

Titre : Caractérisation de microparticules par méthodes diélectrophorétiques : applications 
aux cellules biologiques 
Mots clés : électrorotation ; cellules biologiques ; champs électromagnétique 
 

Title : Characterization of microparticles by dielectrophoretic methods : applications to 
biological cells 
Keywords : electrorotation ; biological cells ; electromagnetic fields 
 

Durant ces dernières décennies, les sources électromagnétiques se sont multipliées : l’exposition 

quotidienne de l’homme s’en est retrouvée considérablement accrue. L’étude des effets des 

champs sur l’organisme passe par une meilleure compréhension des phénomènes à l’échelle de la 

cellule, unité de base de l’être vivant. Nos objectifs dans le cadre de ce travail portent sur la 

caractérisation électrique des cellules et, plus précisément, des deux principaux compartiments 

cellulaires que représentent le cytoplasme et la membrane. A terme, l’objectif est de fournir les 

permittivités et conductivités de ces couches afin de renseigner les modèles qui seront utilisés 

pour la simulation de l’interaction champ-vivant. Lorsqu’une cellule est placée dans un champ 

électrique tournant (généré par des microélectrodes), elle tourne sur elle-même sous l’effet de 

polarisation des cellules : c’est le principe de l’électrorotation. Le sens et la vitesse de rotation 

dépendent des propriétés cellulaires et de la fréquence du champ. La mise au point d’une 

plateforme expérimentale dédiée et automatisée (génération du champ, acquisition et traitement 

des images, extraction des propriétés) a permis d’accéder aux propriétés électriques des 

différentes couches sur des levures et des liposomes à travers le tracé du spectre 

d’électrorotation. Plusieurs études ont permis de valider le fonctionnement de cette plateforme et 

d’évaluer l’impact des traitements thermique et enzymatique sur des levures ainsi que l’influence 

de la composition du milieu interne sur le spectre d’électrorotation de liposomes. Par ailleurs, 

une étude théorique portant sur l’identification paramétrique a montré qu’il est possible 

d’améliorer l’extraction de certains paramètres en se basant sur une analyse de sensibilité du 

spectre d’électrorotation à ces paramètres. La mise en place récente d’une salle de culture va 

permettre d’explorer une gamme plus large de cellules vivantes et d’étudier les effets de sources 

de champ magnétique sur celles-ci. 

Direction de recherche :  
François BURET, Professeur à l’Ecole Centrale de Lyon, francois.buret@ec-lyon.fr  
Marie FRENEA-ROBIN, Maître de conférences à l’Université Claude Bernard Lyon 1 
marie.frenea-robin@univ-lyon1.fr 



 

 



 

 

                                                      TABLE DES MATIERES                 

INTRODUCTION ...................................................................................................................................... 1 
CHAPITRE I :  CARACTERISATION PHYSIQUE DES CELLULES BIOLOGIQUES ...................................... 3 

I. LA CELLULE ..................................................................................................................................... 3 
1. Propriétés biologiques ................................................................................................................ 3 

1.1. La membrane....................................................................................................................... 4 
1.2. Le cytoplasme ..................................................................................................................... 5 

2. Propriétés physiques................................................................................................................... 6 

2.1. Propriétés mécaniques......................................................................................................... 6 
2.2. Propriétés magnétiques........................................................................................................ 8 
2.3. Propriétés diélectriques ....................................................................................................... 9 

II.  TECHNIQUES DE CARACTERISATION PHYSIQUE DES CELLULES.................................................... 13 
1. Mesure des propriétés magnétiques.......................................................................................... 14 

1.1. Magnétophorèse ................................................................................................................ 14 
1.2. Balances magnétiques et autres systèmes existants........................................................... 16 

2. Mesure des propriétés mécaniques ........................................................................................... 20 

2.1. Exploitation de la force optique ........................................................................................ 20 
2.2. Autres techniques .............................................................................................................. 22 

3. Mesure des propriétés électriques............................................................................................. 24 

3.1. Analyse globale sur suspension cellulaire......................................................................... 24 
3.2. Spectroscopie diélectrique sur cellules isolées.................................................................. 26 

III.  ELECTROROTATION..................................................................................................................... 28 
1. Principe..................................................................................................................................... 29 

1.1. Notion de polarisation ....................................................................................................... 29 
1.2. Diélectrophorèse................................................................................................................ 30 
1.3. Électrorotation................................................................................................................... 32 

2. Signature diélectrophorétique................................................................................................... 33 

2.1. Notion de spectre............................................................................................................... 33 
2.2. Modèles de cellules ........................................................................................................... 34 
2.3. Méthodes de détermination ............................................................................................... 36 

3. Exemples d’application ............................................................................................................ 38 

3.1. Étude de viabilité............................................................................................................... 38 
3.2. Étude de comportement..................................................................................................... 38 
3.3. Mesure des paramètres électriques de cellules.................................................................. 40 
3.4. Séparation.......................................................................................................................... 41 

IV.  CONCLUSION............................................................................................................................... 41 
CHAPITRE II :  MATERIELS ET METHODES .......................................................................................... 43 

I. MATERIELS BIOLOGIQUES.............................................................................................................. 43 
1. Préparation des levures............................................................................................................. 44 

1.1. Mises en culture ................................................................................................................ 44 
1.2. Préparation d’échantillons................................................................................................. 44 

2. Fabrication des liposomes ........................................................................................................ 44 

2.1. Par électroformation.......................................................................................................... 45 
2.2. Par extrusion...................................................................................................................... 47 

II.  DISPOSITIF EXPERIMENTAL.......................................................................................................... 48 
1. Système de génération du champ électrique............................................................................. 48 

1.1. Microsystème .................................................................................................................... 48 
1.2. Matériel et interface .......................................................................................................... 51 

2. Système d’observation.............................................................................................................. 53 

2.1. Microscope optique ........................................................................................................... 53 



 

 

2.2. Caméra de visualisation et logiciel d’acquisition.............................................................. 54 
3. Protocole expérimental ............................................................................................................. 54 

3.1. Mise au point d’un tampon................................................................................................ 54 
3.2. Plan d’expériences............................................................................................................. 56 

III.  SPECTRE...................................................................................................................................... 57 
1. Mise en œuvre du procédé de mesure....................................................................................... 57 

1.1. Acquisition des images...................................................................................................... 57 
1.2. Données............................................................................................................................. 58 
1.3. Définitions préliminaires................................................................................................... 58 

2. Mesure de la vitesse de rotation................................................................................................ 58 

2.1. Traitement d’images.......................................................................................................... 58 
2.2. Critères de sélection .......................................................................................................... 60 
2.3. Suivi des objets dans une séquence................................................................................... 60 
2.4. Archivage et exploitation des données.............................................................................. 61 

IV.  CONCLUSION............................................................................................................................... 63 
CHAPITRE III :  IDENTIFICATION PARAMETRIQUE ............................................................................. 65 

I. CARACTERISATION ........................................................................................................................ 65 
1. Méthodes appliquées au modèle à deux couches ..................................................................... 66 

1.1. Considérations par rapport au spectre ............................................................................... 67 
1.2. Analyse de sensibilités à partir de la variance................................................................... 68 
1.3. Pondération........................................................................................................................ 70 
1.4. Optimisation...................................................................................................................... 73 

2. Modèle à trois couches ............................................................................................................. 75 

II.  SENSIBILITE .................................................................................................................................. 76 
1. Influence du choix des plages de variations des paramètres .................................................... 76 

2. Effet de la conductivité du milieu de suspension..................................................................... 78 

3. Sensibilités selon la taille de la cellule ..................................................................................... 79 

III.  CONCLUSION............................................................................................................................... 80 
CHAPITRE IV :  APPLICATIONS ET DISCUSSION .................................................................................. 83 

I. COMPORTEMENT CELLULAIRE : LES LEVURES............................................................................... 83 
1. Evolution fréquentielle ............................................................................................................. 83 

1.1. Paramètres électriques....................................................................................................... 83 
1.2. Influence du milieu............................................................................................................ 85 

2. Intégrité membranaire............................................................................................................... 86 

2.1. Traitement thermique ........................................................................................................ 86 
2.2. Traitement enzymatique.................................................................................................... 89 

II.  MODIFICATION DE LA STRUCTURE : LES LIPOSOMES.................................................................... 91 
1. Paramètres électriques .............................................................................................................. 92 

2. Liposomes électroformés.......................................................................................................... 95 

III.  DEVELOPPEMENT EN COURS ET PERSPECTIVES........................................................................... 98 
1. Modélisation de l’électrorotation.............................................................................................. 98 

2. Effets des champs magnétiques................................................................................................ 99 

IV.  CONCLUSION............................................................................................................................. 100 
CONCLUSION ...................................................................................................................................... 103 
TABLE DES FIGURES........................................................................................................................... 106 
TABLE DES TABLEAUX ....................................................................................................................... 108 
ANNEXE I :  MODELE ANALYTIQUE DE LA  PERMITTIVITE EQUIVALENTE ..................................... 109 
ANNEXE II :  PROTOCOLE D ’ELECTROFORMATION ......................................................................... 112 
ANNEXE III :  PROTOCOLE D ’EXTRUSION ......................................................................................... 113 
ANNEXE IV  : VARIANCE ET EFFET TOTAL ........................................................................................ 114 
BIBLIOGRAPHIE .................................................................................................................................. 115 



 

- 1 - 

INTRODUCTION            

La maîtrise des effets des champs électromagnétiques sur le vivant constitue un enjeu 

scientifique et sociétal majeur. Durant ces dernières décennies, les sources électromagnétiques se 

sont multipliées : l’exposition quotidienne de l’homme s’en est retrouvée considérablement 

accrue. Le grand public a souvent une perception néfaste des nouvelles technologies et de leur 

impact sur la santé malgré les applications potentielles de ces champs dans le domaine médical 

telles que l’imagerie médicale ou le traitement de certains cancers (hyperthermie). De 

nombreuses études se sont orientées vers les interactions entre les champs électromagnétiques et 

la matière vivante (e.g. l’étude du comportement des cellules cardiaques lors des électrochocs). 

L’étude des effets des champs sur l’organisme, de la cellule à l’être humain, passe par 

une meilleure compréhension des phénomènes à l’échelle de la cellule, unité de base de l’être 

vivant. Avec les progrès de la biochimie, de la génétique et des techniques de laboratoire, les 

mécanismes régissant le fonctionnement interne de la cellule sont de mieux en mieux compris. 

Les microsystèmes dédiés à la caractérisation et à la manipulation de cellules jouent un rôle 

essentiel dans la compréhension de ces mécanismes et participent à la mise au point de nouveaux 

traitements ou outils de diagnostic permettant de mieux dépister, par exemple, les cellules de la 

leucémie ou du cancer du sein. Le champ d’investigation de la matière vivante est vaste ; en 

effet, la cellule est caractérisée par de nombreuses propriétés biologiques et physiques. Nous 

nous intéressons aux propriétés électriques de la cellule afin d’appréhender qualitativement et 

quantitativement l’effet du champ électrique. En particulier, l’un de nos principaux objectifs 

consiste à mesurer les paramètres électriques des principaux compartiments cellulaires tels que le 

cytoplasme et la membrane afin de renseigner des modèles permettant de simuler le 

comportement de cellules exposées à une source de champ. L’étude de l’interaction du champ 

avec des cellules est une première étape avant de pouvoir investiguer des communautés 

cellulaires et de remonter, par exemple, aux comportements des tissus.  

Dans un premier volet, nous présentons la cellule au niveau biologique et répertorions ses 

propriétés physiques dont la mesure peut être exploitée pour caractériser la cellule en détaillant 

plus précisément leur caractérisation électrique. Celle-ci repose généralement sur l’analyse 

globale de suspensions cellulaires ou sur l’étude de cellules isolées soumises à un champ 

électrique dont on fait varier la fréquence. En particulier, les techniques de diélectrophorèse et 

d’électrorotation permettent une investigation sans contact de la cellule. Elles induisent 

respectivement un mouvement de translation et de rotation dont les caractéristiques (sens et 

vitesse) renseignent sur ses propriétés électriques. Nous verrons que chaque type de cellule, 
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suivant son état physiologique, a un comportement diélectrophorétique propre. Enfin, nous 

terminons par une présentation non exhaustive des applications potentielles de l’électrorotation. 

Dans un second volet, nous présentons les modèles cellulaires étudiés ainsi que leur 

préparation en vue des expériences (culture dans le cas des levures ou techniques de formation 

dans le cas de vésicules artificiellement formées). Nous décrivons ensuite le banc 

d’instrumentation dédié à la manipulation de cellules par diélectrophorèse et par électrorotation. 

Lors des expériences d’électrorotation, les cellules sont soumises à un champ électrique tournant 

par l’intermédiaire d’un microsystème d’électrodes dédié pour une gamme de fréquence allant de 

10 kHz à 80 MHz. Un système d’observation alliant microscope et caméra vidéo permet la 

visualisation du comportement des cellules mais aussi l’acquisition d’images. Celles-ci seront 

par la suite analysées par traitement d’images et la vitesse de rotation sera évaluée pour chaque 

point de fréquence étudié par un programme développé sous Matlab®, ce qui nous permet 

d’obtenir le spectre d’électrorotation des cellules. L’automatisation du banc, indispensable à une 

manipulation aisée des particules biologiques, est également exposée dans ce chapitre. 

Nous développons, dans un troisième volet, les méthodes d’identification paramétrique 

par minimisation dans le cas d’un modèle cellulaire à 2 compartiments. Dans un premier temps, 

nous décrivons les différents paramètres que nous cherchons à extraire au cours de nos 

expériences. Une étude préliminaire de sensibilité du spectre d’électrorotation à ces différents 

paramètres, basée sur une analyse de la variance, nous permet d’améliorer la procédure 

d’identification paramétrique. Une étude théorique de l’influence des conditions expérimentales 

sur le spectre d’électrorotation est également réalisée. Compte tenu de la faible épaisseur de la 

membrane, nous verrons qu’il est difficile d’extraire la conductance membranaire qui est parfois 

sacrifiée au profit des autres paramètres.  

Enfin, le dernier volet porte sur la caractérisation expérimentale de 2 modèles cellulaires : 

les levures, aisément manipulables et que l’on se procure facilement, et les liposomes, vésicules 

artificiellement formées, qui sont d’un grand intérêt de par leur structure cellulaire simplifiée et 

la possibilité de contrôler leur composition (membrane et milieu interne). Nous explorons les 

paramètres électriques des levures et l’impact des effets de traitements thermique et enzymatique 

sur celles-ci. L’étude des liposomes porte sur l’influence de la composition lipidique 

membranaire et de la conductivité du milieu interne. Avec les techniques d’extrusion et 

d’électroformation,  nous obtenons des liposomes dans une grande gamme de tailles ce qui nous 

permet d’étudier l’influence de ce paramètre. Enfin, nous présentons des résultats préliminaires 

issus de l’étude de l’effet d’une exposition de levures en culture à un champ magnétique ainsi 

que les travaux de modélisation de l’électrorotation réalisés au sein du laboratoire. 
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CHAPITRE I : CARACTERISATION PHYSIQUE DES CELLULES BIOLOGIQUES 

Le besoin de caractérisation des cellules s’explique tant par la nécessité de diagnostiquer 

certaines anomalies (cancer du sein, par exemple) que par celle d’évaluer l’impact de leur 

environnement sur leur développement (exposition électromagnétique, par exemple) … Ainsi, 

nous verrons tout d’abord que les cellules présentent une structure biologique universelle ainsi 

que différentes propriétés physiques exploitables à des fins de caractérisation. Puis, nous 

présenterons les techniques de caractérisation pouvant être mises en œuvre compte tenu de ces 

propriétés. Enfin, nous porterons notre attention sur la caractérisation électrique des cellules par 

électrorotation dont le principe sera explicité et illustré par des exemples d’applications. 

I. LA CELLULE            

Nous décrivons dans un premier temps la structure biologique de la cellule, puis nous 

complèteront cette description par une présentation de ses propriétés physiques intrinsèques 

(mécanique, magnétique et diélectrique). 

1. Propriétés biologiques 

Tous les êtres vivants sont constitués de cellules, unités élémentaires vivantes. La 

classification des cellules est basée sur l’existence ou non d’un noyau au sein de celles-ci : 

• les procaryotes dépourvues de noyau (les bactéries, par exemple), 

• les eucaryotes qui possèdent un noyau (la plupart des cellules humaines, par exemple). 

Parmi les êtres vivants constitués de cellules eucaryotes, deux grandes catégories se 

dégagent : ceux formés d’une seule cellule dits unicellulaires et ceux formés de plusieurs cellules 

regroupées en tissus pour former les différents organes d’un organisme dits pluricellulaires. La 

taille typique des cellules eucaryotes est de l’ordre d’une dizaine de micromètres. La Figure I.1 

montre l’échelle des tailles des systèmes biologiques et des dimensions de dispositifs 

technologiques du nanomètre au centimètre. 

 

 

 

 

 

 

 



 

- 4 - 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

 

       

Figure I.1 : Dimensions caractéristiques des structures biologiques et technologiques 

De formes variées, les cellules présentent des constitutions plus ou moins complexes avec 

cependant une structure universelle. En effet, elles sont toutes délimitées par une membrane qui 

renferme des molécules qui baignent dans un milieu gélatineux appelé le cytoplasme.  

1.1. La membrane  

La membrane, formée d’une bicouche lipidique (Figure I.2) renfermant des protéines, est 

une enveloppe qui délimite, entoure et protège la cellule [1]. Grâce à cette structure moléculaire 

inhomogène, la membrane joue un double rôle dans la vie de la cellule : à la fois en tant 

qu’isolant et en tant que filtre :  

• les molécules lipidiques, arrangées en une bicouche épaisse de 5 à 10 nm, forment une 

barrière imperméable au passage de la plupart des molécules solubles dans l’eau ; elles 

bloquent totalement le passage des ions inorganiques (K+, Na+, Cl-, Cl2+, …) et freinent la 

diffusion des solutés organiques polaires tels les acides aminés, 

• les protéines ont pour rôle de réguler les échanges transmembranaires ; en elle-même, la 

membrane n’est perméable qu’aux petites molécules hydrophobes (O2, N2, glycérol, …). 
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Figure I.2 : Structure d’une membrane : toute bicouche peut se refermer sur elle-même pour former une cellule 

La structure en bicouche est due aux propriétés amphiphiles des molécules lipidiques qui 

possèdent une tête hydrophile et 2 queues hydrophobes. 

1.2. Le cytoplasme 

Le cytoplasme est un milieu fluide où l’eau représente 70% de la masse cellulaire.  

Les cellules eucaryotes ont compartimenté dans le cytoplasme (Figure I.3) les éléments 

assurant la gestion des processus nécessaires à leur fonctionnement : se reproduire, se nourrir, se 

déplacer et se défendre. Ces compartiments (appelés organites) ont chacun une fonction 

biologique propre pour la production, la dégradation, la régulation ou le maintien cellulaire. 

Toutes les cellules ont les mêmes organites, mais en fonction de leur rôle dans l'organisme, ceux-

ci sont plus ou moins développés. Le cytoplasme peut se déformer grâce à la présence d’un 

cytosquelette qui se déconstruit et se reconstruit sans cesse.  

 
Figure I.3 : Structure d’une cellule eucaryote (source : http://www.infovisual.info/) 

Les principales réactions du métabolisme et la synthèse des protéines intracellulaires se 

déroulent dans le cytoplasme qui assure aussi la duplication de l'ADN et la synthèse d'ARN 

(fonctions du noyau) et entre autres la synthèse des protéines extracellulaires (fonction du 

réticulum endoplasmique) ainsi que la respiration (fonction des mitochondries).À l'inverse du 

noyau chez les cellules eucaryotes, la cellule procaryote (Figure I.4) possède un filament d'ADN 

qui contient l'information génétique et qui n'est pas protégé par une membrane nucléaire.  
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Figure I.4 : Structure d’une cellule procaryote 

2. Propriétés physiques 

Ces dernières années ont vu une prise de conscience croissante du rôle que jouent les 

aspects physiques dans les interactions de la cellule biologique avec son environnement mais 

aussi dans des processus biologiques fondamentaux [2].Il est possible de caractériser une cellule 

à partir de ses propriétés acoustiques, mécaniques, magnétiques, optiques et électriques. L’enjeu 

à long terme de la caractérisation est la mise à disposition de la communauté scientifique de 

bases de données exhaustives et robustes en vue d’applications ou d’études en biophysique.  

Aussi, de nombreuses techniques actuelles (mécaniques, électriques, optiques ou encore 

acoustiques) sont employées dans les bio-microsystèmes à des fins de caractérisation (mesure 

des propriétés physiques intrinsèques d’une cellule) [3] ou de manipulation (tri, transport, micro-

positionnement).  

2.1. Propriétés mécaniques 

Afin d’analyser la réponse de cellules soumises à des sollicitations mécaniques comme 

l’accélération ou la gravité [4], les chercheurs tendent à caractériser les modules d’élasticités des 

différents types cellulaires. Le module élastique ou module d’Young, noté E, caractérise la 

résistance intrinsèque d’un matériau à une contrainte mécanique qu’il faut exercer pour en 

doubler la longueur; à titre d’exemple, le module d’Young de la membrane d’un globule rouge 

est de 1 kPa [5]. Il a aussi été montré que des cellules se déformaient en présence de substances 

chimiques, c’est le cas des fibroblastes V-79 qui ont la particularité de prendre la forme de la 

lettre φ en réaction à la molécule de cytochalasine B [6]. 

Les cellules vivantes sont dotées de propriétés mécaniques leur permettant d’accomplir 

certaines fonctions cellulaires (Figure I.5) comme l’adhésion ou la migration. La régulation de 

ces fonctions dépend de l’environnement mécanique comme la peau, les muscles [7] ou encore le 

cerveau. Dans ce contexte, un GdR (Groupe de Recherche) a été mis en place au 1er janvier 2008 

sur la mécanotransduction – processus de transformation des signaux mécaniques externes en 
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signaux biologiques [8, 9] – afin de mieux comprendre les processus impliqués, par exemple, 

dans l’évolution du tissu osseux tel que le remodelage sous l’action de contraintes mécaniques. 

La coordination des cellules, qui interagissent entre-elles pour assurer l’intégrité des tissus, passe 

par l’amplitude des contraintes et des déformations qui sont transmises par le cytosquelette aux 

différents points de contact que la cellule met en place avec son environnement [10]. 

 
Figure I.5 : La cellule adhère sur le substrat via des complexes d’adhésion (en rouge), l’extension de la membrane 

est gouvernée par la dynamique du cytosquelette qui permet de faire migrer la cellule [11] 

La compréhension des mécanismes de couplage entre l’adhésion des cellules et la nature 

physique de leur environnement est un enjeu crucial pour la biologie ; à titre d’exemple, la 

rigidité du substrat peut réguler la différentiation des cellules souches [12]. L’étude de 

l’adhérence des cellules en culture est importante ; par exemple, pour connaître le potentiel 

migratoire de cellules cancéreuses [13]. Dans le domaine des biomatériaux, on peut aussi citer 

les travaux conduits au laboratoire BMBI (BioMécanique et BioIngéniérie) de Compiègne autour 

d’un thème de recherche intitulé « de l’interaction cellule-matériaux à l’organe artificiel » ; nous 

pouvons citer à titre d’exemple les travaux de Velzenberger portant sur un revêtement 

cellulosique de boîtes pour cultures cellulaire bioactives [14]. Des  chercheurs de l’université de 

Princeton ont mis au point des filtres mécaniques pour séparer différents types de cellules 

sanguines à partir de leur propension à adhérer aux surfaces, d [15]. 

Une cellule est aussi caractérisée par sa masse volumique, notée ρ, ainsi que sa 

compressibilité, notée β, propriété qu’ont les corps de diminuer de volume sous l’effet d’une 

pression. Elle peut être définie par 21 cρβ =  où c correspond à la vitesse du son dans le 

matériau considéré. A titre d’exemple, la densité de l’eau et celle des globules rouges  valent 

0,997 et 1,139 g.cm-3 [16] respectivement. En ce qui concerne leur compressibilité, elles valent 

respectivement 4,48.10-10 et 3,38.10-10 Pa-1 ; une étude montre qu’une diminution de la 

concentration de l’hémoglobine contenue dans les globules rouges entraîne une augmentation de 

leur compressibilité [17]. La densité et la compressibilité des cellules et de leur milieu 

environnant interviennent dans l’expression de la force acoustique, de plus en plus exploitée dans 

les dispositifs de micromanipulation de cellules [18]. 
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2.2. Propriétés magnétiques 

Le comportement d’une cellule en présence d’un champ magnétique dépend de sa 

susceptibilité magnétique (notée χ) [19]. Cette propriété désigne la capacité d’un matériau à 

s’aimanter sous l’effet d’un champ magnétique (Figure I.6). χ est reliée à la perméabilité relative 

rµ  par l’équation 1−= rµχ  ; ainsi, la susceptibilité du vide est nulle. Lorsque 0>χ , le 

matériau est dit paramagnétique ; pour 0<χ , il est dit diamagnétique (Figure I.7). 

a 

 

b 

 

c 

 

d 

 

Figure I.6 : (a) Isovaleurs de la densité de flux magnétique issu d’une source magnétique. Modification de 
cartographie suite à la présence d’un corps (b) ferromagnétique (c) paramagnétique (d) diamagnétique 

La plupart des cellules sont faiblement diamagnétiques, leur susceptibilité magnétique 

volumique se rapproche de celle de l’eau valant -9,05.10-6 unité SI [20]. L’échelle donnée Figure 

I.7 permet d’avoir une vue d’ensemble de la gamme de susceptibilités magnétiques des 

matériaux. 

 

 

 

 
 

Figure I.7 : Echelle de susceptibilités magnétiques (unité SI) 

Il existe quelques exceptions : 

• les globules rouges qui contiennent une grande concentration de fer dans l’hémoglobine – 

molécule paramagnétique qui permet le transport de l’oxygène – sont des cellules 

diamagnétiques mais ont une susceptibilité plus importante que celle de l’eau (-6,52.10-6 

pour les globules désoxygénés [20]), 

• Les bactéries magnétotactiques ont des propriétés magnétiques intrinsèques qui leur 

permettent de se déplacer le long des lignes de champ magnétique terrestre [21, 22]. Elles 

synthétisent naturellement des chaînes intracellulaires de nanoparticules magnétiques 

Fe3O4 appelés magnétosomes (Figure I.8) et des études ont montré une nouvelle méthode 

pour cultiver et assembler des nanoparticules dans des structures ordonnées par 

manipulation avec des micro-aimants après lyse de la membrane [23]. 

-1 -10-3 -10-6 0 10-3 1   103 

 10-6 106 
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nickel (600) tantale (1.1.106) 
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Figure I.8 : Magnetospirillum magnetotacticum (a) la bactérie synthétise une chaîne de nanoparticules qui est 

ancrée à l’intérieur de son corps (b) chaque particule est recouverte d’une membrane (c) anneau de nanoparticules 
formé par la manipulation et la lyse de deux bactéries magnétotactiques 

La résonance magnétique nucléaire est une technique d’analyse non destructive très 

utilisée pour l’étude de matériaux ou l’imagerie médicale. Actuellement, la méthode utilisée pour 

observer les zones actives du cerveau est basée sur l’aimantation de l’hémoglobine contenue 

dans les globules rouges [24]. En effet, l’activation génère un appel massif de sang oxygéné 

local ; en suivant la perturbation du signal de résonance magnétique nucléaire émis par une 

molécule active de l’hémoglobine [25], il est possible de localiser ces zones.  

2.3. Propriétés diélectriques 

● Indice de réfraction 

Quand un faisceau de lumière (onde électromagnétique) pénètre dans un organisme, les 

propriétés optiques, telles que l’absorption et la dispersion, déterminent la transmission et la 

distribution de la lumière. La modification de la propagation des faisceaux par leur interaction 

avec le milieu matériel dans lequel ils se propagent est caractérisée par l’indice de réfraction.  

L’indice de réfraction, noté n, représente le rapport entre la vitesse de la lumière dans le 

vide et celle dans le milieu de propagation. C’est un paramètre important pour comprendre et 

prédire le comportement de la lumière (transport dans les tissus biologiques, interaction avec des 

objets biologiques) et pour les applications en diagnostic optique et en traitement laser. Il 

intervient dans l’expression de la force optique décrite dans la partie II.2.1 de ce chapitre. La 

plupart des cellules ont des indices de réfraction voisins malgré des tailles et des formes très 

différentes ; pour exemple, l’indice de réfraction de l’eau, des cellules mammifères et du plasma 

sanguin sont respectivement de 1,333 [26], de 1,38 à 1,41 [27, 28] et 1,351 [29].  

● Permittivité et conductivité électriques 

Autour et à l’intérieur de chaque cellule vivante, des champs électriques sont présents et 

peuvent être critiques au bon fonctionnement des processus biologiques [30]. La caractérisation 

électrique des cellules, qui s’intéresse à la mesure de l’impédance, est donc un point clé pour la 

compréhension des phénomènes intrinsèques ou non à la cellule.  
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La réponse d’une cellule en présence d’un champ électrique dépend de deux paramètres 

que sont la permittivité électrique relative (notée εr) qui reflète la capacité à polariser un matériau 

par accumulation de charges et la conductivité électrique (notée σ) qui reflète la capacité à 

laisser passer un courant électrique avec un minimum de pertes. Le comportement de la cellule 

résulte de la différence de permittivités complexes entre le milieu extracellulaire et la cellule 

(Figure I.9). 

 

Figure I.9 : Lignes de champ électrique (a) cas où la particule est plus (b) ou moins polarisable que le milieu 

Pour étudier l’influence des champs électromagnétiques sur les cellules, il est nécessaire 

de construire un modèle électrique. En 1ère approche, la cellule peut être assimilée à un circuit 

électrique composé d’une capacité Cmem représentant la membrane (modélisation du phénomène 

de polarisation apparaissant à l’interface) reliée en série avec une résistance Ri représentant le 

milieu intracellulaire ou plutôt les charges libres internes à la cellule [31, 32]. Le milieu externe 

est symbolisé par une résistance Rm en parallèle avec une capacité Cm (Figure I.10). 

 
Figure I.10 : Modèle de circuit équivalent pour une cellule en suspension [33] 

La cellule est une structure hétérogène composée d’un cytoplasme (milieu interne noté i) 

de rayon R, entouré d’une membrane (notée mem) d’épaisseur d immergée dans un milieu 

externe (noté m) (Figure I.11).  

 
Figure I.11 : Modèle monocouche d’une cellule de forme supposée sphérique 

a 

 

 
b 
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La permittivité complexe d’une particule s’exprime par : ωσεεε jrp −= 0
*  avec 

( ) 119
0 .10..36 −−= mFπε  la permittivité du vide, rε  la permittivité relative (sans unité) et σ  la 

conductivité électrique. *
pε  peut aussi être exprimée en fonction des propriétés électriques et 

géométriques des différentes couches qui composent la particule, d’après un modèle analytique 

élaboré en 1978 par Irimajiri et al. [34] i.e. pour la Figure I.11 : 
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Des compartiments supplémentaires (représentant le noyau cellulaire par exemple) 

peuvent être ajoutés ce qui tend à rendre le modèle plus complexe. Le paragraphe III.2.2. de ce 

chapitre sera consacré aux différents modèles physiques et analytiques des cellules. 

La permittivité et la conductivité électriques dépendent de la fréquence du signal 

électrique d’excitation. Un exemple représentatif du comportement fréquentiel des propriétés 

électriques de cellules est tracé pour le cas de cellules humaines de type Jurkat (paramètres 

électriques référencés dans le Tableau I.2) avec µmR 5=  et nmd 5= .  

En partant des équations de Maxwell-Gauss et Maxwell-Ampère, la permittivité 

complexe équivalente de la cellule s’exprime en fonction des permittivités complexes du 

cytoplasme et de la membrane par :  

ωε
σ

ε

εε

ε
0

,

**

*

22
22 eq

req

imem

eq j
Rd

dR −=
+

+=                 Équation I.2 

 En analysant l’expression déduite d’un modèle analytique 1D que nous avons développé 

(Annexe I), nous retrouvons les valeurs extrêmes pour la permittivité complexe de la cellule 

obtenue avec le modèle analytique développé par Irimajiri (Tableau I.1) :  

• en basse fréquence : rmemreq d

R
,, εε ≅  et memeq d

Rσσ ≅  

• en haute fréquence : rireq ,, εε ≅  et ieq σσ =  

Fréquences rp ,ε  pσ  (en S.m-1) 

10 kHz 5,905.103 0,003 
80 MHz 45,951 0,394 

Tableau I.1 : Valeurs numériques obtenues pour les fréquences extrêmes 
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A basse fréquence, les propriétés électriques de la membrane prédominent : globalement, 

elle se comporte comme un isolant étant donné la conductivité équivalente ( 1. 3 −mmS ) qui est 

celle de la membrane à un rapport 103 près. À plus haute fréquence, elle est shuntée ; le 

cytoplasme prend le relais en tant que conducteur ; en effet, la partie imaginaire de sa 

permittivité complexe est deux fois plus importante que la partie réelle. Les paramètres 

électriques et géométriques des deux compartiments expliquent les valeurs limites obtenues en 

basse et haute fréquence pour la cellule prise dans sa totalité (Figure I.12). 
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Figure I.12 : La permittivité complexe est fonction de la fréquence ; comportement pour une cellule sphérique à 2 

couches. Représentation de (a) la permittivité électrique (b) la conductivité électrique [35] 

En s’intéressant à une organisation d’ordre supérieur, il apparaît que les tissus 

musculaires ont des permittivités relatives allant de 100 pour une fréquence de 0,1 GHz à 105 

pour 10 kHz [36, 37]. Comme pour les tissus, l’étendue des plages de valeurs trouvées pour les 

cellules, dans leur ensemble, se justifie donc par leur structure électrique et physique hétérogène. 

L’eau possède une permittivité relative de l’ordre de 80 [38] et une conductivité 

électrique (cas de l’eau ultra pure) de 4,2 µS.m-1 [39]. Différents types de cellules étudiées par 

électrorotation sont énumérés par Dalton et al. [40] ; pour la plupart des cellules mammifères, les 

paramètres des différents compartiments varient dans les plages suivantes [41]:  

- pour la membrane : 2-, µF.cm 42,1 <<
d

rmemε
 et memσ  négligeable  

- pour le cytoplasme : 15050 , << riε  et -1S.m 3,11,0 << iσ   

- nm 82 << d  

Le Tableau I.2 présente les propriétés pour deux types de cellules humaines : 

 ri ,ε  iσ  (en S.m-1) rmem,ε  memσ (en S.m-1) 

Globule rouge 59 0,31 4,44 < 10-6 
Jurkat  45 0,4 6 3.10-6 

Tableau I.2 : Caractéristiques de cellules Jurkat (issues de lymphome) [42] et de cellules sanguines [43]  
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La mesure des paramètres électriques permet, outre l’intérêt scientifique de créer un 

modèle mathématique de la matière vivante, de différencier des cellules (par exemple, par 

identification des permittivités et conductivités). Parmi les applications phares, on peut citer le 

dépistage précoce du cancer du sein [44] : un réseau d’électrodes mesurant l’activité électrique 

des cellules mammaires se révèle être beaucoup plus sensible que les techniques traditionnelles. 

Il a aussi été montré que le phénomène d’apoptose (vieillissement programmé des cellules) peut-

être identifié par une modification de la réponse spectrale de cellules [45].  En ce qui concerne 

les globules rouges, des études montrent qu’ils se composent d’enveloppes isolantes enfermant 

un électrolyte conducteur [36]. A titre d’illustration, une étude portant sur la détection du 

paludisme est résumée Figure I.13.  

 
Figure I.13 : Différences biophysiques et diélectriques entre des cellules atteintes ou non de paludisme [43] 

II.  TECHNIQUES DE CARACTERISATION PHYSIQUE DES CELLULES     

L’approche classique en biologie cellulaire consiste à travailler sur un grand nombre de 

cellules et à accéder aux paramètres pertinents à partir d’une mesure globale, moyennée sur la 

population cellulaire étudiée. Parfois, cette démarche qui ne traduit pas la diversité cellulaire 

peut se révéler insuffisante. Il devient alors nécessaire d’effectuer des mesures sur cellules 

uniques, qui reflètent mieux la variabilité et la diversité intrinsèques au vivant. Séparer des 

populations distinctes de cellules sur la base de caractéristiques différentes ou encore détecter 

des cellules rares est parfois nécessaire comme pour la détection précoce ou la récidive de 

certaines maladies. Les méthodes d’analyse doivent s’adapter aux échelles de la cellule et aux 

exigences (objets vivants, fragilité par exemple) et peuvent être effectués sur la base des 

propriétés présentées précédemment.  
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La manipulation – sélection, déplacement, piégeage – à l’échelle cellulaire ou 

moléculaire a de nombreux domaines d’application : la biologie (tri cellulaire) ; le médical 

(diagnostic de maladies, test de médicaments), le génie des procédés (microréacteurs) et la 

chimie analytique (laboratoire sur puces). Les domaines cités sont des exemples dont la valeur 

ajoutée économique est très importante mais ne sont pas exhaustifs. La manipulation sans contact 

– qui permet de travailler en environnement clos et stérile – repose sur l’utilisation de forces 

agissant à distance impliquant des champs électrique ou magnétique, des faisceaux laser voire 

des ondes acoustiques. Ces manipulations ont pour but d’immobiliser, étudier, transporter, trier 

des particules et sont souvent associées à des microsystèmes fluidiques. Une bonne synthèse sur 

la manipulation et la séparation de cellules peut être trouvée dans les articles [46, 47]. 

Dans cette partie, les principes physiques et les méthodes de mesure des propriétés 

physiques de cellules seront explicités et illustrés par des exemples.  

1. Mesure des propriétés magnétiques 

1.1. Magnétophorèse 

Le terme de « magnétophorèse » est utilisé pour décrire le déplacement induit par 

l’interaction entre des particules magnétiques et un champ magnétique non-uniforme [48]. Ce 

phénomène utilise les propriétés magnétiques intrinsèques des cellules et des applications de 

migration cellulaire basée sur ce principe ont vu le jour[49, 50].  

La force s’exerçant sur une particule de susceptibilité magnétique χp, de volume Vp 

immergée dans un milieu de susceptibilité χm et soumise à un champ d’induction magnétique B 

s’exprime comme suit : 

2

02
BVFFF pmp ∇∆=−=

µ
χ

                Équation I.3  

avec  - 17
0 .104 −−= mHπµ la perméabilité magnétique du vide, 

- mp χχχ −=∆  : lorsque 0>∆χ , la particule est dirigée dans le sens du gradient vers les 

maxima de l’induction magnétique (Figure I.14 cas a) et lorsque 0<∆χ , la particule est dirigée 

vers les minima (Figure I.14 cas b). χ∆  indique la direction de la force, i.e. une particule peut 

être repoussée ou attirée par le champ magnétique. Comme vu précédemment, pour la plupart 

des cellules biologiques, on a : χp < 0 (Figure I.7), 

- 2B∇ : la force est indépendante du signe du champ magnétique. Elle exploite le gradient 

de champ ; l’intérêt à des échelles microscopiques est qu’ils peuvent être intenses tout en 

utilisant de faibles champs magnétiques. 
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Figure I.14 : a) Attraction d’une particule magnétique suspendue dans un milieu diamagnétique  b) Répulsion d’une 

particule diamagnétique suspendue dans un milieu paramagnétique [51] 

On peut également recourir au greffage de nanoparticules magnétiques sur la surface des 

cellules pour augmenter pχ  et ainsi augmenter artificiellement la force qui s’applique sur des 

cellules à manipuler [52]. 

Le principe de magnétophorèse – exploitant les propriétés diamagnétiques – peut-être 

illustré par différentes expériences de lévitation : 

• la lévitation d’une grenouille (Figure I.15) qui montre la possibilité de léviter un matériau 

faiblement susceptibles (comme le vivant et l’eau) de taille macroscopique. L’obtention d’une 

force magnétique suffisante requiert ici l’utilisation de champs magnétiques très importants, 

 
Figure I.15 : Grenouille en lévitation au-dessus d’une bobine qui produit un champ magnétique de 16T [53] 

• les travaux de recherche de l’équipe « µsystèmes » du laboratoire G2elab à Grenoble qui 

portent sur la micro-lévitation diamagnétique (Figure I.16). Les lois de réduction d’échelles sont 

alors favorables en permettant l’exploitation de forts gradients de champs magnétiques, 

 
Figure I.16 : Micro positionnement en 2D et sans contact de billes de latex (a) avec des puces comportant des 

matrices de micro aimants parallélépipédiques (b) des puces comportant des trous à travers un couche de CoPt [54] 
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• le piégeage de levures par magnétophorèse négative réalisé au laboratoire en 

collaboration avec le G2elab (Figure I.17 (a) et la Figure I.17 (b) montre que les minima 

d’énergie sont situés au centre des puits entre 4 micro aimants.  

a 

 

b 

 
Figure I.17 : Micro positionnement sans contact de levures (a) matrice de micro aimants parallélépipédiques de 

CoPt (25 µm de côté et 10µm de gap) (b) cartographie des isovaleurs de l’énergie magnétique [55] 

1.2. Balances magnétiques et autres systèmes existants 

� Mesure de la susceptibilité magnétique du milieu mχ  

Elle se fait à partir d’une balance magnétique basée sur les forces d’attraction ou de 

répulsion ou encore d’un magnétomètre à SQUID (Superconducting Quantum Interference 

Device) basé sur l’utilisation d’aimants supraconducteurs. 

Le principe de la balance magnétique repose sur la mesure d’une force. Une extrémité du 

tube contenant l’échantillon est soumise à l’action d’un champ d’induction B uniforme, l’autre se 

trouvant dans un champ B’ négligeable par rapport au premier (Figure I.18). L’échantillon, 

suspendu à une balance, subit une force donnée par : 

2

2

1
HAF vχ=                   Équation I.4 

avec  - vχ  : susceptibilité volumique de l’échantillon 

- A : aire de la section de l’échantillon 

- H : l’intensité du champ magnétique 

 
Figure I.18 : Principe de la balance de Gouy : le tube T, contenant l’échantillon, est suspendu à l’un plateau P 

d’une balance de précision [56] 
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Dans le cas de la balance de Gouy, la force mesurée est celle exercée par les aimants dont 

la position est maintenue constante sur l’échantillon qui est suspendu; celle d’Evans (Figure I.19) 

mesure la force opposée : celle que l’échantillon dont la position est maintenue constante exerce 

sur les aimants qui sont ici suspendus. 

 
Figure I.19 : Balance d’Evans : mesure de susceptibilité magnétique volumique [57] 

A travers la mesure de la force nécessaire pour conserver l’équilibre du système, la 

balance déduit la valeur de susceptibilité moyenne de l’échantillon introduit. 

Le magnétomètre à SQUID est un dispositif fondé sur la supraconductivité, propriété que 

certains matériaux possèdent de conduire le courant électrique sans résistance en dessous d’une 

certaine température critique. Le magnétomètre est composé d’un cryostat pour refroidir 

l’échantillon, d’une bobine de détection pour capturer le flux magnétique de l’échantillon, d’un 

SQUID qui détecte le signal de la bobine et d’un système de spires pour appliquer un champ 

magnétique à l’échantillon (Figure I.20). 

 
Figure I.20 : Principe d’un magnétomètre à SQUID [56] 
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Ce dispositif ne détecte pas directement une variation du champ magnétique générée par 

le déplacement vertical de l’échantillon mais plutôt le courant induit dans une série de spires de 

détection traversées par l’échantillon. Le flux magnétique ainsi généré est transmis au détecteur 

auquel cette bobine est couplée de façon inductive. La seconde bobine fait partie d’un circuit 

oscillant alimenté à sa fréquence de résonance. Une variation d’inductance conduit au 

changement de la mutuelle et aux bornes de ce circuit, la tension – proportionnelle à la variation 

du flux dans le bobinage de mesure et donc à l’aimantation de l’échantillon – est mesurée. Le 

principe est donc de transformer en signal électrique la variation de flux induite par le 

déplacement de l’échantillon le long de l’axe d’une bobine. Par ailleurs, il est nécessaire de 

l’isoler des variations des champs extérieurs, qu’elles proviennent du champ produit par l’aimant 

supraconducteur ou du champ ambiant. 

� Mesure de la susceptibilité magnétique des particules pχ  

Elle peut se faire à partir de la mesure de la vitesse de translation des particules soumises 

à la force magnétique. Häfeli et al. ont développé une technique de mesure de susceptibilité 

basée sur l’utilisation du dispositif décrit Figure I.21 combinant microfluidique et exploitation de 

la force magnétique. Pour une particule migrant dans un fluide, la force de traînée visqueuse qui 

s’oppose à leur déplacement est : 

ηπν ppStokes DF 3=                   Équation I.5 

avec  -   pυ la vitesse de la particule 

- pD  le diamètre de la particule 

-  η  la viscosité du milieu  

De la force magnétique exercée sur la particule et de la force de Stokes, il est possible de 

déduire l’expression de la vitesse de déplacement de la particule, dont pχ  est déduite: 

0

22

218 µη
χ

ν
BDp

p

∇∆
=                   Équation I.6 

Le dispositif proposé par Häfeli repose sur l’utilisation d’un aimant produisant un 

gradient de champ magnétique constant dans la largeur du canal et unidimensionnel [58]. La 

vitesse de déplacement, constante, des particules dans le liquide sous l’effet de la force 

magnétique est acquise par traitement d’images automatisé. Ce système a été validé sur des 

particules magnétiques (de 0,5 à 3,5 µm) dans des milieux aqueux de viscosité différente (ajustée 

par ajout de sucrose) en comparant les informations acquises avec celles obtenues en utilisant des 

particules calibrées. 
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Figure I.21 : Schéma du dispositif de mesure magnétique sur des microsphères 

Les équipes des chercheurs Chalmers et Moore ont mis au point un dispositif magnétique 

basé sur l’emploi d’une paire d’aimants en Néodyme Fer Bore [59]. Il génère également un 

gradient de champ constant dans une zone où le déplacement de cellules est observé (Figure 

I.22). Il permet aussi la séparation magnétique en fractionnant un flux de cellules sanguines 

marquées ou non magnétiquement (marquage immunomagnétique) en plusieurs flux de sortie. 

Des particules en polystyrène fonctionnalisées en surface par une couche de Fe3O4 sont étudiées.  

a 

 

b 

 

Figure I.22 : Dispositif générant un champ magnétique constant (a) section axiale à travers le canal fluidique et 
l’aimant (b) tracé des lignes de symétrie de la densité d’énergie magnétique [60] 

A ce jour, à notre connaissance, cette technique n’a pas été appliquée à des cellules non 

marquées magnétiquement, en raison de l’obtention de forces magnétiques insuffisantes avec les 

aimants utilisés. Cependant, il serait intéressant d’étudier la possibilité de reprendre le principe 

en utilisant des micro-aimants permettant d’obtenir de forts gradients de champ magnétique, afin 

d’augmenter l’intensité des forces produites. 
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2. Mesure des propriétés mécaniques 

2.1. Exploitation de la force optique 

L’utilisation des techniques de manipulation optique permet, par résolution de problèmes 

inverses de type identification paramétrique, de caractériser la cellule. La 1ère démonstration 

expérimentale du piégeage optique remonte à 1970 et est attribuée à Ashkin [61] qui a montré 

l’attirance de particules réfringentes vers les régions d’intensité maximale quand elles étaient 

illuminées par un faisceau laser focalisé. De petites particules diélectriques de taille 

micrométrique sont ainsi piégées près du point focal d’un faisceau laser étroitement focalisé. 

La lumière est constituée de photons d’énergie νh  et d’une quantité de mouvement 

chp ν=  avec sJh .10.626,6 34−=  h la constante de Planck, ν la fréquence et c la célérité des 

photons. Ainsi, quand un photon est réfléchi à l’interface entre un milieu et une particule, il subit 

une variation de quantité de mouvement qui engendre une force sur la surface réfléchissante 

cnIdtdpF ==  avec n l’indice de réfraction du milieu dans lequel le photon se propage et I 

l’intensité du rayon lumineux. 

Dans le cas de particules diélectriques, les forces appliquées sur la sphère peuvent se 

diviser en deux parties [62] :  

• un terme « radiatif » Fr lié à la réfraction – les photons sont déviés et répartis 

symétriquement par rapport au centre de la particule (Figure I.23 cas a) et l’absorption des 

photons (Figure I.23 cas b) d’un faisceau lumineux est uniformément répartie. La force 

résultante est orientée selon la direction de propagation de la lumière, 

• un terme « gradient » Fg lié à l’interaction d’un objet avec un faisceau lumineux non 

uniforme. Si une particule est peu réfléchissante (Figure I.23 cas c), elle est dirigée vers le 

maximum d’intensité lumineuse ; si elle est très réfléchissante, elle peut être expulsée vers 

les zones d’intensité minimale (Figure I.23 cas d). L’expression de la force optique de 

« gradient » a les mêmes effets que la force de diélectrophorèse qui sera développée plus 

loin:  

232 EKRF optmoptgrad ∇=
r

επ                  Équation I.7 

avec 0
2εε nmopt =  et 

22

22

2 mp

mp
opt

nn

nn
K

+
−

= . 
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Figure I.23 : Illustration de la composante « radiative » (à gauche) et « gradient » (à droite) de la force optique [62] 

Sous l’action de la force optique, une particule diélectrique exposée à un faisceau laser 

focalisé est attirée vers l’axe du laser et propulsée dans la direction de propagation. Les pinces 

optiques permettent de positionner les objets avec précision dans l’espace : la force appliquée est 

mesurée en évaluant le décalage de leur position par rapport au centre du piège optique. Les 

pinces optiques sont capables de manipuler des particules de taille micrométrique et de leur 

appliquer des forces contrôlées ; en pratique, les puissances laser utilisées sont comprises entre 

10 mW et 1W, correspondant à une force de 0,5-500 pN au plan focal. A titre de comparaison, le 

poids d’une cellule (diamètre : 1 µm) est environ égal à 50 pN [63, 64].  

Dans l’air, les particules sont accélérées tandis que dans un liquide, leur mouvement est 

amorti par la force de traînée visqueuse. Quelques exemples sont présentés Figure I.24. 

 
Figure I.24 : Manipulation de particules d’indice de réfraction plus grand que celui du milieu (A)  un rayon attire 
les particules sur l’axe via la force de gradient et les propulse le long de sa direction de propagation via la force de 

radiation (B) deux rayons avec des foyers légèrement décalés compensent leurs forces de radiation ; par conséquent, 
les particules sont confinées sur l’axe optique entre les deux plans focaux (C) un rayon fortement concentré forme la 

base d’un piège; les particules sont donc confinées par les forces de gradient [65] 

La manipulation optique dépend donc de plusieurs paramètres : 

• la différence d’indice entre l’objet et le milieu environnant qui augmente le processus de 

réfraction (une cellule vivante : ~1,35 et le milieu physiologique : 1,3 ; différence faible), 

• l’intensité du laser : le faisceau lumineux doit traverser la particule sans 

l’endommager c’est-à-dire que l’élévation locale de température doit être maîtrisée, 

• la focalisation du laser [66].  
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Les pinces optiques ont été utilisées pour imposer des forces à l’échelle de cellules 

entières. Afin de mieux comprendre le transport des fibroblastes et leurs interactions dans le tissu 

conjonctif, des expériences ont été réalisées : des fibroblastes manipulés individuellement par 

pinces optiques sont autorisés à former de brefs contacts avec une surface de verre recouverte de 

fibronectine dans le but d’étudier les propriétés physico-chimique de cette liaison [67]. D’autres 

études sur des globules rouges ou des cellules nucléées ont permis de caractériser les propriétés 

viscoélastiques associées à la déformation cellulaire : extension engendrée entre 2 fibres optiques 

se faisant face [68, 69]. La mesure du déplacement par étirement d’une cellule par pinces 

optiques permet de caractériser son élasticité. Basée sur une simulation par éléments finis de la 

déformation d’une cellule adhérente, des fonctions de correction (prenant par exemple en compte 

l’influence de l’angle d’imprégnation) permettent de remonter au module d’Young intrinsèque à 

partir du module d’élasticité apparent déterminé expérimentalement [70]. Des bactéries 

individuelles peuvent être maintenues dans un piège optique pour étudier leur adaptation durant 

des changements en concentration du nutriment du milieu de culture [71]. 

2.2. Autres techniques 

Les pinces optiques, très utilisées pour la caractérisation mécanique d’une cellule, ne sont 

pas la seule voie ; il existe d’autres techniques comme les méthodes magnétiques, les 

micropipettes ou encore l’utilisation de microplaques (les méthodes citées ici sont les plus 

couramment utilisées et ne sont donc pas exhaustives).  

Les pinces magnétiques ont été utilisées pour la première fois par Crick et Hughes en 

1950 [72]. La technique consistait à faire détruire (par phagocytose) des objets : des cellules (ici 

des fibroblastes) contenant des billes magnétiques sont cultivées dans le but d’étudier les 

déformations membranaires grâce à des micromanipulations des billes. Depuis longtemps, les 

biologistes savent traiter les surfaces des billes avec des protéines ou des anticorps multiples. 

Une fois les billes magnétiques attachées à la cellule d’intérêt, il est possible d’appliquer une 

force et de la moduler en réglant la distance entre les aimants. La force est constante (de l’ordre 

de 20 pN) : le gradient de champ varie sur une échelle de distance du millimètre (taille de 

l’entrefer) ; à l’échelle de la cellule, ce gradient est constant. Il est possible de déterminer la force 

à travers les déplacements horizontaux par la mesure des fluctuations Browniennes de la bille ; le 

comportement élastique de la molécule d’ADN est ainsi étudié [73, 74].  

La magnétocytométrie par rotation permet d’exercer une contrainte mécanique spécifique 

sur le cytosquelette de cellules en culture en fixant des microbilles ferromagnétiques sur leur 

membrane (Figure I.25) [7]. Un champ magnétique variable est appliqué dans la direction 

verticale, il produit un couple sur la bille magnétisée dans la direction horizontale par 
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l’intermédiaire d’un moment magnétique initial à 45°. Fabry et al. ont mis en évidence, en 

régime dynamique, une relation non linéaire entre le module d’élasticité apparent et le moment 

appliqué à la bille [75]. Laurent et al. étudie les propriétés mécaniques des cellules épithéliales 

alvéolaires dans le syndrome de détresse respiratoire aiguë par cette méthode [76].  

 
Figure I.25 : Schéma descriptif simplifié de l’expérience de magnétocytométrie [76] 

Pour identifier les paramètres rhéologiques dans le cas de cellules peu déformables 

comme les cellules endothéliales, il est utile de caractériser l’aspiration des cellules à l’intérieur 

d’une micropipette (Figure I.26) comme le montre les travaux de Boudou et al.  

 
Figure I.26 : (a) Aspiration de l’échantillon (b) Modèle aux éléments finis, l’aspiration est représentée par une 
pression ∆P appliquée à l’intérieur d’une région circulaire délimitée par le rayon interne de la micropipette [77] 

  Par ailleurs, il est possible de fixer une cellule entre 2 microplaques (Figure I.27) et ainsi 

de faire des essais d’étirement afin d’en déduire par la suite le module d’Young de la cellule. 

 
Figure I.27 : Etirement d’une cellule par des microplaques de verre, la plaque supérieure est fine et flexible tandis 

que la plaque inférieure est rigide [78] 

 
 
 
 

(A) 
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3. Mesure des propriétés électriques 

Pour un champ électrique donné, la réponse (par exemple la mise en mouvement) d’une 

cellule dépend de ses caractéristiques électriques et géométriques. Plusieurs méthodes permettent 

de mesurer la bio impédance de tissus cellulaires ou de cellules isolées sans requérir de 

modification chimique de l’échantillon et permettent donc une investigation des cellules dans un 

tampon usuel [79, 80]. Il est possible de mesurer les propriétés intrinsèques des cellules sur 

suspension cellulaire ou sur cellules isolées. 

3.1. Analyse globale sur suspension cellulaire  

   3.1.1. Impédancemétrie  

L’impédancemétrie est une méthode de mesure directe des propriétés électriques de corps 

biologiques en solution par la caractérisation courant/tension (en amplitude et en phase) de celui-

ci. Conventionnellement, une faible tension alternative est utilisée pour le signal d’excitation et 

la réponse en courant est mesurée. Les microsystèmes utilisant ce procédé sont usuellement 

constitués d’électrodes permettant à une suspension cellulaire de circuler entre celles-ci (Figure 

I.28) ; les cellules sont placées en contact avec des électrodes d’excitation et de détection. 

L’intérêt du canal microfluidique est donc de contrôler le déplacement des cellules afin de les 

placer à un endroit optimal par rapport aux électrodes  

 
Figure I.28 : Schéma d’un dispositif de spectroscopie électrique d’impédance. L’ouverture permet de faire entrer les 

cellules dans le canal rempli de liquide et de les amener au milieu des électrodes [81] 

Les réponses en phase et en amplitude des cellules ainsi excitées sont enregistrées (Figure 

I.29) ; la capacitance – proportionnelle à la permittivité – et la conductance – proportionnelle à la 

conductivité – sont mesurées en fonction de la fréquence d’excitation. La mesure de l’impédance 

complexe d’une suspension de particules peut donc être utilisée pour obtenir les propriétés 

électriques moyennes des particules [82-84].  
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Figure I.29 : Spectres d’impédance électrique en amplitude et en phase pour différentes populations de cellules [85] 

Pour exemple, des chercheurs ont montré l’influence de la fermentation de cellules sur 

l’évolution de la permittivité pour une gamme de fréquence allant de 100 kHz à 20 MHz [86]. 

Ces diverses techniques de mesures des propriétés diélectriques incluant une partie 

microfluidique – ont des applications phares comme la mesure des taux de biomasse (rendement 

de la croissance par rapport à un substrat aliment) pour la culture des levures mais aussi le suivi 

de la fermentation de bactéries, de levures et autres [87]. 

   3.1.2. Diélectrophorèse  

Une méthode basée sur le principe de la diélectrophorèse (cf. Chapitre I. III.1.2.) permet 

la mesure des propriétés des cellules via leur taux de collecte sur une électrode selon un 

protocole de dilution établi [88, 89]. En effet, il a été montré que le nombre de cellules collectées 

en fonction de la fréquence du champ électrique était un indicateur [90] ; par exemple, le spectre 

(Figure I.30) montre, sur une population, le nombre de cellules collectées atteintes de leucémie 

myéloïde traitées (K652AR) ou non (K652).  

    
Figure I.30 : Spectre de taux de collecte de cellules K652 et K652AR [91] 

Des méthodes optiques ont été mises au point afin de mesurer le taux de collecte des 

cellules via l’absorbance ou une technique d’illumination évanescente [92, 93]. En augmentant la 

fréquence du champ appliqué à des électrodes de forme hyperbolique (Figure I.31), les cellules 

sont attirées vers les maxima de champ par diélectrophorèse positive (sur les 6 premières images) 

puis en sont progressivement éloignées sous l’effet de la diélectrophorèse négative. 
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A 

 

B 

 
Figure I.31 : (A) Séquences d’images montrant le comportement de particules de latex à différentes fréquences (de 
1MHz pour la 1ère photographie a à 2MHz pour la dernière avec un pas de 125 kHz) (B) Tracé du taux de collecte en 

fonction de la fréquence, les barres indiquent l’écart-type mesuré pendant les dix 1ères secondes [94] 

Suehiro et al. ont proposé une technique basée sur le phénomène de diélectrophorèse 

positive (essais à 100 kHz) pour capturer des particules en solution sur un microsystème à  

électrodes interdigitées. En mesurant la variation temporelle de l’impédance électrique, il est 

possible d’évaluer quantitativement la concentration cellulaire en milieu aqueux en accord avec 

un modèle mathématique [95]. 

Il résulte de la méthode d’impédancemétrie une mesure quantitative qui permet donc 

l’étude de biofilms, d’agrégat et de populations cellulaires. Nous nous intéressions à la mesure 

sur cellules isolées qui, par ailleurs, permet une mesure qualitative des propriétés diélectriques 

des cellules. 

3.2. Spectroscopie diélectrique sur cellules isolées  

 Gawad et al. proposent un outil basé sur le principe du compteur de particules Coulter  

permettant la mesure du spectre d’impédance pour des cellules individuelles dans une gamme de 

fréquence comprise entre 100 kHz et 15 MHz [33, 96]. L’impédance du réseau d’électrodes 

change quand une cellule passe à travers et la tension à ses bornes est mesurée (Figure I.32) ; le 

flux est utilisé pour guider la cellule dans le canal. La différence entre la tension de référence 

(milieu d’immersion seul) et celle due à la présence de la cellule dans ce milieu permet d’en 

déduire ses propriétés électriques ainsi que sa vitesse de déplacement en vue d’utiliser ce 

dispositif pour le tri cellulaire. La réponse de la cellule à ce signal dépend de la fréquence 

appliquée. Une méthode de traitement de signaux numériques a été mise au point pour extraire le 

bruit des signaux recueillis d’après les mesures d’impédances [97]. Cette méthode a été étendue 

à la mesure sur des biomolécules par Sohn et al. [98].  
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Figure I.32 : Particule passant deux électrodes dans un micro canal et signal d’impédance de la cellule 

De nouvelles investigations ont cours dans le domaine du térahertz, on peut citer les 

travaux de l’IEMN (Institut d’Electronique de Microélectronique et de Nanotechnologie) [99] 

portant sur l’élaboration de différentes micro sondes impédimétriques dédiées à la caractérisation 

de cellules biologiques par spectroscope diélectrique dans un environnement microfluidique 

(Figure I.33). Les méthodes de spectroscopie térahertz s’appuient sur la génération d’impulsions 

ultracourtes (quelques centaines de femtosecondes). Les modifications d’impédance électriques 

observées dans le domaine des hyperfréquences traduisent une modification de la structure 

macromoléculaire de telle ou telle partie de la cellule, survenant par exemple lors de l’interaction 

d’un ligand avec son récepteur, et viennent ainsi compléter d’autres mesures effectuées dans la 

gamme du MHz, traduisant une modification globale des propriétés diélectriques de la 

membrane.  

 
Figure I.33 : Prototype de microcapteur combinant une partie microfluidique et une partie hyperfréquence [100] 

Il est possible d’obtenir une lévitation des particules par diélectrophorèse négative (cf. 

partie III.1.2) au-dessus d’un réseau d’électrodes, en raison de la diminution du champ avec la 

distance au plan des électrodes [101-103]. Lorsque le poids apparent (tenant compte de la 

poussée d’Archimède) et la force de diélectrophorèse se compensent, les particules atteignent un 

point d’équilibre stable. La hauteur de lévitation dépend du champ électrique, des propriétés 

électriques et géométriques de la particule ainsi que des densités de celle-ci et du milieu ce qui 

permet d’envisager un tri sur un flux de particules [104].  
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Vykoukal et al. proposent un système dans lequel les particules sont amenées par 

microfluidique et les électrodes disposées tout au long du canal permettent le tri des particules 

suivant leur propriété [105] : des particules de propriétés électriques différentes évoluent à 

différentes altitudes dans le canal (Figure I.34) et se déplacent à différentes vitesses compte-tenu 

du profil de vitesse parabolique de type Poiseuille. 

 
 

Figure I.34 : Schéma de principe de la séparation flux-force [106] 

Lorsqu’une cellule est soumise à la force de diélectrophorèse, elle se déplace. Par la 

mesure de la vitesse de déplacement, il est possible d’obtenir les propriétés électriques d’une 

cellule en balayant une large gamme de fréquences [107]. Basée sur la mesure de la vitesse de 

rotation, l’électrorotation permet aussi la mesure des propriétés électriques d’une cellule et de ses 

différents compartiments. L’électrorotation, contrairement aux techniques présentées ci-dessus,  

n’implique pas de gérer une partie microfluidique. Dans la partie suivante, nous verrons que la 

manipulation de cellules par électrorotation (utilisation de générateurs délivrant des signaux en 

quadrature dans une grande gamme de fréquence) est rapidement exploitable qualitativement et 

quantitativement. 

III.  ELECTROROTATION           

Les manipulations basées sur l’utilisation d’un champ électrique sont particulièrement 

adaptées à la miniaturisation car celle-ci permet la génération de forts champs électriques avec de 

faibles tensions. L’électrorotation – utilisée pour la caractérisation de cellules – se fonde sur le 

principe de polarisation des cellules biologiques sous l’effet d’un champ électrique. Par ailleurs, 

la caractérisation diélectrique se fait à partir de l’extraction des paramètres du spectre et implique 

l’utilisation d’un modèle analytique choisi. Des exemples non exhaustifs d’applications qui ont 

cours avec ce principe seront aussi présentés. 
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1. Principe 

Pour comprendre l’intérêt d’appliquer des forces électriques à une échelle micrométrique, 

il convient de regarder l’évolution des forces avec la taille. Si on considère une longueur 

caractéristique L de l’objet considéré, il est possible d’exprimer les différentes forces comme des 

lois de puissance de cette grandeur (Tableau I.3) : 

 

 

 

 

 

 

Tableau I.3 : Lois d’échelles pour différentes grandeurs physiques [108] 

Il apparaît que les forces électrostatiques, inexploitables en conversion électromécanique 

à l’échelle macroscopique, sont largement utilisées dans les microsystèmes. En effet, alors que 

les forces électromagnétiques dominantes dans les applications macroscopiques peuvent être 

vues comme une interaction entre un champ magnétique et un courant volumique, les forces 

électrostatiques résultent d’une interaction entre des charges surfaciques et un champ électrique. 

La réduction d’échelles permet en outre d’obtenir des champs électriques élevés (plusieurs kV.m-

1) avec des tensions d’alimentation de quelques volts seulement, ce qui accroît la prépondérance 

et l’intérêt de ces forces ; en effet, pour cmL 1=  ou µmL 100= , on peut réduire la tension par 

1000 et obtenir la même force diélectrophorétique [109]. 

1.1. Notion de polarisation 

Une cellule est une particule électriquement neutre mais polarisable. Sous l’effet d’un 

champ électrique non uniforme, une réorganisation interne des charges la polarise et lui confère 

les propriétés d’un dipôle. Il a été mis en évidence des phénomènes appelés dispersions [87, 110] 

qui correspondent à la dépendance fréquentielle de la permittivité complexe :  

• jusqu’à 104 Hz (dispersion α) : la structure de la membrane cellulaire joue un rôle de 

condensateur et les charges de surface induisent des valeurs importantes de permittivités 

et conductivités, 

• jusqu’à 108 Hz (dispersion β) : la polarisation interfaciale des membranes induit une 

diminution de la capacité membranaire ce qui se traduit par la circulation d'un courant 

dans le milieu intracellulaire. La conductivité augmente et devient représentative du 

Grandeur physique Loi d’échelle 
Force de Van der Waals inter-moleculaire L-7 

Force capillaire L1 

Vitesse d’écoulement L1 

Puissance thermique transférée par conduction L1 

Force électrostatique L2 

Temps de diffusion L2 

Force de gravité L3 

Force magnétique entre aimants L2 

Force magnétique entre courant à densité de courant constante L3 
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milieu extra et intracellulaire tandis que la permittivité apparente diminue fortement 

(Figure I.12). Ce comportement s'explique principalement par l'effet Maxwell-Wagner, 

•  après 108 Hz (dispersions δ et γ) : elles sont essentiellement dues à la polarisation des 

molécules dipolaires. La membrane est alors court-circuitée d'un point de vue électrique 

et le milieu se comporte comme un électrolyte [111]. 

Le mécanisme de polarisation interfaciale confère à la cellule les propriétés d’un dipôle : 

les ions internes à la cellule se déplacent vers l’électrode de polarité opposée et sont stoppés par 

la membrane plasmique qui présente une résistivité électrique très supérieure à celle du 

cytoplasme [112]. Le même processus se produit au niveau du milieu, ce qui conduit à 

l’accumulation de charges au niveau de l’interface cellule/milieu. 

Dans le cas d’un champ uniforme, les forces de Coulomb qui s’exercent sur les charges 

opposées du dipôle se compensent : la polarisation ne produit donc aucune force électrique nette 

capable de déplacer la cellule. Dans le cas contraire, les forces ne se compensent pas ce qui 

engendre un déplacement de la particule polarisée. La non uniformité du champ électrique est 

donc une condition nécessaire à la manipulation de cellules. Deux types de méthodes peuvent 

induire une polarisation et permettre le déplacement d’une cellule :  

• l’application d’un champ non uniforme en amplitude associée au terme de 

diélectrophorèse conventionnelle, 

• l’application d’un champ non uniforme en phase tel qu’un champ tournant induisant le 

phénomène d’électrorotation ou glissant induisant le phénomène de diélectrophorèse dite 

à ondes progressives [113]. 

1.2. Diélectrophorèse 

La diélectrophorèse utilise les propriétés de polarisabilité des particules et consiste à leur 

appliquer un champ électrique non uniforme en amplitude pour les déplacer. Depuis la preuve de 

faisabilité de son utilisation sur des objets de faibles tailles à la fin des années 1970 par Pohl 

[88], elle est devenue un principe de plus en plus utilisé dans les applications microfluidiques 

pour déplacer, trier, différencier et obtenir des informations sur les particules ciblées, notamment 

les cellules biologiques. Placée dans un champ électrique, la cellule présente un moment 

dipolairem
r

 ; la force résultante a donc pour expression : 

( )EmF
rrrr

∇= .                    Équation I.8 

La plupart des cellules sont assimilables à des objets sphériques diélectriques présentant 

des pertes. L’expression du moment dipolaire – développé à partir de [114] – conduit à : 

( ) ErKm m

rr 34 ωπε=                   Équation I.9 
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d’où l’expression du facteur de Clausius-Mossotti : 

( )
**

**

2 mp

mp
K

εε
εε

ω
+
−

=                       Équation I.10 

avec  - mε , pε , mσ  et pσ  : permittivités et conductivités du milieu d’immersion et de la 

particule (N.B. : rxx
x

xx avecj ,0
**   εεε

ω
σεε =−=  avec rx,ε  la permittivité dite relative) 

- ω  et E : respectivement pulsation et intensité efficace du champ électrique appliqué 

- r le rayon de la cellule 

Un gradient de champ électrique génère donc une force sur une particule et dans le cas où 

la non uniformité se restreint à une variation d’amplitude, on obtient : 

( )[ ] ( )23 Re2 EKrF m ∇=
rr

ωπε                Équation I.11 

Il est à noter que ( )[ ] [ ]
[ ]3

2
2

distance

V
E =∇

r
 il est donc possible de générer une force à partir 

d’une tension faible pour une petite distance. En effet, on voit bien que l’intérêt du microsystème 

réside dans sa faible distance inter-électrodes : le facteur d’échelle est ici favorable aux 

dimensions micrométriques. 

Dans le cas où ( )[ ] 0Re >ωK , les cellules sont amenées vers les maxima de champ 

(diélectrophorèse positive) ; la particule est donc plus polarisable que son milieu de suspension. 

Dans le cas opposé (diélectrophorèse négative), les cellules sont amenées vers les minima de 

champ (Figure I.35). Pour une particule et un milieu donnés, le passage d’un régime à l’autre 

dépend, uniquement de la fréquence du champ électrique appliqué. 
 

 
 

Figure I.35 : De gauche à droite : la particule est moins, plus et autant polarisable que le milieu environnant 

De nombreuses structures d’électrodes peuvent être utilisées pour générer un champ 

électrique non uniforme, comme les électrodes rectangulaires interdigitées (Figure I.36). Une 

comparaison de différentes structures d’électrodes pour la diélectrophorèse a été proposée par M. 

Frénéa-Robin et al. : différentes possibilités sont offertes par l’intégration aisée de ce procédé.  

0E  
0E  

0E  

m m 
  −  +  +    −  
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Figure I.36 : Electrodes rectangulaires interdigitées : en vert, des particules soumises à la diélectrophorèse négative, 

en rouge, des particules soumises à la diélectrophorèse positive [115]  

La diélectrophorèse concerne autant la matière neutre (cellules biologiques) que chargée 

(particules fonctionnalisées). Des micro-dispositifs ont montré la faisabilité d’utiliser ce principe 

pour la séparation cellulaire, la fusion cellulaire ou le tri cellulaire. Des microsystèmes 

permettant de générer des forces intenses ont été mis au point [41, 116]; le pilotage en temps réel 

est tout à fait réalisable. Ces microsystèmes sont compatibles avec des solutions biologiques et 

sont parfaitement intégrables dans un microcircuit, la diélectrophorèse devient incontournable 

dans le monde des bio-microsystèmes. 

1.3. Électrorotation 

 L’électrorotation consiste à induire un mouvement rotatif (Figure I.37) sur une particule 

exposée à un champ d’amplitude constante qui tourne (non uniforme en phase). Le principe a été 

mis en œuvre pour la 1ère fois par Arnold et Zimmermann en 1988 [117]. Ils ont adopté un 

système d’électrodes dans lequel les tensions appliquées à deux électrodes adjacentes sont 

déphasées de 90 degrés. 

 
Figure I.37 : à gauche : un champ tournant est engendré entre quatre électrodes par application d’une tension 

sinusoïdale avec un déphasage de 90° ; à droite : selon l’angle de phase entre la polarisation induite et le champ 
électrique, le couple agit sur la particule qui se met en mouvement dans le sens identique ou inverse au champ 

 Le temps de relaxation dû au phénomène de polarisation est trop long pour permettre un 

synchronisme entre le dipôle induit au niveau de la particule et le champ tournant. Le déphasage 

résultant se traduit par l’existence d’un couple qui s’exerce sur la particule, l’amenant à tourner 

sur elle-même. L’angle formé entre le dipôle induit et le champ impose le sens de rotation de la 

cellule.  
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Une cellule supposée sphérique subit donc un couple [116] : 

( )[ ] kEKrm
2
0

3 Im4 ωπε−=Γ                 Équation I.12 

avec  - ω  et E : fréquence angulaire et amplitude du champ électrique appliqué 

- k  : vecteur orthogonal au plan contenant le champ tournant,  

- pour les autres termes, se référer à l’équation I.9 

 Quand ( )[ ] 0Im >ωK  (l’angle du moment dipolaire induit par rapport au vecteur du champ 

est compris entre 0 et 180°), les cellules tournent dans le sens opposé à celui du champ. Dans le 

cas contraire ( ( )[ ] 0Im <ωK ), les cellules tournent dans le même sens que le champ. Pour 

exemple, une étude sur des cellules mammaires d’humain et de souris a montré la présence de 

ces deux comportements dans la gamme étudiée (0,5 kHz à 12 MHz) [118]. 

2. Signature diélectrophorétique 

 La cellule présente un comportement diélectrophorétique fonction de la fréquence. Ainsi, 

nous verrons l’intérêt de l’étude du spectre mais aussi des modèles cellulaires utilisés lors de la 

détermination des paramètres électriques des différents compartiments d’une cellule.  

2.1. Notion de spectre  

Le spectre diélectrophorétique d’une cellule (Figure I.38) permet de prévoir le 

comportement de celle-ci en présence d’un champ électrique inhomogène dans un milieu de 

propriétés électriques données de permittivité mε  et  de conductivité mσ  . Il représente 

l’évolution des parties réelle et imaginaire du facteur de Clausius-Mossotti ( )ωK  en fonction de 

la fréquence dont l’intensité et le sens de la force qui s’exerce sur la cellule dépend. 

L’allure du spectre reflète différents aspects de la structure et de la composition cellulaire. 

Le facteur de Clausius-Mossotti dépend de la permittivité complexe de la cellule qui dépend à 

son tour, comme vu précédemment, des propriétés géométriques et électriques de la cellule. 

 
 

 
 
 
 

 

 

Figure I.38 : Evolution typique des parties réelle et imaginaire du facteur de Clausius-Mossotti en fonction de la 
fréquence pour une cellule vivante dans un milieu aqueux peu conducteur.  

( )[ ]ωKIm  
( )[ ]ωKRe  

fc ( )flog  

−−−− 

++++ 
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Le facteur de Clausius-Mossotti dépend de *
pε  qui varie en fonction du type de cellules. 

Ainsi, il existe bien une signature diélectrophorétique : chaque type de cellule est caractérisé par 

un spectre diélectrophorétique qui lui est propre. La fréquence caractéristique, pour laquelle la 

partie réelle de ( )ωK  s’annule, dépend donc aussi des propriétés de la cellule. Ainsi, elle peut 

par exemple constituer un moyen qualitatif de suivre l’évolution d’une infection de la cellule par 

un virus à travers sa mesure à intervalles de temps réguliers. Dans des milieux peu conducteurs, 

elle peut renseigner sur les caractéristiques membranaires d’une cellule [119]. En effet, il est 

possible de faire les approximations suivantes : 

• pour des fréquences inférieures à quelques MHz i
i ε

ω
σ

>>  

• memi σσ >>   

• R >> d 

Compte tenu de ces approximations, on déduit :  

( ) c

m
mem

fdR

d

−
=

π
σε

2
               Équation I.13 

2.2. Modèles de cellules 

Il est possible de relier le spectre d’une cellule aux valeurs de permittivité et de 

conductivité électrique de ses compartiments à travers le facteur de Clausius-Mossotti. Cette 

identification repose sur un modèle analytique de cellule sphérique à compartiments supposés 

homogènes et concentriques. Les différentes couches qui peuvent être prises en compte dans le 

modèle sont – pour les cas les plus usuels – la membrane, le cytoplasme, le noyau mais aussi la 

double couche électrique se formant à l’interface entre la particule et le liquide [120]. 

Lorsqu’un objet immergé dans un liquide présente une paroi chargée, les charges mobiles 

de la solution se réorganisent pour donner naissance à une double couche électrique (Figure 

I.39). Elle résulte de l’équilibre entre les forces de nature électrique et celles de nature thermique. 

Il s’agit d’un modèle décrivant la variation du potentiel électrique aux abords d’une surface. Les 

composés biologiques possèdent des groupements chimiques de surface perdant ou acquérant un 

ion dès qu’ils sont mis en solution à pH donné. C’est le cas, par exemple, des groupements 

carboxyles COOH susceptibles de perdre l’ion hydrogène, laissant exposer des terminaisons 

COO- chargées négativement. De même, la membrane cellulaire peut présenter des terminaisons 

chimiques chargées [121] dont les effets sont négligeables à une échelle macroscopique mais ne 
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le sont plus à une échelle microscopique, en raison de la formation de la double couche à 

l’interface cellule/liquide. 

 
Figure I.39 : Modèle et distribution de charges à proximité de la paroi d’un diélectrique immergé dans un milieu 

conducteur 

● Sphère homogène  

Ce modèle s’applique en particulier aux billes en latex non fonctionnalisées, particules 

couramment utilisées pour des expériences préliminaires de caractérisation du système de 

manipulation. La bille est ainsi modélisée par une simple sphère de conductivité pσ et de 

permittivité pε . Le facteur de Clausius-Mossotti est presque toujours négatif ce qui est du à la 

relaxation de Maxwell-Wagner où la polarisation est dominée par la permittivité sur la 

conductivité. L’allure du spectre est exposée sur la Figure I.40 cas A. 

● Sphère monocouche 

La cellule modélisée par un modèle monocouche est le cas le plus couramment utilisé et 

fait référence à la structure Figure I.11. La permittivité complexe équivalente de la cellule 

(modélisée par le cytoplasme entouré de sa membrane) peut être exprimée sous la forme de 

l’équation I.1 [34]. Elle permet d’identifier les paramètres influençant de manière significative 

son comportement diélectrophorétique dans une gamme de fréquence donnée. L’allure du spectre 

apparaît sur la Figure I.40 cas B et correspond à la réponse diélectrique de globules rouges. 

● Sphère à trois couches 

Si le modèle précédent est souvent adopté pour décrire les cellules, un modèle à deux 

compartiments est parfois plus représentatif de la structure cellulaire [122]. On peut prendre 

l’exemple de cellules végétales dont une paroi entoure la membrane plasmique ou les cellules 

animales dont le noyau est important. Un modèle analytique a été développé par Irimajiri [123] 

considérant les différents compartiments de la cellule comme une succession de couches 

concentriques [124].  
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Dans le cas où l’on considère le cytoplasme (indice 0), la membrane plasmique (indice 1) 

et la paroi cellulaire (indice 2), la permittivité complexe de la sphère qui équivaut à ces deux 

couches peut être remplacée par : 
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avec Ri est le rayon de la couche indice i.  

 Ensuite, la permittivité complexe de la cellule peut être exprimée comme : 
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              Équation I.15 

 L’allure du spectre apparaît sur Figure I.40 cas C. La Figure I.40 montre que la fréquence 

du champ appliqué modifie significativement le comportement des cellules soumises au champ. 

 
Figure I.40 : Différentes types de réponse de la partie réelle du facteur de Clausius-Mossotti (A) sphère homogène 

(B) sphère monocouche (C) sphère à trois couches [41] 

Bai et al. ont simulé les propriétés électriques de la bactérie Escherichia coli par un 

modèle sphéroïdal. Une 1ère étude leur a permis de déterminer les propriétés du milieu interne par 

un modèle 2 couches. Une 2nde étude portant sur un modèle à 4 compartiments imbriqués permet 

d’étudier la couche externe composée des membranes interne et externe séparées par un espace 

de 10 nm [125]. En particulier, ce modèle renseigne sur la permittivité de la membrane externe 

malgré une précision moins importante que le modèle à 2 compartiments.  

Dans ce qui suit, nous considérons la méthode de détermination de spectre par 

électrorotation. 

2.3. Méthodes de détermination  

 La structure et les propriétés des cellules biologiques peuvent être identifiées en 

observant le spectre électrorotation [41]. Celui-ci correspond au tracé de l’évolution de la vitesse 
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de rotation en fonction de la fréquence du champ tournant et est obtenu expérimentalement. En 

effet, le couple de traînée visqueuse exercé par le milieu s’exprime par : 

( )ωπηRrFStokes
38=                 Équation I.16 

avec η désigne la viscosité du milieu d’immersion.  

Si on néglige l’action des forces d’inertie – on considère donc que la vitesse de la 

particule s’établit au bout d’un temps très court – ; le principe fondamental de la dynamique 

appliqué aux systèmes en rotation nous donne l’expression de la vitesse de rotation d’une 

particule [126] : 

( ) ( )[ ] ( )1-
2

rad.sen  
2

Im

η
ωε

ω
EKm−=Ω              Équation I.17 

En posant 
η

ε
ξ

2

2Em= , la vitesse de rotation obtenue est ( ) ( )[ ]ωξω KIm−=Ω  ; elle est 

proportionnelle au facteur de Clausius-Mossotti. D’après les équations ci-dessus, il apparaît que 

le spectre (et donc la vitesse de rotation) est une fonction non linéaire des paramètresiε , iσ , 

memε , memσ  et ξ . En procédant au relevé expérimental du spectre d’électrorotation, on est 

capable de déterminer les paramètres en adoptant une démarche itérative conduisant à l’obtention 

de valeurs permettant de faire coïncider les spectres pratique et théorique (Figure I.41).  

 
 

Figure I.41 : Spectre d’électrorotation expérimental (ο) et théorique (−) d’une cellule DS19 modélisée par le 
modèle monocouche [126] 

Les deux pics sur la Figure I.41 s’expliquent par le fait que la cellule est une structure 

hétérogène (Equation I.2). Le 1er pic intervenant en basse fréquence correspond à la vitesse 

maximale de la cellule dans le sens opposé à celui du champ ; sa position et son amplitude sont 

majoritairement fonction des propriétés de la membrane. Le 2nd pic correspond à la vitesse 

maximale de la cellule dans le sens du champ et est principalement fonction des propriétés du 

cytoplasme [127]. En basse fréquence, la membrane agit comme un isolant s’opposant au 
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passage du champ  étant donné sa faible conductivité par rapport à celle du cytoplasme. Pour des 

fréquences plus élevées, la membrane a un comportement de plus en plus capacitif et vient peu à 

peu court-circuiter sa résistance et permettre ainsi la pénétration du champ.  

Des considérations théoriques et des résultats expérimentaux sur la dépendance de 

température ont montré que pour mesurer des propriétés diélectriques cellulaires, le spectre 

d’électrorotation ne dépendait pas fortement de la température lors des expérimentations [128]. 

Les cellules concernées par cette étude sont des levures, des globules rouges ainsi que des 

cellules de type végétal ; la gamme de température étudiée est de 25 à 35°C. Par contre, des 

cellules soumises à des traitements thermiques peuvent subir des dommages irréversibles. 

3. Exemples d’application  

De nombreuses études impliquant des manipulations par méthodes diélectrophorétiques 

sur des cellules existent à ce jour. Plus bas, des applications sont données à titre d’exemple et ne 

sont donc pas exhaustives.  

3.1. Étude de viabilité 

La détermination de viabilité sur des ovocytes Cyclospora cayetanensis a été réalisée par 

électrorotation ; l’état de reproduction par spores de ces ovocytes a facilement été déterminé, 

comme l’état de fertilisation des ovules A. suum [40].  

L’effet de biocide sur des levures ont été étudiés [129] montrant que, au-dessus d'un seuil 

de concentration de Cosmocil, la conductivité membranaire augmente avec la dose, pendant que 

la conductivité interne change seulement quand la conductivité membranaire a augmenté de 

manière conséquente. Des études portant sur des levures vivantes et mortes (par traitement 

thermique) ont montré l’influence de la viabilité sur leur signature diélectrophorétique [130]. 

Patel et al. répertorient des mesures diélectriques de cellules mortes dans [131]. 

3.2. Étude de comportement 

Des cellules tissulaires humaines ont été exposées à des concentrations non toxiques 

d’amiante et sont étudiées afin de voir les changements de comportement électrique pendant 72 

heures. Les résultats ont révélé une légère hausse de la conductivité interne et une baisse de la 

conductance membranaire [132] au bout de 12 heures d’exposition. Ces effets peuvent être 

causés par la perméabilisation de la membrane cellulaire et de la fuite des ions dans le milieu. De 

nombreuses recherches sont en cours sur les globules rouges ; par exemple, une étude [133] 

montre que la capacitance de la membrane augmente et sa conductance diminue quand la 

conductivité du milieu externe est grande ce qui reflète les dispersions moléculaires des globules. 
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Huang et al. ont mesuré l’évolution des propriétés électriques de lymphocytes T humains 

au cours de leur cycle de division [134]. Sudsiri et al. ont mesuré l’influence de la température 

sur les propriétés diélectriques de la membrane des globules rouges (soumis à des températures 

comprises entre 10 et 35°C) [135]. 

Les levures, de par leur simplicité de mise en culture et leur facilité à être employées, sont 

largement étudiées dans la littérature. Hölzel montre l’influence des propriétés électriques du 

milieu sur le tracé du spectre [136]. Quand les cellules tournent dans le sens opposé à celui du 

champ électrique, le pic d’électrorotation d’amplitude similaire survient à une fréquence plus 

faible lorsque la conductivité du milieu est plus faible (Figure I.42). Par ailleurs, on constate que 

la position du pic d’électrorotation en basse fréquence ainsi que la fréquence à laquelle la 

rotation des cellules s’inverse dépendent de la conductivité du milieu d’immersion. 

 
Figure I.42 : Spectres d’électrorotation de levures dans quatre milieux de conductivités différentes 

La Figure I.43 présente le tracé sous Matlab de la partie imaginaire du facteur de 

Clausius-Mossotti pour des cellules de type Jurkat dans des milieux à différentes conductivités. 

La vitesse de rotation des cellules est proportionnelle à ce terme comme nous l’avons 

préalablement écrit (Equation I.17). Les cellules présentent une évolution de leur comportement 

(position des pics d’électrorotation et de la fréquence à laquelle la rotation des cellules s’inverse) 

en fonction de la conductivité du milieu comparable à celle révélée par l’étude expérimentale 

présentée par Hölzel.  
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Figure I.43 : Tracé de l’opposé de ( )( )ωKIm  de cellules Jurkat dans quatre milieux de conductivités différentes 

De nombreuses études portent sur le comportement diélectrophorétique de cellules 

infectées par le paludisme (pour rappel voir Figure I.13) [43, 137] ; d’autres sur des fibroblastes 

infectés par des virus [138] en effectuant un suivi de l’infection virale contrôlé via une analyse 

protéique des cellules. Il résulte de cette étude l’observation de la décroissance graduelle de la 

capacité spécifique membranaire des cellules après infection.  

3.3. Mesure des paramètres électriques de cellules 

Des spectres diélectriques de cellules d’algues [139] ont permis de montrer que la paroi 

cellulaire avait une permittivité très faible (3-5), ceci pouvant s’expliquer par la forte teneur en 

silicate et la faible teneur en eau.  

Afin d’évaluer la séparation par diélectrophorèse de lymphocyte T et B, monocytes et 

granulocytes, Yang et al. ont mesuré les propriétés électriques par électrorotation [140] 

 Les liposomes – vésicules fabriquées à partir de bicouches lipidiques – sont aussi 

employés: ils constituent des modèles simplifiés des cellules [141]. Les liposomes unilamellaires 

présentent un spectre dont les paramètres électriques peuvent être extraits à partir d’un modèle 

monocouche. En ce qui concerne les liposomes multilamellaires, ou ceux composés de multiples 

vésicules, l’interprétation des résultats s’avère plus complexe.  
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3.4. Séparation 

 De nombreuses techniques de séparation et de tri cellulaire reposent sur la différence de 

signature diélectrophorétique existant entre différentes cellules. Ainsi, Markx et al. ont séparé 

des bactéries Micrococcus lysodeikticus de levures Saccharomyces cerevisiae [142] ; de même, 

Kang et al. ont réussi à séparer des globules blancs et aussi des cellules mammaires cancéreuses 

suivant leur taille [143]. On peut aussi citer Li et al. qui utilise la fréquence caractéristique pour 

séparer des cellules de Listeria qui sont mortes par traitement thermique adapté ou vivantes 

[144]. Un signal de 1 V est appliqué à 10 kHz – fréquence à laquelle l’ensemble des cellules est 

soumis à la diélectrophorèse négative – et ensuite, alors que la fréquence est augmentée, les 

cellules vivantes basculent vers la diélectrophorèse positive (Figure I.44).  

 
Figure I.44 : Image au microscope optique de la séparation de cellules de Listeria mortes et vivantes à 50 kHz 

Afin d’illustrer le pouvoir de séparation diélectrophorétique, on peut citer les travaux de 

Gascoyne et al. ayant montré la capacité de détecter des changements dus à l’expression d’un 

gène dans des lignées de cellules de rat par une technique alliant diélectrophorèse et 

microfluidique : le fractionnement par couplage flux-force [41]. 

IV.  CONCLUSION            

Dans ce chapitre, nous avons tout d’abord étudié la structure biologique des cellules, 

structure qui se veut universelle quelque soit le type cellulaire. Ensuite, nous avons énuméré les 

différentes propriétés physiques intrinsèques de la cellule et fait l’inventaire des techniques de 

caractérisation basées sur ces propriétés. En particulier, l’étude des propriétés électriques des 

cellules permet l’analyse de leur comportement lorsqu’elles sont soumises à une source de 

champ externe tout comme le diagnostic de certaines maladies. Le principe utilisé dans le cadre 

de notre travail repose sur une manipulation sans contact par application d’un champ électrique 

inhomogène. La réponse obtenue est propre à chaque type cellulaire et fonction de l’état 

physiologique de la cellule. A partir de modèles physiques des cellules, nous avons présenté des 

méthodes de détermination des paramètres électriques des différents compartiments des modèles 

cellulaires.  
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CHAPITRE II :  MATERIELS ET METHODES        

Dans le chapitre précédent, les principes et techniques de caractérisation cellulaire actuels 

ont été exposés. Nous utilisons la méthode basée sur le principe de l’électrorotation à partir 

duquel il est possible d’atteindre les propriétés électriques intrinsèques des cellules, procédé sans 

contact qui permet de générer de forts champs à partir d’une faible tension.  

Ce chapitre sera consacré à l’instrumentation et à la présentation détaillée de la plate-

forme expérimentale – tout ce qui est nécessaire à la réalisation des expérimentations : matériel 

biologique, microsystème et environnement électrique, système de visualisation et d’acquisition 

ainsi que les moyens permettant l’exploitation des déplacements observés. La mise en place de 

ce banc expérimental constitue, au niveau du laboratoire, le point de départ d’un axe scientifique 

sur l’interaction champ électromagnétique – cellule dont l’objectif est de caractériser les effets 

des champs au niveau cellulaire. 

I. MATERIELS BIOLOGIQUES          

Les modèles cellulaires utilisés au cours de cette thèse sont : 

- des levures : micro-organismes eucaryotes facilement cultivables et utilisables en 

laboratoire, 

- des liposomes : vésicules constituées de une à plusieurs bicouches lipidiques séparées 

par des compartiments aqueux. La composition au niveau de la membrane et du milieu interne 

est donc contrôlable lors de l’élaboration de ceux-ci. Ils constituent des modèles essentiels pour 

l’étude fondamentale de la cellule biologique et sont structurellement proches des cellules 

animales : ils sont donc bien adaptés pour étudier les propriétés biophysiques de la membrane. Ils 

participent aujourd’hui à de nombreuses applications en médecine pour la vectorisation des 

médicaments ou encore le diagnostic in vitro [66]. Les liposomes peuvent encapsuler des 

molécules ou des particules et les membranes peuvent servir de substrats pour l’immobilisation 

de molécules dans les études de reconnaissance biologique.  

Jusqu’à présent, le laboratoire ne disposait pas des infrastructures nécessaires à la culture 

et à la manipulation de cellules vivantes humaines. Il s’est récemment doté d’une salle de culture 

de cellules eucaryotes, qui devrait permettre l’étude prochaine de nouveaux modèles biologiques. 
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1. Préparation des levures 

1.1. Mises en culture 

Les levures sont de type Saccharomyces cerevisae et sont issues d’un bloc commercial de 

levure pressée alimentaire. Une petite quantité de levures est prélevée sous hotte à flux laminaire 

et suspendue dans un milieu aqueux composé de 1% d’extrait de levure, 4% de glucose et 1 % de 

peptone (les pourcentages sont massiques). Par la suite, elles sont mises en culture sur milieu 

gélosé sous hotte (ajout de 1,5 % d’agar au milieu dans ce cas) dans des boites de Pétri par stries 

d’épuisement afin de créer des colonies isolées. 

1.2. Préparation d’échantillons 

Préalablement aux expérimentations, les levures sont lavées (centrifugation, élimination 

du surnageant et resuspension) dans le milieu de suspension désiré selon les conditions de 

l’expérience. Ces organismes sont en effet d’une grande tolérance vis-à-vis de la pression 

osmotique ; les levures peuvent être suspendues à nouveau dans de l’eau sans subir de choc. 

Elles ont une apparence sphérique (légèrement ovale) d’un diamètre moyen de 6 µm. 

Le colorant vital dit bleu de Trypan est adapté à l’estimation de la viabilité des levures 

[145]. En effet, seules les levures mortes laissent entrer le colorant et se colorent en bleu tandis 

que les cellules vivantes ne sont pas colorées. Les expériences sous champ électrique n’ont pas 

montré d’impact sur la viabilité des levures pour les conditions expérimentales suivantes : 

tensions crête-à-crête appliquées aux électrodes distantes de 400 µm allant jusqu’à 9 V. 

2. Fabrication des liposomes  

Les liposomes sont des bicouches lipidiques artificiellement formées. Ils sont préparés à 

partir de phospholipides : molécules amphiphiles [146]. En effet, un phospholipide possède une 

tête polaire hydrophile qui sera donc en contact avec de l’eau et la queue (partie apolaire) 

constituée de chaînes formant un cœur hydrophobe protégé de l’eau (Figure I.2). Dans un état 

thermodynamiquement stable, une organisation de ces phospholipides a lieu de telle manière que 

les têtes polaires se regroupent entre elles et permettent l’établissement d’une bicouche 

d’épaisseur de l’ordre de 5 nm. 

Les phospholipides principalement utilisés dans nos expériences sont (Figure II.45) : 

- DOPC : 1,2-dioléoyl-sn-glycéro-3-phosphocholine (Sigma Aldrich) : lipide insaturé 

majoritaire qui servira de matrice lors de l’élaboration de la solution lipidique à faire sécher, 

- 18:1 NBD PE : 1,2-dioleoyl-sn-glycéro-3-phosphoéthanolamine-N-(7-nitro-2-1,3-

benzoxadiazol-4-yl) (Avanti Polar Lipids) : le marquage au NBD est situé au niveau de la tête,  
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- 16:0-12:0 NBD PC : 1-palmitoyl-2-(12-((7-nitro-2-1,3-benzoxadiazol-4-

yl)amino)lauroyl)-sn-glycéro-3-phosphocholine (Avanti Polar Lipids) : le marquage fluorescent 

NBD est greffé en substitution de la partie terminale d’une des deux chaînes carbonées.  

 

               

   

 

Figure II.45 : Formules chimiques du DOPC, NBD PE et NBD PC (de haut en bas) d’après www.avantilipids.com 

Les lipides marqués au NBD fluorescent sont excités par la lumière bleue (460 nm) et 

cette excitation leur fait émettre une lumière verte (534 nm). Le mélange entre le DOPC et les 

lipides marqués est a priori relativement stable étant donné que ces derniers ont été synthétisés 

avec des queues du même type : chaîne de carbone de longueurs voisines (moins de 4 carbones 

de différence) ; ils présentent donc une structure similaire à celle de leur homologue non marqué 

(le DOPC) de façon à perturber le moins possible les propriétés de la bicouche. 

Le produit sec, sous forme de poudre, est dissout dans une solution de chloroforme: 

méthanol (proportion volumique 9:1). Pour chaque lipide, une solution mère concentrée est 

préparée à 10 mg.mL-1. La solution lipidique finale est concentrée à 1,5 mg.mL-1 et contient 

2,5% massique (masse soluté sur masse de la solution en pourcentage) de lipides marqués. 

2.1. Par électroformation  

Le principe de la méthode d’électroformation a été mis au point depuis une vingtaine 

d’années [147]. Il repose sur le décollement progressif et successif d’une bicouche à partir d’un 

dépôt surfacique de lipide sur une plaque de verre. Un champ électrique alternatif lentement 

variable en fréquence est appliqué perpendiculairement au film de phospholipides afin de faire 

mouvoir les feuillets lipidiques (Figure II.46). 

 
 

Figure II.46 :  Décollement des bicouches par application d’un champ perpendiculairement aux feuillets [148] 

Queue hydrophobe Tête hydrophile 

La solution du milieu environnant 
pénètre entre les feuillets 
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Le champ électrique est appliqué entre deux plaques de verres recouvertes d’un film 

conducteur d’ITO (Indium Tin Oxyde) [149, 150]. Un fil de cuivre autocollant permet 

d’appliquer le champ sur les faces conductrices de chacune des lames sur lesquelles est déposée 

la solution lipidique de travail désirée pour former les liposomes. Les lames ainsi préparées sont 

placées sous vide pendant au moins deux heures pour éliminer toute trace de chloroforme ; en 

effet, celui-ci altère les propriétés des membranes. Le dépôt (10 µL environ) se fait via une 

seringue Hamilton sur une couche en faisant des zigzags. Entre les deux surfaces conductrices 

qui sont placées en regard l’une de l’autre, un joint silicone autocollant défini la chambre 

d’électroformation qui sera scellée afin d’assurer l’étanchéité.  

Le milieu aqueux dit aussi milieu de gonflement qui formera le milieu interne des 

liposomes est injecté au sein de cette chambre ce qui a pour effet d’hydrater les feuillets 

lipidiques. Dans le cas de l’électroformation, la solution interne utilisée ne peut contenir trop 

d’ions, ce qui pourrait empêcher le gonflement, et est donc une solution aqueuse avec ajout de 

saccharose à 50 mmol.L-1. Le remplissage de la chambre se fait sous champ (Figure II.47).  

Des paliers de tensions, fréquences et durées prédéfinies permettent de provoquer 

l’apparition d’un maximum d’évènements de fusion. A la fin de l’électroformation, les liposomes 

ont gonflé et atteint des tailles comprises entre 10 et 100 µm et afin de les détacher de la surface, 

le dernier palier est fixé à 0,3 Veff, 4 Hz pendant 15 minutes. La formation prend environ trois 

heures. Le protocole complet suivi pour l’électroformation est donné en Annexe II.  

 

 

Figure II.47 : Chambre d’électroformation lors de la phase de remplissage de celle-ci 

Les liposomes ainsi formés sont des vésicules lipidiques unilamellaires géantes (Figure 

II.48) dont la membrane est constituée d’une bicouche plus ou moins fluide et incompressible en 

fonction de la composition de phospholipides. 

 
Figure II.48 :  Observation de liposomes lors de l’électroformation 
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2.2. Par extrusion 

L’extrusion est un procédé de fabrication mécanique par lequel la suspension de lipides 

est comprimée et contrainte de passer à travers les pores d’une membrane en polycarbonate 

permettant ainsi la formation de petits liposomes unilamellaires. La taille dépend du diamètre des 

pores et peut atteindre une douzaine de micromètre pour des pores de 10 µm de diamètre. 

La solution, l’extruder (Figure II.49), les seringues et le bloc chauffant (Figure II.50) sont 

placés dans un four avant formation des liposomes réalisée à une température avoisinant les 

45°C pendant au minimum 30 minutes. 

Le solvant est ici évaporé sous un flux d’azote sec sans oxygène ; les lipides sont ensuite 

hydratés dans un milieu d’immersion aqueux composé de saccharose et dont la conductivité peut 

être ajustée si souhaité par ajout de KCl, l’osmolarité finale étant fixée à 50 mmol.L-1. 

Préalablement à l’extrusion, la solution lipidique subit quelques cycles de gel/dégel.  

L’extruder assemblé auparavant renferme la membrane en polycarbonate dont le diamètre 

des pores peut être choisi entre 1 à 10 µm.  

 
Figure II.49 : Assemblage de l’extruder 

La solution hydratée remplit une des deux seringues insérées dans l’extruder. Ensuite, des 

allers-retours sont effectués lentement à travers la membrane et ce dans le bloc chauffant qui 

maintient l’ensemble à une température avoisinant les 45°C (Figure II.50). Le protocole complet 

d’extrusion est donné en Annexe III. 

 
Figure II.50 : Extrusion d’après www.avantilipids.com 
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II.  DISPOSITIF EXPERIMENTAL           

Le dispositif expérimental (Figure II.51) doit permettre la mise en mouvement de cellules 

sous champ électrique ainsi que l’observation et l’acquisition vidéo de ce mouvement.  

 
Figure II.51 : Dispositif expérimental (en haut : côté électrique, en bas, partie microsystème et optique : pilotage 

des appareils et acquisition sur PC via les interfaces GPIB et Firewire) 

1. Système de génération du champ électrique 

1.1. Microsystème 

Huang et al. ont défini une géométrie d’électrodes satisfaisantes à partir de polynômes 

répondant aux équations de Laplace [151]. Le contour est obtenu à partir du tracé des 

équipotentielles : 222 ayx ±=−  avec a2  la distance qui sépare deux électrodes en face à face 

(Figure II.52 cas a). En effet, des études ont montré que les variations du couple induit sur les 

particules dans des formes de structure de quatre électrodes planaires en arrangement circulaire 

(Figure II.52) sont suffisamment grandes pour engendrer des erreurs de mesures [152].  

 

Figure II.52 : Forme d’électrodes étudiées a) hyperbole polynomiale b) os c) carrée d) pyramidale e) pyramidale 
tronquée f) épingle g) ellipse h) circulaire  
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En revanche, les électrodes polynomiales offrent la possibilité d’obtenir un champ 

relativement uniforme dans l’espace inter-électrodes et aussi la possibilité de générer un couple 

suffisant pour assurer la rotation des cellules. En effet, il s’avère que le champ est constant au 

centre du dispositif (cercle blanc sur la Figure II.53). Il convient donc – afin de soumettre les 

cellules à un champ de même amplitude – de les placer dans la zone centrale du système 

d’électrodes où la force de diélectrophorèse n’intervient pas et où les variations de couple sont 

faibles.  

 
Figure II.53 : Electrodes polynomiales : carte du module de E² 

Le mode d’alimentation des électrodes dépend du champ que l’on souhaite appliquer 

(Figure II.54). Ainsi, un avantage de l’utilisation des électrodes polynomiales est d’effectuer, 

préalablement à nos expérimentations, l’application de diélectrophorèse négative permettant de 

déplacer les cellules dans cette zone de champ d’amplitude constante. Pour des électrodes 

séparées par un gap de 400 µm, la zone est délimitée par une distance d’environ 200 µm [34]. 

a 

 

b 

 

Figure II.54 : Alimentation des électrodes (a) cas de la diélectrophorèse (b) cas de l’électrorotation 

 Par ailleurs, une étude sur l’électrorotation dans une cage octopole (Figure II.55) montre 

que les cellules tournent plus lentement que dans un piège à quatre électrodes, avec la même 

tension et la même distance entre électrodes [153]. En revanche, ce système offre la possibilité 

de maîtriser le placement vertical de la cellule, et de s’affranchir de tout contact entre la cellule et 

le substrat. 
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Figure II.55 : Cage octopole 3D (distance entre deux électrodes opposées : 40 µm) 

Un microsystème doit permettre de manipuler des cellules tout en étant biocompatible. 

Ainsi, le procédé de fabrication du microsystème est basé sur l’emploi des techniques standard 

de photolithographie, les électrodes étant constituées d’or. Le dessin du masque a été réalisé à 

l’aide du logiciel CleWin. Les microélectrodes (Figure II.56) ont été déposées sur des plaquettes 

de pyrex métallisées recouvertes d’une couche de 50 nm de titane (sert de couche d’apprêt) et 

d’une couche de 100 nm d’or ; ces dépôts ont été réalisés par la société ACM. 

L’étape de photolithographie1 débute par l’enduction de résine photosensible Shipley 

S1818 positive, les zones révélées correspondent donc aux zones exposées aux UV c’est-à-dire 

non protégées par les motifs opaques du masque. La plaquette est préalablement placée 2 

minutes sur une plaque chauffante à 90°C afin de favoriser l’adhérence de la résine. Le dépôt 

s’effectue en utilisant un spin-coater programmé avec les données suivantes : vitesse (4000 

tr.min-1), accélération (5000 tr. min-1.s-1) et durée (30 s). Un pré-recuit sur la plaque à 90°C 

durant une minute permet d’éliminer les solvants : produits les plus volatiles. L’insolation de la 

plaquette est ensuite réalisée avec un aligneur à UV Karl Suss MJB 4, avec une durée 

d’exposition de 5 s. La plaquette est ensuite immergée durant 40 s dans un produit révélateur 

dilué à 50 % (Microposit Developer Concentrate, Shipley) avant d’être rincée puis séchée. Il 

s’ensuit une étape de cuisson à 110°C pendant une minute destinée à durcir la résine pour lui 

assurer une bonne résistance aux attaquants chimiques.  

Les motifs des électrodes sont ensuite obtenus par gravure humide de l’or puis du titane 

en immergeant la plaquette dans 2 bains successifs de gold etchant (Sotrachem) puis de titanium 

etchant (Sigma). Pour terminer, on procède au délaquage du wafer en le trempant 5 minutes dans 

un bain de Microposit Remover 1165 (Shipley) à 60°C.  

                                                 
1 Lieu de réalisation : salle blanche du laboratoire SATIE (groupe BIOMIS) à Rennes 
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Figure II.56 : Etapes de réalisation des motifs des électrodes 

 Les microélectrodes polynomiales réalisées par le procédé précédent sont visibles sur la 

Figure II.57 qui présente aussi le branchement final du microsystème afin de générer un champ 

tournant. Comme vu au 1er chapitre, les faibles tensions appliquées permettent de minimiser les 

échauffements thermiques et ainsi de préserver la viabilité cellulaire. 

a 

 

b 

 
Figure II.57 : Electrodes polynomiales (a) microsystème, (b) branchement 

1.2. Matériel et interface 

● Matériel électrique (Agilent Technologies) 

Quatre générateurs (standard waveform generator 33250A) permettent la production de 

tensions sinusoïdales. Ces générateurs peuvent être synchronisés entre eux et permettent 

d’atteindre des fréquences allant de 1 µHz à 80 MHz pour des signaux sinusoïdaux. L’électro-

osmose, qui est la conséquence de la formation d’une double couche électrique (Figure I.39) à la 

surface des électrodes, est un phénomène qui doit être pris en compte. En effet, il peut induire 

des déplacements de fluide lors d’une expérience de diélectrophorèse : la double couche est mise 

en mouvement en raison de la force exercée sur les charges accumulées à la surface des 

électrodes par la composante tangentielle du champ électrique. Elle entraîne avec elle le fluide. 

Afin de réduire ces effets, la fréquence minimale du signal appliqué aux électrodes est ici de 10 

kHz. Au-delà d’une certaine fréquence, de l’ordre de quelques dizaines de kHz, la double couche 

n’a plus le temps de se former. Aussi, les effets électro-osmotiques se manifestent exclusivement 

en basse fréquence [116].  

Les signaux sont observés sur un oscilloscope large bande (DSO6034A) qui permet de 

contrôler les différentes caractéristiques des signaux délivrés via une interface décrite ci-après. 
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Les impédances de sortie des générateurs et l’impédance d’entrée de l’oscilloscope peuvent être 

réglées à 50 Ω ou 1 MΩ ; on choisit la 1ère étant donné que celle du microsystème est supérieure 

à 1,5 kΩ afin de la négliger sur toute la gamme de fréquence étudiée. Tous ces équipements sont 

contrôlés par ordinateur via des interfaces GPIB (General Purpose Interface Bus). Un schéma du 

câblage est visible sur la Figure II.58. 

 
Figure II.58 : Connexion du matériel électrique 

● Interface graphique 

Une interface utilisateur graphique a été programmée sous Labview (Figure II.59).  

 
Figure II.59 : Interface graphique pour l’utilisateur 

Les paramètres tension, fréquence, permettant d’ajuster le champ électrique produit par 

les électrodes sont accessibles. L’interface permet à l’utilisateur de choisir le mode de 

fonctionnement (diélectrophorèse conventionnelle, électrorotation ou encore diélectrophorèse à 

ondes progressives). Les commandes sont communiquées aux générateurs de tension via les 

interfaces GPIB. Les tensions générées sont affichées sur l’oscilloscope, les calibres utilisés étant 

automatiquement ajustés par le programme. 
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2. Système d’observation 

La zone d’intérêt où nos cellules sont visualisées et mises en mouvement correspond à la 

partie transparente du microsystème ; il nous est possible d’observer les cellules avec une 

lumière de microscope traditionnelle. Afin de réaliser le suivi des cellules en mouvement, des 

vidéos sont enregistrées par caméra. Ainsi, il nous est possible de contrôler le bon déroulement 

des expériences tout en qualifiant les résultats dans un 1er temps ; ceux-ci seront par la suite 

quantifiés grâce à un traitement réalisé sous Matlab. 

2.1. Microscope optique 

Le principe est d’éclairer en lumière blanche le support, tout en ayant la possibilité 

d’utiliser une lampe à fluorescence qui, à travers un filtre, ne laissera passer que la longueur 

d’onde correspondant au marqueur fluorescent utilisé (Figure II.60). 

 
Figure II.60 : Principe de transmission optique d’un microscope inversé 

Deux microscopes sont à disposition : 

- un microscope inversé à contraste de phase Carl Zeiss Axiovert 40  

- un microscope droit à épifluorescence Carl Zeiss AxioImager  

Usuellement, nous utilisons le microscope inversé qui permet une mise en place aisée du 

dispositif soutenant le microsystème au-dessus des objectifs ; il comprend les objectifs : 10X, 

20X et 32X. La lentille du microscope ayant un grossissement de 10X ; pour les objectifs 

précédents, le grossissement focal à l’œil nu est respectivement de 100, 200 et 320. 

Cependant, pour les liposomes de petites tailles réalisés par extrusion, il s’est avéré 

nécessaire d’utiliser le 2nd microscope avec un zoom plus important tout en conservant une 

distance de travail intéressante : de 9 mm pour l’objectif en considération (LD EC Epiplan-

NEOFLUAR 50X) qui permet toujours de travailler avec notre microsystème et ses connections. 
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2.2. Caméra de visualisation et logiciel d’acquisition 

La caméra AxioCam HSm est adaptée à des observations en fluorescence. C’est une 

caméra à grande vitesse qui nous permet de visualiser aisément le déplacement des cellules : de 

60 à 198 images par seconde avec des résolutions respectives de 660 x 494 et 124 x 98 pixels en 

noir et blanc. Le système de contrôle par caméra est également relié à l’ordinateur pour une 

acquisition d’images ou de films via le logiciel Axiovision. Il est possible de choisir le type de 

fichier que l’on désire sauvegarder, sachant que le format .zvi (pour des films) permet de 

conserver toutes les données relatives à l’acquisition optique telles que l’acquisition de chaque 

image, le temps d’exposition, l’échelle, le zoom utilisé, la taille des images …  

Quatre points par décade de fréquence permettent l’acquisition d’un spectre 

d’électrorotation satisfaisant pour extraire les paramètres électriques voulus. Le traitement 

d’images est développé à la fin de ce chapitre. 

3. Protocole expérimental 

Le dispositif doit intégrer des contraintes biologiques puisque le travail se fait dans un 

environnement liquide qui doit être compatible avec le microsystème et la suspension cellulaire. 

Il est parfois nécessaire d’ajuster la composition du tampon afin que celui-ci soit compatible avec 

le système tout en préservant la viabilité des cellules.  

Préalablement à toute expérience, le microsystème est lavé et rincé à l’éthanol et à l’eau 

distillée. Les cellules prélevées de leur culture sont lavées trois fois dans la solution qui servira 

de milieu de suspension via un procédé simple de centrifugation et élimination du surnageant. 

3.1. Mise au point d’un tampon 

Le tampon est le milieu de suspension dans lequel les cellules sont immergées. Il doit être 

faiblement conducteur pour ne pas risquer d’endommager les électrodes ni porter atteinte à la 

viabilité cellulaire de par une élévation de température. Il doit aussi assurer le maintien 

physiologique des cellules : l’osmolarité doit parfois être ajustée. 

● Conductivité électrique 

La conductivité du milieu ( mσ ) est un paramètre fondamental, elle ne peut être choisie 

dans une large gamme de valeurs :  

- Préservation de la viabilité : en effet, pour un réseau d’électrodes (bandes parallèles 

espacées de 20 µm), l’élévation de température consécutive à l’application d’une tension V peut 

être approchée, en régime permanent, par la relation 
t

effm

k

V
T

2σ
≈∆  dans laquelle tk  désigne la 
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conductibilité thermique de la solution. Pour VVeff 102 =  et 1.1 −= mSmσ , on obtient CT °≈∆ 20 ce 

qui peut détériorer la membrane. En prenant des conductivités inférieures à 1.100 −mmS , T∆  

devient inférieur à 2°C tolérée par les cellules [154]. De plus, ces valeurs permettent de réduire 

les risques d’endommagement des électrodes en raison de courants trop élevés.  

- Influence sur le comportement diélectrophorétique de la cellule : décalage de la position 

du pic d’électrorotation en basse fréquence et de la fréquence pour laquelle la rotation des 

cellules change de sens Figure I.42).  

La conductivité du milieu est mesurée grâce à un conductimètre Consort C532. L’ajout 

de KCl pour ajuster la conductivité implique une augmentation de l’osmolarité (Figure II.61). 
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Figure II.61 : Influence de la conductivité sur l’osmolarité (conductivité ajustée par ajout de KCl) 

Il apparaît que pour une conductivité de 200 mS.m-1, l’osmolarité n’atteint pas 50 

mOsm.kg-1. Pour la plupart des cellules, les valeurs physiologiques d’osmolarité sont de l’ordre 

de 300 mOsm.L-1 (plasma sanguin). Ainsi, une faible conductivité peut induire un risque 

d’éclatement des cellules. 

● Osmolarité 

Les cellules sont le siège d’échanges d’eau ou de substances dissoutes, ces échanges se 

font grâce à la perméabilité membranaire. Ces échanges se font du milieu le moins concentré 

vers le plus concentré grâce à la pression osmotique. La contrainte liée à l’utilisation d’une 

solution faiblement conductrice (solution hypotonique) lors des expériences, impose la mise au 

point de solutions pauvres en ions qui risquent de faire éclater les cellules en provoquant une 

entrée massive d’eau par osmose. En effet, il est important de maintenir une pression osmotique 

normale ; ainsi, l’ajout de molécules volumineuses imperméables à la membrane permet de 

compenser la faible teneur en ions. Les molécules vont exercer une pression suffisante qui 
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contrebalance la force intracellulaire ce qui se traduit par une augmentation de l’osmolarité de la 

solution. Classiquement, du saccharose est ajouté à la solution pour maintenir l’osmolarité. En 

effet, ce produit est imperméable à la membrane, non toxique, non chargé, peu coûteux et très 

soluble. 

L’osmolarité du milieu est mesurée grâce à un osmomètre cryoscopique manuel (Fisher-

Scientific). Le principe de fonctionnent est le suivant : les solutions aqueuses peuvent 

généralement être surfondues à une température définie. La congélation de l’échantillon est 

initiée à l’aide d’une aiguille froide et permet alors de déterminer un point d’inflexion dans la 

courbe de température qui est directement relié à l’osmolarité de la solution. 

● Cas particulier des liposomes 

Le milieu interne est une solution aqueuse dont l’osmolarité est ajustée par ajout de 

saccharose tandis que l’osmolarité du milieu externe sera ajustée par ajout de sorbitol, autre type 

de sucre. Pour une même concentration molaire, une solution au sorbitol s’avère environ 1,88 

fois moins dense qu’une solution au saccharose. Cette différence de densité est mise à profit lors 

de l’observation au microscope optique :  

- elle permet une sédimentation des liposomes sur la lame d’observation et par 

conséquent dans le plan des électrodes, 

- elle correspond aussi à une différence d’indices optiques qui permet ainsi d’obtenir un 

contraste amélioré : pour des solutions à 200 mM à 20°C, les  indices optiques sont de 1,3433 et 

1,3477 respectivement pour la solution au saccharose et au sorbitol [155]. 

3.2. Plan d’expériences 

 Lors de chaque expérience, les cellules sont préalablement préparées : centrifugation pour 

les extraire de leur milieu initial (milieu de culture dans le cas des levures), élimination du 

surnageant et suspension dans le milieu d’immersion.  

Les cellules en suspension sont déposées dans une chambre : espace fermé de volume 

connu (100 µL) qui se présente sous la forme d’un joint autocollant en silicone placé au-dessus 

du microsystème sur lequel une lamelle de verre est déposée. Elle permet de limiter les 

phénomènes d’évaporation, pouvant provoquer une variation de la conductivité de la solution 

ainsi que des mouvements de fluide au sein de celle-ci engendrant des perturbations. 

Chaque électrode est connectée à un générateur via des plots de contact (vérification du 

contact avec un voltmètre). La gestion de l’application du champ se fait via l’interface où 

l’utilisateur choisit le type d’expérience (électrorotation ou diélectrophorèse), génère une table de 

fréquence (par défaut elle est logarithmique de 10 kHz à 80 MHz avec 4 points par décade) et 

indique la tension à appliquer. 
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L’acquisition se fait ensuite sous Axiovision avec un film par point de fréquence 

appliquée. La mesure de la vitesse de rotation se fait par chronométrage manuel via 

l’enregistrement des vidéos ou par mesure automatisée (développée ci-après). 

III.  SPECTRE             

L’instrumentation décrite ci-dessus permet de visualiser le déplacement des cellules au 

sein du microsystème. Afin de mesurer les vitesses de rotation des cellules soumises à un champ 

tournant, un programme de détection et de mesure a été réalisé.  

Reichle et al. mesurent la vitesse de rotation de cellules de structure inhomogène à partir 

de la détection de la modulation d’intensité lumineuse [156]. De Gasperis et al. estiment la 

position de la cellule en considérant que le centre de gravité de la cellule correspond au centre de 

rotation puis ils effectuent une auto-corrélation d’une image à l’autre [157]. 

Budde et al. ont développé un logiciel qui permet l’acquisition et le traitement des 

images, le suivi des cellules et la mesure de leur vitesse de rotation [158]. Après segmentation 

des images, l’axe principal de chaque objet est déterminé. Le suivi se fait d’une image à celle qui 

lui succède et permet d’exclure des objets suivant des zones de recherches définies. La mesure de 

la vitesse de rotation s’effectue par la mesure de la variation de l’angle. Zhou et al. se basent 

aussi sur la mesure de l’angle formé entre l’axe principal et l’axe horizontal [159]. La 

détermination de l’axe qui définit la position angulaire de la cellule, car celles-ci ne sont pas 

parfaitement sphériques, est la méthode que nous employons. 

1. Mise en œuvre du procédé de mesure 

1.1. Acquisition des images 

 Le logiciel Axiovision est utilisé pour piloter la caméra rapide (AxioCam HSm) qui 

permet de filmer les cellules en rotation : un film de quelques secondes est réalisé pour chaque 

point de fréquence appliquée. Les images composant chaque séquence sont stockées dans un 

répertoire dont le nom correspond à la fréquence.  

Le temps d’acquisition des images est ajusté par l’opérateur en fonction de la vitesse de 

rotation maximale sur tout le spectre, qui peut varier fortement selon le type de particules 

manipulées et les caractéristiques du milieu d’immersion telles que la viscosité ou la 

conductivité. Enfin, l’objectif choisi est le même pour l’ensemble des mesures ; de son choix 

dépend la résolution en µm/pixel, dans le cas de l’utilisation du microscope Axiovert 40 CFL, se 

référer au Tableau II.4.  
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Objectif 10X 20X 32X 

Résolution (en µm/pixel) 0,99 0,5 0,31 

Tableau II.4 : Résolution de la taille des pixels en fonction de l’objectif correspondant 

1.2. Données  

Le programme de mesure de vitesse des cellules a été développé sous Matlab, le 

traitement d’images fait appel à certaines fonctions de la toolbox « image processing ». 

A l’exécution, l’opérateur spécifie dans une boîte de dialogue les paramètres suivants : 

- la résolution (en µm/pixel), 

- l’intervalle de temps entre deux images (en s), 

- le rayon moyen approximatif des cellules manipulées (en µm). 

Ensuite, il fournit le chemin du dossier comportant les sous-répertoires associés aux 

différences points de fréquence réalisés. Pour chaque fréquence, le programme détermine la 

vitesse moyenne ainsi que les vitesses minimale et maximale, l’écart-type et le nombre de 

cellules sur lequel le calcul a été effectué. Il trace le spectre d’électrorotation correspondant. 

1.3. Définitions préliminaires 

Dans la description du principe de la mesure automatique de vitesse des cellules, nous 

définirons tout d’abord les termes suivants : 

- Séquence : ensemble d’images correspondant à un point de fréquence donné 

- Objet : une cellule ou un agrégat de cellules  

- Cellule isolée : pour qu’une cellule soit candidate à la mesure, elle doit se trouver 

suffisamment éloignée des autres en raison des modifications locales du champ que leur 

proximité pourrait induire 

2. Mesure de la vitesse de rotation 

Les images issues des acquisitions vidéo effectuées lors de nos expériences sont traitées 

dans le but de ne retenir que les cellules isolées et représentatives, par leur taille, de la population 

étudiée. Nous quantifions leur vitesse de rotation par la mesure de l’orientation de la cellule. 

2.1. Traitement d’images 

Cette étape consiste à détecter les objets dans l’image, à les étiqueter et à les caractériser. 

Pour chaque séquence et sur l’ensemble des images en niveau de gris, un filtrage passe-haut 

permet de déterminer le contour des objets (Figure II.62).  
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Figure II.62 : A gauche, image d’origine en niveau de gris et à droite, effet du filtrage passe-haut 

Chaque image est ensuite convertie en image binaire par seuillage en intensité (la valeur 

de seuil est déterminée par la méthode d’Otsu impliquant le calcul de l’histogramme [160], 

Figure II.63) et les zones correspondant aux objets sont identifiées. Les petits objets (bruit qui 

peut être dû à la capture d’image ou au contraste non uniforme) sont supprimés de l’image par 

ouverture morphologique et les contours des objets restants sont remplis (Figure II.63). 

    
Figure II.63 : A gauche, image obtenue après binarisation ; au milieu, suppression du bruit et à droite, 

remplissage des contours 

Ainsi, les objets sont étiquetés puis caractérisés par détermination de : 

- l’aire 

- les coordonnées du barycentre 

- l’orientation : angle entre l’axe horizontal et l’axe principal de l’ellipse équivalente, 

compris entre -90° et 90°. Cette position angulaire (Figure II.64) sera utilisée pour déterminer la 

vitesse de rotation étant donné que l’intervalle de temps entre deux images est connu. 

- la longueur de l’axe principal 

 
Figure II.64 : Détermination de l’orientation de l’objet sous Matlab (angle entre l’axe horizontal représenté en 

pointillé et l’axe principal) 



 

 - 60 - 

2.2. Critères de sélection 

 Une cellule est considérée comme isolée si les conditions suivantes sont réunies : 

- distance entre son contour extérieur et celui d’une cellule voisine ou d’un agrégat voisin 

supérieure au diamètre de la cellule (critère défini expérimentalement), 

- distance suffisant par rapport au bord de l’image : le barycentre de la cellule doit être 

séparé du bord par une distance supérieure à 1,5 fois le diamètre de la cellule. Cette précaution 

permet d’exclure les cellules situées en bordure d’images qui pourraient tout de même se trouver 

proches de cellules situées juste en dehors du cadre de l’image. 

Après segmentation, un objet est considéré comme un agrégat si la dimension de son aire 

est supérieure à 1,7 fois l’aire moyenne d’une cellule. En effet, au-delà d’une certaine taille, un 

objet est éliminé afin d’exclure les amas de cellules que l’on ne désire pas étudier.  

Les objets sont classés par catégorie selon trois types différents (Figure II.65) : 

- 0 : cellule unique, 

- 1 : agrégat de cellules, 

- 2 : cellule se trouvant proche de la frontière de l’image. 

 
Figure II.65 : Étiquetage des objets 

2.3. Suivi des objets dans une séquence 

 Dans chaque nouvelle image, nous procédons au repérage des objets répondant aux 

critères définis ci-dessus. Pour chaque groupe formé de deux objets, on vérifie que l’un des deux 

objets est une cellule unique ; si ce n’est pas le cas, les objets sont classés dans la nouvelle 

catégorie « cellule non isolée ». De même, si la distance séparant deux objets ne répond pas au 

critère voulu, les objets sont classés dans cette catégorie. Les objets restants sont candidats à la 

mesure de vitesse de rotation et classés dans la catégorie « cellules isolées » (Figure II.66).  
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Figure II.66 : Repérage des cellules isolées 

Lorsqu’un objet de type « cellule isolée » est repéré dans une nouvelle image, si le 

déplacement minimum par rapport à chacun des objets de l’image précédente est supérieur à un 

seuil fixé (rayon moyen d’une cellule), il est considéré comme un nouvel objet. Sinon, il est 

associé à l’objet qui était le plus proche dans l’image précédente.  

Par ce procédé, si un agrégat de cellules venait à se désagréger ou si une cellule s’éloigne 

suffisamment du bord de l’image, dès lors que les critères sont respectés, les nouvelles cellules 

isolées peuvent être détectées et prises en compte pour la mesure de vitesse. 

2.4. Archivage et exploitation des données  

 A chaque nouvelle image de la séquence, une mesure de l’orientation est effectuée sur les 

objets candidats et stockée dans une table (une table par objet). Une table associée à un objet 

cesse d’être mise à jour : 

- lorsqu’un objet présent dans les images précédentes disparaît dans la nouvelle image, 

- en fin de traitement, pour un objet conservé jusqu’en bout de séquence. 

 Les mesures d’orientation ainsi effectuées sur chaque cellule isolée sont archivées et 

seront prises en compte dans le calcul de la vitesse si l’objet a pu être suivi dans au moins 2N  

images consécutives d’une séquence comportant N images. 

 Les cellules non isolées telles que les agrégats, les cellules trop proches des frontières de 

l’image ou d’une autre cellule ne sont pas considérées pour les mesures de vitesse et donc aucune 

mesure n’est stockée. Une cellule qui se détacherait d’un agrégat ou s’éloignerait du bord 

suffisamment pour devenir une cellule isolée est prise en compte, en cours de séquence, pour les 

mesures de vitesse et la méthode utilisée permet le stockage de ces données (Figure II.67). 
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Figure II.67 : Traitement des données : aucune mesure n’est stockée sur les cellules non isolées ; en revanche, 

toute cellule nouvellement repérée et isolée est prise en compte en cours de séquence 

 Pour chaque séquence d’images, nous procédons aux traitements suivants : 

- à partir des données archivées : calcul de la différence de phase entre 2 images pour 

chaque cellule, 

- correction des résultats obtenus pour tenir compte des sauts de phase de 180° à l’aide 

d’une fonction modulo (en effet, l’orientation est définie entre -90° et 90°), 

- application d’un filtre médian pour lisser les résultats en écartant les points aberrants. 

La Figure II.68 donne le résultat du traitement pour la séquence d’images traitées ici. 

 
Figure II.68 : Suivi des sept cellules isolées identifiées dans la séquence (c’est-à-dire pour un point de fréquence 

donné) limitée à 15 images : une couleur par cellule 
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 Nous en déduisons le déphasage moyen entre deux images pour chaque cellule (notée i) 

suivie dans j images consécutives dont la vitesse de rotation moyenne ressort : 
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 La vitesse de rotation pour le point de fréquence considéré correspond à la moyenne des 

vitesses déterminées pour chacune des n cellules suivies dans la séquence : 
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             Équation II.19 

 A partir de la vitesse de rotation obtenue pour chaque point de fréquence, il est possible 

de tracé le spectre d’électrorotation (Figure II.69) pour l’expérience considérée (ici des levures 

en suspension dans de l’eau distillée) ; le chiffre au-dessus de chaque point indique le nombre de 

cellules pour lesquelles la mesure a été réalisée. 

 
Figure II.69 : Tracé expérimental du spectre d’électrorotation 
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IV.  CONCLUSION            

 Le dispositif mis en place permet de générer, via une interface graphique développée sous 

Labview®, des tensions sinusoïdales en quadrature dans une gamme de fréquences étendue. De 

plus, un traitement d’images implémenté sous Matlab® permet, à partir des acquisitions vidéo 

réalisées, la mesure de la vitesse de rotation des cellules que nous souhaitons suivre pour chaque 

point de fréquence. Au final, nous avons mis au point un protocole expérimental couvrant de 

multiples aspects : de la génération du champ électrique à l’acquisition vidéo en passant 

évidemment par l’élaboration du milieu d’immersion et la préparation des cellules. 

Ainsi, la plateforme expérimentale permet d’étudier le comportement en fréquence de 

cellules soumises à un champ électrique tournant d’amplitude constante. Nous étudierons dans le 

chapitre suivant la possibilité d’extraire les propriétés électriques issues des mesures faites par 

électrorotation.  
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CHAPITRE III :  IDENTIFICATION PARAMETRIQUE       

La caractérisation électrique des cellules repose sur l’étude de leur réponse à un champ 

électrique et sur l’analyse de leur comportement en fonction de leur état physiologique ou des 

transformations qui ont pu leur être apportées. Un des axes importants est donc l’étude des 

propriétés électriques basée sur l’identification paramétrique à partir du spectre d’électrorotation 

obtenu par la méthode décrite au chapitre précédent.  

De nombreuses techniques de caractérisation ont vu le jour à partir des différents modèles 

mathématiques de cellules en exploitant la mesure : 

- de la fréquence caractéristique (fréquence pour laquelle ( )( ) 0Re =ωK ) lorsque la 

conductivité du milieu varie : une méthode permet de déduire les propriétés électriques de la 

membrane (cf. équation I.13 aussi décrite dans les articles [43, 161, 162])  

- du spectre d’électrorotation, donc de la vitesse de rotation en fonction de la fréquence, 

[124, 141, 158] : il est possible d’évaluer les paramètres électriques de la cellule à travers 

l’utilisation de méthodes de minimisation faisant coïncider le spectre théorique avec 

l’expérimental.  

Il est intéressant d’analyser la sensibilité du spectre aux différentes propriétés électriques 

de la cellule. En effet, nous avons déjà vu en 1ère approche (chapitre I partie I.2.3.), que les 

propriétés électriques de la membrane prédominent en basse fréquence tandis que celles du 

cytoplasme prévalent à plus haute fréquence. Les travaux suivants exploitent les méthodes 

d’optimisation proposées par D. Voyer [163]. 

I. CARACTERISATION           

Afin d’extraire les paramètres électriques d’une cellule représentée par un modèle deux 

couches, l’approche considérée est basée sur des méthodes d’identification par minimisation de 

l’erreur entre spectre théorique et pratique. D'abord, nous analyserons l’influence des paramètres 

à extraire sur toute la gamme de fréquence balayée par une étude de sensibilité. Ensuite, nous 

présenterons les méthodes employées permettant l’extraction de ceux-ci : elles sont basées sur 

des spectres d’électrorotation théoriques ce qui nous permet d’analyser l’efficacité des 

optimisations proposées.   
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1. Méthodes appliquées au modèle à deux couches  

A partir de l’expression de la vitesse de rotation en fonction de la fréquence du champ 

appliqué (Equation I.17), il est possible d’extraire les paramètres de la cellule en utilisant des 

algorithmes de minimisation ou de type « moindres carrés ». Afin d’obtenir un résultat fiable, le 

spectre est analysé dans son ensemble. Ainsi, la fonction à minimiser pour permettre l’extraction 

des paramètres précédemment listés est la suivante :  

( ) ( )[ ]
2

1
exp∑

=
Ω−Ω

N

i
isimi ωω             Équation III.20  

avec expΩ et simΩ les vitesses de rotation expérimentales et théoriques aux différents points de 

fréquence de la gamme balayée.  

Pour la plupart des cellules, l’épaisseur de la membrane est négligeable devant le rayon 

de la cellule ( 1<<Rd ). Après un développement limité d’ordre 1, l’Équation I.1 devient [164] :  

**

*
**

idR

R

mem

i
memp εε

εεε
+

=             Équation III.21  

Les cinq paramètres que l’on cherche à extraire sont le facteur 
η

ε
ξ

2

2Em=  et les propriétés 

électriques du cytoplasme (conductivité :  iσ ( )-1S.m en  et permittivité relative : ri ,ε ) et de la 

membrane : capacitance :  memC et conductance :  memG qui sont respectivement définies par : 

( )20 .  −= mFen
d

C mem
mem

εε
            Équation III.22  

( )2.  −= mSen
d

G mem
mem

σ
           Équation III.23  

Dans ce qui suit, nous présentons les résultats issus d’études théoriques permettant de 

mettre en évidence la possibilité d’apporter des améliorations aux procédures d’extraction 

paramétrique habituellement employées. Dans ces études, certains paramètres ont été fixés dans 

un 1er temps à des valeurs couramment rencontrés dans la littérature. Ainsi, le milieu 

d’immersion des cellules possède une permittivité relative rm,ε  de 80 et sa conductivitémσ  est 

choisie égale à 1.50 −mmS . Le rayon total de la cellule ( )dR +  est de 15 µm. Par la suite, nous 

étudierons également l’influence d’une modification de mσ et de R. 
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Comme vu dans la littérature [165], les paramètres à extraire peuvent varier suivant une 

loi uniforme dans tout l’intervalle donné de valeurs ; dans le cadre de nos simulations, les plages 

de variations sont : 

- [ ] 2.30;20 −∈ mmFCmem  et [ ] 23 .101;8,0 −×∈ mSGmem  

- [ ]140;60, ∈riε  et [ ] 1.9,0;6,0 −∈ mSiσ  

- [ ] 1.50;30 −∈ sradξ  

 Gascoyne et al. ont étudié l’influence des conditions expérimentales sur la précision des 

paramètres extraits des mesures d’électrorotation [126]. Il s’avère que le résultat de la procédure 

d’extraction est parfois loin des attentes dans le cadre d’expérimentations : par exemple, le 

pourcentage des valeurs de la capacitance membranaire Cm estimé (appelé « niveau de 

confiance ») avec une erreur relative inférieure à 10 % (appelée « limite de confiance ») n’atteint 

pas 40 %. Cette étude repose sur une analyse théorique d’ensemble (les paramètres sont extraits 

simultanément) afin de connaître les niveaux fiables pour les paramètres issus des expériences. 

Ainsi, Gascoyne et ses collaborateurs concluent que la fiabilité de l’extraction de la conductance 

membranaire Gmem est mauvaise. Ils proposent, lors de l’utilisation de la méthode des moindres 

carrés, de sacrifier ce paramètre en utilisant un milieu de plus grande conductivité afin de 

minimiser la sensibilité du spectre à Gmem. 

La procédure de minimisation est basée sur la méthode simplex d’optimisation de Nelder-

Mead qui permet de trouver un minimum local d’une fonction de plusieurs variables [166]. Cette 

méthode est souvent utilisée pour minimiser la fonction donnée dans l’équation III.21. 

1.1. Considérations par rapport au spectre  

Afin d’étudier la dispersion du spectre, on introduit la variable aléatoire ( )ii fΩ=Ω  

correspondant à la vitesse de rotation pour chaque point de fréquence noté i, dont on peut obtenir 

la valeur moyenne et la variance par tirages au sort successifs via la méthode de Krige [167]. La 

Figure III.70 représente la dispersion du spectre d’électrorotation quand les paramètres varient 

dans leurs intervalles bornés ; on constate que cette dispersion des valeurs du spectre dépend de 

la fréquence. Le spectre médian présente deux pics de fréquence qui correspondent aux pics de 

résonance (basse et haute fréquences) et sont totalement découplés. La dispersion est maximale 

autour des pics et son importance est équivalente pour les deux pics. Par ailleurs, ceux-ci 

interviennent toujours à la même fréquence lorsque les paramètres de la cellule qui sont à 

extraire varient dans leurs intervalles bornés sachant que les propriétés du milieu sont fixées. La 
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1ère résonance qui intervient en basse fréquence dépend des propriétés de la membrane, la 2nde 

correspond à celles du cytoplasme (étude faite au 1er chapitre partie I.2.3.). 
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Figure III.70 : Spectre d’électrorotation : spectre médian et sa dispersion 

1.2. Analyse de sensibilités à partir de la variance  

Afin d’évaluer le poids attribuable à chaque paramètre impliqué, une étude de la 

sensibilité du spectre à chaque paramètre est réalisée. L’analyse de la variance permet donc 

d’évaluer la contribution de chaque paramètre à la dispersion du spectre. Ainsi, la répartition de 

la dispersion du spectre pourra être connue en fonction du poids des différents paramètres afin 

d’accorder plus d’importance aux plages de fréquences concernées. Cette analyse est aussi 

exploitable dans les étapes d’identification paramétrique : l’impact de chaque paramètre sur le 

spectre en fonction de la fréquence est pris en compte avec un coefficient approprié qui dépend 

de la fréquence. 

Une approche globale permet de définir la répartition des variances (partielle et totale) de 

la grandeur de sortie en fonction des cinq paramètres à extraire. En effet, le théorème de la 

variance montre que celle-ci peut être décomposée en plusieurs termes (de variance partielle) 

représentant les influences respectives des différents paramètres ce qui permet de découpler leurs 

effets [168]. L’effet total imputé à un paramètre est défini comme la somme des variances 

partielles impliquant ce terme. L’Annexe IV présente les équations de la variance partielle et de 

l’effet total. 
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Ainsi, la variance partielle et l’effet total relatifs à un paramètre X sont définis 

respectivement par (calcul en pourcentage) : 

( ) ( )
( )i

i
i

Var

XVar
XP

Ω
Ω

×=Ω 100var                         Équation III.24 

( ) ( )
( )i

i
i

Var

XTot
XT

Ω
Ω

×=Ω 100var            Équation III.25 

La dépendance de la vitesse de rotation à chacune des propriétés électriques du 

cytoplasme ( iσ  et ri ,ε  indépendamment l’un de l’autre) est illustrée Figure III.71. Ainsi, les 

propriétés électriques du cytoplasme ont bien un impact pour une gamme de fréquence 

supérieure à 1 MHz. De même, les propriétés électriques de la membrane interviennent bien en-

dessous de 1 MHz (Figure III.72) ; la sensibilité du spectre à la conductance montre bien la 

difficulté à extraire ce paramètre en particulier. 
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Figure III.71 : Variances partielles relatives aux propriétés électriques du cytoplasme (en bleu, celle due à la 

conductivité et en rouge, à la permittivité) 
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Figure III.72 : Variances partielles relatives aux propriétés électriques de la membrane (en bleu, celle due à la 

conductance et en rouge, à la capacitance) 
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Afin d’évaluer l’efficacité de la fonction minimisée, nous réalisons une étude théorique  

portant sur des spectres numériques. Ainsi, la fonction considérée à minimiser est la quantité 

globale (notée Y) définie par :  

( )( )∑ Ω−Ω=
i

ii EY
2

            Équation III.26 

avec  ( )iE Ω  la valeur moyenne de la vitesse de rotation au point de fréquence considéré. 

La contribution des paramètres à la dispersion de Y est évaluée d’après les équations 

III.24 et III.25 (Tableau III.5) ; X correspond au paramètre sur lequel l’analyse est effectuée. Le 

paramètre ξ  a un effet prépondérant par rapport aux autres qui ont globalement une variance 

partielle inférieure à 5 % et un effet total inférieur à 10 % sauf pour ri ,ε . En effet, la vitesse de 

rotation est proportionnelle à ξ  ce qui montre l’intérêt de conserver un champ constant dans la 

zone où le mouvement des cellules est observé expérimentalement. 

X ( ) %  var enxYP   ( ) %  var enxYT  

iσ  0,4 8,1 

ri ,ε  4,4 25,6 

memG  0,0 0,6 

memC  1,5* 1,7 

ξ  66,4 91,3 

Tableau III.5 : Analyse de la variance de Y 

Avec l’analyse de variance, il apparaît que les paramètres ont des poids différents suivant 

la fréquence. L’idée que nous avons développée est que la pondération du spectre par des 

coefficients judicieusement choisis pourrait augmenter la sensibilité par rapport à un paramètre et 

ainsi maximiser l’influence d’un paramètre lors de son extraction qui en serait améliorée. Dans 

cet objectif, il est intéressant de reconsidérer le problème non pas sur l’étude du spectre en entier 

mais en le pondérant par des poids appropriés dépendant de la fréquence. Cette approche 

présente un fort intérêt ; en effet, nous avons vu que l’influence des propriétés de la membrane et 

celles du cytoplasme n’intervenaient pas dans les mêmes gammes de fréquence. 

1.3. Pondération 

Il est donc utile de pondérer Y par un coefficient qui dépendra de la fréquence afin de 

focaliser le calcul dans une gamme de fréquence où un paramètre est significatif, ainsi, nous 

définissons la formulation suivante :  

( )( )∑ Ω−Ω=
i

iiipond EY
2α              Équation III.27 
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D’après les résultats (Tableau III.5), le choix préliminaire du 

coefficient ( )XP ii Ω= varα  qui mesure la dispersion du spectre due au paramètre X paraît 

intéressant. Par ce procédé, il est difficile d'estimer simultanément tous les paramètres. En le 

reconsidérant et en essayant d’extraire les paramètres en plusieurs étapes, il est possible 

d’appliquer cette procédure de minimisation aux différents paramètres à partir des contributions 

de chacun d’entre eux. Ainsi, l’analyse de la variance effectuée pour ( )XP ii Ω= varα  avec 

{ }ξεσ ,,,, , memmemrii CGX ∈  pourra être utilisée et optimisée. 

Le Tableau III.6 résume l’ensemble des résultats ainsi obtenus. Il s’avère que le 

coefficient ( )ξα ii P Ω= var  est un mauvais candidat ; en effet, le facteur ξ  présente pour ce 

coefficient la variance partielle la plus importante (81 %) et l’effet total de ri ,ε  (12,5 %) montre 

l’existence d’une interaction entre les paramètres ξ  et ri ,ε .  

  ( )XP ii Ω= varα  

 X iσ  ri ,ε  memG  memC  ξ  

iσ  1,6 0,8 0,0 0,2 0,2 

ri ,ε  14,0 14,7 0,0 0,0 1,9 

memG  0,0 0,0 0,1 0,1 0,0 

memC  0,1 0,0 3,3 11,4* 1,6 

( )XYP pondvar  

      % en  

ξ  21,4 12,6 56,1 79,7 81,0 

iσ  19,6 20,1 1,7 5,9 4,3 

ri ,ε  71,2 79,1 0,0 0,0 12,5 

memG  0,0 0,0 2,6 1,8 0,9 

memC  0,6 0,0 40,2 13,6 1,8 

( )XYT pondvar  

      % en  

ξ  72,7 73,5 96,1 87,3 95,6 

Tableau III.6 : Analyse de la variance de pondY  quand { }ξεσ ,,,, , memmemrii CG  sont inconnus 

En comparant le Tableau III.6 avec le Tableau III.5, il s’avère que la variance partielle 

imputée à memC  (cas où ( )memii CP Ω= varα  repéré par le symbole « * ») est multiplié par environ 

10 entre Y  et pondY  ; l’influence de tous les autres paramètres diminuent bien que celle de ξ  

demeure importante. Ce candidat est donc exploitable puisque les variances partielles dues à 

memC  et à ξ  sont respectivement de 11,4 % et 79,7 %. L’effet total couplé avec iσ  est de 5,9 % : 

afin de l’annuler, une solution consiste à choisir le coefficient ( ) ( )iimemii PCP σα ΩΩ= varvar .  
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En réalité, plusieurs choix guidés par le but d’annuler des effets sont possibles et 

amènent, au final, à des résultats analogues et à une procédure identique présentée ci-après. Il est 

ainsi possible de choisir le coefficient ( ) ( )iimemii PCP σα ΩΩ= varvar  comme nous l’avons 

auparavant présenté ou encore ( ) ( ) ( )[ ]iiiiii PPP εσξα Ω×ΩΩ= varvarvar  qui permet d’annuler 

l’effet total couplé de ξ  avec iσ et iε . 

Quelles que soient les valeurs des autres paramètres, memC  et ξ  sont les premiers 

paramètres qu’il est possible d’estimer. En effet, les poids de la variance partielle et de l’effet 

total dus aux paramètres iσ , ri ,ε  et memG  sont inférieurs à 3 %. Ainsi, lorsque les valeurs de 

memC  et ξ  sont auront été identifiées, les inconnues restantes seront alors iσ , ri ,ε  et memG .  

En reprenant l’étude  pour ( )XP ii Ω= varα  avec { }memrii GX ,, ,εσ∈ , il s’avère que 

l’effet total de memG  est nul pour ( )riii P ,var εα Ω= . Ainsi, l’estimation de iσ  et ri ,ε  est réalisable 

indépendamment de la valeur de memG . Il est enfin possible de déterminer memG  à partir du 

spectre initial puisque tous les autres paramètres sont alors connus. 

Les étapes successives exposées ci-avant au regard des variances dans lesquelles les 

paramètres sont impliqués est une procédure de minimisation qui permet, par des choix 

appropriés, de quantifier chaque paramètre et donc de caractériser la cellule d’après son spectre. 

L’efficacité de l’approche proposée a été évaluée pour chaque paramètre à partir de 

l’élaboration de 200 échantillons de spectres numériques (Figure III.73).  
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Figure III.73 : Résultats obtenus avec la méthode de minimisation non pondérée (bleu) et avec pondération (vert) 
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L’apport de la pondération se voit à travers la limite de confiance ; en effet, celle-ci est : 

- ≈ 2 fois inférieure à celle obtenue sans pondération pour les valeurs de ri ,ε  estimées, 

- équivalente et plus petite que 5 % pour ξσ   , etCmemi  

- et pour memG , les valeurs estimées pour tous les échantillons sont atteintes pour un 

indice de confiance de 20 % contrairement à la méthode sans pondération.  

La procédure de minimisation par pondération est plus précise et l’apport pour 

l’extraction des paramètres n’est donc pas négligeable. 

1.4. Optimisation 

Les résultats obtenus précédemment peuvent être améliorés en utilisant un outil 

mathématique plus approprié pour exécuter la minimisation. En effet, il est possible d’optimiser 

la méthode de Nelder-Mead avec de légères modifications. Cette méthode est très utilisée car elle 

est robuste, il s’agit d’une méthode d’ordre zéro qui présente donc l’avantage d’être rapide. Elle 

est locale et basée sur la comparaison des valeurs de la fonction aux ( )1+n  sommets d’un 

simplexe, n étant le nombre de variables dont dépend la fonction à minimiser. Le minimum est 

cherché en modifiant le simplexe à travers des opérations (réflexion avec ou sans expansion, 

contraction). Un inconvénient est que cette technique s’applique à des problèmes dont les 

variables ne sont pas bornées d’où le risque de converger vers un minimum local sortant du 

domaine de variation des paramètres. Afin de prendre en compte les bornes de notre problème, 

nous utilisons une substitution de variable : la variable [ ]maxmin , XXX ∈  peut être remplacée par 

la variable ] [+∞∞−∈ ,ζ  comme suit : 

( )
212

minmax

2

minmax XXXX
X

−
×

+
+

+
=

ζ
ζζ          Équation III.28 

Cette substitution permet de changer un domaine contraint en un domaine qui ne l’est 

pas. Plus généralement, elle permet de changer un problème de minimisation libre en un 

problème de minimisation contraint. Ainsi, elle est appliquée aux deux méthodes de 

minimisation précédemment comparées. La procédure utilisée par Gascoyne [126] est appelée 

par la suite minimisation non pondérée et non contrainte, la procédure proposée précédemment 

est appelée minimisation pondérée et non contrainte. En utilisant la substitution, la première est 

alors nommée minimisation non pondérée et contrainte tandis que la seconde est nommée 

minimisation pondérée et contrainte. Les résultats sont présentés ci-après dans la Figure III.74. 
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Figure III.74 : Résultats obtenus avec la minimisation ni pondérée ni contrainte (en bleu), pondérée et non 

contrainte (en vert), non pondérée et contrainte (en rouge) et pondérée et contrainte (en noir) 

La substitution de variables apporte une meilleure précision des résultats dans les deux 

cas même si la technique de minimisation qui combine les deux améliorations (pondération et 

mise sous contrainte) donne des résultats équivalents à la méthode de minimisation non pondérée 

et contrainte.  

La distance normalisée entre les spectres expérimentaux et ceux simulés est définie par 

( ) ( )[ ] ( )[ ]∑∑ ΩΩ−Ω
i

i
i

isimi

2

exp

2

exp ωωω . En analysant cette distance, il apparaît que la distance 

atteinte, en utilisant la méthode de minimisation contrainte, est souvent inférieure quand le 

spectre est pondéré : la procédure de minimisation qui allie les améliorations proposées : 

pondération et substitution est meilleure mais n’implique pas que l’erreur sur l’identification de 

paramètres soit systématiquement et significativement réduite. 

En conséquence, l’identification paramétrique habituellement utilisée peut donc être 

considérablement améliorée par : 

- la réduction des interactions entre paramètres recherchés en appliquant des poids 

appropriés au spectre d’électrorotation : la pondération, 

- la prise en compte des bornes des paramètres recherchés en combinant une simple 

opération mathématique appropriée avec la méthode de minimisation de Nelder-Mead : la 

substitution de variable. 
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Les résultats pour l’analyse de variance, la pondération et les diverses méthodes 

d’optimisation proposées ne sont pas influencés par l’approximation portant sur la permittivité 

équivalente de la cellule lorsque celle-ci est modélisée par un modèle monocouche dont 

l’épaisseur de la membrane est négligée (équation III.20). 

2. Modèle à trois couches 

Bien que les cellules soient des structures hétérogènes, un modèle à 2 couches (Figure 

I.11) est souvent utilisé pour leur caractérisation électrique [41]. Cependant, pour certaines 

cellules comme les levures (comportant une paroi en plus de leur membrane), un modèle à trois 

couches semble plus réaliste (Figure I.40).  

Nous nous intéressons aux méthodes de minimisation n’utilisant pas la procédure de 

pondération malgré l’intérêt de l’analyse de variances ; en effet, dans le cadre d’un problème à 7 

inconnues la méthode serait plus conséquente. L’équation I.15 qui consiste à considérer le 

modèle de la cellule à trois couches est ici utilisée. 

Les plages de variations des paramètres recherchés sont (nous avons répertorié des 

données d’après les références suivantes : [122, 124, 136, 159]) : 

- [ ] 2.9;6 −∈ mmFCmem  et [ ] 2.1;5,0 −∈ mkSGmem  

- [ ]80;20, ∈riε  et [ ] 1.5,1;9,0 −∈ mSiσ  

- [ ] 1.5;1 −∈ sradξ  

- [ ]70;50, ∈wiε  et [ ] 12 .106,3;6,1 −−×∈ mSiσ  

Les donnés fixes du problème sont : 

- 80, =rmε  et 1.50 −= mmSmσ   

- µmR 3= ,  

- épaisseurs : nmd 8=  (membrane) et nme 200=  (la paroi) 

Les résultats obtenus pour les différents paramètres sont donnés sur la Figure III.75. 

Contraindre la minimisation  donne un résultat meilleur et plus rapide pour la conductance 

membranaire qui est toujours le paramètre le plus difficile à obtenir. Les paramètres électriques 

de la paroi sont atteints pour une limite de confiance de 15 % dans le meilleur des cas. Ainsi, il 

est possible d’extraire les 7 paramètres mais il serait intéressant de développer la méthode de 

pondération dans le cadre de ces minimisations. En effet, l’influence du cytoplasme est 

clairement identifiée en haute fréquence pour la seconde partie du spectre mais l’ajout d’une 

couche autour de la membrane ne permet pas d’identifier clairement la contribution de celle-ci au 
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spectre étant donné que celui-ci comporte un seul pic de résonance pour la 1ère partie du spectre 

qui correspond aux basses fréquences. 
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Figure III.75 : Résultats obtenus avec la méthode de minimisation contrainte (en rouge) ou non (en bleu) 

II.  SENSIBILITE            

Après l’étude portant sur la comparaison de différentes approches permettant l’extraction 

des paramètres cellulaires pour un modèle 2 couches, nous évaluons l’influence de différents 

éléments à prendre en compte, tels que les plages de variation de paramètres à extraire, la 

conductivité du milieu d’immersion des cellules et la taille de celles-ci. 

1. Influence du choix des plages de variations des paramètres 

Les plages, dans lesquelles les paramètres recherchés varient, ont une influence sur la 

rapidité, la limite de confiance de la démarche d’identification paramétrique. Par ailleurs, la 

méthode d’optimisation pour l’identification la plus appropriée peut différer d’un paramètre à 

l’autre. Ainsi, à partir des valeurs moyennes précédemment obtenues, les plages des données 

étudiées correspondent à une bande de %10±  (Figure III.76) et %30±  (Figure III.77). 

Pour une largeur de %10± , il apparaît que la méthode de minimisation pondérée et 

contrainte est la meilleure pour tous les paramètres et la seconde méthode est celle de la 

minimisation pondérée et non contrainte. La limite de confiance pour tous les paramètres est 

inférieure à 5 % excepté pour la conductance membranaire ( %20< ). 
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Figure III.76 : Minimisation ni pondérée ni contrainte (en bleu), pondérée et non contrainte (en vert), non pondérée 

et contrainte (en rouge) et pondérée et contrainte (en noir) pour une largeur de bande de %10±  

Pour une largeur de %30± , la pondération apporte une meilleure efficacité, similaire 

dans les cas avec ou sans contrainte. Il en ressort que la substitution de variables donne de moins 

bons résultats pour l’ensemble des paramètres que pour une largeur de bande %10± . La limite 

de confiance pour { }ξσ ,, memi C  est inférieure à 10 %, pour ri ,ε  elle avoisine les 20 % tandis que 

pour memG , elle est supérieure à 25 % (le niveau de confiance est %75≈ pour cette limite). 
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Figure III.77 : Minimisation ni pondérée ni contrainte (en bleu), pondérée et non contrainte (en vert), non pondérée 

et contrainte (en rouge) et pondérée et contrainte (en noir) pour une bande de %30±   
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La sensibilité du spectre à { }ξσ ,, memi C   indique que ces paramètres seront les plus faciles 

à extraire. Quant aux résultats obtenus pour memG , ils montrent bien la difficulté à extraire ce 

paramètre en particulier. Les paramètres ont un impact différent dans des plages de fréquences 

différentes du spectre, ainsi, une identification paramétrique en plusieurs étapes comme l’analyse 

de variance montre bien que la minimisation par pondération est optimale. 

2. Effet de la conductivité du milieu de suspension 

D’après l’analyse de variances, il apparaît une modification en faisant varier la 

conductivité du milieu ( mσ ), condition que nous pouvons en effet ajuster pour nos expériences 

(par exemple, via ajout de KCl) (Figure III.78). En augmentant mσ , dans les limites des 

conditions expérimentales possibles, l’identification paramétrique des propriétés membranaires 

est plus précise. En effet, l’impact du pic devient plus important par rapport au spectre 

d’électrorotation pris dans son ensemble. Comme vu Figure I.42, mσ intervient sur le pic de 

basse fréquence sur lequel influent considérablement les propriétés membranaires.  
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Figure III.78 : Influence de la conductivité du milieu d’immersion 

En basse fréquence, la conductivité du milieu est un paramètre important : 1<<
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3. Sensibilités selon la taille de la cellule 

A présent, nous conservons les plages de variation initiales (données partie I.1.1.), seul le 

rayon de la cellule est divisé par 3, pour être fixé à 5 µm (cas de nombreuses cellules 

eucaryotes). En comparant les analyses de variance initiales (Tableau III.5 et Tableau III.7), il 

s’avère que : 

- les variances partielles de { }ξ,memC  augmentent légèrement, 

- les variances partielles de { }memrii G,, ,εσ  diminuent légèrement, 

- les propriétés électriques du cytoplasme ont un effet total moindre contrairement à 

celles de la membrane. 

X ( ) %  var enxYP   ( ) %  var enxYT  

iσ  0,3 7,5 

ri ,ε  3,8 21,3 

memG  0,0 0,1 

memC  1,8 2,0 

ξ  71,0 92,1 

Tableau III.7 : Analyse de la variance de Y pour un rayon de cellule de 5 µm 

On peut voir une influence de la taille de la cellule sur le spectre d’électrorotation dans 

son ensemble (Figure III.79) : l’amplitude des pics reste similaire malgré une modification de 

leur position (même si les gammes de fréquence considérée restent quasi-inchangées). Cela 

pourrait expliquer les faibles différences au niveau de l’extraction des paramètres. 
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Figure III.79 : Simulation de spectres pour des cellules de rayon 1, 5, 10 et 15 µm 
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Par ailleurs, nous avons vérifié que la taille des cellules n’influence que très sensiblement 

l’efficacité des quatre méthodes de minimisation. 

III.  CONCLUSION            

L’analyse de variance est un support pour les méthodes de minimisation ; en effet, grâce 

à cette approche, il est possible de déterminer les différents poids à appliquer au spectre au 

regard des variances partielles de chaque paramètre et des effets totaux dus aux interactions entre 

eux. Par ailleurs, elle permet aussi de visualiser l’impact des propriétés des différentes couches 

sur le spectre et donc de définir la gamme de fréquence où ceux-ci prédominent. 

Les méthodes d’optimisation par minimisation proposées permettent d’améliorer 

considérablement les méthodes d’identification paramétrique habituellement utilisées, en 

particulier pour l’extraction de la conductance membranaire, paramètre le plus complexe à 

extraire. Ainsi, il apparaît en 1er lieu que la pondération du spectre d’électrorotation par choix de 

coefficients appropriés dépendant de la fréquence permet de réduire les interactions entre 

paramètres recherchés. En 2nd lieu, la contrainte (les paramètres sont alors bornés via une 

substitution de variables) des méthodes (pondérée ou non) permet d’améliorer la procédure de 

minimisation sans pour autant améliorer nécessairement et significativement l’erreur sur les 

résultats obtenus. 

La prise en compte des bornes est une étape pour laquelle nous devons apporter une 

attention particulière suivant le paramètre. En effet, une gamme de variation trop importante peut 

entraîner une incertitude sur le résultat obtenu (en particulier, pour la conductance membranaire). 

D’autre part, un choix approprié permet d’avoir une méthode de minimisation plus rapide. 

Répertorier les données de la littérature, comme nous l’avons fait, est donc nécessaire. 

La distance entre électrodes du microsystème n’a pas d’influence, le choix est donc laissé 

à l’utilisateur en fonction du champ électrique qu’il souhaite appliquer aux cellules, et de la taille 

des cellules, tout en garantissant un minimum d’interactions possibles entre celles-ci [152].  

Le choix de la conductivité du milieu a son importance dans l’extraction des paramètres, 

notamment ceux de la membrane. En effet, plus la conductivité augmente, plus le poids du pic de 

basse fréquence augmente ; cependant, on doit veiller à garantir que l’élévation de température, 

faisant suite au choix d’une conductivité plus élevée, ne nuit pas à la viabilité cellulaire. Une 

solution pourrait être l’utilisation d’un module à effet Peltier pour le contrôle et le 

refroidissement du substrat en cours d’expérience. Pour des fréquences inférieures à quelques 

dizaines de MHz, le comportement diélectrophorétique de la cellule peut être modifié en faisant 
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varier la conductivité du milieu, en particulier celle-ci a une influence sur la valeur de la 

fréquence caractéristique. Ceci peut s’avérer utile, dans la mesure où notre instrumentation ne 

nous permet pas d’atteindre, pour des signaux sinusoïdaux, des fréquences dépassant les 80 

MHz. Des chercheurs ont d’ailleurs mis au point leur propre carte électronique permettant de 

générer des signaux sinusoïdaux en quadrature pour l’électrorotation, dans une gamme de 

fréquences allant de 100 Hz à 1,6 GHz [136], ce qui permet d’affiner la mesure des paramètres 

du cytoplasme. La génération de signaux carrés en quadrature, plus simple, peut également être 

envisagée [127] mais elle risque d’impliquer la mise en œuvre d’une éventuelle compensation de 

l’influence des harmoniques générés. 

Actuellement, la procédure de minimisation par la méthode de pondération se fait 

manuellement, la perspective serait de l’automatiser et ceci pour des modèles à n couches. 

Nous avons regardé la différence entre le spectre moyen et le spectre médian ; les 

paramètres d’entrée varient dans les plages de variation données en I.1. Le premier est défini en 

prenant pour chaque point de fréquence la valeur moyenne de la vitesse de rotation pour les 

paramètres d’entrée. Le second est défini en prenant la valeur moyenne des paramètres d’entrée. 

Sur la Figure III.80, on constate un faible écart entre les spectres médian et moyen au voisinage 

des pics de résonance. Il faut noter par ailleurs que cet écart dépend de la plage de variation des 

paramètres d’entrée. Expérimentalement, nous faisons la moyenne de la vitesse de rotation des 

cellules pour chaque point de fréquence. Il serait intéressant d’opérer en faisant le suivi de 

cellules sur toute la gamme de fréquence puis en moyennant les spectres obtenus. 
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Figure III.80 : Spectre d’électrorotation : spectre moyen et spectre médian 
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CHAPITRE IV :  APPLICATIONS ET DISCUSSION      

A travers les deux chapitres précédents, nous avons décrit le déroulement de nos 

expériences et les moyens d’acquisition utilisés. Puis, nous avons réalisé une étude de techniques 

d’extraction des paramètres électriques des cellules par identification à partir des spectres 

d’électrorotation générés numériquement. Dans le cadre de nos expérimentations, le spectre 

d’électrorotation correspond au spectre moyen : pour chaque point de fréquence, on mesure la 

vitesse de rotation moyenne des cellules (Figure III.80).  

Dans ce chapitre, le comportement diélectrophorétique des cellules est étudié d’après le 

relevé expérimental de leur spectre d’électrorotation, parfois complété par la mesure de la 

fréquence caractéristique obtenue à partir d’expériences de diélectrophorèse conventionnelle, qui 

correspond à la fréquence pour laquelle la partie réelle du facteur de Clausius-Mossotti s’annule. 

Différents paramètres influant sur le comportement diélectrophorétique sont étudiés selon 

le type de cellules analysées comme :  

- la conductivité électrique du milieu d’immersion 

- l’effet d’un traitement thermique ou enzymatique 

- la composition lipidique de la membrane 

- la conductivité du milieu interne  

I. COMPORTEMENT CELLULAIRE : LES LEVURES       

1. Evolution fréquentielle 

L’étude fréquentielle des levures vivantes permet de déterminer les gammes de fréquence 

pour lesquelles les propriétés des différentes couches prédominent. Ainsi, il serait possible 

d’envisager une détection des modifications de comportement diélectrophorétique des levures en 

fonction de leur état physiologique, d’identifier une espèce d’après des propriétés définies à une 

fréquence établie. Les milieux de suspension sont, sauf indication contraire, principalement 

composés d’eau distillée avec ajout de KCl pour ajuster sa conductivité. 

1.1. Paramètres électriques 

Les levures utilisées sont de type Saccharomyces cerevisiae et présentent une forme 

sphérique et des diamètres moyens de l’ordre de 6 µm. Ces cellules, de type eucaryote 

unicellulaire, présentent une structure composée d'un cytoplasme entouré d’une enveloppe 

externe comportant deux couches : la paroi cellulaire et la membrane. Le modèle analytique qui 

en résulte découle de celui décrit dans le 1er chapitre pour la sphère à 3 couches (équation I.15). 
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L’homogénéité d’un type cellulaire comme celui-ci est telle que les spectres tracés 

présentent de faibles écarts-types (Figure IV.81) ; nous rappelons ici que le spectre relevé est 

obtenu en mesurant la vitesse moyenne de rotation de l’ensemble des cellules suivies par 

traitement d’images pour chaque point de fréquence. Les levures d’une même espèce, dans un 

même état physiologique et à des stades d’évolution semblables, présentent des comportements 

diélectrophorétiques analogues dans des conditions expérimentales identiques  

Les levures vivantes manifestent une rotation dans le sens inverse du champ électrique 

tournant appliqué jusqu’à une fréquence de près de 2.107 Hz au-delà de laquelle le sens de 

rotation devient identique à celui du champ. Le pic de relaxation en basse fréquence est situé à 

4.105 Hz et est principalement dû aux propriétés de la membrane qui est, ici, non-conductrice. Le 

pic de relaxation en haute fréquence n’est pas observable dans la gamme de fréquences que nous 

atteignons (80 MHz) mais le comportement à plus hautes fréquences est essentiellement induit 

par la différence entre les propriétés électriques du cytoplasme et celles du milieu d’immersion. 

Par ailleurs, l’ajout d’une couche au modèle n’implique pas l’apparition d’un pic de relaxation. 

D’après les données du paragraphe II.3.1. du chapitre II et l’étude faite au chapitre III II.2., la 

conductivité du milieu est choisie à 50 mS.m-1.  
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Figure IV.81 : Spectre d’électrorotation des levures vivantes : vitesses moyennes de rotation et écarts-types 

Le rayon du cytoplasme est pris égal à 3 µm et les épaisseurs de la membrane et de la 

paroi sont respectivement de 3,5 et 200 nm [129]. A partir du spectre relevé et en fixant memG à 

1125 S.m-2 d’après [124], nous avons extrait les propriétés électriques suivantes : 

- cytoplasme : -1S.m 4,1=iσ   et  60, =riε  

- membrane : 2. 6,7 −= mmFCmem  

- paroi : -1mS.m 11=wσ  et 9,74, =wiε  
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Les paramètres électriques extraits pour les différents compartiments de la levure sont en 

accord avec la littérature [136]. La conductance membranaire est aussi extraite mais les deux 

méthodes d’optimisation utilisées ne permettent pas d’être affirmatif quant à cette donnée 

d’après l’étude faite dans le chapitre III ; ce pourquoi nous avons fixé cette inconnue. Il apparaît 

que le cytoplasme a une conductivité importante ce qui peut expliquer le comportement 

conducteur de la cellule à partir de 10 MHz et valider, en partie, l’étude en fréquence de la 

permittivité complexe de la cellule réalisée dans le 1er chapitre (Figure I.12).   

1.2. Influence du milieu 

Le comportement diélectrophorétique des cellules dépend aussi des propriétés électriques 

de leur milieu d’immersion. Ainsi, le milieu de suspension composé principalement d’eau 

distillée a une permittivité relative de 80 ainsi qu’une conductivité électrique initialement nulle 

que l’on pourra ajuster avec précaution (se référer au chapitre II 2.1.).  

Pour des levures vivantes soumises à des milieux de conductivités différentes (les autres 

conditions expérimentales restent inchangées), on observe une modification du spectre 

d’électrorotation comme cela apparaît sur la Figure IV.82. Le pic d’électrorotation en basse 

fréquence voit sa position décalée en fonction de la valeur de la conductivité du milieu comme 

vu au chapitre III II.2. De même, la fréquence pour laquelle se produit une inversion du sens de 

rotation des levures est aussi décalée. Dans la littérature, de nombreux travaux s’attachent à 

l’évaluation des propriétés électriques de la membrane ; ainsi, le choix de la conductivité du 

milieu permet un décalage de la partie basse du spectre et la détermination de ces propriétés. En 

effet, on peut voir que la fréquence de changement de sens de rotation des cellules passe de 1 

MHz à 20 MHz pour des conductivités comprises entre 1,1 et 50 mS.m-1.  
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Figure IV.82 : Spectres d’électrorotation de levures dans des milieux présentant différentes conductivités 
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2. Intégrité membranaire 

Afin d’étudier le comportement diélectrophorétique des levures en fonction de leur état 

physiologique, nous avons soumis les levures de type Saccharomyces cerevisiae à deux types de 

traitements différents : thermique et enzymatique. 

2.1. Traitement thermique  

Les échantillons de levures vivantes subissent un bain thermique à 75°C pendant trente 

minutes, ce traitement thermique ayant pour effet de tuer les levures. Pour mettre ceci en 

évidence, nous avons utilisé le colorant « bleu de Trypan », qui donne une teinte bleue aux 

cellules mortes. Ce colorant pénètre en effet dans l’ensemble des cellules, mais celles possédant 

une source d’ATP – molécule énergétique – peuvent le rejeter dans le milieu extérieur par 

l’action de leur barrière cytoplasmique active. Ainsi, une cellule vivante pourra exclure cette 

molécule et ne sera pas colorée ; à l’inverse, une cellule morte n’aura pas les moyens de 

l’expulser et deviendra bleue en raison de la déstructuration de ses couches externes. Par ce 

moyen, il nous est possible d’évaluer aisément au microscope la viabilité des cellules. Ce 

colorant nous a aussi permis de vérifier, au terme d’expérimentations conduites sur des levures 

vivantes, que la viabilité des cellules n’a pas été affectée par l’application du champ électrique ce 

qui est en accord avec les études répertoriées dans la revue écrite par Pethig et Markx [169]. 

Il apparaît sur la Figure IV.85 une nette différence de comportement diélectrophorétique 

entre des levures vivantes et des levures mortes. Les levures ayant subi un traitement thermique 

inversent leur sens de rotation dès 50 kHz. Pour la gamme de fréquences comprises entre 105 et 

106 Hz, il est possible de distinguer les levures vivantes des mortes étant donné que les premières 

tournent dans le sens opposé au champ contrairement aux secondes.  
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Figure IV.83 : Spectres d’électrorotation pour des levures vivantes et mortes à la suite d’un traitement thermique 

dans un milieu de suspension à 1,1 mS.m-1 
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Les expériences sont ici réalisées dans un milieu de conductivité égale à 1,1 mS.m-1 

[124]. A partir du spectre relevé pour les levures mortes dans un milieu de conductivité égale à 

1,1 mS.m-1, nous avons extrait les propriétés électriques des différentes couches (Figure IV.84): 

- cytoplasme : -1S.m 03,0=iσ   et  70, =riε  

- membrane : -2kS.m 14=memG  et 2. 16,0 −= mmFCmem  

- paroi : -1S.m 06,0=wσ  et 60, =wiε  

Les levures présentent toujours une structure à 3 couches malgré une dégradation du 

mécanisme de la membrane : la chaleur modifie l’organisation des queues non polaires des 

lipides de la membrane et donc du système d’échange ionique [170, 171]. Il apparaît que les 

paramètres des levures sont modifiés par le traitement thermique. En effet, la conductivité du 

cytoplasme est plus faible ce qui explique en partie que le second pic soit décalé vers de plus 

basses fréquences. La conductance membranaire est plus importante : le comportement isolant de 

la membrane en est inhibé. Le pic de relaxation en basses fréquences est principalement dominé 

par les propriétés de la membrane ; en effet, la conductivité de la paroi modifie sensiblement 

l’amplitude du pic mais la position reste inchangée au regard de simulations de spectres 

théoriques à partir du modèle 3 couches. 
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Figure IV.84 : Tracé des spectres simulé et expérimental des levures mortes 

Les 1ers essais réalisés sur des levures mortes avaient été effectués après avoir passé ces 

dernières au bleu de Trypan afin de s’assurer de l’efficacité du traitement. D’autres essais ont 

ensuite été accomplis sur des levures soumises au même traitement thermique, mais cette fois-ci 
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sans ajout de solution au bleu de Trypan dans l’échantillon. La Figure IV.85 montre l’influence 

de l’ajout de bleu de Trypan dans le cadre de nos expériences.  

Le milieu de suspension utilisé a une conductivité de 9 mS.m-1. Dans le cas de l’ajout du 

bleu de Trypan, il apparaît une faible modification du comportement des levures qui résulte en 

partie de la conductivité de la solution au bleu de Trypan qui porte ainsi la conductivité du milieu 

d’immersion à 7,2 mS.m-1. La solution de bleu de Trypan (réalisée sous hotte) est obtenue de la 

façon suivante : 0,2 mg de poudre de Bleu de Trypan sont mis en suspension dans 10 mL d’eau 

distillée. Sa conductivité est mesurée à 1,7 mS.m-1. La solution est ensuite diluée : ¼ en volume 

est ajouté à l’échantillon traité.  

Les levures ayant absorbé du bleu de Trypan ne présentent pas de différences notables sur 

les hautes fréquences. Il est difficile d’interpréter ici l’influence du bleu de Trypan sur les 

propriétés de la cellule : en effet, nous ne pouvons estimer la quantité assimilée par le 

cytoplasme. Les comportements des levures mortes passées ou non au bleu de Trypan ont aussi 

été comparés par diélectrophorèse conventionnelle. Pour les 2 cas, la fréquence caractéristique 

relevée avoisine les 10 MHz.  

De même, nous avons relevé les spectres pour des levures vivantes dont la solution 

d’immersion contenait du bleu de Trypan dans les mêmes proportions. Seules des modifications 

du spectre dues à la différence de conductivité du milieu d’immersion ont été remarquées : les 

spectres présentent une même allure ainsi que des vitesses de rotation similaires pour chaque 

point de fréquence étudié. 
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Figure IV.85 : Spectres d’électrorotation pour des levures mortes passées ou non au bleu de Trypan 
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2.2. Traitement enzymatique 

Le traitement enzymatique permet d’obtenir des protoplastes de levures [172] c’est-à-dire 

des levures dénuées de leur paroi mais conservant une membrane plasmique intacte . La paroi est 

détruite par digestion grâce à utilisation d’une enzyme (la lyticase). Aucun changement de forme 

n’est observé sur les levures, seul le contraste au niveau membranaire est plus faible au 

microscope dans le cas des protoplastes ; cette observation (Figure IV.86) paraît tout à fait 

cohérente dans la mesure où la paroi est détruire. 

a 

 

b 

 
Figure IV.86 : Destruction de la paroi cellulaire : levure a) avant et b) après le traitement enzymatique 

La Figure IV.87 présente le spectre moyen et les écarts-types obtenus pour des 

protoplastes de levures placés dans un milieu d’immersion de conductivité égale à 50 mS.m-1.  
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Figure IV.87 : Spectre d’électrorotation des protoplastes de levures : spectre moyen et écarts-types 

Dans des conditions expérimentales similaires, il s’avère que la fréquence pour laquelle 

s’effectue le changement de rotation des cellules se situe autour de 10 MHz pour les protoplastes 

et de 15 MHz pour les levures vivantes intactes (Figure IV.88). Par ailleurs, les protoplastes ont 

un comportement similaire aux levures normales étant donné que la position du pic en basse 

fréquence ainsi que le sens de rotation est le même sur la gamme de fréquences étudiée. Il est à 
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noter que la vitesse de rotation est affectée : sa valeur est divisée par près de 2,6 fois pour le pic 

en basse fréquence et environ 8 fois pour la fréquence de 80 MHz. 
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Figure IV.88 : Spectre d’électrorotation pour les levures normales et ayant subi un traitement enzymatique 

Le traitement enzymatique n’affecte, d’un point de vue du comportement fréquentiel dans 

le cadre de nos essais, que très sensiblement les levures. Les propriétés électriques du milieu sont  

80, =rmε  et 1.50 −= mmSmσ  et les paramètres géométriques des cellules sont µmR 3=  et 

nmd 5.3=  (épaisseur de la membrane). Pour les protoplastes, les paramètres extraits sont :  

- cytoplasme : -1S.m 4,1=iσ   et  60, =riε  

- membrane : 2. 1,9 −= mmFCmem  

Les paramètres électriques du cytoplasme correspondent en tout point à ceux extraits 

pour des levures normales. La capacitance membranaire obtenue ici est supérieure à celle des 

levures normales (7,6 mF.m-2). Par ailleurs, elle peut être comparée avec la valeur obtenue par le 

relevé de la fréquence caractéristique en diélectrophorèse conventionnelle qui est de 4.105 Hz ; 

ainsi, memC  vaut 9,4 mF.m-2 (déduite d’après l’équation I.13), valeur qui correspond à celle 

trouvée par l’intermédiaire du spectre d’électrorotation.  

Le faible écart entre les capacitances membranaires des levures normales et des 

protoplastes est une première explication à la similitude de comportement diélectrophorétique. 

Malheureusement, l’extraction de la conductance membranaire n’est pas fiable et ne nous permet 

pas de conclure quant aux comportements observés des protoplastes. 

La Figure IV.89 montre le tracé d’un spectre issu d’une simulation à partir du modèle 2 

couches avec les paramètres du cytoplasme et de la membrane obtenus pour les levures vivantes 
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que l’on peut comparer au spectre expérimental des protoplastes. On constate que le pic en basse 

fréquence est décalé de + 0,2 décade tandis que le changement de rotation intervient exactement 

à la même fréquence. Par ailleurs, la courbe expérimentale indique des variations plus douces 

pour les vitesses de rotation. L’ajout d’une troisième couche au modèle des levures permet 

l’étude des propriétés électriques de la paroi même si celles-ci ne semblent pas apporter de 

modifications sur l’allure générale du spectre pour la gamme de fréquence étudiée. Asami et al. 

ignorent la paroi dans les modèles pour l’étude des levures : au regard des conductances de la 

membrane et de la paroi, cette dernière est négligée [173].  
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Figure IV.89 : Tracé des spectres simulé et expérimental des protoplastes de levures 

II.  MODIFICATION DE LA STRUCTURE : LES LIPOSOMES      

L’étude des liposomes se révèle intéressante compte tenu de leur emploi comme modèles 

dans le domaine de la caractérisation cellulaire mais aussi de leur utilisation très répandue en 

pharmacologie (comme vecteurs de principes actifs) et en génétique (transfert de gènes) 

Les milieux d’immersion des expériences présentées ci-après sont principalement 

composés d’eau distillée à laquelle on ajoute du saccharose afin d’assurer une osmolarité 

convenable pour les liposomes. La conductivité est parfois ajustée par ajout de KCl. 

L’intérêt de l’étude du comportement diélectrique des liposomes réside dans la possibilité 

de contrôler certains paramètres contrairement aux cas des cellules. Ainsi, avec des liposomes 

unilamellaires, il nous est possible de mieux appréhender le modèle 2 couches et surtout, le 

comportement de la membrane. 
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1. Paramètres électriques 

Les liposomes sont fabriqués par extrusion via une membrane en polycarbonate avec des 

trous de 10 µm de diamètre ; ainsi, ils ont des diamètres allant jusqu’à une quinzaine de 

micromètre et sont tous unilamellaires. Par ailleurs, d’après la littérature, leur épaisseur se situe 

autour de 3.8 nm[141]. 

La Figure IV.90 présente les spectres d’électrorotation expérimental et simulé pour des 

liposomes dont les caractéristiques sont les suivantes : 

- la membrane est composée de DOPC et NBD-PC dans les conditions explicitées dans le 

chapitre « matériel et méthodes »,  

- le milieu intérieur est constitué d’eau distillée dont l’osmolarité est ajustée par ajout de 

saccharose et dont la conductivité est élevée à 0,4 S.m-1, 

- le diamètre moyen des liposomes étudiés est de 10 µm. 

Nous avons étudié quatre liposomes aux caractéristiques similaires (taille et sphéricité) 

pour le spectre tracé. Le milieu de suspension est composé d’eau distillée, l’osmolarité est 

ajustée par ajout de sorbitol afin d’engendrer un écart de densité avec le milieu interne 

permettant aux liposomes de sédimenter. La conductivité est 10 fois inférieure à celle du milieu 

interne des liposomes. 

Les liposomes manifestent une rotation dans le sens inverse à celui du champ tournant 

appliqué de 40 kHz à un peu plus de 10 MHz. Le pic de relaxation visible se situe à une 

fréquence de 2 MHz. Les propriétés du milieu interne sont aussi connues et le modèle utilisé est 

un modèle à 2 couches, représentant le milieu interne entouré de la  membrane composée 

exclusivement de phospholipides. La capacitance membranaire est identifiée à 0,492 mF.m-2 

tandis que l’estimation de la conductance dépend fortement des paramètres initiaux introduits 

malgré la connaissance des propriétés du milieu interne. En considérant les propriétés du milieu 

comme connues puis comme inconnues, nous constatons que seule la valeur de la conductance 

est modifiée. Celle-ci est respectivement estimée à 7,918 et 40 S.m-2. 
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Figure IV.90 : Spectre d’électrorotation expérimental et simulé pour  des liposomes dont la membrane contient des 

lipides marqués de type NBD-PC 

La Figure IV.91 montre les spectres expérimentaux pour les liposomes suivants : 

- membrane constituée de DOPC et NBD-PE, 

- milieu intérieur à partir d’eau distillée dont l’osmolarité est ajustée par ajout de 

saccharose et dont la conductivité est nulle, 

- le diamètre moyen des liposomes étudiés est aussi de 10 µm. 

De même que précédemment, les spectres sont tracés pour trois liposomes dont les 

caractéristiques sont semblables. Le milieu de suspension est composé d’eau distillée, 

l’osmolarité est ajustée par ajout de sorbitol afin d’engendrer un écart de densité pour nos 

expériences et la conductivité est ajustée à 20 et 75 mS.m-1. 

Les liposomes tournent dans le sens inverse à celui du champ électrique à partir de 200 

kHz et ce jusqu’à la fin de la gamme accessible (80 MHz). La Figure IV.91 montre que les pics 

de relaxation sont décalés, ce qui s’explique par une modification de la conductivité du milieu 

d’immersion dans lequel les liposomes sont étudiés, conformément à l’étude réalisée au chapitre 

III partie II.2. L’allure globale des spectres expérimentaux est similaire à l’allure du spectre tracé 

pour les liposomes dont la membrane est constituée de phospholipides marqués NBD-PC malgré 

la conductivité du milieu interne. Une 1ère explication peut être apportée par l’influence des 

propriétés de la membrane sur la partie basse du spectre, à plus haute fréquence les spectres ont 

par contre des caractéristiques distinctes qui peuvent être dues à la différence entre les propriétés 

du cytoplasme et celles du milieu externe. 
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 Figure IV.91 : Spectre d’électrorotation de liposomes dont la membrane contient des lipides marqués NBD-PE 
dans des milieux à différentes conductivités  

Connaissant les propriétés du milieu interne, nous identifions ici la capacitance 

membranaire à 0,43 mF.m-2 (Figure IV.92), valeur voisine de celle obtenue pour les liposomes 

dont la membrane est marquée avec des lipides NBD-PC. Nous étudions plus loin la sensibilité 

du spectre lorsque la conductivité du milieu interne est portée à zéro. 
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Figure IV.92 : Spectre d’électrorotation expérimental et simulé, cas où la conductivité du milieu vaut 75 mS.m-1  

Il est intéressant de reprendre l’étude réalisée au chapitre III (Tableau III.5) sur l’analyse 

de sensibilité lorsque la conductivité du milieu interne ou du milieu externe est nulle (Tableau 

IV.8). En effet, il apparaît que le spectre est moins sensible aux propriétés de la membrane 

(même dans le cas où 0=iσ  et est donc connu) et que celles-ci seront donc plus difficilement 

estimables que dans le cas de cellules vivantes immergées dans un milieu à faible conductivité. 
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 Cas où 0=mσ  Cas où 0=iσ  

X ( ) %  var enxYP   ( ) %  var enxYT  ( ) %  var enxYP   ( ) %  var enxYT  

iσ  1,2 4,8 - - 

ri ,ε  10,9 70,1 18,2 84,4 

memG  0,0 0,0 0,0 0,0 

memC  0,10.10-3 3,0.10-3 0,020.10-3 0,30.10-3 

ξ  28,6 84,4 15,6 81,8 

Tableau IV.8 : Analyse de la variance de Y quand σσσσm=0 ou σσσσi=0 

Les capacitances estimées dans les cas précédemment exposés ont des valeurs élevées en 

partie dues à l’extrême finesse de la membrane des liposomes (de l’ordre de 3,5 nm). Les 

phospholipides NBD-PC et NBD-PE sont de charge neutre ; la bicouche lipidique est donc 

constituée de phospholipides non conducteurs donnant des propriétés capacitives à la membrane. 

Cette analyse nous conduit à considérer avec précaution les paramètres extraits pour la 

membrane malgré la capacitance, obtenue d’après la Figure IV.92, qui est voisine de celle 

extraite pour un milieu interne et externe conducteur (Figure IV.90). 

2. Liposomes électroformés 

Les liposomes unilamellaires géants fabriqués selon la méthode d’électroformation n’ont 

pu être étudiés d’après le principe de l’électrorotation. En effet, la rotation des liposomes obtenus 

par cette méthode n’a pas pu être mise en évidence : la sphéricité et le contraste accessible – 

même par fluorescence – ne permettaient pas de constater de façon catégorique un mouvement 

de rotation sur des liposomes isolés (en revanche, des agrégats de liposomes ont pu être observés 

en rotation). De plus, les liposomes ainsi formés ont un milieu interne non conducteur ; le 

protocole d’électroformation exige en effet l’utilisation de solutions non conductrices ou 

éventuellement très faiblement conductrices.  

Des liposomes ont été créés à partir de lipides de type DOPC qui est le lipide constituant 

principalement la membrane avec ajout de lipides de type NBD-PE à 2,5 % qui permettent de 

marquer de manière homogène la membrane (fluorescence dans le vert) et comportant ou non du 

cholestérol (qui a pour propriété de rigidifier les membranes).  

Des essais de diélectrophorèse dite conventionnelle ont été conduits dans un milieu non 

conducteur ou faiblement conducteur, les dimensions des électrodes utilisées sont : 

- distance entre électrodes rectangulaires adjacentes : 60 µm 

- distance entre deux branches voisines : 100 µm 
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 Lorsque les liposomes sont suspendus dans un milieu non conducteur, ils sont soumis à 

la diélectrophorèse positive sur toute la gamme de fréquence étudiée (Figure IV.93). A 10 kHz, 

le phénomène d’électro-osmose est observable (Figure IV.93 à droite). Celui-ci se traduit par la 

formation de rouleaux de liquide au-dessus des électrodes, dirigés du bord des électrodes vers 

leur centre [174]. Ainsi, des liposomes normalement attirés sur le bord par diélectrophorèse 

positive peuvent être happés par ces rouleaux et collectés vers la partie centrale des électrodes. 

Les expériences n’ont pas montré de fréquence où les liposomes seraient soumis à la 

diélectrophorèse négative. Par étude de la partie réelle du facteur de Clausius-Mossotti, il 

n’apparaît pas en effet de fréquence caractéristique dans le cas d’un modèle 2 couches en 

considérant les conductivités du milieu interne et externe nulles. 

     
Figure IV.93 : à gauche, les liposomes électroformés sont soumis à la diélectrophorèse positive ; à droite, ils sont 

aussi soumis à l’électro-osmose 

Les liposomes sont ici suspendus dans un milieu faiblement conducteur, la conductivité 

du milieu d’immersion est alors portée à 0,1 mS.m-1. A partir de 10 kHz et  jusqu’à 1 MHz, ils 

sont soumis à la diélectrophorèse positive (Figure IV.94 à gauche) tandis qu’à partir de 5 MHz, 

ils sont soumis à la diélectrophorèse négative, c’est-à-dire repoussés du bord des électrodes 

(Figure IV.94 à droite). Ce comportement diélectrophorétique est opposé à celui des cellules : 

elles sont classiquement soumises à la diélectrophorèse négative en basses fréquences et à la 

positive en hautes fréquences. Dans le cas des liposomes, le milieu interne est non conducteur 

contrairement aux cellules où les valeurs sont souvent supérieures à 0,3 S.m-1 (Tableau I.2). 

Nous avons réalisé des essais dans un milieu plus conducteur, la conductivité étant alors portée à 

45 mS.m-1, nous avons alors constaté que les liposomes étaient soumis à la diélectrophorèse 

négative. Les liposomes étaient repoussés des électrodes et mis en lévitation au-dessus du 

microsystème. 
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Figure IV.94 : à gauche, les liposomes électroformés sont soumis à la diélectrophorèse positive ; à droite, ils sont 

soumis à la diélectrophorèse négative 

Au cours des expériences, des liposomes de petites tailles (de l’ordre du micromètre) se 

sont concentrés par électro-osmose de manière significative et ont formé des agrégats à une 

fréquence de 10 kHz (Figure IV.95). 

 
Figure IV.95 : Phénomène d’électro-osmose 

Nous n’avons pas constaté de différence de comportement diélectrophorétique entre des 

liposomes contenant ou non du cholestérol (constitue 30 % de la composition lipidique). Cela 

confirme le constat effectué sur la sensibilité aux paramètres avec un milieu non conducteur. De 

même, lors de leurs études sur des liposomes, élaborés d’après un protocole basé sur la formation 

spontanée qui ne permet de contrôler l’obtention de liposomes unilamellaires, Chan et al. 

n’avaient pas constaté d’influence quant à la présence de cholestérol sur la mesure de fréquence 

caractéristique [141]. Ils ont également remarqué que la membrane laissait passer des ions entre 

le milieu interne et le milieu de suspension malgré l’ajout de cholestérol qui a pour effet de 

réduire les fuites d’ions à travers la membrane [175]. 

Des essais ont aussi été réalisés sur des liposomes dont le milieu interne contient des 

nanoparticules (200 nm) immergés dans un milieu non conducteur. Les liposomes ne sont plus 
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ici exclusivement soumis à la diélectrophorèse positive (cas des liposomes dont les milieux 

interne et externe sont non conducteurs) ; en effet, à 10 kHz, ils sont soumis à la diélectrophorèse 

négative (Figure IV.96). 

 
Figure IV.96 : Liposomes électroformés contenant des nanoparticules soumis à la diélectrophorèse négative 

III.  DEVELOPPEMENT EN COURS ET PERSPECTIVES       

Les études menées au sein du laboratoire concernant l’électrorotation sont en pleine 

expansion du fait de l’installation d’une salle de culture pour cellules animales mais aussi grâce à 

la collaboration entretenue avec l’équipe de modélisation. Le développement de l’axe 

« interaction champ-cellule » passe aussi par l’étude des effets des champs magnétiques sur les 

cellules. 

1. Modélisation de l’électrorotation 

Les méthodes théoriques permettant de calculer le couple d’électrorotation (tenseur de 

Maxwell ou méthode utilisant les moments multipolaires [176, 177]) sont exploitées en vue 

d’étudier le phénomène d’électrorotation. Pour la modélisation du phénomène d’électrorotation, 

les travaux actuellement menés portent sur l’emploi des éléments finis pour le calcul du potentiel 

induit par une cellule quand celle-ci est soumise à un champ dit tournant. Ainsi, le moment 

dipolaire est estimable et cette approche permet de considérer des formes de cellules variées (ici, 

la propriété de symétrie axiale est importante pour le problème considéré) : sphérique, 

cylindrique et biconcave (cas des globules rouges).  

Le cas du sphéroïde est particulièrement intéressant étant donné sa géométrie ; en effet, 

l’existence d’une expression semi-analytique pour le couple permet de mieux apprécier les 

résultats numériques obtenus. Par ailleurs, en changeant des paramètres géométriques tels que 

l’excentricité pour les ellipses en 2 dimensions, il est possible d’étudier les paramètres influant 

sur le couple et donc la vitesse de rotation en fonction de ces paramètres. 
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La poursuite du travail de thèse d’A. Ogbi (thèse en cours) portera sur l’étude des 

mécanismes de polarisation des cellules avec les représentations multicouches pour avoir des 

modèles qui décrivent (qualitativement et quantitativement) l’interaction du champ électrique 

avec les cellules  par des réponses cinétiques. L’étude du problème inverse est une étape majeure 

de modélisation numérique de l’électrorotation afin d’identifier les paramètres des cellules en 

fonction de différents facteurs tels que la nature du champ, les propriétés du milieu de suspension 

et la morphologie générale des cellules étudiées. Actuellement, une méthode stochastique a été 

mise en place comme nous l’avons montré dans le chapitre III ; elle sera reprise dans un 1er 

temps et une étude déterministe viendra la compléter dans un 2nd temps. 

2. Effets des champs magnétiques 

Une première expérience a été conduite, afin d’évaluer l’effet d’une exposition à un 

champ magnétique statique sur le spectre d’électrorotation de levures. La source de champ 

utilisée ici est un aimant permanent rectangulaire (Figure IV.97 : ). Nous avons mesuré le champ 

magnétique à l’aide d’un Gaussmètre FH-26, mesure en DC : à distance nulle, l’aimant produit 

un champ magnétique normal à la surface de 330 mT et de 180 mT à une distance de 4 mm. 

 

Figure IV.97 : Aimant permanent rectangulaire en Neodyme-Fer-Bore (dimension cm 42× ) 

Les levures ont été mises en culture dans deux boîtes de Pétri, une a été placée sous 

champ magnétique perpendiculaire à la surface de la boîte et l’autre non soumise à ce champ. 

Plusieurs contrôles visuels de la croissance des isolats ont été réalisés afin de voir si le champ 

pouvait avoir une influence sur celle-ci. Aucune influence n’a pu être constatée : la croissance 

s’est avérée normale dans les 2 cas. 

Des essais sur microsystème ont été effectués à plusieurs jours d’intervalle (6 jours en 

bilan). Après avoir centrifugé et lavé à trois reprises les levures, celles-ci ont été mise en 

suspension dans un milieu de conductivité 55 mS.m-1. Les spectres d’électrorotation recueillis 

dans les deux cas sont fortement semblables sur la totalité de la gamme de fréquence étudiée 

ainsi que la mesure de la fréquence caractéristique en diélectrophorèse. Ainsi, ces premiers essais 

préliminaires n’ont pas démontré d’effets du champ magnétique sur les levures. 
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Il serait intéressant, dans des expériences futures sur des cellules humaines, de varier les 

sources de champ (intensité, fréquence) et, dans le cas statique, de regarder si l’orientation du 

champ a une influence tant sur la croissance des levures sous boîte de Pétri que sur le 

comportement diélectrophorétique. 

IV.  CONCLUSION            

D’un point de vue expérimental, les levures présentent de nombreux avantages : elles 

sont aisément cultivables, elles ne présentent aucune contrainte d’utilisation lors de nos 

expériences sous champ. Par ailleurs, elles sont facilement assimilables à un modèle cellulaire 

sphérique à 3 couches concentriques composé du cytoplasme, de la membrane et de la paroi. Les 

essais nous ont permis de valider en partie l’identification paramétrique malgré des difficultés 

certaines à extraire la conductance membranaire. La pondération des méthodes de minimisation 

pourrait être appliquée afin d’extraire ce paramètre et d’augmenter l’efficacité de l’identification. 

Cependant, cette méthode sera plus lourde à mettre en place et nécessiterait que la méthode 

actuellement existante pour un modèle à 2 couches soit automatisée. Le cytoplasme des levures 

présente un fort caractère conducteur qui s’exprime à partir de 107 Hz ; la membrane et la paroi 

laissent alors les lignes de champ électrique passer.  

L’effet de la conductivité du milieu de suspension sur le comportement 

diélectrophorétique des levures a été mis en évidence. Les levures présentent alors différentes 

fréquences de changement de sens de rotation dans leur spectre, celui-ci étant décalé vers de plus 

hautes fréquences en augmentant la valeur de la conductivité. Ainsi, étant donné que les 

propriétés électriques de la membrane interviennent principalement en basse fréquence, il est 

plus intéressant de les identifier pour la plus grande conductivité afin d’avoir le plus de poids 

possible sur le spectre étudié. Il s’avère que le pic à haute fréquence n’est jamais atteint lors de 

nos expériences, le choix de la conductivité du milieu n’ayant pas d’influence au-delà d’une 

dizaine de MHz. 

L’intégrité membranaire des levures peut facilement être étudiée par mesure du spectre 

d’électrorotation ; en effet, nous avons constaté que des levures mortes présentent un 

comportement diélectrophorétique complètement différent de celui des levures vivantes pour des 

conditions expérimentales sur microsystème identiques. Ainsi, on peut affirmer que la structure 

membranaire est fortement altérée par le traitement thermique même si les levures mortes 

conservent leur structure en 3 couches. Le traitement enzymatique a quant à lui pour effet de 

détruire la couche externe des cellules : la paroi. Les spectres relevés pour des levures normales 
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ou sans paroi ont une allure similaire ; seule la vitesse de rotation est moindre dans le cas des 

protoplastes de levures. Ainsi, le traitement enzymatique n’a pas des effets irréversibles sur les 

levures et des études montrent d’ailleurs que les protoplastes de levures remis en culture se 

développent normalement [172].  

L’étude de l’effet d’un champ magnétique sur les levures n’a pas montré d’impact 

particulier tant sur la croissance des levures que sur leur comportement diélectrophorétique. Le 

champ de 330 mT a été appliqué radialement à la boîte de Pétri dans laquelle les levures étaient 

mises en culture.  

Nous avons donc étudié les levures afin de valider dans un 1er temps le fonctionnement de 

notre plateforme expérimentale et d’étudier le comportement diélectrophorétique de cellules 

facilement cultivables et utilisables en laboratoire. Dans un 2nd temps, nous nous sommes 

intéressés à l’influence de traitements sur les levures en particulier l’impact sur les couches 

externes. Ces études et caractérisations ont facilité l’identification paramétrique des levures. Les 

liposomes, quant à eux, constituent un sujet d’étude particulièrement intéressant, étant donné 

l’utilisation faite dans de nombreux domaines. En effet, ils sont extrêmement peu étudiés à 

l’heure actuelle du point de vue du comportement diélectrique. 

La technique d’extrusion nous a permis d’étudier des liposomes de tailles équivalentes à 

celles des cellules biologiques tout en ayant la possibilité d’intervenir sur la composition du 

milieu interne en particulier la conductivité. Par ailleurs, l’extrusion a permis d’élaborer des 

liposomes unilamellaires sans obstacle apparent. A chaque échantillon étudié, le nombre de 

liposomes était de l’ordre de l’unité. En effet, les échantillons étaient constitués de manière à ne 

pas avoir trop de liposomes car nous avons pu remarquer lors des expériences qu’ils 

s’agrégeaient rapidement et facilement. 

L’utilisation du modèle 2 couches est un cas typique pour les liposomes unilamellaires, 

l’extraction est facilitée par la connaissance des propriétés du milieu interne. Malgré cela, nous 

avons constaté que, dans le cas d’un milieu interne et d’un milieu externe non conducteurs, la 

sensibilité du spectre à la conductance membranaire est fortement influencée. La capacitance 

membranaire reflète en partie le comportement isolant de la membrane, pour les liposomes 

comme pour les levures. Il serait intéressant d’incorporer des protéines [178], molécules 

chargées électriquement contenues habituellement dans les membranes biologiques (chapitre I 

I.1.1.), dans la composition de la membrane des liposomes afin d’étudier l’influence de celles-ci 

au niveau des propriétés membranaires.  

Les liposomes élaborés par électroformation présentent l’intérêt d’une grande taille 

accessible malgré l’impossibilité actuelle de les étudier avec notre microsystème basé sur le 
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principe de l’électrorotation étant donné le peu de contraste et la sphéricité de ces liposomes. Les 

essais en diélectrophorèse ont montré un comportement particulier : les liposomes sont soumis à 

la diélectrophorèse positive dans toute la gamme lorsqu’ils sont immergés dans un milieu non 

conducteur. Il est intéressant de voir la faible sensibilité du spectre aux propriétés des 

membranes malgré un milieu interne non conducteur. 

La modélisation de l’électrorotation pourra apporter beaucoup dans la compréhension des 

phénomènes existants tels que l’interaction entre cellules ou encore les effets thermodynamiques 

associés. Par ailleurs, l’étude de la caractérisation électrique sera reprise en vue d’être tout 

d’abord améliorée et automatisée dans la saisie des données d’entrée et ensuite de mieux prendre 

en compte la morphologie de la cellule. De plus, la distribution réaliste du champ pourra être 

prise en compte dans les différents calculs. 
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CONCLUSION            

 Dans le 1er chapitre, nous avons présenté les différentes techniques de caractérisation des 

propriétés physiques – mécanique, diélectriques et magnétiques – des cellules. Nous nous 

sommes intéressés à l’étude des techniques de caractérisation électrique des cellules déjà 

explorées dans le monde du bioélectromagnétisme. Nous avons axé notre travail sur 

l’exploitation du phénomène de diélectrophorèse et principalement de l’électrorotation pour 

l’étude du comportement diélectrophorétique et plus précisément la mesure des paramètres 

électriques des différentes couches constituant les cellules. Pour les levures, nous avons montré 

que suivant son état physiologique et son stade d’évolution, le type cellulaire possédait sa propre 

identité diélectrophorétique. Par ailleurs, quelques exemples d’applications de l’électrorotation 

nous ont permis de mettre en avant les atouts de la mise en œuvre de ce principe dans 

l’exploitation du comportement des cellules. 

 Dans un second chapitre, nous avons décrit le matériel utilisé : des cellules étudiées à la 

plateforme mise en place. Les modèles cellulaires choisis et leur protocole de préparation ont été 

présentés. Nous avons mis en avant l’avantage de l’utilisation de levures – pour leur simplicité 

d’utilisation – et de liposomes – pour leur structure simple et ajustable et la possibilité de 

contrôler la composition des différents compartiments formés. Puis nous avons détaillé les 

équipements de la plateforme : les générateurs synchronisés capables de balayer une gamme de 

fréquences allant de 1 µHz à 80 MHz couplés avec l’utilisation d’un oscilloscope pour la 

visualisation des signaux en quadrature ; le matériel optique qui permet de contrôler en temps 

réel le mouvement des cellules mais également d’acquérir des vidéos de nos expériences. Nous 

avons aussi décrit les méthodes utilisées pour le traitement automatique des images qui nous 

offre la possibilité, après acquisition des séquences d’images, de suivre les cellules afin 

d’obtenir, pour chaque point de fréquence étudié, la mesure des vitesses de rotation évaluée par 

un programme développé sous Matlab®. Avec notre plateforme expérimentale, il serait 

envisageable de faire des essais par diélectrophorèse à ondes progressives sur des bactéries, 

cellules difficilement caractérisables par électrorotation : leur taille qui est de l’ordre du 

micromètre ne permet pas une observation aisée de celles-ci, en particulier en rotation. L’emploi 

et la réalisation d’un microsystème d’électrodes rectangulaires disposées en lignes seraient alors 

à envisager. L’étude des communautés bactériennes, présentes par exemple dans le sol, pourrait 

permettre d’appréhender leur comportement suite à l’application d’une contrainte 

électromagnétique.  
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Nous avons développé, dans un troisième chapitre, les méthodes d’identification 

paramétrique par minimisation dans le cadre d’un modèle cellulaire à 2 compartiments. 

L’influence de certains paramètres intrinsèques des cellules sur leur spectre est ainsi mise en 

évidence. A partir de ces méthodes et d’une étude d’analyse de variances, nous avons mis en 

avant l’influence de la conductivité du milieu sur le spectre d’électrorotation : ajuster ce 

paramètre permet d’étendre la gamme de basses fréquences où les propriétés électriques de la 

membrane prédominent. Nous avons également montré qu’étant donné la faible épaisseur de la 

membrane et son caractère fortement résistif, il était parfois difficile d’extraire la conductance 

membranaire. La plateforme expérimentale permet l’acquisition automatique et fiable des 

spectres d’électrorotation ainsi que l’exploitation des paramètres diélectriques de cellules en vue 

d’alimenter le développement des modèles cellulaires. 

Enfin, dans un dernier chapitre, nous avons tout d’abord étudié les levures dont nous 

avons extrait les paramètres électriques qui nous ont permis de valider en partie notre 

identification paramétrique malgré l’incertitude sur la conductance membranaire. L’étude portant 

sur l’influence de la conductivité du milieu indique qu’il est plus intéressant d’identifier les 

propriétés électriques de la membrane pour la plus grande conductivité accessible afin d’avoir le 

plus de poids possible sur le spectre étudié. Nous avons montré qu’un traitement thermique avait 

un effet irréversible sur les levures et les détruisait. Un traitement enzymatique n’a pas un effet 

aussi radical : seule la couche externe est détruite et nous avons ainsi pu montrer la pertinence 

des modèles à 2 et 3 couches pour les levures. L’étude fréquentielle du comportement 

diélectrophorétique des levures mortes est formellement différent de ceux des protoplastes ou des 

levures n’ayant subi aucun traitement. Ensuite, nous nous sommes intéressés à l’étude des 

liposomes. En effet, la composition lipidique des membranes biologiques dépend du type 

cellulaire auquel elle est associée [179]. Il est donc intéressant de voir l’impact de la présence de 

certains lipides dans la membrane : les phospholipides PC et PE font souvent partie de la 

composition lipidique des cellules. Comme prévu, la membrane des liposomes est isolante du fait 

de la présence des lipides qui la constituent.  

L’investigation du comportement diélectrophorétique des liposomes nous permet 

principalement d’étudier les propriétés des membranes, puisque les propriétés électriques du 

milieu interne peuvent être contrôlées, en modifiant leur composition lipidique. Nous avons 

constaté que le protocole d’extrusion répondait à nos attentes ; en effet, il est possible d’élaborer 

des liposomes dont le milieu interne est conducteur, cas représentatif du cytoplasme des cellules. 

Ainsi, nous pouvons envisager l’étude de l’influence de l’insertion de certains lipides comme le 

cholestérol. Afin de finaliser cette étude, une perspective serait l’insertion de protéines, 
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contenues habituellement dans les membranes biologiques, dans les bicouches lipidiques des 

liposomes afin de mieux investiguer les propriétés des membranes. Il pourrait être intéressant de 

voir si l’orientation des protéines dans la membrane joue un rôle sur leur comportement 

diélectrophorétique en particulier sur sa polarisation. La complexité du comportement de la 

matière vivante passe par la maîtrise des interactions au niveau de la cellule. Ainsi, l’étude 

d’agrégats cellulaires, à partir de la connaissance de la caractérisation d’un type cellulaire, serait 

une première étape à l’étude des tissus. 

En ce qui concerne l’effet des champs magnétiques, de nouvelles sources d’exposition 

seraient à considérer pour l’étude de l’impact sur le comportement diélectrophorétique des 

cellules vivantes. Dans la continuité et en parallèle de cette thèse, des travaux portant sur la 

modélisation de l’électrorotation sont développés afin de mieux appréhender les phénomènes 

existants lors des expérimentations (effets thermiques et électro-hydrodynamiques). 

L’approfondissement de l’identification paramétrique est aussi à développer en vue de mieux 

prendre en compte la morphologie cellulaire. Pour l’avenir, la mise en place d’une salle de 

culture permet d’envisager l’étude de cellules biologiques plus variées, dont des cellules 

humaines, et permettra à terme d’élaborer des modèles comportementaux d’un plus grand 

nombre de types cellulaires. De plus, l’impact de champs magnétiques pourra être apprécié tout 

comme l’effet d’autres traitements sur les cellules. 
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ANNEXE I : Modèle analytique de *eqε  d’une sphère à deux couches    

- Approche 1D 

En approche 1D, la cellule peut être vue comme suit, chaque milieu ayant ses propres 

propriétés électriques (conductivité et permittivité) : 

  

 

 

 

La relation du potentiel est donnée par imem EREdV  2 2 += . Or, les relations de passage 

du champ électrique d’une couche à l’autre nous permettent d’écrire les relations : 

iimemmemmm EEE *** εεε == . Ainsi, on arrive à la relation : 
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Les relations équivalentes de notre approche sont ( ) eqERdV 22 += pour l’expression du 

potentiel et eqeqmm EE ** εε = pour les relations de passage.   

Au final, la permittivité complexe équivalente d’une cellule modélisée par une sphère à 2 

compartiments est : 
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Pour rappel, la permittivité complexe d’un milieu est notée 
ωε

σεε
0

* jr −=  avec rε  la 

permittivité relative ( 0ε la permittivité du vide) et σ  la conductivité. Ainsi, en substituant cette 

expression dans la relation précédente et en développant celle-ci, on obtient :  
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- Hypothèses 

Au regard de paramètres des cellules utilisés, les hypothèses suivantes peuvent-être établies : 

memiimem εσεσ   <<  ( )
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- Equation finale de la permittivité 
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- En basse fréquence 
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Les termes 
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 Par substitution, la permittivité est équivalente à : 
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Or, les propriétés géométriques et électriques de la cellule nous donnent les 

approximations suivantes : memi Rd σσ 22 >>  et RdR 222 →+ et par conséquent, on en 

déduit :  
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- En haute fréquence 
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Or, d’après les propriétés géométriques et électriques de la cellule, nous savons que : 

memi Rd εε 22 <<  et RdR 222 →+ et par conséquent, on en déduit :  

� iHFeq σσ =,  

�  irHFeq εε =,,  
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ANNEXE II :  Protocole d’électroformation        

- Préparation des plaques ITO 

Les essuyer, les faire tremper dans de l’eau distillée avec quelques gouttes de tampon TWEEN, les 

rincer à l’eau distillée et essuyer. Si nécessaire, les passer à l’éthanol 70% puis les sécher sous jet. 

Avec un multimètre, repérer la face conductrice et placer les plaques dans le dessiccateur face 

conductrice vers le haut. 

- Préparation de la solution lipidique 

Préparer une solution notée S à base de chloroforme et de méthanol (rapport volumique 9:1). Réaliser :  

- la solution mère à partir de 100 mg de DOPC en poudre dilué dans 10 mL de solution S  

- la solution de travail à 1,5 mg.mL-1 en la diluant avec la solution S  

Pour toute combinaison de lipides, établir un protocole au préalable. 

- Dépôt de la solution sur les plaques  

Déposer 10 µL de solution lipidique sur les faces conductrices sans entremêler la solution, il faut étirer 

chaque goutte déposée. Mettre sous vide pendant 2 heures. 

- Préparation de la solution « interne » : milieu à 50 mM 

- Préparation de la chambre d’électroformation 

Poser 1 bande de cuivre sur un bord de chaque face conductrice. Mettre le joint autocollant en place 

sur une des 2 plaques et fermer la chambre avec la 2nde plaque. Placer  2 aiguilles en vis-à-vis à travers 

l’épaisseur du joint et sceller la chambre avec de la bougie. 

 

- Procédé final 

Mettre en place le câble bi-coaxial et le brancher sur les 2 fils de cuivre puis, pour le générateur,  

appliquer 0,2 Vrms sous 10 Hz. Remplir lentement la chambre avec la solution « interne ». Ensuite, 

suivre la procédure suivante pour l’évolution des signaux, tout en veillant à surveiller la formation des 

liposomes : 

- 0,2 V 10 Hz : pendant 15 min 

- 0,5 V 10Hz : pendant 30 min 

- 1 V   10 Hz : pendant 15 min 

- 1,3V 10 Hz : pendant 1 à 2 h 

- 0,3 V 4 Hz  : pendant 15 min   
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ANNEXE III :  Protocole d’extrusion         

- Assemblage de l’extruder 

Placer les éléments comme ci-dessous, les filtres devant être humidifiés avant d’être insérer 

dans l’ensemble.  

 

1. Partie extérieure de 

l’extruder 

2&8. Support interne de la 

membrane 

3&7. Anneaux  

4&6. Supports de filtre (duo) 

5. Membrane en polycarbonate 

9. Anneau en téflon 

10. Ecrou 

- Préparation de l’extruder 

Placer le support de l'extruder, l’extruder assemblé et les seringues dans un four à 45°C. 

- Préparation de la solution « interne » :  

Préparer une solution aqueuse dont l’osmolarité et la conductivité sont ajustées selon le choix 

de l’utilisateur. 

- Préparation de la solution lipidique 

Le volume utile est 1 mL mais la préparation est identique à celle présentée dans l’Annexe II. 

Evaporer les solvants puis hydrater le mélange avec la solution « interne » pendant au moins 

30 minutes à 45°C. Puis la soumettre à 4 cycles de gel/dégel de plusieurs minutes chacun. 

- Procédé final 

Remplir une des seringues avec la solution précédemment préparée. Placer les seringues 

(l’une remplie, l’autre vide) dans l’extruder. Insérer l’ensemble dans le support chauffant. 

Pousser doucement le piston de la seringue remplie jusqu'au transfert complet et faire de 

même avec la seringue alternée jusqu’à la seringue originale. Répéter cette opération 6 fois. 

L'extrusion finale devant remplir la seringue alternée. Stocker la préparation de vésicules au-

dessus de la température de transition du lipide pendant l'expérience. Quand la solution n’est 

pas utilisée, stocker la solution à 4°C.  
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ANNEXE IV  : Variance et effet total         

- Variance 

Le théorème de la variance montre que la variance peut être décomposée en des termes 

dus à l’effet de chaque paramètre et aux interactions entre eux (ce qui permet de découpler les 

effets des paramètres par rapport aux autres) : 

( ) ( ) ( ) ( ) ( ) ( )
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où ( )iiVar σΩ  représente la variance partielle de iΩ  en fonction de iσ  seul et ( )riiiVar ,,εσΩ  

la variance partielle due à iσ  et ri ,ε  et ainsi de suite.  

- Effet total imputé à     σσσσi 

Il est défini comme la somme des variances partielles impliquant ce terme : 
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portent sur la caractérisation électrique des cellules et, plus précisément, des deux principaux 
compartiments cellulaires que représentent le cytoplasme et la membrane. A terme, l’objectif 
est de fournir les permittivités et conductivités de ces couches afin de renseigner les modèles 
qui seront utilisés pour la simulation de l’interaction champ-vivant. Lorsqu’une cellule est 
placée dans un champ électrique tournant (généré par des microélectrodes), elle tourne sur 
elle-même sous l’effet de polarisation des cellules : c’est le principe de l’électrorotation. Le 
sens et la vitesse de rotation dépendent des propriétés cellulaires et de la fréquence du champ. 
La mise au point d’une plateforme expérimentale dédiée et automatisée (génération du champ, 
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tracé du spectre d’électrorotation. Plusieurs études ont permis de valider le fonctionnement de 
cette plateforme et d’évaluer l’impact des traitements thermique et enzymatique sur des 
levures ainsi que l’influence de la composition du milieu interne sur le spectre 
d’électrorotation de liposomes. Par ailleurs, une étude théorique portant sur l’identification 
paramétrique a montré qu’il est possible d’améliorer l’extraction de certains paramètres en se 
basant sur une analyse de sensibilité du spectre d’électrorotation à ces paramètres. La mise en 
place récente d’une salle de culture va permettre d’explorer une gamme plus large de cellules 
vivantes et d’étudier les effets de sources de champ magnétique sur celles-ci.  
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