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Préambule 

Effets des champs électriques pulsés  

milli et nanosecondes sur cellules et tissus. 

Le transfert de gène représente un challenge pour la thérapie génique, et 

l’électroperméabilisation peut être une réponse à sa réussite en alliant à la fois efficacité, 

sûreté et ciblage. Bien que son utilisation en chimiothérapie soit sûre car localisée, la 

technique d’électroperméabilisation pour le transfert de gène nécessite encore des 

améliorations. La compréhension des mécanismes à l’origine ou découlant de 

l’électroperméabilisation (EP) membranaire est une étape clef dans l’évolution de la 

technique, son optimisation et la sécurité de son application. Aujourd’hui certaines techniques 

d’imagerie et de mesure sont encore peu exploitées pour répondre à ces problématiques, et il 

est nécessaire de les adapter pour les utiliser. De la même façon les nouvelles classes 

d’impulsions électriques très brèves (nanosecondes) représentent de nouvelles perspectives 

pour l’électroperméabilisation, et l’investigation de leurs effets est indispensable. 

Cette thèse s’est attachée à étudier les effets de l’électroperméabilisation sur le vivant 

dans le cadre du transfert de gène, en s’intéressant à chaque étape de ce transfert, donc à 

chaque barrière rencontrée par le gène. Pour l’étude de chacune de ces barrières, des modèles, 

des techniques d’imagerie, de mesure, et des paramètres électriques émergents et pertinents 

dans le contexte actuel de recherche sur les effets des champs électriques ont été utilisés. Ce 

projet transversal combine ainsi différents types d’impulsions, en particulier les impulsions 

nanosecondes, et l’adaptation de la microscopie à force atomique (AFM) à l’étude de 

l’électroperméabilisation afin d’amener de nouvelles données dans la description du 

phénomène d’électroperméabilisation et des effets biologiques des ondes électromagnétiques. 

L’introduction générale de ce manuscrit a pour but d’aborder les problématiques à 

l’origine du projet de thèse et de présenter les grandes lignes indispensables à l’appréhension 

du manuscrit dans son ensemble. Après avoir décrit les obstacles biologiques au transfert de 

gène, les solutions techniques existantes pour les franchir sont présentées. La technique 

d’électroperméabilisation, son principe, les modèles et techniques de détection sont détaillés 

afin de placer le contexte de cette étude. Des états de l’art spécifiques sont réalisés en 

introduction de chaque chapitre afin d’établir, au mieux, le contexte scientifique et les choix 

stratégiques appliqués pour la réalisation des études qui composent ce manuscrit. 
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Introduction générale 

I. Le transfert de gène pour la thérapie génique 

La thérapie génique constitue une nouvelle alternative aux traitements chimiques 

(chimiothérapie) et physiques (chirurgie, radiothérapie) contre le cancer ou d’autres types de 

maladies (Ginn et al., 2013) (Figure 1).  

 

Figure 1 : Maladies actuellement traitées par thérapie génique. Adapté de Gene Therapy Clinical Trials 

Wordlwilde http://www.abedia.com/ 

Ce type de thérapie a pour but de modifier l’expression génique au sein de l’organisme 

afin de pallier à un défaut d’expression ou de provoquer l’expression de protéines ayant un 

effet thérapeutique (Ginn et al., 2013). Pour ce faire, il est nécessaire de transférer le gène 

d’intérêt dans les cellules cibles. Cette stratégie permet un ciblage thérapeutique 

contrairement aux chimiothérapies pour lesquelles il est difficile de contrôler les cibles. En 

effet la protéine exprimée va avoir un rôle spécifique prédéterminé et dans certaines stratégies 

le gène peut être transféré de manière spécifique dans un tissu. Le même type de 

raisonnement peut être effectué pour des molécules chimio-thérapeutiques, mais la 

transfection d’un gène nécessite la maîtrise de l’expression de la protéine et donc du 

traitement. Si le choix est fait d’une transfection transitoire, l’effet sera court dans le temps et 

permettra ainsi de limiter les effets secondaires pouvant être observés dans les cas de 

transfection stable où le gène s’insère dans le génome et peut provoquer la surexpression 

d’oncogène par exemple (Hacein-Bey-Abina et al., 2003). La cible de ces thérapies peut être 

les tumeurs elles-mêmes ou d’autres tissus dans le cas de vaccination génique. 
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Les gènes sont le plus souvent transfectés sous forme d’ADN plasmidique. Le plasmide 

contient les séquences nécessaires à l’expression (promoteur…) en plus du gène lui-même. 

Dans le cas particulier de thérapies anti-cancéreuses, les gènes utilisés sont des gènes de 

régulation de la prolifération cellulaire (Jia et al., 2012) ou des gènes codant des protéines du 

système immunitaire (Mellman et al., 2011) pour provoquer un « auto-soin » de l’organisme 

(Figure 2) (Ginn et al., 2013).  

 

Figure 2 : Types de gènes utilisés en thérapie génique. Adapté de Gene Therapy Clinical Trials Wordlwilde 

http://www.abedia.com/. 

Ce dernier choix provoque une augmentation de la réponse immunitaire et une 

élimination « naturelle » des cellules cancéreuses détectées, contrairement à des thérapies 

contre la prolifération qui peuvent affecter d’autres types cellulaires naturellement 

prolifératifs comme par exemple les cellules souches. Les cellules ciblées pour l’expression 

du transgène peuvent être des cellules musculaires (Takahashi et al., 2013), ou les cellules 

tumorales elles-mêmes dans certains cas (Daud et al., 2008). Le transfert dans le muscle 

permet une importante production de la protéine d’intérêt car ce sont des cellules qui 

présentent de très bon taux de transfection (André et al., 2008), néanmoins la maîtrise dans le 

temps de l’expression de la protéine reste délicate étant donné que les cellules musculaires se 

divisent peu. En revanche, la transfection des cellules tumorales présente un intérêt pour des 

expressions maîtrisées. Ces cellules proliférant rapidement vont perdre le plasmide au cours 

des divisions et ainsi limiter dans le temps l’expression de la protéine d’intérêt. D’autre part, 

les cellules tumorales étant la cible à éliminer, on assisterait à une sorte de rétro-contrôle en 

fonction de l’efficacité du traitement (Figure 3), les cellules produisant la protéine d’intérêt 

étant éliminées au cours du temps. Le transfert de gène dans les cellules tumorales représente 
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donc une stratégie intéressante car elle permettrait d’obtenir une expression et une réponse 

adaptées à la quantité de cellules à éliminer. 

 

Figure 3 : Principe du transfert de gène codant pour l’interleukine 12. Le transfert est théoriquement fait dans les 

cellules tumorales (1) qui vont produire l’interleukine 12 (2). Elle va activer les cellules T et NK du système 

immunitaire inné qui est ainsi déclenché (3) et non seulement élimine les cellules tumorales transfectées, mais 

aussi les cellules tumorales métastatiques (4). La quantité de cellules exprimant l’interleukine diminue en raison 

de l’attaque des cellules tumorales par le système immunitaire, modulant la réponse immunitaire (5). 

A. Les barrières au transfert de gène 

Lors d’un transfert de gène trois principales barrières sont rencontrées par le plasmide 

avant qu’il n’accède à la machinerie de transcription qui se situe dans le noyau : les cellules 

environnantes, la membrane plasmique et l’enveloppe nucléaire (Figure 4). 

 

Figure 4 : les principales barrières rencontrées par le plasmide lors de la transfection. 

Il est en effet montré que l’efficacité de transfection in vivo reste très faible comparée aux 

résultats obtenus in vitro. Si l’on s’intéresse au transfert de gènes dans les tumeurs par 

électroperméabilisation, on peut voir que seulement 5 % des cellules vont exprimer le 
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transgène in vivo contre plus de 50 % in vitro sur cellules cultivées en deux dimensions 

(Cemazar et al., 2009a; Chopinet et al., 2012; Golzio et al., 2004; Rols et al., 1998). Ces 

différences sont dans certains cas liées au type cellulaire, les cellules tumorales étant 

généralement plus difficiles à transfecter que des cellules musculaires. Cependant, cette 

différence de résultats entre l’in vivo et l’in vitro est aussi liée à la première barrière 

rencontrée par le plasmide : la barrière cellulaire. Une fois passée cette première barrière et en 

contact avec la cellule cible, les plasmides sont confrontés au passage de sa membrane 

plasmique combinée au glycocalix, qui représente la barrière protectrice de la cellule, et la 

deuxième rencontrée par le plasmide. Au contact des cellules (en particulier des cellules 

musculaires), l’ADN sous forme plasmidique peut être internalisé dans le cytoplasme sans 

action extérieure, cependant l’efficacité de transfection d’ADN nu sans vectorisation reste très 

faible (André et al., 2008). 

Après avoir franchi la membrane plasmique, l’ADN devra ensuite traverser le 

cytoplasme. Il est montré que seulement 1 à 10% des plasmides ayant réussi à franchir la 

membrane plasmique étaient ensuite exprimés selon la méthode de transfection ou le type 

cellulaire (Cohen et al., 2009; Glover et al., 2010). Comme montré en 2002 par Golzio et al., 

le taux d’expression augmente 8 fois lorsque les cellules sont synchronisées en phase G2 ou 

mitose, phase pendant laquelle l’enveloppe nucléaire est démantelée, mettant en évidence le 

rôle de barrière de l’enveloppe nucléaire. En effet, le plasmide doit pouvoir franchir 

l’enveloppe nucléaire afin d’être au contact de la machinerie de transcription et pouvoir être 

exprimé.  

1. La barrière cellulaire 

In vivo le plasmide doit pouvoir atteindre les cellules cibles. Le problème de 

dissémination du plasmide est donc lié à la présence des cellules environnantes qui vont 

bloquer sa diffusion dans le tissu. Si on considère les cellules tumorales comme cible, la 

barrière cellulaire est représentée par les cellules tumorales elles-mêmes, les cellules 

endothéliales mais aussi le microenvironnement tumoral composé de fibroblastes-

myofibroblastes, de la matrice extracellulaire, de cellules inflammatoires et 

immunocompétentes (lymphocytes, cellules NK, plasmocytes, histiocytes, polynucléaires) et 

des néovaisseaux (Billotet C. et Jouanneau J., 2008) (Figure 5). 
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Figure 5 : Illustration du microenvironnement tumoral. Adapté de http://cancerres.aacrjournals.org/, Journal of 

Cancer Research review. 

Les cellules endothéliales représentent la première barrière à franchir en cas d’injection 

intraveineuse du plasmide. C’est pourquoi l’ADN sous forme plasmidique peut-être injecté 

directement dans la tumeur. Ce procédé limite d’une part la quantité de plasmide à injecter, et 

permet une meilleure disponibilité au niveau tumoral car le plasmide est ainsi en contact 

direct avec certaines des cellules tumorales. Cependant, les cellules les plus éloignées du point 

d’injection sont généralement hors de portée du plasmide. De la même façon lors d’une 

injection intraveineuse, les cellules les plus éloignées des vaisseaux angiogéniques vont être 

difficilement atteintes par le plasmide. Peu de méthodes sont disponibles pour augmenter la 

distribution du plasmide dans la tumeur in vivo. Ex vivo, l’utilisation d’enzymes dégradant la 

matrice extracellulaire dans des complexes multicellulaires peut augmenter la circulation du 

plasmide entre les cellules (Cemazar et al., 2012; Goodman et al., 2007), mais généralement 

les autres cellules ne représentent pas une barrière dans le cas de culture à deux dimensions ou 

en suspension in vitro. 

2. La barrière membranaire 

La membrane plasmique est une bicouche phospholipidique constituée de lipides polaires 

qui prévient tout passage non contrôlé de molécules en créant une zone hautement 

hydrophobe entre l’extérieur de la cellule et le cytoplasme. Elle a pour rôle la protection de la 
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cellule, le maintien de son homéostasie, et un filtrage des molécules ou protéines pouvant 

entrer et sortir de la cellule. On distingue trois classes de lipides : les glycérophospholipides, 

les sphingolipides et les stérols (van Meer et al., 2008). Pour les cellules mammifères, il est à 

noter que la composition en phospholipides des feuillets internes et externes diffère. 

Phosphatidylcholine et sphingomyéline sont majoritairement présentes sur le feuillet externe, 

et phosphatidylsérine et phosphatidyléthanolamine sur le feuillet interne (van Meer et al., 

2008). Le changement de feuillets de certains lipides (en particulier phosphatidylsérine) entre 

en jeu lors de mécanismes cellulaires comme l’apoptose (Fox et al., 1990). Cependant, la 

composition de la membrane ne se limite pas aux lipides, car beaucoup de protéines y sont 

insérées afin de permettre, entre autre, une perméabilité sélective de la membrane comme 

discuté plus bas. De la même façon des sucres sont associés aux lipides et à ces protéines du 

côté intra ou extracellulaire et forment ainsi une couche de protection supplémentaire, 

hydrophile sur la face extracellulaire, appelée glycocalix (Figure 6).  

 

Figure 6 : Représentation de la composition de la membrane plasmique. Adapté de wikipedia.org 

La composition de la membrane varie d’un type cellulaire à un autre en fonction du rôle 

de la cellule. L’expression des protéines varie en fonction de l’activité cellulaire, car les 

protéines transmembranaires ont un rôle d’échange (comme les canaux ioniques) ou de 

communication (récepteurs).  

Du côté cytoplasmique, de nombreux composants interagissent avec la membrane par 

l’intermédiaire des protéines transmembranaires ou par liaison avec les lipides, et en 

particulier le cytosquelette (Lodish H et al., 2000). Par exemple, les microtubules (formés de 

tubuline) ou les filaments d’actine corticale s’ancrent à la membrane, la structurent, et 

donnent sa forme à la cellule (Figure 7). 
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Figure 7 : Illustration de l’ancrage des filaments d’actine à la membrane par l’intermédiaire des protéines 

transmembranaires dans le cas des erythrocyte. Adapté de (Lodish H et al., 2000). 

Les petites molécules non chargées diffusent à travers la membrane selon leur gradient de 

concentration par un transport passif. Les petites molécules chargées et les macromolécules 

nécessitent quant à elles un transport spécifique à travers la membrane (Al-Awqati, 1999). 

Différents mécanismes ont donc été mis en place pour franchir cette barrière et contrôler les 

échanges avec le milieu extérieur pour le maintien de l’homéostasie, la sécrétion, la 

communication intercellulaire et l’internalisation de molécules : 

� Les canaux ioniques et pompes. Ils sont responsables du passage de petites 

molécules chargées. Les premiers, comme leur nom l’indique, laissent passer les ions 

selon leur gradient électrochimique lié aux concentrations intra et extracellulaire et au 

potentiel membranaire. Les pompes font passer des ions contre leur gradient 

électrochimique en utilisant de l’énergie (ATP) selon les besoins cellulaires (Berk et 

al., 2005). 

� L’endocytose. L’entrée de molécules dans la cellule est assurée par l’invagination de 

la membrane et la création d’une vésicule fermée qui fusionne ensuite avec 

l’endosome (Maxfield et McGraw, 2004). Trois processus d’internalisation sont 

décrits (Bohdanowicz et Grinstein, 2013) : i) la pinocytose qui est un phénomène 

constitutif donc non spécifique, ayant lieu par la projection de lamellipodes dans le 

milieu extracellulaire et leur fusion ; ii) la phagocytose qui est provoquée par 

l’interaction de la molécule avec la membrane (reconnaissance par le biais des lectines 

de la matrice extracellulaire) et implique l’internalisation de grosses et très grosses 

molécules voire des organismes unicellulaires (les macrophages sont spécialisés dans 

cette fonction pour l’élimination des bactéries et autres déchets) ; iii) finalement 

l’endocytose, qui consiste en l’internalisation spécifique de molécules médiée par des 
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réactions ligand-récepteurs membranaires (Doherty et McMahon, 2009). C’est un 

mécanisme très sélectif. Le cytosquelette d’actine joue un rôle important dans ces 

mécanismes en intervenant dans les processus d’invagination et de courbure de la 

membrane (Skruzny et al., 2012) (Figure 8). 

 

Figure 8 : Les trois types d’endocytose, adapté de Mariana Ruiz, via Wikimedia Commons. 

� L’exocytose. La sortie de molécules du cytoplasme vers le milieu extracellulaire est 

assurée par le mécanisme d’exocytose, c’est-à-dire par fusion de vésicules 

intracellulaires contenant les molécules à libérer avec la membrane plasmique. Elle 

peut être constitutive ou régulée par des signaux extracellulaires (Jahn, 2004) (Figure 

9). 

 

Figure 9 : Exocytose, adapté de Mariana Ruiz, via Wikimedia Commons 

3. La barrière nucléaire 

L’enveloppe nucléaire est composée d’une double bicouche phospholipidique continue 

avec le réticulum endoplasmique. Du côté intranucléoplasmique, l’enveloppe nucléaire va être 

recouverte d’un réseau dense de protéines appelé lamina nucléaire qui va jouer un rôle dans la 
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rigidité de l’enveloppe ainsi que la forme du noyau et est assimilé à un nucléosquelette (Burke 

et Stewart, 2013). Cette double membrane a pour effet de hautement protéger l’accès au 

matériel génétique, qui n’est permis que par l’intermédiaire des pores nucléaires qui la 

traversent. Ce complexe protéique, dont la composition n’est pas encore complètement 

élucidée, représente la porte d’entrée vers le nucléoplasme et exerce une sélection importante. 

Les pores nucléaires sont des canaux aqueux avec un diamètre externe de 100 nm et un canal 

central de transport de 40 nm à travers lequel les échanges bidirectionnels (vers le cytoplasme 

ou vers le nucléoplasme) sont effectués. Les protéines composant les pores nucléaires sont 

uniquement présentes dans l’enveloppe du noyau et s’appellent des nucléporines (Figure 10). 

 

Figure 10 : Le complexe du pore nucléaire  Adapté de Fahrenkrog et al., 2004. © Marie-Odile Guimond, 2004. 

Les nucléoporines ne traversent pas les bicouches phospholipidiques comme c’est le cas 

des protéines transmembranaires. En réalité les deux bicouches fusionnent et forment le pore 

grâce à une importante courbure. Certaines des protéines créent un pont entre les deux 

bicouches, et peuvent ainsi être responsables du  maintien de l’espace perinucléaire (environ 

50 nm). Les nucléoporines orientées vers le cytoplasme présentent un grand nombre de 

répétition phenylalanine-glycine qui établissent la barrière et participent à la médiation du 

transport actif récepteur-dépendant à travers le pore. Elles peuvent participer à l’ancrage à 

l’enveloppe du cytosquelette du côté cytoplasmique et de la chromatine du côté 

nucléoplasmique (Hetzer, 2010). 

Le passage des pores par des protéines ne se fait que si elles portent un signal de 

localisation nucléaire (NLS), et sont ainsi prises en charge par des protéines de transport 

spécifiques (karyophérines) reconnues par le complexe de pore nucléaire. L’ADN est très 

rapidement complexé à des protéines une fois dans le cytoplasme et son transport dans le 

nucléoplasme est permis grâce aux protéines contenant la séquence NLS et les karyophérines. 

L’importation d’ADN à travers les pores nucléaires peut être médiée par des séquences 
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d’éléments eucaryotes tels que des séquences « enhancers » comme le SV40 DNA « nuclear 

targeting sequence » (DTS). Les facteurs de transcription ayant une localisation nucléaire se 

lient à ce type de séquence et provoquent le transport dans le noyau grâce à leur séquence 

NLS (Lam et Dean, 2010). 

B. Comment franchir ces barrières ? 

L’ADN nécessite d’être vectorisé afin de pouvoir intégrer les cellules cancéreuses. La 

plupart des vecteurs ont pour but de permettre au gène de passer la membrane plasmique et/ou 

l’enveloppe nucléaire. Certains vecteurs permettent quant à eux de cibler les cellules 

cancéreuses et donc de développer des stratégies complètes pour s’affranchir de la barrière 

cellulaire en plus de la membrane et de l’enveloppe nucléaire. Une liste non exhaustive des 

méthodes de vectorisation et de ciblage est présentée ci-dessous : 

1. Les vecteurs viraux.  

Les virus montrent une efficacité extrême à l’infection de leurs cellules hôtes. La stratégie 

thérapeutique consiste à utiliser les caractéristiques virales qui permettent à leur ADN de 

s’intégrer dans la cellule : le génome du virus est délété des séquences permettant la 

réplication de son génome et son caractère infectieux, et le gène d’intérêt thérapeutique est 

inséré dans la séquence (Gardlík et al., 2005). Des cellules d’empaquetage qui expriment les 

gènes produisant les protéines de capside du virus sont utilisées pour produire le vecteur 

complet. Ainsi le mécanisme d’entrée dans la cellule est conservé et le gène est ainsi exprimé 

par la cellule cible « infectée » par le vecteur viral. Le problème présenté par certains rétro-

virus est que le gène est intégré dans le génome de la cellule cible et peut donc conduire à la 

surexpression de gènes indésirables (type oncogène) selon le site de recombinaison (Hacein-

Bey-Abina et al., 2003). 

2. Les vecteurs chimiques :  

La vectorisation chimique consiste à empaqueter l’ADN sous forme plasmidique grâce à 

des molécules chargées qui facilitent le passage de la membrane. Le complexe formé est 

considéré comme une nanoparticule (Harrisson et al., 2013). Ces molécules peuvent être des 

lipides (formation de liposomes) (Pitard, 2002; Sawant et Torchilin, 2012) ou des polycations 

(type poly-L-lysine, polyethylèneimine) qui permettent une interaction avec la membrane 

plasmique et une internalisation par endocytose. Finalement il est aussi possible d’utiliser des 

peptides ayant la capacité de franchir la membrane plasmique (Trabulo et al., 2012). 
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L’ensemble de ces vecteurs peut être combiné à des molécules type anticorps (Julien et al., 

2011) ou autres ligands (aptamères (Zhang et al., 2011)) permettant un ciblage des cellules 

après une injection intraveineuse grâce à des récepteurs membranaires spécifiques. Les 

nanoparticules peuvent aussi contenir des molécules spéciales type ions qui permettent un 

ciblage par l’intermédiaire de techniques physiques comme la magnétofection (Cole et al., 

2011) (voir ci-dessous). Des techniques émergentes basées sur les nanotechnologies sont en 

cours de développement (Ranganathan et al., 2012), comme l’utilisation de nanotubes 

(Madani et al., 2011), mais aussi l’utilisation des cellules elles-mêmes comme vecteur 

(Batrakova et al., 2011). L’ensemble de ces vecteurs présente la problématique de devoir être 

éliminé par l’organisme après avoir accompli leur mission, et à l’heure actuelle le devenir de 

ces containers et leurs effets sur le long terme in vivo restent méconnus. 

3. Les vecteurs physiques 

Les techniques de vectorisation physique peuvent être divisées en deux classes : les 

techniques d’injection et les techniques visant à perturber la membrane plasmique pour 

permettre l’entrée du plasmide.  

La technique d’injection simple dans le tissu cible ou d’administration par voie 

systémique ne provoque aucune perturbation de la membrane et présente donc de faible taux 

de transfection (variable selon le tissu cible, comme discuté précédemment). D’une part le 

plasmide est rapidement dégradé par les nucléases présentes dans le sérum, d’autre part il lui 

sera très difficile de franchir la membrane non déstabilisée. Des variantes de l’injection 

directe ont été mises en place comme l’injection hydrodynamique qui a pour effet, en 

injectant rapidement une grande quantité de solution contenant le plasmide dans une veine, 

d’augmenter la pression intravasculaire et forcer le passage du plasmide dans le tissus et dans 

les cellules. Cette technique est souvent combinée à une vectorisation chimique (Nakamura et 

al., 2013). La microinjection consiste quant à elle à insérer les plasmides directement dans le 

noyau des cellules à l’aide d’une micropipette. Elle représente donc une technique avec 100% 

de réussite, mais un très faible rendement (Chenuet et al., 2009). 

La biolistique permet de passer la barrière membranaire en bombardant le tissu de 

microparticules d’or ou de tungstène couplées au plasmide qui de ce fait pénètrent 

directement dans le cytoplasme et le noyau. Cependant seulement les cellules en surface du 

tissu sont transfectées, limitant cette technique à la transfection de la peau (Steitz et Tüting, 

2013).  
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On peut dénombrer quatre techniques visant à déstabiliser la membrane plasmique. i) Le 

laser infrarouge femtoseconde qui produit la formation de pores dans la membrane (Rudhall et 

al., 2012). Cependant cette technique se limite à la profondeur de pénétration du laser dans les 

tissus qui est très faible (2 mm) (Tsen et al., 2009). ii) Les ultrasons utilisés en combinaison 

avec des microbulles augmentent l’efficacité de transfection par un mécanisme de formation 

de pores également (Escoffre et al., 2013). iii) Les champs magnétiques sont utilisés en 

association avec des nanoparticules magnétiques qui franchissent la membrane plasmique 

sous l’influence du champ (Hüttinger et al., 2008). iv) Finalement, l’électroperméabilisation 

(ou électroporation), qui consiste en l’application maîtrisée de champs électriques perturbant 

la membrane plasmique (Daud et al., 2008; Favard et al., 2007; Neumann et al., 1982). Ces 

techniques utilisées avec de l’ADN nu peuvent provoquer une inflammation et une douleur  

lors de leur application. Contrairement aux autres techniques, elles n’introduisent pas de 

composés dans l’organisme autre que le plasmide qui, s’il n’est pas transfecté dans la cellule 

sera éliminé par des nucléases.  

II.  L’électroperméabilisation 

A. Une rapide explication  

L’électroperméabilisation consiste à appliquer des champs électriques pulsés provoquant 

la perméabilisation transitoire et localisée de la membrane plasmique des cellules se trouvant 

entre les électrodes. Cette déstabilisation est provoquée par un changement de différence de 

potentiel électrique transmembranaire.  

Du fait de son imperméabilité, la membrane représente une capacité électrique dont la 

charge capacitive est due aux différences de concentrations des ions entre les milieux extra et 

intracellulaire. Le maintien d’une différence de concentration intra et extracellulaire des ions 

Na+ et K+ par la pompe Na+/K+ATPase forme une différence de potentiel de -70 mV au niveau 

de la membrane.  

Lors de l’application d’un champ électrique sur cette membrane, un potentiel 

transmembranaire induit ∆ψE s’ajoute au potentiel natif ∆ψ0. La différence de potentiel induit 

par les champs électriques est décrite par l’équation suivante :  

∆ψE = f.g(λ).r.E.cosθ(M).(1-e-t/τ)   (1) 
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Avec f le facteur de forme de la cellule, g(λ) la fonction décrivant les conductivités des 

milieux intra et extracellulaire, r le rayon de la cellule, E l’intensité du champ électrique, θ(M) 

l’angle entre la normale à la membrane à la position M et l’orientation du champ électrique, t 

le temps à partir du début de l’impulsion et τ le temps de charge de la membrane.  

Cette différence induite s’ajoute au potentiel natif, et l’effet est donc dépendant de 

l’intensité du champ électrique, de l’endroit où l’on se trouve sur la membrane, de la durée de 

l’impulsion en regard du temps de charge de la membrane (Equation 1). Les charges de part et 

d’autre de la membrane se réorganisent du fait du champ et provoquent une hyperpolarisation 

côté anode et une dépolarisation côté cathode, qui participent au phénomène de 

perméabilisation (Figure 11).  

 

Figure 11 : Le phénomène d’électroperméabilisation. A : représentation de la membrane plasmique et du 

potentiel natif en bleu, et celui induit par le champ électrique en rouge. B : localisation de la perméabilisation 

face aux électrodes détectée par l’entrée d’iodure de propidium (PI) dans une cellule après un train d’impulsion 

de 10 impulsions de 5 ms, 1 Hz, 700 V/cm. Barre d’échelle : 10 µm. Adapté de Escoffre et al., 2009.  

En d’autres termes, la perméabilisation est dépendante des paramètres électriques 

appliqués. En effet la perméabilisation s’observe d’abord aux pôles de la cellule faisant face 

aux électrodes lorsque la différence de potentiel transmembranaire franchit la valeur seuil de 

+/- 200 mV (Teissié et Rols, 1993) (Equation 2). Ceci se produit lorsque l’intensité des 

champs électriques dépasse une valeur critique Ep. 

| ∆ψE + ∆ψ0 | ≥ 200 mV (2) 

L’intensité nécessaire pour dépasser Ep dépend de la taille de l’objet à perméabiliser, plus 

l’objet sera petit plus l’intensité devra être élevée. Elle détermine également la surface 

membranaire affectée. Ensuite, le nombre et la durée des impulsions vont avoir pour résultat 



26 
 

d’augmenter le niveau de perméabilisation sur la surface pré-déterminée par l’intensité 

électrique (Escoffre et al., 2009; Rols et Teissié, 1990). 

L’électroperméabilisation peut être décrite comme un processus en 5 étapes (Teissie et 

al., 2005):  

- l’initiation : lorsque l’intensité des champs électriques est supérieure à Ep et permet 

de franchir le seuil de perméabilisation 

- l’expansion : modulée par le nombre et la durée des impulsions 

- la stabilisation : maintien d’un état perméable stable même après l’arrêt des 

impulsions 

- la récupération : perte progressive de l’état perméable et retour à l’état initial 

impliquant le cytosquelette  

- la mémoire : des phénomènes membranaires type flip flop et macropynocytose ont 

encore lieu dans les heures qui suivent la perméabilisation, et les cellules conservent 

une fusogénicité importante  

Les trois premières étapes qui constituent la réelle perméabilisation se déroulent en 

quelques millisecondes, la récupération en quelques dizaines de secondes à 37 °C, conduisant 

à une perméabilisation transitoire brève permettant de préserver la viabilité cellulaire. 

L’utilisation de paramètres « extrêmes » peut mener à une perméabilisation irréversible et à la 

mort cellulaire, et être utilisée à des fins cliniques (Al-Sakere et al., 2007). 

Les applications de l’électroperméabilisation sont nombreuses. En agro-alimentaire, la 

technique permet de potentialiser l’extraction de composés, ou la conservation des aliments 

(Schilling et al., 2008). Utilisée dans des conditions électriques intenses, 

l’électroperméabilisation permet l’éradication de micro-organismes et ainsi la désinfection 

d’eau (Gusbeth et al., 2009). Finalement, la technique est utilisée pour des applications 

biotechnologiques, pharmaceutiques et médicales. Elle peut permettre l’extraction de 

protéines (Coustets et al., 2013) mais permet aussi de potentialiser l’action de molécules 

thérapeutiques en facilitant leur entrée dans les cellules à traiter. En particulier, l’électro-

chimio-thérapie (ECT) est pratiquée dans plus de 100 centres hospitaliers essentiellement 

localisés en Europe (Escoffre et Rols, 2012; Gehl, 2008; Mir et al., 2003). Cette technique a 

l’avantage de cibler la zone à traiter, ici des tumeurs accessibles, en appliquant les champs 

électriques uniquement sur la tumeur. L’agent anti-cancéreux (cisplatine, bléomycine) pénètre 
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ainsi exclusivement dans les cellules où le champ électrique a été appliqué, et les éradique 

donc préférentiellement. Tout comme les micro-organismes, les cellules malignes peuvent 

aussi être éradiquées par l’application de champs électriques intenses, technique appelée IRE 

(Irreversible Electropermeabilization) (Al-Sakere et al., 2007). Finalement, l’électro-géno-

thérapie (EGT) est en développement pour les soins anti-cancéreux, et s’intéresse cette fois à 

faire pénétrer des gènes dans les cellules cibles (Favard et al., 2007; Mir, 2009). L’ensemble 

de ces applications est fonction de l’intensité du champ électrique appliqué, de la durée des 

impulsions et de la cellule cible. Par exemple en désinfection l’intensité est très élevée 

(plusieurs dizaines de kV/cm). En ECT, des impulsions de l’ordre de la microseconde et de 

forte intensité (1-2 kV/cm) sont appliquées afin de perméabiliser efficacement la membrane. 

En EGT, comme décrit plus bas, les impulsions appliquées sont plus longues et moins 

intenses. Finalement, depuis une dizaine d’année, des impulsions ultra-courtes (ns) et très 

intenses sont étudiées pour leur potentielle capacité à déstabiliser non seulement la membrane 

plasmique, mais aussi celle des organites intracellulaires. 

B. L’électrotransfert de gène 

La première électrotransfection a été réalisée en 1982 sur des cellules de lyome de souris 

avec un plasmide codant pour la thimidine kinase du virus Herpès Simplex (Neumann et al., 

1982). Cette application particulière des champs électriques au transfert de gène dérivait de la 

découverte de leur capacité à rendre les cellules perméables à des petites molécules (Neumann 

et Rosenheck, 1972). La facilité d’utilisation de ces impulsions électriques et leur efficacité en 

ont très rapidement fait une technique de référence de transfert de gène transitoire  in vitro. 

Rapidement des études mécanistiques s’intéressant au transfert de gène ont été conduites, 

mettant en évidence l’importance du caractère électrophorétique dans l’électrotransfection 

(Bettan et al., 2000; Klenchin et al., 1991; Wolf et al., 1994).  

Le transfert d’ADN par électroperméabilisation est un mécanisme à plusieurs étapes (pour 

une revue voir  Escoffre et al., 2009) (Figure 12): 

- Migration vers la membrane : pendant l’application des champs électriques, l’ADN 

chargé négativement migre sous l’effet des forces électrophorétiques pendant que la 

membrane est perméabilisée. 

- Interaction avec la membrane : la membrane perméabilisée, et déstabilisée, permet 

l’interaction de l’ADN sur des zones spécifiques sous forme d’agrégats où l’ADN 

s’accumule spécifiquement à chaque impulsion (Escoffre et al., 2011; Golzio et al., 
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2002a). Ces interactions sont « fortes » et ne sont pas rompues par les forces 

électrophorétiques si la polarité est inversée après 1 seconde d’interaction (Faurie et 

al., 2004, 2010; Phez et al., 2005). Il a été montré que la topologie de l’ADN 

n’intervient pas dans les processus d’interaction avec la membrane, alors qu’elle 

importe pour l’expression du plasmide (Escoffre et al., 2012).  

- Passage de la membrane, internalisation : cette étape représente encore une énigme du 

point de vue mécanistique. Le passage de la membrane par l’ADN n’est pas encore 

décrit, mais comme mentionné plus haut l’ADN interagit d’abord avec la membrane 

avant de passer dans le cytoplasme (Golzio et al., 1998, 2001; Rols et al., 2002a). De 

récentes études tendent à montrer que l’ADN est endocyté dans la cellule (Pavlin et 

al., 2012; Rosazza et al., 2011, 2012; Satkauskas et al.), mais la stimulation de cette 

endocytose ou sa spécificité reste encore non décrite.  

- Migration jusqu’au noyau et expression. La migration se fait à travers le cytoplasme 

vraisemblablement par un transport actif impliquant le cytosquelette (Rosazza et al., 

2011; Vaughan et Dean, 2006). Le plasmide peut être exprimé dès 5 heures après son 

électrotransfert (Delteil et al., 2000). 

 

Figure 12 : les étapes du transfert de gène. Adapté de Escoffre et al., 2009 et Golzio et al. 2002. 

Les paramètres électriques ont donc été adaptés dans le but d’optimiser chacune de ces 

étapes nécessaires à la réussite du transfert (Rols et al., 2002b). La durée des impulsions peut 

être relativement longue pour permettre la migration électrophorétique de l’ADN (de l’ordre 

de 5 ms) bien que des impulsions courtes et intenses suffisent à transfecter les cellules (Daud 

et al., 2008). L’intensité des champs sera donc d’autant plus faible que l’exposition longue 

pour réduire les dommages irréversibles pouvant être causés à la membrane dans le cas 

d’expositions trop intenses. Ainsi des intensités variant entre 400 et 800 V/cm sont appliquées 
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selon que les cellules sont respectivement adhérentes ou en suspension. Finalement le nombre 

d’impulsions sera de l’ordre de la dizaine pour permettre à suffisamment d’ADN d’entrer en 

contact avec la membrane sans pour autant provoquer une perméabilisation irréversible. La 

fréquence appliquée sera de l’ordre de 1 Hz. Des stratégies consistant à appliquer des 

impulsions bipolaires pour augmenter la quantité d’ADN entrant en contact avec la membrane 

ont été mises en place (Faurie et al., 2004), ainsi que la combinaison de l’alternance entre des 

impulsions « HautVoltage » et « Bas Voltage » pour combiner les deux effets des champs 

électriques : la perméabilisation membranaire et la migration électrophorétique (André et al., 

2008). Finalement il est à noter que l’efficacité de transfection est dépendante du type 

cellulaire. En effet les résultats in vivo sur tumeur sont moins bon que ceux obtenus dans le 

muscle (Cemazar et al., 2009a; Gehl et al., 1999) car les cellules tumorales semblent être 

moins réceptives à l’électrotransfert (Marjanovic et al., 2010a), et les essais cliniques réalisés 

ne prouvent pas que l’expression du gène ait été faite par les cellules tumorales (Daud et al., 

2008).  

En comparaison aux autres techniques de transfert de gène, l’électroperméabilisation 

permet un ciblage des tissus, et dans certains cas des tumeurs. En effet le transfert de gène a 

majoritairement lieu entre les électrodes ou les champs électriques sont appliqués, et il est 

ainsi possible de choisir la localisation du transfert. De plus, cette technique ne nécessite pas 

de vectorisation virale ou chimique du plasmide, et permet ainsi en plus du ciblage, une 

sécurité du transfert en permettant l’utilisation de plasmides nus.  

C. Méthodes de détection et de mesure 

La détection du phénomène d’électroperméabilisation est principalement réalisée par 

microscopie, et s’applique au phénomène tant au niveau cellulaire que membranaire, ou 

global au sein d’une structure multicellulaire. Chaque étape du transfert discutée plus haut a 

été mise en évidence par microscopie, de la perméabilisation à l’internalisation d’acides 

nucléiques en passant par les phénomènes membranaires. Nous distinguerons ci-dessous les 

différents types de microscopie et quelques exemples de leur utilisation.  

- La microscopie à lumière blanche ou contraste de phase : elle a permis entre autre 

d’observer le gonflement des cellules après l’application des champs électriques, 

phénomène décrit sous le nom de gonflement (ou « swelling ») et lié à l’entrée de 

molécules d’eau dans la cellule (Golzio et al., 1998; Romeo et al., 2013). De la même 

façon la fusion membranaire a pu être étudiée (Teissie et Rols, 1986). La 
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perméabilisation membranaire en tant que telle a aussi été observée par 

l’intermédiaire de molécules colorées (Mir et al., 1988; Rols et Teissié, 1990). 

- La microscopie à fluorescence : elle a permis une détection plus fine au niveau 

cinétique et spatial de la perméabilisation (Pucihar et al., 2008; Valic et al., 2003) et 

l’étude à l’aide de marqueurs potentiel-sensibles des changements de potentiels 

transmembranaires (Hibino et al., 1993). Les marqueurs fluorescents ont aussi permis 

entre autre d’étudier les mécanismes de transfert d’acides nucléiques (Golzio et al., 

2002a; Paganin-Gioanni et al., 2011) et les réactions intracellulaires au niveau du 

cytosquelette (Kanthou et al., 2006; Rosazza et al., 2011) et du noyau (Bellard et 

Teissie, 2009; Vernier et al., 2003b). Les évènements au niveau membranaire sont 

aussi étudiés grâce à la microscopie de fluorescence sur membranes modèles (Portet 

et al., 2009) et sur cellules vivantes (Rosazza et al., 2011; Vernier et al., 2004a). 

- Les microscopie confocale et bi-photonique : elles ont permis l’imagerie en 

profondeur (jusqu’à 100 µm) des échantillons épais et donc l’étude approfondie des 

modèles multicellulaires (Gibot et al., 2013; Wasungu et al., 2009) et murins (Bellard 

et al., 2012). 

- La microscopie électronique a également été utilisée pour la détection de certains 

effets membranaires (Escande-Géraud et al., 1988). 

D’autres types de microscopies, développés récemment, commencent à être utilisés pour 

étudier l’électroperméabilisation, comme la microscopie CARS (Coherent anti-stokes Raman 

Scattering). Elle a récemment  été démontrée comme une approche optique pertinente pour la 

détection des changements membranaires au cours de l’électroperméabilisation, 

s’affranchissant de marqueurs moléculaires exogènes pouvant induire des biais expérimentaux 

(Mauroy et al., 2012). On peut aussi distinguer la technique de FRAP (Fluorescence Recovery 

After Photobleaching) (Escoffre et al., 2011). 

Bien que l’imagerie permette dans certains cas une quantification précise des 

phénomènes, d’autres techniques sont aussi utilisées :  

- L’entrée de molécules cytotoxiques (Silve et al., 2011), permet par exemple la mesure 

de la perméabilisation membranaire.  

- La luminescence par l’intermédiaire de molécules comme la Luciférase a permi 

l’étude de l’expression de transgène (André et al., 2008). 
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- La cytométrie en flux est aussi utilisée à cette fin en utilisant toujours des marqueurs 

fluorescents (Bartoletti et al., 1989), , elle permet une analyse quantitative de 

l’efficacité de transfection (Golzio et al., 2002b; Marrero et Heller, 2012).  

- L’étude du changement d’orientation des têtes polaires des phospholipides 

membranaires à l’origine de la perméabilisation ont été réalisées par Résonance 

Magnétique Nucléaire (RMN) (Lopez et al., 1988). 

- Des mesures relatives aux caractéristiques électriques de la membrane ont été 

réalisées par mesure de tension (Kramar et al., 2007), de potentiel (Raffy et Teissié, 

1999) et ont permis de mettre en avant l’effet des champs électriques sur le potentiel 

transmembranaire. 

Certaines techniques sont encore émergentes dans le domaine de 

l’électroperméabilisation. On distinguera les études s’attachant à la fréquence diélectrique 

(Moisescu et al., 2013), à la mesure de l’impédance (Ivorra et al., 2009) ou encore les études 

des flux ioniques par Patch-Clamp qui donnent directement accès à la perméabilisation 

membranaire (Pakhomova et Pakhomov, 2010).  

D. Modèles d’études 

L’étude de l’électroperméabilisation se fait sur différents modèles allant des simulations 

numériques in silico au petit animal in vivo en augmentant graduellement leur complexité. 

- In silico : Les modélisations mathématiques et calculs théoriques (Corovic et al., 

2013; Kakorin et Neumann, 2002) ainsi que les simulations numériques (Tokman et 

al., 2013) présentent une bonne possibilité de prédiction du comportement lipidique, 

bien que peu représentative de la réalité membranaire. Elles décrivent aujourd’hui la 

formation de pores (Levine et Vernier, 2010; Tarek, 2005) et permettent de modéliser 

le passage de siRNA à travers la membrane (Breton et al., 2012), ou encore la 

prédiction du comportement tissulaire (Sel et al., 2005, Gowrishankar et Weaver, 

2003). 

- In vitro : Le modèle le plus simple est la bicouche phospholipidique pour étudier le 

comportement lipidique (Kramar et al., 2007) et l’impact de la composition lipidique 

de la membrane (Koronkiewicz et Kalinowski, 2004; Raffy et Teissié, 1999). A un 

niveau supérieur de complexité se trouvent les vésicules unilamellaires qui 

reproduisent la membrane plasmique en version simplifiée. Elles permettent 
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d’observer le comportement lipidique sur vésicules unilamellaires géantes (pour une 

revue Portet et al., 2012), ou nanovésicules (Tönsing et al., 1997). Finalement, 

toujours in vitro se trouve la cellule en culture, modèle phare pour l’étude du 

phénomène sur le vivant sur lequel la plupart des études sont réalisées (Paganin-

Gioanni et al., 2011; Pucihar et al., 2008). 

- In vivo : Le petit animal (souris) représente le principal organisme d’expérimentation 

en ce qui concerne l’étude de l’électroperméabilisation (Cemazar et al., 2009a).  

Le développement de modèles intermédiaires entre les études in vitro et in vivo est en 

plein essor. Ces modèles ex vivo se rapprochent des tissus in vivo. Les pseudo tissus ou amas 

cellulaires permettent d’étudier le comportement en structure multicellulaire (Arena et al., 

2012; Golzio et Teissié, 2010; Kurata et al., 2012). 

III.Le projet 

Le projet de cette thèse s’est articulé autour des trois barrières rencontrées par le plasmide 

lors du transfert de gène. Les effets des impulsions électriques sur ces barrières ont été étudiés 

afin de déterminer les mécanismes cellulaires impliqués dans leur déstabilisation ou 

l’implication de ces barrières dans la limitation d’efficacité de l’électrotransfert de gène. Le 

modèle sphéroïde adapté à l’étude en contexte multicellulaire a été utilisé pour l’étude de la 

barrière cellulaire, et des techniques avancées d’imagerie (microscopie confocale, 

microscopie à force atomique) ainsi que des techniques de détection (Patch-Clamp, 

cytométrie en flux) pour l’étude des effet membranaires et nucléaires (Figure 13). Cette 

introduction générale a permis de poser les bases de l’émergence du travail présenté dans ce 

manuscrit qui se décompose en trois parties. 

Tout d’abord est présentée la validation d’un nouveau modèle pour l’étude du transfert de 

gène : le sphéroïde multicellulaire. Le sphéroïde multicellulaire présente la particularité d’être 

un intermédiaire entre la cellule en deux dimensions in vitro et la tumeur in vivo. Son 

utilisation pour l’étude de l’électroperméabilisation s’est avérée essentielle à la 

compréhension des mécanismes in vivo, comme démontré dans le chapitre 1. Outre la 

validation de ce modèle pour le transfert de gène, l’étude de l’optimisation de la technique 

dans le but de passer la barrière cellulaire et comprendre les difficultés rencontrées à la 

transfection tumorale a également été effectuée. Cette étude menée par microscopie 
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confocale, a permis de réaliser des observations des couches de cellules extérieures des 

sphéroïdes.  

Ensuite, dans la perspective d’apporter de nouvelles réponses au mécanisme de 

perméabilisation, la Microscopie à Force Atomique (AFM) a été utilisée en tant que 

technologie innovante. Cette technique a permis la détection des effets des champs électriques 

sur la membrane plasmique en n’utilisant aucun intermédiaire moléculaire. Le deuxième 

chapitre s’intéresse ainsi aux effets membranaires de l’électroperméabilisation étudiés par 

AFM, amenant pour la première fois une vision nano-mécanique du phénomène, et proposant 

des hypothèses sur les effets de la déstabilisation membranaire.  

Finalement, les effets d’impulsions nanosecondes (nsPEF) ont été étudiés. D’une part la 

technique de Patch-Clamp a été utilisée pour détecter la formation de nanopores dans la 

membrane plasmique et participer à leur description. D’autre part, le transfert de gène a été 

utilisé comme outil pour étudier les effets des impulsions nanosecondes sur l’enveloppe 

nucléaire, en déterminant le taux d’expression du transgène et ainsi l’influence des nsPEF sur 

l’entrée d’ADN dans le noyau. Ces études ont employé des méthodes indirectes de détection 

des effets. Une dernière partie s’intéresse donc au développement d’applicateur permettant 

d’observer les effets des impulsions nanosecondes sur cellule unique en temps réel par 

microscopie à fluorescence. 

 

Figure 13 : Vue d’ensemble du projet de thèse. 
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Pour les applications thérapeutiques actuelles de l’électroperméabilisation, les champs 

électriques sont appliqués grâce à des électrodes, parfois intrusives, et  directement  en contact 

avec les objets biologiques. Les d'impulsions sont typiquement de forme trapézoïdale et de 

durées relativement longues (de l'ordre de quelques µs à quelques ms). Les impulsions 

nanosecondes plus courtes, peuvent présenter des temps de montéeset de descente brefs 

(inférieurs à la ns ou à quelques ns) et présenter un contenu spectral plus riche en hautes 

fréquences (au-delà du GHz); leurs profils temporels peuvent être variés, de type monopolaire 

(formes de gaussienne, de double exponentielle) ou bipolaires (sinusoïde amortie). Ces 

caractéristiques en font des impulsions de choix pour l’étude des effets électromagnétiques 

sur le vivant.  

Dans le cadre de nos recherches, nous nous intéressons à l’interaction de ces ondes avec 

le vivant en ayant pour but de mettre en évidence des effets thérapeutiques. Néanmoins 

l’étude de l’interaction de ces ondes avec le vivant présente également un fort intérêt pour la 

défense, dans le cadre de la recherche de seuil d’innocuité des ondes produites par les 

systèmes d’armes du futur. Bien que pouvant être produites par des électrodes comme les 

impulsions longues, les impulsions nanosecondes peuvent aussi être rayonnées dans l'espace 

sous la forme d'une onde électromagnétique générée par une antenne d'émission. Les 

Applications ElectroMagnétiques de Défense (AEMD) sont susceptibles de mettre en œuvre 

de telles formes d'ondes, notamment pour les systèmes BUL (Bande Ultra Large). L’objectif 

de ce type applications électroniques de défense est de neutraliser les systèmes électroniques 

adverses. L’intérêt de ces systèmes est de ne pas porter atteinte aux personnes (servantes, 

publiques, ou adverses). C’est pourquoi les seuils de nocivités doivent être connus, ainsi que 

les valeurs limite d’exposition.  

Des instructions et normes d’expositions sont disponibles (INSTRUCTION N° 

302143/DEF/SGA/DFP/PER/5, 2003) concernant principalement les effets thermiques mais 

aussi athermiques pour les signaux longs (micro et millisecondes de type radar). Or, dans le 

cadre des impulsions brèves correspondant aux impulsions nanosecondes, la courte durée 

prévient a priori les effets thermiques. Des effets athermiques sont donc principalement 

attendus, mais peu étudiés. Ceci représente un frein aux études, évaluation et déploiement des 

systèmes, c’est pourquoi il est nécessaire de réaliser des études fondamentales sur les effets 

cellulaires et sub-cellulaires de ces impulsions afin d’évaluer leur impact sur le vivant. Le 

projet de cette thèse a été en partie orienté dans ce sens, afin de participer à la détermination 

des effets biologiques athermiques des impulsions électromagnétiques longues et courtes. 
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Chapitre 1 : Validation d’un modèle ex vivo pour de 
l’électrotransfert de gène et son optimisation: le sphéroïde 
multicellulaire 

Les travaux présentés dans ce chapitre s’intéressent aux mécanismes d’électrotransfert 

d’ADN et aux passages de la barrière cellulaire présentée en introduction afin d’établir les 

conditions menant à une expression optimale du transgène dans les tumeurs in vivo. 

Après trois décennies d’études in vitro sur la cellule unique et in vivo sur le petit animal, 

un modèle in vitro d’étude du transfert de gène au sein des tumeurs est apparu nécessaire pour 

caractériser et optimiser l’entrée d’un gène dans cette structure particulière qu’est la tumeur 

(Gibot et Rols, 2013). En effet, les études sur des cellules en culture apportent uniquement 

une réponse sur le comportement de cellules uniques sans aucune organisation 

tridimensionnelle en tissu. Les expériences sur le petit animal, en revanche, nécessitent la 

mise en place d’un protocole complexe et peu éthique. De plus, le suivi des mécanismes au 

niveau d’une cellule unique reste difficile sur ce modèle. Il fallait trouver une solution 

intermédiaire, reproduisant le contexte tumoral offert par les études sur le petit animal, en 

association avec les avantages des études in vitro. Le modèle de cellules en trois dimensions 

se rapprochant du tissu tumoral dit sphéroïde multicellulaire (ou sphéroïde), s’est révélé 

adéquat, ayant montré son utilité pour l’étude et l’optimisation de traitements ou de molécules 

thérapeutiques.  

Ce chapitre se présente sous trois sections. Après un état de l’art sur le modèle et son 

utilisation pour l’étude du transfert de gène, une première partie s’intéresse à la validation du 

modèle pour l’étude de l’électrotransfert de gène, et une seconde partie s’intéresse à 

l’optimisation des conditions électriques de ce transfert. 

I.  Introduction 

A. Les différences d’efficacité in vivo/in vitro de l’électrotransfert de gène 

Dès les premières études de l’électrotransfert de gène (Neumann et al., 1982), la 

technique s’est avérée très efficace in vitro. Les effets des impulsions de l’ordre de la 

milliseconde ont été rapidement mis en évidence, permettant d’obtenir des taux de 

transfection pouvant atteindre 60% (Rols et Teissié, 1992; Wolf et al., 1994). Des  

modulations de ce taux de transfection peuvent être observées, qui sont liées à la phase du 
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cycle cellulaire (Golzio et al., 2002b), ou par exemple à la durée des impulsions et leur 

combinaison (Cepurniene et al., 2010). Néanmoins, in vivo, bien que la technique 

d’électrotransfert soit plus efficace que l’injection simple d’ADN (Andre et Mir, 2010; Bettan 

et al., 2000; Gilbert et al., 2002; Grosel et al., 2006) les résultats sont variables selon le type 

de tissu. Le tissu musculaire présente de très bon taux de transfection (Dona et al., 2003; 

Faurie et al., 2003). Cependant, dans le cas des tumeurs, malgré la démonstration de 

l’efficacité de la technique en clinique (Daud et al., 2008), la quantité effective de cellules 

tumorales transfectées reste très faible (Cemazar et al., 2009b; Rols et al., 1998). La 

compréhension à l’échelle cellulaire de cette limitation, et l’optimisation des paramètres 

électriques pourraient donc mener à augmenter son efficacité. Cela pourrait permettre en outre 

de toucher un plus grand  nombre de cellules dans le cas de vaccination, de réduire la quantité 

d’ADN et/ou le nombre de traitements nécessaires dans le cas d’éradication des tumeurs. 

Dans ce contexte, l’utilisation d’un modèle in vitro adapté permettrait la limitation des tests 

sur petit animal en conservant une analyse des mécanismes au niveau de la cellule unique. 

B. Le modèle sphéroïde  

Les sphéroïdes multicellulaires sont décrits pour la première fois dans les années 70 par 

Sutherland et al. (Sutherland et al., 1971). Ces assemblages en trois dimensions (3D) ont 

l’avantage d’être plus que de simples cellules en culture monocouches ou en suspension, car 

ils vont pouvoir représenter une synergie et une complexité proches des tissus, en particulier 

des tissus tumoraux (Sutherland, 1988). En effet, trois états cellulaires sont retrouvés dans un 

sphéroïde : des cellules prolifératives sur les couches externes, des cellules quiescentes au 

centre du sphéroïde, et éventuellement des cellules mortes au cœur. La présence de gradients 

de nutriment et d’oxygène, qui provoquent une hypoxie à l’intérieur du sphéroïde, entraîne 

pour certains types cellulaires une nécrose correspondant à un environnement tumoral non 

vascularisé (Friedrich et al., 2007). Cette absence de vascularisation en fait un modèle inverse 

et simplifié de la tumeur, mais nous verrons par la suite que cette simplicité suffit à lever 

certaines interrogations sur la non-efficacité des traitements (Figure 14).  
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Figure 14 : le modèle sphéroïde comme modèle d’étude ex vivo intermédiaire entre l’in vitro  et l’in vivo.•  

cellules prolifératives, •  cellules quiescentes, •  cellules mortes (nécrose). 

De plus, il est à noter que la plupart des types cellulaires vont sécréter les composants 

permettant la formation d’une matrice extracellulaire lorsqu’elles sont cultivées en 3D 

(Marrero et al., 2009; Nederman et al., 1984; Santini et al., 2000). La présence de matrice 

extracellulaire et de différents états cellulaires crée à l’échelle du sphéroïde un 

microenvironnement provoquant une réponse cellulaire différente de celle obtenue sur 

cellules cultivées de manière classique (2D) (Lobjois et al., 2009). Cependant, il est à noter 

que le microenvironnement tumoral implique la présence de cellules non-tumorales et du 

stroma (Billotet C. et Jouanneau J., 2008), qui ne sont pas toujours reproduit en modèle 

sphéroïdes et représentent donc une de ses limitations. Un grand  nombre de types cellulaires 

tumoraux peuvent être cultivés sous forme sphéroïde (Dongari-Bagtzoglou et Kashleva, 2006; 

Marrero et al., 2009; Wasungu et al., 2009). Il est également possible de co-cultiver plusieurs 

types cellulaires afin de parvenir à un assemblage cellulaire le plus proche de la réalité (Kelm 

et al., 2003; Marrero et Heller, 2012; Nakamura et al., 1999; Wang et al., 2005). 

Les utilisations de ce modèle sont diverses et peuvent permettre la compréhension du 

comportement tumoral (Truchet et al., 2008; Valcárcel et al., 2008). Leur utilisation en tant 

que modèle pour le criblage de molécules thérapeutiques représente une grande part des 

travaux menés sur sphéroïdes (Friedrich et al., 2009; Mehta et al., 2012; Pampaloni et al., 

2007; Shin et al., 2013). Ainsi, l’étude de l’effet de médicaments anti-tumoraux réalisée sur 

sphéroïde (Chitcholtan et al., 2012; Dufau et al., 2012; Mellor et al., 2005; Pickl et Ries, 

2009; Prados et al., 2008) montre la pertinence du modèle pour l’évaluation de l’efficacité de 

ces molécules (Li et al., 2008). Certains de ces travaux sont réalisés directement à partir de 
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cellules de patients issues de biopsies, permettant ainsi de se rapprocher au plus près du 

contexte biologique (Burgués et al., 2007; Fehlauer et al., 2006). L’efficacité de traitement 

anti-cancer est aussi analysée en 3D (Fehlauer et al., 2006; Gibot et al., 2013; Khaitan et al., 

2006; Monazzam et al., 2007). Finalement, les techniques d’administration de médicaments 

sont testées sur sphéroïdes pour pouvoir déterminer la capacité de pénétration des 

transporteurs (Bandekar et al., 2012; Goodman et al., 2007, 2008; Kim et al., 2010). 

C. Thérapie génique et sphéroïde 

L’étude du transfert de gène sur culture multicellulaire fait bien sûr également l’objet de 

recherches. On peut les distinguer selon la méthode de transfert employée. La transfection 

virale a été largement étudiée, et montre l’efficacité de cette méthode et l’utilité du modèle, la 

conservation des fonctions cellulaires pré-transfection, sans toutefois amener de regard 

critique quant aux effets secondaires, observés sur l’homme, de ce genre d’applications (Grill 

et al., 2002; Smith et al., 2005; Tsung et al., 2008; Tzanakakis et al., 2002). Des études sur la 

lipofection ont également été menées, permettant de mettre au point la meilleure composition 

lipidique pour un ciblage et une pénétration des liposomes (Kostarelos et al., 2004; Mellor et 

al., 2006), et une fois de plus de valider le modèle à partir de biopsies et de le comparer avec 

la réponse de lignées cellulaires (Gil-Cardeza et al.). Finalement le sphéroïde est aussi le 

support d’études portant sur les nanoparticules (Goodman et al., 2007) ou les couplages 

ADN-polycation (Han et al., 2007). 

Concernant l’étude de l’électrotransfert de gène, peu d’articles s’y sont intéressés. En 

2004, Canatella et al. ont mis en évidence la barrière cellulaire physique au passage de 

molécules vers le cœur des cellules du sphéroïde (et donc de la tumeur) suite à 

l’électroperméabilisation (Canatella et al., 2004). Il a fallu attendre 2009 pour que des études 

sur modèles 3D en lien avec l’électrotransfection voient le jour. Ces études décrivent la 

formation des sphéroïdes et leur potentielle pertinence pour l’étude de 

l’électropermeabilisation (Marrero et al., 2009), ainsi que des résultats obtenus en 

électrotransfert de gène sur sphéroïde multicellulaire (Wasungu et al., 2009). Par la suite nous 

nous sommes attachés à comparer par une approche rationnelle les modèles 2D et 3D 

(Chopinet et al., 2012), et des travaux d’optimisation avec différents types d’électrodes ont 

été entrepris (Marrero et Heller, 2012). 
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D. Problématiques 

En 2009 Wasungu et al. présentaient la première publication s’intéressant à 

l’électrotransfert de gène sur sphéroïde, et amenaient les premières hypothèses quant à la 

différence entre l’efficacité de perméabilisation et de transfection. La question restait entière 

quant aux raisons de ces différences dans le cas spécifique de l’électrotransfert de gène et des 

potentialités que le modèle offrait pour son optimisation. En effet, une étude poussée 

comparant point par point les différentes étapes du transfert de gène était nécessaire pour 

pouvoir comprendre la faible efficacité de la méthode in vivo. Les réponses apportées par 

l’étude de ce modèle pouvaient ouvrir de nouvelles voies d’optimisation s’attachant à lever les 

barrières inhérentes aux tumeurs. C’est pourquoi la possibilité d’optimisation offerte par les 

sphéroïdes constituait le réel challenge de leur utilisation. Elles pouvaient permettre 

d’apporter un premier aperçu sur leur capacité à limiter l’utilisation du petit animal dans les 

laboratoires. C’est dans ce contexte que les travaux suivant ont été réalisés. 

II.  Validation du modèle 

La stratégie expérimentale s’est attachée à comparer le comportement de cellules de  

carcinome colorectal humain (HCT116) cultivées sous forme de sphéroïdes à celui, 

caractérisé, de ces mêmes cellules en suspension. Un plasmide codant pour la protéine GFP a 

été utilisé pour visualiser l’efficacité de transfection. Nous avons choisi d’utiliser la 

microscopie confocale afin d’observer les sphéroïdes entiers non fixés de manière qualitative 

pour une première approche. Cette technique nous a permis de mesurer la fluorescence émise 

par les premières couches cellulaires du sphéroïde. Les résultats obtenus ont été confirmés par 

une analyse quantitative par cytométrie en flux après la mise en place d’un protocole de 

dissociation des sphéroïdes (Freyer et Sutherland, 1980). 

L’analyse de l’électrotransfection s’est déroulée en quatre étapes. i) Tout d’abord la 

caractérisation de la perméabilisation membranaire, nous permettant de visualiser l’effet 

direct du champ électrique sur la membrane plasmique des cellules et ainsi de quantifier le 

nombre de cellules potentiellement transfectables. La perméabilisation est une étape 

nécessaire et indispensable à l’entrée de l’ADN plasmidique (Escoffre et al., 2009). ii) 

Ensuite, l’observation de l’interaction ADN/membrane a été effectuée afin de localiser les 

cellules en contact avec l’ADN. Cette étape nécessaire au transfert de gène à lieu pendant 

l’application du champ électrique et dure plusieurs minutes (Phez et al., 2005). iii) Le taux de 
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transfection a ensuite été analysé 24 heures après l’application des impulsions. iv) Finalement, 

la perméabilisation irréversible de la membrane induite par le champ électrique a été observée  

30 minutes après l’électrotransfert, et la croissance des sphéroides mesurée pendant les jours 

suivants. 

Ces travaux ont été réalisés en utilisant des champs unipolaires (10 impulsions de 5 ms à 

la fréquence d’1 Hz) en faisant varier la valeur du champ électrique de 0 à 800 V/cm, afin de 

déterminer une intensité optimale.  

A.  “First explanations for differences in electrotransfection efficiency in vitro 

et in vivo using spheroid model”, article publié dans le journal International 

Journal of Pharmaceutics en 2012 

Dans cet article il est montré que les sphéroïdes reproduisent bien la situation in vivo. En 

effet une faible efficacité de transfection est observée sur sphéroïde (inférieure à 1 %), alors 

que les cellules en suspension montrent un taux de transfection de plus de 25 % pour les 

mêmes paramètres électriques (10x5ms, 500 V/cm, 1Hz). La perméabilité irréversible 

observée par l’intermédiaire de la croissance des sphéroïdes apparaît comme la principale 

cause d’inefficacité du transfert.   
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a b  s  t  r a  c t

Electro-gene-therapy  is a promising  technique  for  cancer  treatment. However,  knowledge  about  mech-

anism  of gene transfer  with  electric field in tumor is  limited.  Whereas in  vitro electrotransfection  is

efficient, gene expression  in tumoral  cells in vivo  is weak.  To  determine  reasons for  this  difference  and

unravel  gene transfer  mechanisms,  we propose to use multicellular  tumor spheroid  as  a  tridimensional

model  ex  vivo. Comparison  of efficiency  between  cell  in suspension  and cells  in spheroid  allow  high-

lighting  fundamental  differences.  For  classical  electrical  conditions (consisting  in 10  pulses of 500  V/cm,

5 ms, 1 Hz),  suspension  cells  present  a  transfection  rate  of 23.75%  ± 2.450  SEM.  In  the  same conditions

on spheroid,  although plasmid  DNA  coding GFP  interact with  half of electrically  permeabilized  cells,

less  than 1% of cells  are  expressing the  transgene.  First  answers  to in vivo  electrotransfection  failure  are

given: cell  mortality  due to electric field is responsible of this low  transfection  rate, as  tridimensional

and  multicellular  structure  that prevents  DNA  passage.  These results  show that  spheroid  is  reproducing

in  vivo  situation.  Validation of spheroid  as  a  relevant model  for  electrotransfection study opens  ex  vivo

optimization possibility before in vivo assay.

© 2011 Elsevier B.V. All rights reserved.

1. Introduction

Anti-tumoral treatments are a public health priority since sev-
eral years. Various therapies exist but often show weaknesses in
efficacy or safety. This explains the need for further development
of new anti-tumoral strategies. Among them, gene therapy shows
promises to implement new approaches to cancer treatment. A
large variety of methods for gene delivery, including viral, chemi-
cal and physical vectors have been developed for the past twenty
years. Electroporation is a  physical technique first developed to
transfer cytotoxic drugs in tumor (Gothelf et al., 2003; Mir  et al.,
1998). It consists in  the transient permeabilization of the plasma
membrane following electric field application (Golzio et al., 2010;
Rols et al., 1992). Electropermeabilization enables poorly permeant
drugs such as bleomycin and cisplatin to efficiently enter cells and
tissues. This process, called electro-chemo-therapy (ECT), allows
controlling the amount of drug that enter the cells as well as tar-
geting of the entry: only cells and tissues present in  between the
electrodes will be permeabilized. Therefore, the method is  both

∗ Corresponding author at: CNRS, IPBS (Institut de Pharmacologie et de Biologie

Structurale), 205 route de Narbonne, F-31077 Toulouse, France.

Tel.: +33 5 61 17 58 11; fax: +33 5 61 17 59  94.

E-mail address: rols@ipbs.fr (M.-P. Rols).

efficient and safe. Indeed, it is strictly localized at the site of the
tumor and the dose of cytotoxic drugs injected into the tumors is
lower than the ones used in  classical chemotherapy protocols. All
together, these properties limit side effects and enhance drug activ-
ity.  Nowadays ECT is used as a  palliative treatment of cutaneous and
subcutaneous cancer. In 2010, more than 1000 patients have been
treated over Europe (www.cliniporator.com,  Mir  et al., 2003).

Besides ECT, another modality (electro-gene therapy –  EGT), has
been developed for more than 10 years and clinical trials are  under-
way (Daud et al., 2008; Heller and Heller, 2006; Heller et al., 1996;
Titomirov et al., 1991). As  for ECT, EGT offers a  gain in safety and
in  efficacy as gene is injected directly in the tissues where electric
field pulses are applied. However, gene expression efficiency highly
depends on tissues. Indeed, electrotransfection is  not  effective in
all cell types in vivo. Transfection in muscle leads to impressive
results with more than 80% of transfected cells (Dona et al., 2003;
Mir  et al., 1999), while only a  few percent of cells are transfected
in  tumors (Rols et al., 1998). The mechanisms of gene electrotrans-
fer have been studied on  cells in vitro and appear to be a  multistep
process (Golzio et al., 2002): (i) cell membrane permeabilization,
(ii) DNA migration towards cell and then insertion in their plasma
membrane (Wolf et al., 1994), 2 steps occurring during pulses appli-
cation, (iii) DNA translocation in  the cytoplasm few minutes after
pulses delivery, (iv) DNA migration into the cytoplasm towards the
nucleus, and finally (v) gene expression occurring a  few hours after

0378-5173/$ – see front matter ©  2011 Elsevier B.V. All rights reserved.

doi:10.1016/j.ijpharm.2011.04.054
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pulses delivery. EGT’s electric field parameters have been adapted
to allow the efficient membrane permeabilization and the elec-
trophoretic accumulation of plasmid DNA on cells. EGT consists in a
low voltage (≤800 V/cm) and long pulse duration (several millisec-
onds) (Rols et al., 1992) in  contrary to ECT conditions (≥1000 V/cm,
100 �s (Rols et al., 1998)).

DNA electrotransfer is  therefore a complex phenomenon whose
complexity, and the number of limiting steps, are further increased
in vivo. Cells in culture are not representative of what happens
in vivo as cells are not structured in tissue. A  more complex envi-
ronment is present in  tumor that can prevent the efficient DNA
access to cells. The mechanisms of gene transfer in a tridimen-
sional structure as tumor need therefore to  be elucidated to propose
new strategies to enhance gene expression in tumors. However,
study on tumors requires the use of small animal and addressing
the process at the cell level in vivo is  difficult. Therefore we  pro-
pose to investigate the use of multicellular tumor spheroid (called
spheroid or MCTS) as an ex  vivo model of tumor to  investigate DNA
electrotransfer in a  multicellular structure.

Spheroids present a  multicellular tridimensional structural
organization (Sutherland, 1988). They display cellular differenti-
ation (linked to nutrient and dioxygen gradient) with quiescent or
even dead cells in the core of spheroid and proliferative cells on
external layers. These characteristics, all together with extracellu-
lar matrix and cell–cell interactions presence, make of the spheroid
a good and easy to use model reproducing tumor structure in vitro.

Spheroid model was expected to give more information about
DNA transfer in tumor than cultured cell in suspension as it is
structurally similar to  tumor. It has already been used for study
and optimization of several gene transfection techniques: cationic
polymers (Mellor et al., 2006), lipofection (Gil-Cardeza et al., 2010),
photodynamic therapy (Madsen et al., 2006), or cell cycle study
(Lobjois et al., 2009). As gene therapy is  of growing interest and
needs reliable and noninvasive tools, spheroids could help to
point out biological, physical and technological barriers to  electro-
transfection in tumor and allow techniques optimization ex vivo.
However, this model has only been poorly used in  the field of elec-
troporation (Canatella et al., 2004; Mellor et al., 2006). It has already
been validated in our  group for electrotransfer studies (Wasungu
et al., 2009), but the direct comparison with the results obtained
in cells in culture and the validation of its capacity to reproduce
in vivo situation are still missing.

The aim of the present work was to  evaluate the use of spheroid
as a relevant model for study of electrotransfer process and, by
doing so, to give a first answer to  the actual gene transfer failure in
tumor. To do so, comparison of electro-gene transfer in  cells cul-
tured in vitro in  suspension and cells in spheroids (that mimic  ex

vivo tumor) was done. The key steps of this process were investi-
gated. We addressed different questions concerning cell viability,
permeabilization, DNA/membrane interaction, and gene expres-
sion. In the interest of optimization, we  studied and compared
the effect of electric field parameters on cells and spheroids. Elec-
trotransfection was performed at different intensities (from 0 to
800 V/cm) by applying 10 pulses of 5 ms duration at a 1 Hz fre-
quency. Our strategy was to use confocal microscopy as an efficient
and non-invasive tool to visualize spheroid behavior (qualitative
and spatial analysis). Additionally, flow cytometry was  used for
quantitative analysis of cells pulsed in suspension or in spheroids
(after cell dissociation by enzymatic treatment).

2. Materials and methods

2.1. Cells

The HCT116 cell line was derived from a human colorectal car-
cinoma. They were selected for their ability to grow plated on Petri

dishes and to  form spheroids. HCT116 cells were grown in  DMEM
media (Gibco) containing 4.5 g/l glucose, l-glutamine and pyru-
vate and supplemented with 10% (v/v) of heat inactivated fetal
calf serum, 1% antibiotic mix  (100 U/ml penicillin and 100 �g/ml
streptomycin) in a  5% CO2 humidified incubator at 37 ◦C (Jouan, St.
Herblain, France).

2.2. Generation of spheroids

The hanging-drop method has been adapted to produce
spheroids of similar diameter (Del Duca et al., 2004). Drops of 20 �l
containing 500 cells were suspended on the lid of agar coated
24-well dishes containing 500 �l of culture medium. After 72 h,
required for cell aggregation, spheroids were transferred to the
agar-coated bottom of the well. Multicellular spheroids were then
allowed to  grow for 3 days and spheroids used in the experiments
sized in average around 500 �m of diameter.

2.3. Plasmid extraction

A  4.7 kb plasmid (pEGFP-C1) containing the gene coding the
enhanced Green Fluorescent Protein (eGFP) under control of  the
CMV promoter was obtained from Clonetech (Palo Alto, CA). It was
purified from transfected Escherichia coli by using Maxiprep DNA
purification system according to  Qiagen instructions (Courtaboeuf,
France).

2.4. Electropulsation

Electropulsation was achieved by using a  CNRS cell electropul-
sator (Jouan, St.  Herblain, France) which delivered square-wave
electric pulses. An oscilloscope (Enertec, St. Etienne, France) mon-
itored pulse shape. Stainless steel flat parallel electrodes (1 cm
length, 4 mm  width) placed on Petri dish were used. Ten pulses
lasting 5 ms  at a frequency of 1 Hz were applied at different electric
field intensity at room temperature, conditions known to  induce
efficient and transient cell permeabilization (Rols et al., 1992).

2.5. Electropermeabilization

2.5.1. Electropermeabilization of cells in suspension

500,000 cells were resuspended after gentle centrifugation in
100 �L of pulsing buffer (10 mM K2HPO4/KH2PO4 buffer, 1 mM
MgCl2,  250 mM sucrose, pH 7.4) containing propidium iodide (PI,
100 �M),  placed between electrodes and electric field was  applied.
After 5 min  incubation, penetration of PI  was used to  monitor
permeabilization (Rols et al., 2002). 300 �L of PBS was  added to cells
in order to  determine by flow cytometry (Becton Dickinson FAC-
Scan; Becton-Dickinson Biosciences, Franklin Lakes, NJ, USA) both
the percentage of fluorescent cells (permeabilized cells) and level
of fluorescence associated. The excitation wavelength was 488 nm
(argon laser) and the fluorescence of intracellular propidium iodide
was collected for cell gated with the scatters to exclude debris in FL-
2 channel (band pass 585 ± 42 nm). A minimum of 5 ×  103 events
were acquired in list mode and analyzed with Cellquest software
(Becton Dickinson).

2.5.2. Electropermeabilization of spheroids

As for suspension cells, spheroids were placed in 100 �l  of
pulsing buffer containing PI.  After electric pulses application and
5 min  incubation at room temperature, spheroids were analyzed
with confocal microscopy or  flow cytometry. Confocal microscopy
studies were realized as follow: spheroids placed in  a  CoverWell
imaging chambers (Sigma Aldrich) in 300 �L PBS (Dubleco’s Phos-
phate Buffer saline) were observed using a Zeiss LSM 510, scanning
in  z axis every 10 �m on 200 �m (excited with a  Helium–Neon laser
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set at 543 nm wavelength and emitted light collected through a
585 nm long pass filter).

In order to  have quantitative data of permeabilization, spheroids
were also dissociated 15 min  in trypsine–EDTA 1× (Eurobio) and
dissociated cells were then analyzed by flow cytometry (Becton
Dickinson FACScan; Becton-Dickinson Biosciences, Franklin Lakes,
NJ, USA).

2.6. Electrotransfection

2.6.1. Electrotransfection of cells in suspension

As described for electropermeabilization, 500,000 cells were
resuspended after gentle centrifugation in 100 �L of pulsing buffer
containing 1 �g of plasmid DNA, placed between electrodes and
electric field was applied. Cells were cultivated in Petri dish at
37 ◦C 5% CO2 in 1.5 mL  of culture medium. After 24 h, cell mono-
layer was washed with PBS to remove all non-adherent cells. Cells
were harvested by trypsinization, resuspended in 400 �L PBS and
analyzed by flow cytometry to  evaluate both the percentage of flu-
orescent cell (i.e. percentage of eGFP expressing cell, transfected
cells) and the mean level of fluorescence associated. The excitation
wavelength was 488 nm (argon laser) and the fluorescence of eGFP
was collected for cell gated with the scatters to exclude debris in
FL-1 channel (bandpass 520 ±  42 nm). A minimum of 5 × 103 events
were acquired in list  mode and analyzed with Cellquest software
(Becton Dickinson).

2.6.2. Electrotransfection of spheroids

Spheroids were taken and added to 100 �l  of pulsing buffer con-
taining 10 �g of plasmid DNA already in between electrodes and
pulses were applied. Spheroids were cultured in  agar coated wells
of 24-wells plate with 500 �l of culture medium at 37 ◦C in a  5% CO2

incubator for 24 h before confocal analysis (excited with an argon
laser set at a 488 nmwavelength and emission collected through a
band pass filter from 505 nm to  550 nm)  or dissociation and flow
cytometer analysis (see Section 2.5).

2.7. DNA/membrane interaction

DNA/membrane interaction was realized for cells in suspen-
sion and spheroid as described for electrotransfection but  using
a fluorescently labeled DNA. Plasmid DNA was  stained with the
DNA intercalating dye TOTO-1 (Molecular Probe, Eugene, OR):
2.3 × 10−4 M dye was incubated with DNA at a  concentration of
1 �g/�L  for 60 min  on ice. This concentration yields to  a ratio of
dye to base pair of 1 to 5.  Directly after electropulsation, cells and
spheroids were observed under confocal microscope (excited with
an argon laser set at a 488 nm wavelength and emission collected
through a band pass filter from 505 nm to  550 nm).

2.8. Viability

2.8.1. Viability of cells in suspension

It was determined on cells cultured on Petri dish 24 h after elec-
trotransfection. Culture medium was removed and cell monolayer
was washed two times with PBS and then 1 mL  of 0.1% (m/v) crystal
violet solution was added. After 20 min  incubation under gentle agi-
tation, crystal violet solution was removed, cell monolayer washed
two times with PBS, and then lysed with acetic acid 10% during
10 min. Lyse product was diluted 1/40 before optic density lecture
at 595 nm with spectrophotometer (Pharmacia Biotech, Novaspec
II). Control DO value is  considered as 100% cell viability.

2.8.2. Measure of spheroids growth

As a reflection of cells viability, spheroids growth was  quantified
over several days. Spheroid growth was followed by taking pictures

of  spheroids over 9 days with a  Leica macrofluo microscope cou-
pled to a  coolSNAP HQ camera (Roper scientific, Photometrics). The
measure of the projected area of the spheroid on each image was
realized and automated using image J  software. The relative pro-
jected area was expressed as the ratio of the measured area at any
given time on the measured area at the beginning of  the experi-
ment. This normalized projected area was plotted as a  function of
time to  represent spheroid growth following different treatments.

3. Results

3.1. Comparison between electropermeabilization of cells in

suspension and in spheroids

Membrane destabilization induced by electric field leads to
small molecules transfer into cells. Using this ability, the entry of
the fluorescent probe propidium iodide (PI) was used to  monitor
permeabilization (Rols et al., 2002). The permeabilization of cells
in suspension and cells in  spheroids was  studied as presented in
Fig. 1.  In Fig. 1A, permeabilization of cells pulsed in  suspension is
reported. Two parameters are of interest: percentage of  fluorescent
cells (Fig. 1A, left panel), that  represents the fraction of cells that
have been permeabilized, and fluorescence level inside the cells
(Fig. 1A, right panel), that is directly proportional to the amount
of molecule incorporated into the cells. Results show that mem-
brane permeabilization depends on electric field intensity. Cells are
permeabilized above a  threshold value, situated between 300 and
400 V/cm, 400 V/cm conditions giving significant number of  cell
permeabilized in comparison with control (34.49% ±  9.741 SEM).
Below that threshold, the percentage of fluorescent cells is  similar
to  the one of the control, i.e. in  absence of electric field where less
than 5% of cells are permeable representing dead cells with loss of
membrane integrity. In terms of fluorescence intensity, substan-
tial accumulation of PI  inside cells is detected between 400 V/cm
and 500 V/cm (1187 a.u.  ± 232.1 SEM, significant in comparison of
400 V/cm condition, Fig. 1A right panel). From 300 to 800 V/cm, the
number of permeable cells increases to reach more than 80% above
500 V/cm (82.15% ±  5.085 SEM for 600 V/cm significant in compar-
ison of 400 V/cm condition). The amount of PI inside cells increases
from 300 V/cm to  700 V/cm. Under those experimental conditions,
up to 80% of cells should be potentially transfectable.

Electropermeabilization of cells present in spheroid was then
studied by using both confocal microscopy to have a  global quali-
tative view, and flow cytometry to  quantify the cell response at the
single cell level after dissociation of the cells from the spheroids.
Images obtained by confocal microscopy are presented in  Fig. 1B.
3D projections of confocal acquisitions for different spheroids sub-
jected to increasing electric field intensity are shown. This allowed
us to visualize the spatial distribution of permeabilized cells in
the spheroids. The number of permeabilized cell increases with
the electric field intensity homogeneously at the spheroid surface.
Permeabilization is  detected for field intensities as low as 200 V/cm.
At 500 V/cm, all the cells on the spheroid surface are fluorescent. In
Fig. 1C, optical slices in z axis show that fluorescence signal in  the
spheroid core decrease. Inner cells are not detected from 40 �m
depth and only external cells layers are visible. It was therefore
impossible to assess the permeabilization state of the cells deep
in the core of the spheroid, as this decrease can be due to the
absence of permeabilization or to technical limitation. To address
this issue, we next performed spheroid enzymatic dissociation that
enabled us to  use flow cytometry to quantify permeabilization
of all cells of the spheroid. As shown in Fig.  1D, a maximum of
30.31% ± 4.992 SEM of cells are permeabilized in  the spheroid at
400 V/cm (29.59% ±  3.809 SEM at 300 V/cm, both conditions being
significant in  comparison with the control). Above this electric
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Fig. 1. Electropermeabilization of cells in suspension and in spheroids. (A) HCT116 cell permeabilization assessed with propidium iodide uptake (triplicate, mean ± SEM,

ANOVA test) and fluorescence analysis for different electric field intensity (triplicate, mean ± SEM, Unpaired Student’s t-test). (B) 3D projection of permeabilized spheroid

confocal acquisitions (propidium iodide uptake) and phase contrast corresponding images. This experiment was  performed 3 times and one characteristic picture is  presented

here.  For all images scale bar represents 100 �m.  (C) Optical slices of confocal acquisition for 800  V/cm and fluorescence signal decrease from 40 �m depth. (D) Permeabi-

lized  cell percentage in dissociated spheroids assessed with propidium iodide uptake and matching fluorescence intensity depending on electric field intensity (triplicate,

mean  ± SEM, Unpaired Student’s t-test). *P <  0.05, **P <  0.005, ***P < 0.001.
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field intensity, this percentage decreases to 21.87% ± 7.774 SEM at
500 V/cm for example, not significant compared to  400 V/cm. The
associated fluorescence intensity curve follows the same profile
reaching a maximum for 400 V/cm (206.5 a.u. ±  17.88 SEM signifi-
cant compared to control).

3.2. Observation of DNA/membrane interaction on single cells in

suspension and cells in spheroids

DNA/membrane interaction is  a key step in DNA electrotrans-
fer. Submitted to  electrophoretic forces, plasmid DNA migrates
towards the cells and forms aggregates in  the electropermeabi-
lized region of the membrane (Golzio et al., 2002). These aggregates
remain visible several minutes after electric field application.
Images of these particular structures can be  obtained with a  confo-
cal microscope using TOTO-1 fluorescently labeled plasmid.

For single cell in suspension, results are coherent with ear-
lier published studies showing DNA/membrane interaction spots
on the side of the cell facing the cathode (Fig. 2A). On spheroids,
our studies of  DNA/membrane interaction shows for the first time
the same process, i.e. interaction of DNA with cells present in a
tissue model as shown in Fig. 2B. Interestingly, the interaction
of DNA on spheroid’s cells happens on one hemisphere. As for
single cells, it corresponds to the hemisphere facing the cathode
(Fig. 2B-1). Moreover, aggregates are visible as for singles cells
(Fig. 2B-2). Acquisitions in  z-axis revealed that this interaction
takes place only on the cells present on the external cell layer of
the spheroid (Fig. 2C). Indeed, each optical slice presents a  dif-
ferent fluorescence profile. In  comparison with permeabilization
picture (Fig. 1C), where at 15 �m depth cells can be detected, DNA
is detected only on one cell monolayer surrounding spheroid before
15 �m depth. This demonstrates that DNA does not interact with
inner cells.

3.3. Comparison of electrotransfection between single cells in

suspension and spheroids

Electrotransfection is carried out with a  plasmid coding the
enhanced green fluorescent protein (eGFP). Transfection rate is
evaluated 24 h after electrotransfection by  visualizing eGFP expres-
sion with confocal microscopy and quantifying it with flow
cytometry. 10 times more plasmid is used for spheroid transfec-
tion than for cells in suspension as shown in  Wasungu et al. (2009).
This higher amount of DNA was expected to allow some plasmid
DNA to cross cellular barrier (first layers of cell) and reach inner
cells.

Flow cytometry analysis performed in  cells pulsed in suspension
is presented in  Fig. 3A. As for cell permeabilization, transfection
is observed above 300 V/cm intensity, reinforcing the idea that
permeabilization is a necessary condition for plasmid uptake (Wolf
et al., 1994). Percentage of cells expressing eGFP is increasing
by increasing the electric field strength and reach 23.75% ± 2.450
SEM at 500 V/cm (significant compared to 400 V/cm). Transfec-
tion’s efficacy, assessed by fluorescence intensity, is  maximal
at 500–600 V/cm (17.07 a.u. ± 3.150 SEM at 500 V/cm, significant
compared to control but not  to  600 V/cm). Above that value, both
transfection rate and efficacy decrease because of cell damage due
to a too high field and/or DNA cytotoxicity.

In  spheroids, eGFP expression is only detected for electric field
values close to 400 and 500 V/cm (Fig. 3B). These values allow only
a few cells to express eGFP. eGFP expressing cells are localized on
one spheroid side, according to the observation of DNA/membrane
interaction. No significant results have been observed with flow
cytometry analysis as very few cells are transfected (data not
shown).

3.4. Viability of cells in suspension and spheroids growth

The viability of cells in suspension was measured 24 h after
pulse application. As shown in  Fig. 4A, cell viability starts to be
affected above 400 V/cm: 64.66% ± 8.530 SEM of cells are still viable
at 500 V/cm. Above this intensity, the cell viability is  much more
affected (only 24.77% ±  5.061 SEM of cells being viable at 600 V/cm
and 3.813% ±  0.5138 SEM at 800 V/cm).

Spheroids viability was evaluated by their ability to grow over
a  period of 9 days. Only three characteristic conditions (control,
500 V/cm and 800 V/cm) are presented in Fig. 4B. Control condi-
tions show the normal growth behavior of the spheroids: spheroids
diameter increases by a  factor 5 during this period. When submit-
ted to 500 V/cm intensity electric field pulses, the spheroid growth
stops during the first 48 h and then goes back to  a  normal growth
rate. This may  reflect some cell mortality on the external prolifera-
tive cell layers. With the more drastic condition of 800 V/cm, there
is a decrease in  spheroid size, indicating the loss of a  large number
of cells most probably on the external layer. Spheroids reach back
their normal growth rate after 6 days. Those results show that via-
bility is affected by electrotransfection, especially at higher electric
field intensity and gives a  first explanation to  the poor transfection
efficiency.

4. Discussion

Electrotransfection is a  complex process involving at least 5  con-
secutivessteps: membrane permeabilization, DNA electrophoresis
and interaction with the destabilized cell membrane, DNA entry
in  cell, nuclear envelope crossing and expression (Escoffre et al.,
2009). Difference of efficacy between in vitro and in vivo studies
points out that other limiting step could be present in vivo and that
technique’s optimization is still needed. The spheroid model was
expected to  give more information about DNA transfer in  tumor
than cultured cell in suspension as it is  structurally similar to tumor.
In this paper, we have studied and compared DNA transfer in  cells in
suspension and in  spheroid in  order to address the use of  spheroidas
a  relevant model in electrotransfection studies.

Behavior of cells in response to electric field is totally dif-
ferent for cells in  suspension and spheroids. For  isolated cells,
500 V/cm pulses can lead to 74.96% ±  8.269 SEM of  permeabi-
lization, 23.75% ±  2.450 SEM of transfection while maintaining cell
viability up to  64.66 ±  8.530 SEM. Therefore this electric field value
seems to be the optimum electric field intensity for HCT116 cells in
suspension, leading to a rather good transfection level associated to
high permeabilization and viability. For  spheroids, all cells cannot
be  permeabilized by electric field (at least in conditions allow-
ing propidium iodide uptake). Permeabilization upper limit around
30% indicates that, whatever the electrical field conditions, only a
fraction of cells can be efficiently permeabilized. Combining these
data with confocal observations lead to  think that only the external
cells layers can be permeabilized and that these cells represent one
third of the spheroid. This can be due to electric field property inside
the spheroid structure, effect on transmembrane potential being
modified into such complex structure (Pavlin et al., 2002). More-
over, cells shape in  spheroid is  strongly affected by cell–cell contact
and far  from ovoid shape of cells in suspension. That is in agree-
ment with the fact that cell shape and orientation affect electric
field effect (Valic et al., 2003). Another possible explanation is that
PI can have a reduce accessibility to cells present in  the core of  the
spheroid. A third reason for this limited permeabilization is  related
to the cellular state. Due to nutrient and dioxygen gradient, cells in
spheroid core may  be apoptotic or  necrotic (Sutherland, 1988) and
consequently not able to accumulate PI intracellularly due to  their
leaky membrane. To conclude, the 3D and multicellular structure
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Fig. 2. DNA/membrane interaction on single cells in suspension and cells in spheroids. Cells in suspension and spheroids were electropulsated (10  pulses of 5 ms,  1 Hz at

500  V/cm) in the presence of fluorescently labeled plasmid DNA. (A) 3D projection of confocal acquisitions and phase contrast of cells in suspension. Small arrows point to DNA

aggregates and large arrow indicates electric field direction. The scale bar represents 10 �m. (B) 3D projection of confocal acquisitions and phase contrast of electropulsated

spheroid.  This experiment was performed 3 times and one characteristic picture is  presented here. Large arrow indicates electric field direction. 1: entire spheroid, scale bar

is  100 �m, 2: zoom in, scale bar is  10m. (C) Confocal slice of an electropulsated spheroid between the surface of the spheroid and 25  �m depth with 5 �m  step, showing

interaction only on external layer. The scale bar  represents 100 �m.

of spheroid that mimics tumor organization, with the presence of
extracellular matrix, can be  responsible for the limited permeabi-
lization. Electrical field conditions have therefore to be optimized.
Since increasing the voltage leads to a  decrease in  cell viability,
another strategy consists in  applying shorter pulses (several hun-
dred of microseconds instead of 5 ms)  in  order to apply higher
electric field values. This is actually what is  already done in  electro-
chemo-therapy protocols using shorter pulse and higher voltage
(Marty et al., 2006). Under these conditions we have observed that

all cells can be permeabilized even the ones present inside spheroid
(personal communication). EGT conditions are therefore less effi-
cient on 3D structure even when optimized on cultured cells.

Another key point of this paper is  the DNA/membrane inter-
action that has been observed for the first time  on a tissue-like
structure. Observation of unique cells in  spheroid was  possible and
highly improved the analysis of the mechanism. Pictures of  fluo-
rescent plasmid DNA show that it cannot cross all cell layers to
reach the core of the spheroid even at high concentration (10 times
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Fig. 3. Comparison of electrotransfection between single cells in suspension and spheroids. (A) Transfection rate of cell in suspension assessed with eGFP expression and

matching  fluorescence intensity depending on electric field intensity (triplicate, mean  ±  SEM, ANOVA test). (B) 3D projection of confocal acquisitions and phase contrast of

spheroid electrotransfected with DNA coding eGFP at different electric field intensity (as indicated). This experiment was performed 3 times and one characteristic picture

is  presented here. The scale bar represents 100 �m.  *P < 0.05, **P < 0.01, ***P <  0.001.

Fig. 4. Electric field effect on  cell viability. (A) Viability of cell in suspension 24 h after electrotransfection depending on electric field intensity (triplicate, mean ± SEM, ANOVA

test). (B) Spheroid growth curves with DNA during electric field application. For easier reading, only control, 500 and 800 V/cm are  presented here (triplicate, mean ±  SEM,

Paired  Student’s t-test) *P < 0.05, **P  <  0.005, ***P < 0.001.



14 L.  Chopinet et al. / International Journal of  Pharmaceutics 423 (2012) 7– 15

more than the one used for cells in  suspension). This is probably
the first cause of poor transfection results in  tumor. While 80% of
transfection rate is obtained in  muscle tissue, in  murine tumor only
5% of cells are expressing transgene. Interaction between tumoral
cells must be specific and create a so dense environment that DNA
cannot pass through them (Smrekar et al., 2003; Zaharoff et al.,
2002). The same behavior seems to  happen in  spheroid, showing
that DNA/interaction results can be  extrapolated to tumor and that
the spheroid model is relevant to mimic  tumor. This limited number
of cells in interaction with DNA gives another explanation for the
poor transfection. Indeed less than 1% of cells are transfected. This
last result encourages reconsidering DNA amount used. Indeed, the
higher DNA amount (100 �g/ml), initially chosen to allow some
plasmid DNA to cross cellular barrier (first layers of cell) and reach
inner cells, do not have any of the expected effect. Therefore, atten-
tion should be paid on DNA amount for optimization of transfer
conditions. Other ways to  improve plasmid DNA biodistribution
inside the spheroids should be explored such as electrophoresis,
to force and direct DNA migration, or the addition of enzymes to
disrupt junctions between cells.

Finally, viability results can also explain the poor expression of
transgene. As Fig. 4  shows, growth is  strongly affected by  electric
pulse, meaning that those electric fields are killing the entire prolif-
erative cell layer. Spheroid structure presents the proliferative cells
on the last external layers. Therefore proliferative cells are  the ones
potentially transfectable (permeabilized and in  contact with DNA)
but also the ones affected by  electropermeabilization. Around 30%
of cells are permeabilized and half of them get contact with DNA,
we should consequently expect to have near  15% of transfected
cells. However, due to cell death, only a  few cells are viable and
permeabilized, leading to 1%  of expressing eGFP cells.

Spheroid is a safe and easy to use model as it is an ex vivo (and
in vitro) one. This model allows us to visualize directly electric
field effect on a complex tridimensional structure close to tissue
and preventing small animal use. As in tumor, nutrient and oxy-
gen gradient are  presents, creating different physiological cell state
(dead, quiescent, proliferative cells). Extracellular matrix and cell
interconnection are present as well (Santini et al., 2000). These
characteristics are specific to multicellular tumor spheroid (and
tumor) and make of it an interesting and useful in vitro model
more close to tumor tissue than cell monolayer (Friedrich et al.,
2007). MCTS could offers possibility to mix different type of cells
(Nakamura et al., 1999) and so to get closer to tumor environment.
The absence of blood vessel is  one of its the major drawbacks, posi-
tioning proliferative cells on the external layers (Sutherland, 1988).
Eventually, although spheroid is  a  simple representation of tumor,
it is cheaper and more ethic than mouse and allow single cell study,
quantification and direct observation of cell behavior. Despite its
drawbacks, results obtained with spheroid are nicely reproducing
in vivo situation. We  showed here that less than 1% of spheroid
cell  can express transgene and that this may  be caused both by
electric field (low voltage, long pulse duration parameters) and
multicellular structure. As previously described (Canatella et al.,
2004), electric field is locally reduced in  spheroid because of cell
size and prevent permeabilization of cells. Furthermore, the cells
themselves, their junctions and the secreted extracellular matrix
will hinder DNA electrophoresis. Even if  this process is inverted
in spheroid as DNA is  all around the spheroid and not injected
inside (like in tumor protocol), the physical cell barrier should be
the same in both case, and in vivo transfected cells appear in  exter-
nal layers too (Mesojednik et al., 2007). As shown in other studies
(Goodman et al., 2007), collagenase treatments help nanoparticles
enter deeper in the structure, pointing out the importance that  has
the extracellular matrix in  passive and active passages through
cells layers. Nevertheless, the optimal electric field condition of
500 V/cm (using 10 pulses of 5 ms,  1 Hz) is  the same for cells in

suspension and spheroid, this value giving the best transfection
rate in both models.

5. Conclusion

Reproducing in vivo situation, spheroids clearly mimic  in vivo

tumor results, opening up possibility of optimization ex  vivo before
in vivo tests on small animals. A lot of tumoral cell type can be
cultured in  spheroid (Freyer and Sutherland, 1980; Grill et al., 2002;
Kelm et al., 2003; Kumar et al., 2008) and so characterization and
optimization could be finely tuned for each tumor type, allowing
the emergence of specific conditions depending on the cell type.

Spheroid will enhance our understanding of the underlying pro-
cess of DNA electrotransfer, give explanations to in vivo limitation
of the technique and help in  the emergence of new protocols.
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B. Perméabilité irréversible et viabilité  

La perméabilité membranaire des cellules suite à l’application des impulsions électriques 

en présence d’ADN plasmidique a été visualisée après marquage à l’iodure de propidium (PI) 

des cellules 30 minutes après l’application des impulsions électriques. La durée de 30 minutes 

permet normalement à la membrane plasmique de recouvrer son intégrité et son caractère 

imperméable aux petites molécules comme le PI, d’après les études in vitro sur cellules 

isolées (Teissie et al., 2005). Ce temps dépend des paramètres électriques appliqués ainsi que 

de la température. En étendant les résultats obtenus sur cellules isolées aux sphéroïdes, il est 

possible de considérer que les cellules dans lesquelles le PI est détecté après cette durée sont 

perméabilisées de manière irréversible, et donc mortes des suites de l’électroperméabilisation. 

On observe que dès 300 V/cm le nombre de cellules positives est nettement plus important 

que sur le contrôle non-électroperméabilisé (Figure 2).  

 

Figure 15 : Perméabilité irréversible observées 30 minutes après l’électrotransfection par entrée de PI. Projection 

3D des acquisitions en z au microscope confocal des sphéroïdes électrotransfectés en présence d’ADN et 

contraste de phase. Barre d’échelle : 100 µm. 

A 500 V/cm, le profil est similaire à celui obtenu lors de l’observation de la 

perméabilisation 5 minutes après l’électrotransfert. Ceci indique que la quasi-totalité des 

cellules perméabilisées, en contact avec l’ADN, l’est toujours dans les 30 minutes suivant les 
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impulsions. Ce constat corrobore le faible taux de cellules transfectées observé 24h plus tard 

(Chopinet et al., 2012). Il est à noter que les clichés montrent des sphéroïdes dont la couche 

cellulaire externe ne semble pas positive au PI de façon homogène, mais laisse apparaître des 

zones non-marquées et que de nombreuses cellules positives sont présentes dans le milieu 

autour du sphéroïde. Ceci est dû au fait que les cellules mortes se détachent du sphéroïde 

pendant les manipulations nécessaires à son incubation et son observation.  

La croissance des sphéroïdes soumis à l’électrotransfection a été suivie à l’aide d’un 

microscope classique droit. Les aires projetées des sphéroïdes ont ensuite été mesurées et 

reportées sur un graphique (Figure 16) et sont considérées proportionnelles au nombre de 

cellules formant le sphéroïde.  

 

Figure 16 : Courbe de croissance des sphéroïdes électrotransfectés (triplicata), moyenne ± SEM, la flèche 

indique la reprise de croissance. 

Sur ces courbes de croissance il est possible de distinguer trois groupes. Un premier 

groupe dit « non-affecté » de 0 à 300 V/cm, ces sphéroïdes ont une croissance similaire à celle 

du contrôle (pente de 0,020 h-1). Un deuxième groupe dit « peu affecté » à 400 V/cm, ces 

sphéroïdes ont une croissance plus lente que le contrôle les deux premiers jours (pente de 

0.0075 h-1) puis similaire au-delà de 72 h (pente de 0,016 h-1). Un troisième groupe dit « 

affecté » de 500 à 800 V/cm. Dans ces conditions, les sphéroïdes cessent de croître durant les 

48 heures suivant l’application des impulsions, voire diminuent de taille (pente de –0,01 h-1). 

Ils reprennent ensuite progressivement une croissance normale (pente de 0,018 h-1). Ces 

observations mettent en évidence l’effet létal de l’électrotransfert de gène. Le groupe "peu 

affecté" ne s’arrête pas de croître. Ceci nous amène à penser que dans ces conditions le champ 

électrique n’affecte pas la croissance du sphéroïde. Le dernier groupe (« affecté ») voit sa 

croissance stoppée et perd un grand nombre de cellules (perte visible sur toute la 
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circonférence du sphéroïde). Ceci indique que plusieurs couches de cellules sont mortes, et la 

plupart des cellules prolifératives également vu l’organisation cellulaire d’un sphéroïde (cf. 

introduction de ce chapitre).  

La même expérience a été réalisée en l’absence d’ADN. Les résultats montrent des profils 

de marquage au PI 30 minutes après l’application des champs représentant globalement la 

même importante perméabilité irréversible (Figure 17). 

 

Figure 17 : Perméabilité irréversible 30 minutes après l’application des champs électriques en l’absence d’ADN. 

Projection 3D des acquisitions en z au microscope confocal des sphéroïdes électrotransfectés et contraste de 

phase. Barre d’échelle : 100 µm. 

Au niveau de la croissance des sphéroïdes, il est à noter que la reprise de croissance est 

plus rapide qu’en présence d’ADN. On observe la même répartition des groupes, sauf la 

condition à 500 V/cm qui est «peu affectée». Les  sphéroïdes « affectés » reprennent 

progressivement le rythme de croissance du contrôle dès 24h (Figure 18, flêche) indiquant un 

nombre de cellules affectées moins important. Ceci indique que la cytotoxicité de l’ADN joue 

un rôle dans la mort des cellules suite à l’électrotransfection, mais que les impulsions 

électriques seules sont la principale cause de perméabilité irréversible des premières couches 

cellulaires. 
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Figure 18 : Courbe de croissance des sphéroïdes soumis aux impulsions électriques sans ADN (triplicata), 

moyenne ± SEM, la flèche indique la reprise de croissance. 

C. Conclusion : Le sphéroïde - un modèle pour l’étude de l’électrotransfection 

Dans cette première partie nous avons pu mettre en place les outils nécessaires à la 

visualisation des sphéroïdes. L’observation par microscopie confocale s’est révélée adéquate 

pour l’observation des premières couches de cellules (jusqu’à 40 µm de profondeur), mais pas 

au-delà. La mise en place de la technique de dissociation à la trypsine a donc permis une 

quantification précise de la perméabilité ou de la transfection (Chopinet et al., 2012). Ces 

techniques ont été validées et une première approche générale du comportement de cellules en 

structure tridimensionnelle a été effectuée. Il a été observé que des conditions de transfert de 

gène EGT « classiques » (10 impulsions de 5 ms à 500 V/cm) menant à une perméabilisation 

de plus de 80% de cellules en suspension et à plus de 25% de transfection en conservant 70% 

de cellules viables ne permettent pas l’obtention de résultats similaires sur les sphéroïdes. Ce 

modèle à trois-dimensions formé de cellules cohésives se rapproche donc grandement des 

tumeurs de part son incapacité à présenter plus de 5% de cellules transfectées en conditions 

EGT (Rols, Delteil et al. 1998). D’autre part, les cellules transfectées n’ont été détectées 

qu’en surface, comme c’est le cas in vivo (Spanggaard et al., 2012), confirmant que les 

cellules internes ne sont pas en contact avec l’ADN plasmidique (Canatella et al., 2004). La 

difficulté de passage de l’ADN à travers les couches de cellules est donc également 

responsable de ce faible taux de transfection, comme il l’est in vivo (Henshaw et al., 2007). Il 

n’est également pas exclu que les paramètres cellulaires déjà responsables in vitro de la 

variation d’efficacité de transfection, comme la phase du cycle cellulaire, aient un impact sur 

la transfection en contexte 3D (Golzio et al., 2002b). Grâce aux observations qualitatives au 
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microscope confocal, une autre cause directe du faible taux de transfection a pu être mise en 

avant. Une mortalité importante a été observée dès 300 V/cm, due majoritairement au champ 

électrique et dans une moindre mesure à la cytotoxicité de l’ADN.  

Les résultats de ce travail ont permis de confirmer la similitude de comportement entre les 

sphéroïdes et les tumeurs in vivo pour l’électrotransfection et d’amorcer l’optimisation de la 

technique in vitro. 

III.  Optimisation de l’électrotransfection sur sphéroïdes 

Au regard des résultats obtenus dans la partie précédente, nous nous sommes intéressés à 

optimiser les conditions en faisant varier la polarité du champ électrique et le nombre 

d’impulsions appliquées. Les conditions expérimentales et analytiques sont identiques à celles 

décrites dans la première partie. 

A. Application d’impulsions électriques de polarité alternée 

Une des solutions pour augmenter le nombre de cellules en contact avec l’ADN lors des 

impulsions est d’inverser la polarité du champ entre deux séries d’impulsions (Faurie et al., 

2004; Rebersek et al., 2007). L’ADN, une fois entré en contact avec la membrane 

électroperméabilisée, va y former des agrégats. Cette interaction est nécessaire à son 

internalisation (Golzio et al., 2002a). L’application de ces champs qui seront appelés 

bipolaires permet donc d’assurer la migration de l’ADN dans un sens et dans l’autre, et ainsi 

de répartir l’ADN sur les deux faces du sphéroïde et d’augmenter la surface du sphéroïde en 

contact avec l’ADN. Ainsi, nous espérions provoquer une interaction ADN/membrane sur 

toute la surface du sphéroïde et augmenter le nombre de cellules transfectées.  

Les conditions électriques utilisées sont les mêmes que dans la première partie : 10 

impulsions de 5ms, fréquence : 1 Hz, pour la même gamme de champ électrique. La polarité 

est inversée après les 5 premières impulsions.  

1. Interaction ADN/membrane 

En réalisant l’électropulsation en présence d’ADN marqué au TOTO nous avons pu 

étudier l’interaction ADN/membrane sur les sphéroïdes en conditions bipolaires. Nous avons 

pu constater, conformément à notre hypothèse, que cette interaction se fait sur toute la surface 

du sphéroïde (Figure 19-A). De plus, on observe un marquage moins intense que lors de 
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l’application d’impulsions unipolaires, et plus uniformément réparti sur les cellules (Figure 

19-B et C). Cette baisse d’intensité s’explique en raison du nombre d’impulsions délivré pour 

chaque polarité qui correspond à la moitié du nombre appliqué en unipolaire. En effet, le 

nombre d’impulsion va augmenter la quantité d’ADN formant les agrégats (Rols et al., 1992), 

avec seulement 5 impulsions dans chaque polarité il y aura donc moins d’ADN en contact 

avec chaque cellule que lors de l’application de 10 impulsions en conditions unipolaire. 

 

Figure 19 : Interaction ADN-TOTO avec la membrane plasmique en conditions bipolaires. A : sur sphéroïde 

entier, B : zoom, C : intensité de fluorescence moyenne sur une face du sphéroïde et SEM. 

2. Transfection et aspect morphologique 

Suite aux observations d’interaction ADN/membrane, nous espérions observer une 

expression de la GFP répartie sur tout le sphéroïde, étant donné que toutes les cellules de la 

surface sont en contact avec l’ADN. Cependant, nous n’avons pu observer aucune 

transfection en conditions bipolaires et ce quelle que soit l’intensité de champ électrique 

appliqué (Figure 20-A). Par contre, nous avons pu remarquer la destruction des sphéroïdes 

suite à l’application de ces impulsions bipolaires. L’apparition d’amas cellulaires se détachant 

du sphéroïde est observée durant les 24 premières heures suivant l’application de champ 

électrique supérieur ou égal à 500 V/cm (Figure 20-A à partir de 500 V/cm). Ces structures 

sont composées de cellules mortes fusionnées (PI positives à 24h) et disparaissent au cours du 

temps (Figure 20-B). De plus, elles apparaissent uniquement lors de l’application de champs 

électriques bipolaires.  
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Figure 20 : A : Résultat de transfection de sphéroïdes en conditions bipolaires. B : disparition des amas 

cellulaires le jour après l’application des impulsions pour la condition 500 V/cm, application des champs 

électriques à J=0. Barre d’échelle : 100 µm. 

3. Perméabilité irréversible et viabilité 

En comparaison des observations effectuées dans la première partie en conditions 

unipolaires, le taux de perméabilité irréversible post-électrotransfection est le même (Figure 

21-A). Les courbes de croissance présentent trois groupes distincts : un premier groupe « non 

affecté »  jusqu’à 300 V/cm (pente de 0.12 h-1), un deuxième groupe « peu affecté » composé 

des sphéroïdes ayant subi des impulsions à 400 V/cm (pente de 0.11 h-1) et un troisième 

groupe « affecté » qui présente une croissance quasi-nulle durant les 72 premières heures 
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(pente de 0.04 h-1) puis reprennent un rythme similaire au contrôle (pente de 0.12 h-1). 

Néanmoins, à 800 V/cm, la croissance ne reprend pas le même rythme que pour le contrôle 

(pente de 0.09 h-1 au-delà de 72 heures contre 0.12 h-1 pour le contrôle, Figure 21). La 

différence de croissance du contrôle de la Figure 21 par rapport à la Figure 18 est liée à la 

taille initiale des sphéroïdes. Ceux de la Figure 21, comme le montrent les images, étaient 

plus petits (environ 400 µm) que ceux mesurés Figure 18 (600 µm), et ont donc pu croitre 

plus. 

 

Figure 21 : A : Perméabilité irréversible par marquage au PI 30 minutes après l’application de champs bipolaires. 

B : Courbe de croissance des sphéroïdes en conditions bipolaires (triplicata), moyenne et SEM. 

4. Conclusion  

L’absence d’amélioration par l’utilisation de champs bipolaires s’explique par une 

mortalité plus importante. Le changement de polarité est létal pour les couches cellulaires 

externes du sphéroïde. Toutefois, les observations de l’interaction ADN/membrane ont 

montré que la quantité d’ADN en contact avec chaque cellule était plus faible qu’en 

unipolaire. Nous avons vu sur les sphéroïdes contrôle sans ADN que les champs électriques 

ont un rôle dans la mortalité cellulaire qui affecte la croissance des sphéroïdes. Ces résultats 

confirment l’hypothèse que la cytotoxicité de l’ADN n’est pas seule responsable de la 

mortalité cellulaire. Cette dernière serait plutôt engendrée par la force des champs électriques 

appliqués au-delà de 500 V/cm.  
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Ces résultats diffèrent des résultats obtenus suite à l’application d’impulsions bipolaires 

sur cellules cultivées en deux dimensions (Faurie et al., 2004; Rebersek et al., 2007). Les 

expériences similaires sur cellules CHO (Chinese Hamster Ovary cells) ont montré une 

augmentation de 20% du taux de transfection suite à l’application de champs bipolaires 

inversés, mais aucun effet sur la viabilité cellulaire (Faurie et al., 2004). Cette induction de la 

mortalité serait donc inhérente au modèle tridimensionnel et démontre encore une fois la 

différence de sensibilité de cellules isolées par rapport aux cellules d’un sphéroïde.  

B. Effet de la diminution du nombre d’impulsions 

Au regard des résultats obtenus avec les impulsions bipolaires, il apparait que l’utilisation 

de l’unipolarité à 500 V/cm est jusque-là la meilleure condition électrique (Chopinet et al., 

2012). Nous nous sommes donc interrogés sur l’effet du nombre d’impulsions qui pourrait 

permettre d’éviter l’effet létal du champ électrique en diminuant l’exposition des cellules à ce 

champ. Ceci pourrait aussi provoquer une baisse de la quantité d’ADN entrant en contact avec 

les cellules, et donc diminuer sa cytotoxicité. Nous avons donc choisi de faire varier le 

nombre d’impulsions à 500 V/cm en utilisant 4, 6 et 8 impulsions.  

1. Transfection 

Nous avons observé que de 4 à 8 impulsions, le nombre de cellules transfectées en 

conditions bipolaires était plus élevé qu’en conditions unipolaires (Figure 22-A) et que les 

cellules transfectées étaient localisées sur les deux faces du sphéroïde. De plus, 

principalement à 8 impulsions des fusions cellulaires ont été observées (Figure 22-B). 

 

Figure 22 : A : Résultat de transfection de sphéroïdes en diminuant le nombre d’impulsion. Barre d’échelle : 100 

µm. B : Zoom sur une cellule résultant d’une fusion. Barre d’échelle : 20 µm. 
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2. Perméabilité irréversible et viabilité 

Le marquage des cellules au PI, 30 minutes après l’application des impulsions, montre 

que le nombre de cellules perméabilisées de manière irréversible est beaucoup plus faible 

pour 4, 6 et 8 impulsions que pour 10 (cf. partie IIC). De la même façon, lors des impulsions 

EGT classiques, les cellules mortes se détachent du sphéroïde lors de sa manipulation, ce qui 

ne permet qu’une observation partielle du phénomène. Cependant il est clairement visible que 

les cellules mortes sont localisées sur un seul hémisphère du sphéroïde (Figure 20-C), 

vraisemblablement celui en contact avec l’ADN. Dans ces conditions il est donc possible de 

n’observer que la perméabilité irréversible liée à la cytotoxicité de l’ADN. Suite aux résultats 

de transfection, l’importance de la mortalité liée aux champs électriques est donc avérée en 

comparaison aux cellules ayant subi un plus grand nombre d’impulsions (partie 1). La 

croissance des sphéroïdes pour les différents nombres d’impulsions est légèrement plus faible 

que celle du contrôle et s’accompagne toujours d’un arrêt de croissance jusqu’à 48h (Figure 

23). 

 

Figure 23 : A : Perméabilité irréversible observée par marquage au PI en diminuant le nombre d’impulsion. B : 

Courbe de croissance des sphéroïdes selon le nombre d’impulsions (triplicata), moyenne et SEM. 

3.  Conclusion 

La diminution du nombre d’impulsions semble apporter une amélioration non-négligeable 

dans la survie cellulaire et le taux de transfection. 4 impulsions permettent de doubler le 

nombre de cellules exprimant la GFP par rapport aux résultats obtenus avec 10 impulsions. 
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L’apparition de fusions cellulaires n’est pas un obstacle à l’expression du transgène, et a déjà 

été observée in vivo suite à l’application de champs électriques (Mekid et Mir 2000). La 

perméabilité irréversible est présente sur un seul hémisphère du sphéroïde, probablement celui 

entrant en contact avec l’ADN, dont la cytotoxicité peut donc être mise en cause dans ces 

conditions. 

IV.  Discussion et perspectives  

Le modèle sphéroïde a déjà été utilisé pour l’étude et l’optimisation de plusieurs 

techniques de transfert de gène comme présenté en introduction de ce chapitre, ou d’autres 

études comme la thérapie photodynamique (Madsen et al., 2006) et l’étude du cycle cellulaire 

dans les tumeurs (Lobjois et al., 2009). La thérapie génique nécessite la mise au point d’outils 

fiables et peu invasifs. Dans ce but, l’utilisation du modèle sphéroïde peut permettre de 

pointer les obstacles physiques et technologiques à l’électrotransfection dans une structure 

tumorale, ainsi que l’optimisation des paramètres in vitro. Le sphéroïde est un modèle 

prometteur et commence à être utilisé dans plusieurs groupes de recherche pour l’étude de 

l’électrotransfert (Canatella et al., 2004; Marrero et Heller, 2012; Wasungu et al., 2009). 

La comparaison systématique des résultats entre cellules en culture et cellules en 

sphéroïde a permis de montrer que ce modèle reproduisait les résultat obtenus in vivo 

(Chopinet et al., 2012). Une première explication de la difficulté à obtenir un bon taux de 

transfection in vivo a pu être mise en évidence. Il a été montré dans ce chapitre que le faible 

taux de transfection était lié à une absence de croissance due à la perméabilité irréversible des 

cellules. La cytotoxicité de l’ADN, déjà montrée comme étant un frein à la transfection (Li et 

al., 1999), n’est pas dans notre cas la principale cause de mortalité. En effet, les résultats 

obtenus montrent que les impulsions électriques elles-mêmes sont la cause de perméabilité 

irréversible (Figure 18) et permettent de concevoir une sensibilité au champ différente entre 

les cellules dans le sphéroïde et une cellule isolée. Il semblerait que la présence de cellules 

adjacentes soit la cause de la perméabilité irréversible de la totalité des cellules des couches 

externes des sphéroïdes. Ces cellules sont en effet toujours perméables au PI 30 minutes après 

l’application des champs électriques (Figure 15). Nous pouvons émettre l’hypothèse que 

l’environnement cellulaire dans le sphéroïde ne permet pas aux cellules de retrouver leur 

intégrité membranaire après l’application des impulsions contrairement aux cellules isolées. 

En effet, sur une cellule isolée le phénomène dit « resealing », de retour de l’état perméable 
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vers l’état imperméable, s’opère dans la minute qui suit l’électroperméabilisation à 37°C, 

préservant ainsi leur osmolarité et permettant leur survie. Il apparait que dans un contexte 

multicellulaire, le resealing n’a pas lieu assez rapidement pour permettre la survie cellulaire, 

car il peut permettre l’entrée d’ions comme le calcium, létal pour la cellule en forte 

concentration, ou la sortie d’ATP indispensable aux mécanismes cellulaires. Ce non-retour de 

l’état perméable peut être engendré par les contacts membranaires entre les cellules (au niveau 

membranaire ou protéique via la matrice extra-cellulaire). Alors que les champs électriques 

forceraient les mouvements des phospholipides et provoqueraient la perméabilisation 

(Escoffre et al., 2007; Tarek, 2005), leur mobilité passive nécessaire au retour à l’état stable 

initial, sans aucune force extérieure sur leur charge, serait bloquée par les interactions avec les 

cellules voisines. Ces observations montrent des phénomènes inhérents à la structuration en 

tissus qui, bien que peu visibles in vivo, ont pu être étudiés ex vivo grâce au modèle sphéroïde. 

Une étude cinétique de la perméabilisation membranaire dans la demi-heure suivant 

l’application des champs électriques et au-delà permettrait de confirmer que l’état 

imperméable n’est jamais retrouvé. 

Cependant, la condition de 500V/cm reste la plus favorable à la transfection. C’est 

pourquoi nous avons conservé cette valeur au cours de l’étape d’optimisation. Les tentatives 

d’optimisation se sont orientées tout d’abord vers l’utilisation de champs bipolaires. 

L’utilisation des deux polarités a augmenté l’effet létal du champ étant donné que dans ces 

conditions, bien que toutes les cellules de la surface du sphéroïde soient en contact avec 

l’ADN, aucune ne parvient à survivre pour exprimer la GFP 24 heures après l’application du 

champ. La diminution du nombre d’impulsions a permis d’augmenter le taux de transfection. 

Des cas de fusions membranaires ont été visualisés dans ces conditions 24h après 

l’application des impulsions sur des cellules exprimant le transgène. La fusion est un 

mécanisme apparaissant in vivo sur certains types cellulaires dans le cas d’application de 

champ électrique (Mekid et Mir, 2000). Ces observations de fusion corroborent l’hypothèse 

d’une déstabilisation supplémentaire des membranes plasmiques en contact avec des cellules 

voisines, et l’impact sur la viabilité discuté précédemment. 

De nombreux paramètres restent à explorer en ce qui concerne l’optimisation. i) Tout 

d’abord, au regard des essais effectués, bien que l’utilisation de champ bipolaire soit délétère 

avec 10 impulsions de 5 ms, il peut s’avérer que ce soit une bonne solution en appliquant 

moins d’impulsions. D’autres types d’impulsions pourraient aussi être appliquées, comme 

l’alternance entre fort et faible voltage (Hojman et al., 2007; Orio et al., 2012). ii) Il sera aussi 
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nécessaire de diminuer la quantité d’ADN car lors de l’utilisation de nombre plus faible 

d’impulsions (de 4 à 8) sa cytotoxicité est mise en cause dans la perméabilité irréversible et la 

mortalité (Li et al., 1999). L’utilisation de plasmide réduit aux seules séquences permettant 

son expression (mini-circle) est aussi envisageable, car cela favorise le passage de l’ADN vers 

les couches internes de cellules et son internalisation (Chabot et al., 2013). iv) Après avoir 

caractérisé les protéines de la matrice extracellulaire (Collagène, fibronectine, intégrines), la 

déstabilisation enzymatique (Cemazar et al., 2012; Goodman et al., 2007) de cette dernière 

peut être une autre piste d’étude. Bien que difficilement applicable in vivo, ces travaux 

permettraient une meilleure compréhension du mécanisme de perméabilisation en trois 

dimensions et du passage de l’ADN entre les cellules (Henshaw et al., 2007). v) Finalement, 

la détermination des paramètres optimum doit être effectuée sur plusieurs lignées cellulaires 

afin de savoir si des paramètres universels sont applicables, et si non, de pouvoir caractériser 

les paramètres selon le type de tumeur visé. Des sphéroïdes ont été réalisés au laboratoire à 

partir de différentes lignées cellulaires : LPB (fibrosarcome murin), B16 (mélanome murin) et 

TSA (carcinome mammaire murin) en plus des cellules HCT116. Des études récentes ont été 

appliquées à des sphéroïdes de mélanomes (Marrero et Heller, 2012). 

Au-delà des conditions expérimentales, l’étude de sphéroïdes plus complexes peut aussi 

permettre une optimisation en travaillant sur un modèle encore plus proche de la réalité 

biologique. En effet, l’évolution du modèle sphéroïde s’oriente vers la conception d’un 

modèle aux caractéristiques tumorales augmentées. Divers axes sont ainsi explorés : la co-

culture de plusieurs types cellulaires pouvant permettre de reproduire le microenvironnement 

tumoral ou la présence du système immunitaire (Griffiths et al., 2000; Guiet et al., 2011; 

Kelm et al., 2003; Marrero et Heller, 2012; Wang et al., 2005) ; la culture de sphéroïdes 

géants permettant une étude de l’effet sur tumeur de 1 cm (Marrero et al., 2009), qui pourrait 

permettre d’étudier en amont de nouvelles géométries d’électrodes (Guo et al., 2011) ; et 

finalement l’ultime développement consistant à produire un sphéroïde vascularisé (Correa de 

Sampaio et al., 2012; Laib et al., 2009; Wartenberg et al., 2001). L’angiogenèse étant une 

étape clef de la formation tumorale, un modèle pouvant la représenter fidèlement permettrait 

d’importantes évolutions au niveau de la compréhension du phénomène, et l’émergence de 

traitements orientés contre ce phénomène. D’autre part, d’importants travaux de modélisation 

sur structures mutlicellulaires sont également en développement, permettant ainsi de pouvoir 

effectuer une étude en amont et d’obtenir une prévision des résultats (Corovic et al., 2013; 

Marjanovic et al., 2010b; Shirinifard et al., 2009). 
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Finalement, d’autres techniques d’analyses peuvent être employées afin d’obtenir des 

informations sur les comportements des cellules au cœur du sphéroïde. Bien sûr, des cryo-

coupes peuvent donner accès aux couches internes de cellules (Gibot et al., 2013), mais des 

techniques d’imagerie telles que la microscopie bi-photonique ou la feuille de lumière (Bruns 

et al., 2012) permettent l’étude sur sphéroïdes en conditions natives. 

L’ensemble de ces travaux a donc permis de valider ce modèle et donc d’envisager des 

études mécanistiques poussées et ainsi la compréhension du système permettant l’expression 

de gène in vivo lors de la thérapie génique. L’optimisation fine de la technique avant 

l’utilisation du petit animal est donc rendue possible.  
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Chapitre 2 : Etude des effets de l’électroperméabilisation par AFM 

Les travaux présentés dans ce chapitre ont pour objectif l’étude du phénomène 

d’électroperméabilisation à l’échelle de la cellule unique. Pour atteindre cet objectif nous 

avons choisi de réaliser une étude par microscopie à force atomique (AFM).  

La perméabilisation membranaire induite par l’application d’impulsions électriques a 

principalement été étudiée par microscopie optique de façon indirecte par l’entrée de petites 

molécules (Paganin-Gioanni et al., 2011; Rols et Teissié, 1990; Silve et al., 2011). 

L’évolution de l’AFM vers l’étude du vivant a conduit à une technologie potentiellement 

utilisable pour réaliser des mesures directes de la perméabilisation sur cellules vivantes en 

conditions physiologiques. Cette technologie devait pouvoir fournir des données quantitatives 

du phénomène en imageant la membrane plasmique et en mesurant son élasticité au plus près, 

c’est à dire directement sur la membrane cellulaire. L’adaptation de la technique à l’étude de 

l’électroperméabilisation s’est révélée délicate, mais a permis de mettre en évidence des effets 

jusqu’alors inexplorés à l’interface entre la cellule et son environnement. 

Ce chapitre se décompose en trois parties. Une introduction décrira le contexte et le 

fonctionnement de l’AFM ainsi que son utilisation pour la biologie. Seront ensuite présentées 

l’étude de l’élasticité membranaire suite à sa perméabilisation, et finalement l’implication du 

cytosquelette dans ce phénomène. 

I. Introduction 

A. Les effets membranaires de l’électroperméabilisation : tour d’horizon 

La question des effets membranaires au niveau structural et moléculaire reste encore à ce 

jour ouverte. En effet peu d’études permettent d’évaluer l’impact de l’électroperméabilisation 

directement sur la membrane des cellules.  

Différents modèles ont été utilisés, le plus simple étant la bicouche phospholipidique, qui 

a permis la mise en évidence de la rupture de ces bichouches au-delà de valeurs seuils de 

champs électriques (Kramar et al., 2012), et ainsi la déstabilisation de la structure lipidique. 

De la même façon, des études par RMN ont mis en évidence le déplacement des têtes polaires 

des phospholipides sous l’influence des impulsions électriques (Lopez et al., 1988; Stulen, 

1981). Cependant l’imagerie de ces modèles reste difficile, et ils sont relativement éloignés de 
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la membrane plasmique. C’est pourquoi un modèle membranaire plus complexe, des vésicules 

lipidiques, a été mis en place, sur lequel des observations directes pendant l’application des 

champs électriques ont pu être réalisées. Ces vésicules unilamellaires géantes se rapprochent 

de la membrane plasmique dans le sens où elles forment un compartiment circulaire d’une 

taille similaire à la cellule (dizaine de microns de diamètre), mais restent une bicouche simple, 

sans interaction avec des composants internes ou externes. Sur ces vésicules ont été 

montrées : la formation de pores (Tekle et al., 2001), une électrodéformation (Riske et 

Dimova, 2006), ou encore la formation de tubules, ou de vésicules pendant les impulsions 

électriques (Portet et al., 2009). L’application d’impulsions électriques sur la bicouche de la 

vésicule provoque donc une réorganisation lipidique. Ces changements de structuration des 

vésicules amènent la preuve directe d’un impact sur la bicouche phospholipidique, et 

confirment les études sur bicouches simples, sans toutefois qu’ils aient jamais pu être 

observés sur cellule. Encore une fois, la simplicité du modèle, confrontée à la complexité de 

la membrane plasmique, rendent difficile l’extrapolation des résultats obtenus et la corrélation 

directe des mécanismes se déroulant sur vésicule à ceux du vivant. 

La plus simple observation de perméabilisation de la membrane plasmique a été réalisée 

par la mesure du passage de molécules à travers la membrane (Gabriel et Teissié, 1997; 

Kinosita et Tsong, 1977). Néanmoins ces observations ne renseignent pas directement sur les 

évènements membranaires mais sur leur résultat macroscopique : la perméabilisation. Les 

études les plus directes et résolutives de déstabilisation lipidique sont le flip-flop des 

phospholipides (thèse J-M Escofrre, 2010), la formation de « blebs » (Gass et Chernomordik, 

1990; Rassokhin et Pakhomov, 2012) impliquant une restructuration membranaire, ou encore 

la fusion provoquée par la disparition des forces de répulsion et d’hydratation à la surface de 

la membrane (Finaz et al., 1984; Teissie et Rols, 1986). Des études par microscopie 

électronique sur cellules fixées ont montré la formation de microvillis et de filipodes dans les 

minutes après l’application d’impulsions (Escande-Géraud et al., 1988), ou la formation de 

« pores » qui s’est révélée être un artefact lié aux conditions osmotiques (Chang et Reese, 

1990) et n’a jamais pu être mise en évidence par la suite. De plus, des évènements 

membranaires sur le long terme ont été observés plusieurs heures après l’application des 

champs électriques sous la forme de macropynocytose (Rols et al., 1995). Le mécanisme de 

déstabilisation lipidique reste encore à décrire, et les informations pouvant être amenée par les 

nouvelles techniques d’imagerie ou de mesure seront peut être celles permettant de faire le 

lien entre les différents phénomènes énoncés précédemment. 
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Avant ces travaux de thèse, un seul article s’est intéressé à l’étude de 

l’électroperméabilisation par AFM (Chernysh et al., 2009). Cet article décrit l’imagerie avant 

et après électroporation d’érythrocytes séchées ou fixées au glutaraldéhyde. L’imagerie de 

leur membrane réalisée sur des zones de 1 µm² montre une variation de la période des 

surfaces de second ordre sur erythrocytes électroperméabilisées dans des conditions 

électriques de 1700 V/cm et des impulsions de 9 ms. Les conditions électriques et le modèle 

cellulaire utilisés restent relativement éloignés de ceux utilisés en ECT (aux alentours de 1000 

V/cm mais des impulsions de quelques centaines de microsecondes) ou pour l’étude de 

l’électrotransfert de gène (500 V/cm en moyenne pour une durée de 5 ms). Une étude plus 

approfondie sur un modèle cellulaire adapté et vivant en utilisant des conditions électriques 

pertinentes était nécessaire afin de révéler pleinement les potentialités offertes par l’AFM. 

B. La microscopie à force atomique 

La microscopie à force atomique (AFM) a vu le jour en 1985, mise au point par G 

Binning, C.F Quate et CH. Gerber (Binnig et al., 1986). L’AFM est un microscope aveugle. 

Comme le braille permet aux aveugles de lire, l’AFM repose sur le même principe, non plus 

regarder grâce à la lumière, mais obtenir une image de surface en trois dimensions grâce au 

toucher (Figure 24).  

 

Figure 24 : L’AFM s’apparente au braille, un microscope aveugle capable de toucher l’échantillon pour en 

déterminer sa surface. Adapté de www.blog.3suisses.fr 

On obtient donc pas une image au sens propre du terme mais une convolution de 

l’interface de l’échantillon. Cette représentation 3D est obtenue grâce à une nano-pointe, dont 

la position verticale s’ajuste en permanence pour appliquer sur l’échantillon une force 

constante lors du déplacement (balayage). En plus de l’imagerie 3D, la possibilité d’appliquer 

une force sur l’échantillon (de réellement le toucher) permet l’acquisition de données 

biophysiques, et donne à l’AFM une dimension supplémentaire, en le positionnant non 
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seulement comme un microscope, mais aussi comme un appareil de mesure de forces. Des 

informations d’élasticité et d’interaction entre la pointe et des molécules de surface peuvent 

être mesurées. Par exemple, si la pointe est fonctionnalisée avec un anticorps, d’une part les 

caractéristiques de l’interaction peuvent être obtenues (force d’adhésion, distance de rupture, 

dépliement moléculaire…), d’autre part, une cartographie de ces interactions à la surface, par 

exemple d’une cellule, peut être dessinée. La diversité des approches permises par l’AFM en 

fait une technologie de choix pour les études biophysiques et mécanistiques du vivant, en le 

plaçant comme complémentaire des techniques d’imageries du vivant plus classiques que sont 

la microscopie à fluorescence et la microscopie électronique. Cette introduction présente les 

bases du fonctionnement de l’AFM, ainsi que les applications qui en découlent. 

1. Fonctionnement 

L’AFM est un microscope à sonde locale, dérivé du Scanning Tunneling Microscope 

(Binnig et al., 1986, 1982). L’AFM a ouvert la voie de l’utilisation de ce type de microscopie 

à tout type d’échantillon. La microscopie à force atomique repose sur des mesures de forces 

interatomiques et elle s’applique à toute sorte de matériaux, conducteurs ou non, et fonctionne 

aussi bien dans l’air qu’en milieu liquide. 

La sonde est représentée par une pointe de quelques micromètres de long et seulement 

quelques nanomètres de large à son extrémité qui est approchée de l’échantillon. Cette pointe 

est fixée à l’extrémité d’un levier souple. Un faisceau laser se reflète sur le levier et est 

réfléchi sur une photodiode. Les déplacements de la pointe à l’approche de l’échantillon 

affectent la courbure du levier, et donc le faisceau laser se déplace sur la photodiode. Il est 

ainsi être possible de mesurer les déplacements verticaux de la pointe en suivant les 

déplacements du laser sur la photodiode (Figure 25). 
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Figure 25 : à gauche : une pointe et un levier (MEB). A droite : illustration du fonctionnement d’un AFM 

Grâce à une calibration du levier consistant à mesurer sa sensibilité en m/V (déformation 

sur le verre) et sa constante de raideur (méthode du bruit thermique (Hutter et Bechhoefer, 

1993)) en N/m, il est possible de traduire directement les déplacements du laser sur la 

photodiode en distance et en force (Emerson et Camesano, 2006). Cette calibration permet 

d’établir l’image de hauteur de l’échantillon (en nm) et de contrôler la force appliquée (en nN) 

sur l’échantillon pendant le balayage. Elle est aussi utile pour l’analyse des courbes de force 

en fonction de la distance entre la pointe et l’échantillon. 

L’interaction entre la pointe et l’échantillon est soumise aux diverses forces présentes 

dans la gamme de sensibilité et l’ordre de grandeur qui concerne l’AFM (nanonewton et 

nanomètre). Les principales forces d’interaction entre la pointe et l’échantillon sont des forces 

répulsives et attractives à très courte portée, les forces de Van der Waals, qui peuvent affecter 

le déplacement du levier à l’approche de l’échantillon et lors du retrait de manière non 

spécifique.  

Nous distinguerons deux types d’utilisations : celles dites d’imagerie, qui consistent à 

obtenir la topographie de surface de l’échantillon, et celles de spectroscopie de force, qui 

consistent à mesurer les paramètres nano-mécaniques de l’échantillon. 

a. Imagerie 

L’imagerie par AFM consiste à balayer l’échantillon avec la pointe. Nous discuterons ici 

seulement les modes « contact » et « tapping », qui sont appliqués au vivant. Les modes 

d’imagerie sont relativement lents comparés à la microscopie de fluorescence par exemple, et 

nécessitent pour imager une cellule mammifère un temps d’acquisition de l’ordre de la demi-

heure. En mode dit « contact », la pointe est approchée de l’échantillon et le balaye en 

maintenant la force d’interaction constante (Le Grimellec et al., 1998). Cela donne accès à 
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une topographie iso-force de l’échantillon. Le système détecte les déplacements du levier, et 

corrige sa position selon les variations de hauteur de l’échantillon en conservant  la force 

d’appui constante. Les variations de hauteur sont ainsi traduites par le mouvement du levier 

(Figure 26) (El-Kirat-Chatel et Dufrêne, 2012). 

 

Figure 26 : Illustration du mode contact d’imagerie. La pointe scanne la surface de l’échantillon selon un axe x-y 

à force constante. Adapté de www.jpk.com 

Dans le cas d’échantillons mous ou peu immobilisés qui ne résistent pas à la force de 

cisaillement exercée par la pointe, ou dans le cas où l’on souhaite obtenir une image à une 

haute résolution (de l’ordre du nanomètre), le mode « tapping », ou contact intermittent peut 

être utilisé (Möller et al., 1999). Dans ce mode le levier oscille à sa fréquence de résonance 

grâce à une impulsion électrique avec une amplitude donnée (environ 20 nm). La pointe est 

donc repoussée par les forces répulsives à l’approche de l’échantillon lors de la phase la plus 

basse de l’oscillation. Ce mode limite ainsi les forces latérales, et l’amplitude qui reste 

identique permet de détecter la hauteur de l’échantillon point par point (Figure 27) (pour 

exemple Espenel et al., 2008). 

 

Figure 27 : Illustration du mode intermittent d’imagerie. Le levier oscille à sa fréquence de résonance en 

scannant l’échantillon selon un axe x-y. Adapté de www.jpk.com 

b. Spectroscopie de force 

La spectroscopie de force consiste à appliquer une force à l’échantillon, par 

l’intermédiaire de la pointe qui indente alors dans l’échantillon (si celui-ci est mou). Le 

mouvement appliqué à la pointe est un mouvement d’aller et retour sur un même point grâce à 
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la céramique piezo-électrique, qui permet de mesurer à l’aller l’élasticité de l’échantillon, au 

retour les éventuelles forces d’interactions (Figure 28). 

 

Figure 28 : Illustration du mode spectroscopie de force. Une pression est appliquée au levier, qui entre en contact 

avec l’échantillon et produire une courbe de force-distance. Adapté de www.jpk.com 

Le résultat obtenu est appelé « courbe de force » qui est composé de deux courbes, celle 

d’approche, celle de retrait. Ces courbes traduisent i) à l’aller la force, résultant de la 

résistance de l’échantillon lors de l’appui de la pointe, en fonction de la distance z parcourue 

par la pointe, et ii) au retour l’adhésion liée à l’interaction éventuelle de la pointe et de 

l’échantillon (Heinz et Hoh, 1999). Une hystérèse est observée entre la courbe d’approche et 

celle de retrait liée à une différence de réponse de l’échantillon entre les deux phases de la 

mesure. On définit le point de contact entre la pointe et l’échantillon à partir du moment où la 

pointe indente dans l’échantillon (Figure 29). 

 

Figure 29 : Illustration du mode spectroscopie de force. Courbe d’approche en vert et de retrait en bleue. 

Description des différentes parties et évènements reconnaissables sur les courbes. 

Sur la courbe d’approche, il est possible de mesurer l’élasticité de l’échantillon grâce à la 

résistance de l’échantillon à la pression de la pointe qui induit une courbure du levier (Kasas 

et Dietler, 2008; Kuznetsova et al., 2007). Plus l’échantillon est mou, plus la force augmente 

lentement en fonction de la distance (Figure 30). 
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Figure 30 : Comparaison de l’élasticité d’une lame de verre dure (rouge) à celle d’une cellule molle (noir).  

Sur le retour, une interaction peut se faire entre la pointe et une molécule (Figure 31-2) 

(Cao et Li, 2011; Franz et al., 2007). Ces interactions sont liées à des interactions 

hydrophobes, électrostatiques ou covalentes et sont assimilées à une adhésion. Elle induit une 

courbure du levier lors du retrait qui se traduit par une variation de force (Figure 31-6), 

jusqu’à la rupture de l’interaction et le retour à la ligne de base (Figure 31-7). 

 

Figure 31 : A gauche : illustration du phénomène d’adhésion entre une pointe fonctionnalisée par une molécule 

(rouge) et une molécule échantillon (vert). La pointe est représentée comme un ressort en noir. A droite : courbe 

de force correspondante. Au retrait (courbe rouge), la force d’adhésion est visible au point 6 qui affecte la 

courbure du levier. Adapté de www.freesbi.ch 

La réalisation de courbes de force peut se faire en un point de l’échantillon ou suivant une 

matrice, ce qui permet de repérer spatialement les propriétés mesurées (Figure 32). Il est ainsi 

possible d’obtenir des cartes où chaque pixel représente une courbe de force, qui après 

analyse représente l’élasticité ou les interactions (Radmacher et al., 1994). Ceci représente un 

mode particulier appelé « Force Volume », pour lequel non seulement les données de 

spectroscopie de force peuvent être obtenues sur une zone donnée (ou la totalité de notre 

échantillon) mais aussi la hauteur de notre échantillon, amenant alors à une imagerie indirecte 

de la surface de notre échantillon en détectant le point de contact entre la pointe et 
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l’échantillon. L’acquisition de ces « Force Volume » est limitée en résolution numérique 

(64px²) et en vitesse. 

 

Figure 32 : Illustration du mode « Force Volume » qui consiste à réaliser des courbes de force en suivant une 

matrice et mène à la réalisation de cartes des données nano-mécaniques de l’échantillon sur une surface donnée 

(élasticité ou adhésion). 

c.  «Imaging living cells surface et quantifying its properties at high resolution using 

AFM in QI™ mode”, article accepté dans le journal Micron en 2013 .  

Les développements logiciels relatifs aux modes d’acquisition permettent aujourd’hui de 

réaliser des acquisitions de type « Force Volume » rapides, permettant ainsi d’augmenter la 

résolution tout en ayant des temps d’acquisition raisonnables vis-à-vis de la dynamique du 

vivant. C’est le cas du mode Quantitative Imaging de JPK, qui dans le cadre de notre étude 

nous a permis d’acquérir des images haute résolution des cellules CHO vivantes, qui ne 

résistaient pas à l’utilisation du mode contact ou intermittent. L’utilisation de ce mode et la 

mise en évidence de sa polyvalence ont fait l’objet d’une publication.  
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a  b  s  t  r a  c t

Since  the  last 10 years,  AFM has  become  a  powerful  tool  to study  biological  samples. However,  the

classical  modes offered  (imaging  or  tapping  mode)  often  damage  sample  that  are too soft  or  loosely

immobilized.  If  imaging and mechanical  properties  are  required,  it requests  long  recording  time  as  two

different experiments  must  be  conducted  independently. In  this study  we compare the  new QITM mode

against contact imaging  mode  and  force  volume mode,  and we point  out  its  benefit in  the  new challenges

in  biology  on six different  models: Escherichia  coli, Candida  albicans,  Aspergillus fumigatus,  Chinese hamster

ovary  cells  and  their  isolated  nuclei, and  human  colorectal tumor cells.

©  2013 Elsevier  Ltd.  All rights  reserved.

1. Introduction

Since 25 years, Atomic Force Microscopy has emerged as a valu-
able tool in biology, to  study the morphology of living cells, their
surface roughness, and theirs nanomechanical properties (elastic-
ity through Young modulus (YM) values, Single molecule force
spectroscopy) (Müller and Dufrêne, 2011). Technological improve-
ments were required to make this jump from physics to biology.

Classically, AFM provides two imaging modes to probe biolog-
ical sample known as contact mode and tapping mode. In contact
mode, the AFM tip raster scans over the sample to obtain high res-
olution images of sample surface in terms of height, the sample
topography being measured by detecting changes in the deflec-
tion of the tip as a  function of position on the surface (Liu and
Wang, 2010). However, when applied to  deformable soft samples,
the resulting topographic images are poorly correlated with the
variations in height across the sample since the AFM tip deforms

∗ Corresponding author at: Centre National de la  Recherche Scientifique, Labora-

toire  d’Analyse et d’Architecture des Systèmes (LAAS), 7 avenue du  colonel Roche,

F-31400 Toulouse, France. Tel.: +33  561337841.
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the surface during the raster scan. As a  second imaging mode, taping
mode allows to  image soft sample and with a  very good resolution
(Milhiet et al., 2011). In this mode, very stiff cantilever is used, and
is oscillating near its resonance frequency during the scan, with-
out being in contact with the sample. Change in the amplitude
of oscillation during raster scanning report on  the surface topog-
raphy. Consequently, the lateral forces between the tip and the
sample can be significantly reduced, which, in principle, avoid the
deformation artifacts associated with contact-mode imaging. How-
ever, in a biological system where the electrolyte concentration is
high, interactions with low-range surface forces affect the vibrating
tip during its trajectory. These forces can influence the oscillation
amplitude; therefore the contact between the tip and the sample
becomes unavoidable, leading to a  deformation of the sample.

Recent developments have conducted to high speed AFM
(Kodera et al., 2010) or multi-frequency force spectroscopy (Garcia
and Herruzo, 2012)  in  order to image sample faster. Those two
modes overcome the time limitation by increasing the scan rate.
However no biophysical properties can be  extracted from the data,
since these two  advanced modes functions with oscillating tips.
Indeed, besides topography imaging, AFM can also be used in  force
spectroscopy mode to  measure biophysical properties of  samples
(such as elasticity and molecular organization of the sample sur-
face) (Formosa et al., 2012b; Heinisch and Dufrene, 2010). A major
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Fig. 1. Schematic outline representation. Contact, force volume (FV) and quantitative imagingTM (QITM) modes were applied to  3 different kinds of sample: loosely

immobilized sample on  PEI  charged surface or on  microstructured PDMS stamps, and soft sample.

interest of AFM is to combine imaging and force spectroscopy in
order to make a link between structures and functions (Dufrene,
2004).

It was therefore needed to find a way to  measure mechanical
properties and image cells in liquid conditions, without altering
their cell surface, or removing them from the substrate by lat-
eral forces exerted by  the scanning tip. A solution to this problem
was to use a force-volume (FV) (also known as force mapping)
mode. This mode, originally proposed by  Radmacher et al. (1994),
involves collecting a  matrix of force curves across the sample sur-
face that are individually analyzed, allowing spatial reconstruction
of topographic maps. This avoids the problem of lateral forces asso-
ciated with contact-imaging of soft surfaces, since the tip moves
from point to point across the surface, the AFM tip being com-
pletely detached from the surface before moving to  the next point.
A particular interest of this mode is  the possibility to extract the
zero-force contact point from the fit to each force curve. From the
zero-force contact points, an image that approximates the under-
formed (“true”) sample topography can be  reconstructed. However,
there is still the main problem of using a FV mode: the time needed
to acquire each force curve being too long, acquiring high reso-
lution arrays can take hours, which is a problem while working
on short term effects with living cells under physiological condi-
tions. Moreover, the FV, because of its low resolution, does not
give accurately precise images (Gaboriaud et al., 2008), leading to
misinterpretations of the data collected. Therefore, if imaging data
and mechanical properties want to  be recorded, each will ask an
individual acquisition with two different modes (contact/tapping
imaging and FV), requiring for more and more time.

We  present in this study a  new advanced mode called quanti-
tative imagingTM (QITM, (“QITM mode-quantitative imaging with
the NanoWizard 3 AFM”)), which allows acquiring high-resolution
maps on challenging samples such as soft or loosely bound ones.
We present a comparison of the mode with contact mode and force
volume mode. In this quantitative imaging mode, force curves can
be collected at the same speed and resolution as normal imaging.
Thanks to the software OpenFovea developed by Kasas’ team that
analyzes the elasticity as a function of the indentation (Longo et al.,
2012; Roduit et al., 2012b),  we  overcame the data treatment prob-
lem caused by the acquisition of thousands of force curves. The

data can then be interpreted to provide information on elasticity or
adhesion. This mode is based on force curve acquisition, processed
quicker than a  FV as the tip move laterally when retracted to be
positioned above the next point measurement before approaching.
The time to  record a  single force curve is up to  1.000 �m/s, and
the resolution up to  512 px2. As one force curve is  recorded for
each pixel, it allows having in  a  single acquisition both mechanical
properties and topography data of the sample. We  will demonstrate
in this study that imaging and measuring soft sample or loosely
immobilized ones in liquid is possible.

We  applied this new imaging mode on four different biological
samples (Fig. 1):

- living adherent mammalians cells (Chinese hamster ovary and
human colorectal tumor cells), that are very soft and thus do  not
withstand forces exerted by a  scanning tip,

- Chinese hamster ovary cell nuclei on PDMS without any fixation
or PEI coated glass slides,

- yeasts cells and Aspergillus fumigatus spores immobilized in PDMS
micro-structured stamps with no chemical fixation and are  thus
loosely bound to the substrate,

- Escherichia coli cells, immobilized on PEI coated glass slides under
physiological conditions, meaning imaged in an ionic buffer that
weaken the electrostatic interactions and make the bacterial cells
loosely attached to the sample.

Through these different biological models and the data acquired
with QITM mode, we show how this imaging/spectroscopy mode
is of interest for the challenges in  biological sample characteri-
zation, and allows imaging of unexplored types of eukaryotic and
prokaryotic cells.

2. Materials and methods

2.1. Atomic force microscopy

JPK NanoWizard 3 (JPK instrument, Berlin, Germany) coupled
with an axiovert microscope from Zeiss was  used for most of the
experiment, with contact mode, force volume or QITM mode and
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cells imaging was done using the Petri Dish Heater. catalyst AFM
from Bruker (Bruker, USA), coupled with Nikon fluorescence micro-
scope was used for contact imaging of CHO cells with the Perfusing
Stage Incubator. We used MLCT cantilevers (Bruker probes) with
spring constant ranging from 0.028 to 0.042 N/m for mammals
cells  and from 0.011 to 0.019 for yeast and bacterial samples. QITM

and force mapping settings used are the following on mammals
cells: Z-length: 5 �m;  applied force: 4 nN; speed: 166 �m/s  for QITM

imaging for slow imaging, 1000 �m/s  for fast imaging; 24.98 �m/s
for force mapping. QITM mode has been described in  this technical
report (“QITM mode-quantitative imaging with the NanoWizard 3
AFM”).

2.2. Bacterial sample preparation

E. coli (strain ATCC 22925; American type culture collection
[ATCC]) were stocked at −80 ◦C, revivified on Mueller Hinton agar
(Difco, 225250–500 g)  and grown in Mueller Hinton broth (Difco,
275730–500 g) for 24 h at 35 ◦C under static conditions. E. coli cells
were immobilized on polyethylenimine (PEI, Fluka P3124-100 mL)
coated glass slides as described previously. Briefly, freshly oxygen
plasma activated glass slides were covered by a  0.2% PEI solu-
tion in deionized water and left for incubation overnight. Then
glass slides were rinsed with 20 mL  of Milli-Q water and nitrogen
dried. Bacterial cultures were harvested by centrifugation, washed
two times in Milli-Q water, and resuspended to a concentration
of ∼108 cells/mL in  phosphate buffered-saline 1X (10 mM) (PBS,
Sigma, P2194-10PAK). A total of 1 mL  of the suspension was  applied
to the PEI coated glass slide, allowed to  stand for 1 h and rinsed with
PBS 1X. AFM images and force-distance curves were recorded in PBS
1X in quantitative imaging mode with an AFM NanoWizard III (JPK
Instruments, Berlin, Germany).

2.3. Yeast sample preparation

Candida albicans (from ABC© platform, Nancy, France) were
stocked at −80 ◦C, revivified on standard YPD Agar (Difco,
225250–500 g) and grown in  YPD Broth (Difco, 275730–500 g) for
24 h at 30 ◦C under static conditions. C. albicans cells were immo-
bilized on microstructured PDMS stamps fabricated as described
previously (Dague et al., 2011). Yeasts cultures were harvested by
centrifugation, washed two times in  acetate buffer (18 mM sodium
acetate, 1  mM  MnCl2, 1 mM  CaCl2), and resuspended to a  con-
centration of ∼108 cells/mL in  acetate buffer. A total of 100 �L
of the suspension was deposited on the PDMS stamps by con-
vective/capillary assembly. AFM images and force-distance curves
were recorded in acetate buffer in  quantitative imaging mode with
an AFM Nanowizard III (JPK Instruments, Berlin, Germany).

2.4. Mammalian cell sample preparation

Chinese Hamster Ovary cells (wild type Toronto from
ATCC) were grown in Minimum Eagle’s Medium (MEM) sup-
plemented with 8% fetal calf serum (Gibco), 1% peniciline
(100 �mL−1)(Gibco)and 1% streptomycine (100 mg  mL−1)  (Sigma),
and incubated at 37 ◦C in humidified atmosphere with a  5% CO2

incubator. Human Colorectal Tumor cells from ATCC, were grown
in Dubelco modified Eagle’s medium (DMEM; Gibco) without pyru-
vate supplemented with 8% fetal calf serum and 1% same antibiotics
mixture as CHO cells. 75,000 cells for each type were grown in  Petri
dish during 24 h before measurement, and classical medium was
replaced by MEM-HEPES medium (CM1MEM46-6U, Eurobio) sup-
plemented with 8% fetal calf serum and cells were placed in  the
PetriDishHeater (JPK instrument, Berlin Germany) that maintained
37 ◦C during all the experiment. For experiment on catalyst (Bruker,

USA), classical medium was used and 5% CO2 gas was exposed
trough the perfusing stage incubator.

2.5. Nucleus extraction

All the extraction process was  run at 4 ◦C. 1 mL extraction buffer
(15 mM Tris–HCl, pH 7.5, 0.15 M  NaCl, 5 mM MgCl2, 10 mM CaCl2,
0.1% Tween 20, and a  mixture of protease inhibitors (Roche Applied
Science), 1 mM  AEBSF (Euromedex 50985), 0.5% NP10) was added
to  −80 ◦C frozen culot of cells previously harvested and centrifu-
gated in  PBS (10 min  4 ◦C 500 × g). Cells were resuspended and
homogeneizated gently by pipette 15 times. Then 3 × 15  s with
5 min  between each at minimal speed of Thurax T25 basic homoge-
nieizer were applied, and fractions were centrifuged 10 min  at
800 × g,  washed in PBS and centrifuged 3 min  at 500 × g  to  obtain
70% extracted nuclei.

2.6. Data analysis

JPK data processing (JPK Instrument, Berlin, Germany) soft-
ware was used for image processing. Images are flattened (order
1). OpenFovea 0.1a152 software was used for force curve analysis
with the following settings: Model: cone; tip size:  0.62 rad; Pois-
son ratio: 0.5; method: raw: F  =  ((2E tan ˛)/(�(1 − �2))ı2. This Hertz
model gives the force F as a function of the indentation (ı) and of
the Young modulus (E). The opening angle (˛) of this sort of tip
is  35◦ and we  arbitrary choose a  Poisson ratio (�) of 0.5. Size of
indentation segment where Hertz fit was  done is specified in  figure
legend.

3. Results

3.1. Imaging

3.1.1. Loosely immobilized micro-organisms and organelle

E. coli and C. albicans cells were scanned, both in contact mode
and QITM mode (Fig. 2a–d) under physiological conditions.

E. coli,  a  gram-negative bacterium, is  the model bacteria. More-
over it is  the bacteria the most frequently found in  nosocomial
infections (23%) and should therefore be highly investigated by
AFM in order to  explore therapeutic targets at the nanoscale
(Formosa et al., 2012a).  Nevertheless, few AFM studies are ded-
icated to E coli (Abu-Lail and Camesano, 2006; Cerf et al., 2009,
2008; Fantner et al., 2010; “Quantitative imaging of living biological
samples by PeakForce QNM atomic force microscopy”), because of
immobilization difficulties. The classical method using electrostatic
interactions works poorly with this weakly negatively charged (De
Kerchove and Elimelech, 2005) bacterium. The electrostatic inter-
actions between the cell and the polycationic surface are  not strong
enough to immobilize the cell. When imaged in  contact mode, we
can see in  Fig. 2a  that the bacteria do  not withstand the lateral
forces exerted by the scanning tip, and are removed from the sur-
face, even with the lowest applied force (0.5 nN). Any images of this
microorganism are therefore impossible to  record. Recent works by
Longo et al. (2012) present nanoindentation images of E. coli cells.
This is  also a way  to image this bacterial species, however, the lat-
eral resolution shown by the authors is of 32 px2, which is  very low
and does not allow a  detailed observation of the bacterial cell wall.
Here, we show height image (Fig. 2b) of E. coli cells, at a  resolution
of 256 px2. Its dimensions can therefore be precisely determined
since the height image obtained was calculated from the point of
contact on each force curve recorded.

Candida albicans is  also a  dangerous microorganism. It is respon-
sible for nosocomial infections, and causes a  range of conditions
including painful superficial infections, severe surface infections,
and life-threatening blood-stream infections (Sudbery et al., 2004).
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It  is therefore a  need to be able to  image this yeast, in order to
study its morphology, or the effects of antifungal molecules on its
cell wall. Teams are already working on round cells of C. albicans

with atomic force microscopy using porous membrane to trap them
(Alsteens et al., 2008; Beaussart et al., 2012). But this technique
causes mechanical stress on the cells. Here, we chose to  refine
a recent immobilizing method based on microstructured PDMS
stamps (Dague et al., 2011). PDMS is a biocompatible polymer
that does not affect the viability or the morphology of the yeasts
cells. For these cells, we also used contact mode; as we  can see on
Fig. 2c, the beginning of the cell can be scanned, but very soon the
scanning tip removes the cell from its hole, even with a  very low
applied force, as for E. coli samples. In QITM mode, however, high

resolution “zero-force” height image of the entire cells can be
obtained (Fig. 2d).

As a  last example of non-immobilized sample, we took iso-
lated mammalian cell nuclei. Nucleus is one of the most important
organelle of the mammalian cells as it contains genetic informa-
tion. AFM on nuclei or other organelles studies are using flattened
nuclear envelope on glass slide (Oberleithner et al., 1994), dried
sample (Layton and Boyd, 2011) or only elasticity measurement
through plasma membrane (McKee et al., 2011). As for bacteria
and yeast, imaging isolated whole nucleus required its immobi-
lization. We can see that contact image deformed nucleus, even
if immobilized thanks to  positive charge interaction on PEI glass
slide with negative charge of nucleus envelope (Fig. 2e) (Layton and

Fig. 2. Imaging of loosely immobilized samples. Contact height image (resolution: 512 lines) of (a) an E.  coli cell (z-range =  1.2 �m,  (c) a C. albicans cell (z-range = 2 �m)

and  (e) of a CHO nucleus (z-range = 1.8 �m).  QITM height image (256 px2)  of (b) a  E.  coli cell (z-range =  20 nm), (d) a  C. albicans cell (z-range = 2 �m) and (f) a CHO nucleus

(z-range = 2 �m).  The  QITM height images correspond to the contact height images. Scale bar a–d: 0.5 �m; e  and f:  2  �m.
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Boyd, 2011). With QITM mode, imaging of nucleus can be  achieved
when nucleus is on PDMS without any electrostatic immobilization
(Fig. 2f). Thanks to the non-destructive interaction between tip and
sample, direct mechanical measurements in correlation with image
acquisition can now be achieved on cells organelles.

3.1.2. Mammalian cells

Mammalian cell plasma membrane is very sensitive to tip when
imaged in contact. Most of the time, their ability to adhere to
the substrate they grow on allows the cells no to be removed by
the scanning tip (Schulze et al., 2009). Though, this may  not be
sufficient, and different glass coating like poly-lysine, fibronectin
or laminin must be used to enhance cell adhesion on substrate
(Yokokawa et al., 2008). Despite these several immobilization tech-
niques, the membrane/wall composition of eukaryotic cells is  often
a reason of unsuccessful AFM trials on living cells and incites to
work on fixed cells. We  studied living CHO cells that are a regular
model for in vitro studies (Gamper et al., 2005) or, for example,
membrane protein production (as ions channels) (Che Abdullah
et al., 2011) and living HCT116 cells that are of interest for in vitro

studies of cancer cell behavior and cancer treatment (Brattain et al.,
1981). As shown in Fig. 3, one can managed to obtain good image
of CHO or HCT116 cells after several try changing orientation of
scanning not to disturb the cell (Fig. 3a  and b), but most of the time
some extensions related to tip/membrane interactions are  visible
(Fig. 3b) and do not give a  good representation of the cell surface.
Fig. 3c and d gives a  good example of the quality obtained when
imaging with QITM mode at the same speed than classical contact
imaging (Fig. 3c and d, 45 min  required, 166 �m/s  tip speed), or
imaging faster (Fig. 3e, 15 min  required, 1000 �m/s  tip speed). QITM

mode images, because of their higher resolution, give more defined
images of the cell surface (Fig. 3d), than FV image (Fig. 3f).

3.2. Mechanical properties

QITM mode is not  only useful for imaging difficult samples; it is
also useful for nanomechanical measurements on those samples.
Mechanical properties recording require a  very well defined local-
ization and thus a  high resolution and correlation with the image
of the sample. The correlation can be lost when switching from a
mode to  another. Here we present the direct correlation between
height images (Fig. 4a and d) and elasticity maps for HCT116 (Fig. 4b
and c)  and C. albicans cells (Fig. 4e  and f) showing the distribu-
tion of YM values on the sample. In each case, the same data were
recorded using QITM mode (Fig. 4c and e) and FV mode (Fig. 4d and
f).  When comparing the two methods using Fovea software (Roduit
et al., 2012a, 2012b), we show that QITM mode is more resolutive,
due to the number of recorded force curves (n  =  65 536 at a  res-
olution of 256 px2)  and allow a  detailed view of the sample. For
HCT116 cells, even if images show part of cytoskeleton network at
cells membrane extremities either with QITM mode or FV (Fig. 3d
and f) by high YM value represented in yellow–red colors; in  FV
mode, the YM values seem to be homogeneously distributed all
over the cell (Fig. 4b). When seen in QITM,  cytoskeleton fibers stiff-
ness (most likely actin fibers) at cells extremities are well detected
as a higher YM is  displayed (red lines underlying stress fiber under-
neath the membrane) (Fig. 4c). Beyond the abilities to  record a well
resolved map, a QITM force measurement has a  better intrinsic res-
olution too. We  can clearly follow the stress fiber along the cell
structure. On C. albicans, the curvature of the cell induces artificially
soft force curves at the edge that must not be  analyzed (outside of

Fig. 3. Imaging of soft samples: mammals cells. Contact height image (resolution: 512 lines) of (a)  a CHO cell (z-range =  4.5 �m) and (b) an HTC116 cell (z-range = 4.5 �m),

the  arrow point membrane extensions related to  tip/membrane interactions. QITM height image of (c) another CHO cell (256 px2 , speed = 45 min), and (d) the same HCT116

cell  (256 px2 , speed =  45  min). (e)  QITM height image of (c) another CHO cell (256 px2 , speed = 15 min). (f) Force volume height image (128 px2 , speed = 15  min) of an HTC cell

and.  Scale bar: 10 �m. z-range for c–f: 7 �m.
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Fig. 4. Mechanical properties. QITM height image (256 px2) of (a)  an  HCT116 cell (z-range =  7 �m).  (b) Force volume elasticity map (128 px2)  of the same HTC116 cell (YM-

scale = 0–10 kPa). (c) QITM elasticity map  (256 px2) of the  same HTC116 cell  (YM-colorscale =  0–10 kPa). Arrows show the stress fibers revealed by QITM measurement. (d)  QITM

height image (256 px2) of a  C. albicans cell  (z-range =  2  �m).  (e) Force volume elasticity map  (64 px2) of the same C. albicans cell (YM-colorscale = 0–500 kPa). White dashed

line  circles the region of interest. (f) QITM elasticity map  (256 px2) of the same C. albicans cell (YM-colorscale =  500 kPa). White dashed line circles the region of interest. a–c:

10  �m, scale bar d–f: 1 �m.

the white region of interest drawn). In the FV mode only a small
amount of force curves should finally be interpreted to extract rel-
evant YM (250 force curves). As QITM record more force curves, the
amount of force curves that is  not affected by  C. albicans curvature
is higher (4500 force curves) and the region of interest can be more
accurately defined, which results in  a better analysis.

If extent QITM force curves can be analyzed for extracting YM
values, retract force curves can also be analyzed. This gives access
to nano-adhesive properties of entire cells, in the same time as
recording the height image of the sample. This is indeed a  powerful
tool that can allow probing with high resolution, for example, the
hydrophobic properties of cells (Alsteens et al., 2007). We  present
here, on Fig. 5a  and d, images of spores of A. fumigatus trapped in
PDMS microstructured stamps. On the adhesion image recorded
in  QITM mode, we can directly see that the spores of the wild-
type strain of A. fumigatus (KU strain) are adhesive, whereas the
spores of the mutant strain (5T) do not  show adhesion at  all (Fig.  5b
and e). This can be explained by the fact that wild-type spores
present auto-organized hydrophobic proteins (rodlets) on their
surface (Fig. 5c), whereas the mutant strain do not express these

proteins (Fig. 5f), but present an hydrophilic polysaccharidic sur-
face (Dague et al., 2008). So simply by imaging a sample, QITM mode
offers the possibility to directly visualize the adhesive properties of
this sample. This gives the opportunity to ask new questions con-
cerning the samples observed, questions that would not have been
asked in the first place.

4. Discussion

This study of QITM mode has been conducted in  order to test
the potentialities of this mode for biology (Table 1). (i) The first
advantage of QITM is to allow high resolution force measurements
in  the meantime of imaging. This point reduces drastically the
time needed for each experiment and allows the direct correlation
of image and mechanical/adhesion data on the same cell/sample
(Fig.  4). (ii) Speed of recording can be increased to obtain images
in  short time; this allows accessing short time effect of component
of interest (Fig. 3c). (iii) This mode allows imaging loosely bound
samples; therefore there is no need to use chemical or denaturing
immobilization in  order to  image the samples. The experiments can

Table 1

Comparative table of quantitative imagingTM mode (QITM),  force volume mode (FV) and contact imaging mode.

QITM FV Contact

Sample damage ++ (None) ++  (None) −− Constant force is  applied

Speed  ++ (1000 �m/s)  − (2498 �m/s) −− (≈10 �m/s, but large range)

Z-lenght ++  (8 �m)  ++  (8 �m) /

x–y  resolution ++ (512 px2) − (128 px2) ++ (1024 px2)

Force  resolution 10 pN 10 pN No force measurement

Analysis  ++ (Any model) ++  (Any model) No force measurement
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Fig. 5. Adhesive properties. QITM height image (resolution: 256 px2) of (a) an A. fumigatus spore strain Ayg (wild-type) (z-range =  0.5 �m)  and (d) an A.  fumigatus strain

5T  (z-range = 0.5 �m).  (b and e) Adhesion image (z-range =  2  nN) corresponding to the height images. (c and f)  Contact mode vertical deflection images of the white dashed

squares  on b and d. Scale bar: 0.25 �m.

then be performed in conditions of controlled temperature and in
liquid, which is closer to  the physiological reality of biology. (iv)
The ramp size of the force curves benefit of half of the piezo length
(7.5 �m).  For adhesive samples like A. fumigatus spores, without a
long enough ramp size, the interactions between the tip and the
samples are never broken and prevent imaging of the spore. Such
a ramp is accessible with QITM mode, without any impact on the
scan speed. (v) For mechanical/adhesive properties, the number of
recorded force curves can be up to 512 × 512. For each pixel, a  force
curve is recorded and saved, allowing an analysis of each individual
force curve (Fig. 4).

Other AFM constructers have designed modes similar to QITM

for imaging/mechanical/adhesive properties measurements at high
speed and resolution. A few years ago Bruker proposed a  solution
named PeakForce QNM (Adamcik et al., 2012; Heu et al., 2012;
Pittenger et al., 2010; Sweers et al., 2011). This mode is also a  FV
based mode, with a  force exerted on the sample maintained con-
stant. The force curves are  recorded at a maximum speed of 2 kHz,
with a maximum force curve ramp size of 300 nm.  This produces
a paradox: to image adhesive samples hard cantilevers must be
used (and it works (Heu et al., 2012)). But in order to measure
the nanomechanical properties of soft samples, soft cantilevers
should be used. However, PeakForce QNM technique is able to
measure YM of materials ranging from soft gels (1 MPa) to rigid
polymers (20 GPa) (Young et al., 2011). In an application note the
supplier claims that PeakForce QNM provides quantitative mod-
ulus results over the range of 700 kPa–700 GPa (Pittenger et al.,
2010). In another application note (“Quantitative imaging of living
biological samples by  PeakForce QNM atomic force microscopy”),
the authors were able to measure low Young modulus (ranging
from 75 to 250 kPa) using softer cantilevers (Berquand, 2011). A
recent study demonstrated that PFQNM is suitable for high resolu-
tion chemical force spectroscopy (Alsteens et al., 2012). The three

different samples that we present in this study all have a  low Young
modulus; CHO cells are  approximately of 30 kPa (Kuznetsova et al.,
2007).

QITM mode can also be used in Single Molecule Force Spec-
troscopy (SMFS), with functionalized AFM tips. It  will then be
possible to map  the whole surface of the cell at high speed and
resolution. Thus, complete cartography of proteins at the surface
of cells will be possible, which is of great interest for the biologist
community. Recent works by Alsteens et al. (2010) have showed the
localization of Als5 at the surface of yeast over-expressing Als5p,
using AFM tips functionalized by an antibody anti-Als5p. Their pio-
neering results are nevertheless of low resolution (roughly 16 nm),
because of the limitations in  terms of speed and resolution of  the
AFM they used. With QITM,  the same kind of experiments could be
performed at a  higher resolution, and at the scale of the whole cell.
Also QITM retract force curves are real precise, so for example, an
interaction of 50 pN can be measured, as well as in any other FV
mode.

5. Conclusion

In  conclusion, QITM mode gives the opportunity to simulta-
neously image and measure soft or loosely immobilized samples,
fast, at a  good resolution, resulting in force-curve data that can be
analyzed by any model. The versatility of this mode makes it the
most appropriate for kinetic studies on difficult biological samples,
if image data are required, or mechanical/adhesive properties, or
both.
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d. Analyse 

Bien que représentant la dernière étape, l’analyse n’en est pas moins l’étape déterminante 

de l’interprétation des données AFM. Sans analyse adéquate, pas de résultats fiables. 

L’analyse permet d’obtenir des images de topographie de l’échantillon, des cartes d’élasticité 

ou d’adhésion, mais aussi des informations sur l’élasticité moyenne de l’échantillon, sur les 

distances et forces de rupture lors du dépliement de protéines ou d’interactions spécifiques en 

étudiant la fréquence de distribution des valeurs. Concernant les images, l’analyse consiste à 

corriger l’inclinaison de l’échantillon (sur le microscope) pour obtenir une image plane et à 

régler les échelles de couleur pour obtenir un rendu adéquat à l’observation effectuée. Pour les 

données de spectroscopie de force, l’analyse est différente pour la courbe d’approche et la 

courbe de retrait. 

L’analyse des courbes d’approche passe tout d’abord par le calcul de l’indentation, qui 

permet d’extraire la déformation interne du levier, afin de n’analyser que celle liée à 

l’échantillon (Figure 29) (Kasas et Dietler, 2008). Dans un premier temps il est indispensable 

de détecter le point de contact. Plusieurs techniques existent pour déterminer ce point sur les 

courbes d’approche et de retrait, la plus simple consistant à ajuster la partie de la courbe 

n’étant pas en contact (horizontale) par une droite, et à considérer le premier point en dehors 

de cet ajustement comme le point de contact. C’est-à-dire le point où la pointe commence à 

indenter l’échantillon. La détermination du point de contact est un exercice difficile et faisant 

l’objet de nombreux travaux (Gaboriaud et al., 2008). Dans un deuxième temps à toutes les 

courbes obtenues sur l’échantillon est soustraite la courbe de déflexion du levier obtenue par 

exemple sur du verre, ou tout autre matériau non déformable par la pointe. On obtient ainsi 

des courbes force-distance (Heinz et Hoh, 1999). 

Sur la courbe d’approche les informations d’élasticité de l’échantillon peuvent être 

obtenues en l’ajustant avec un modèle. Le modèle de Hooke (Heinz et Hoh, 1999) est un 

modèle linéaire permettant l’analyse de courbes enregistrées sur des surfaces se déformant de 

façon linéaire, mais les échantillons biologiques sont mieux ajustés avec le modèle de Hertz 

(Carl et Schillers, 2008) principalement utilisé par la communauté et adapté selon le type de 

pointe. Pour une pointe conique :  

F = ((2.E.tanα)/(π.(1-ν²)).δ² 
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Où F représente la force, E le module d’élasticité ou module d’Young, α l’angle d’ouverture 

de la pointe, ν le coefficient de Poisson arbitrairement approximé à 0,5 car incalculable sur les 

échantillons vivants.  

En ajustant E, il est donc possible de rapprocher la courbe théorique au plus près de la 

courbe mesurée. On obtient ainsi le module d’élasticité, ou module d’Young, qui décrit 

l’élasticité de l’échantillon (Figure 33).  

 

Figure 33 : Courbe expérimentale en bleu, et courbe théorique tracée avec le modèle de Hertz en vert. Le modèle 

théorique est appliqué au premier micromètre et décrit bien l’élasticité de l’échantillon sur cette distance. 

Ce module peut être calculé sur toute la longueur de la courbe de force à partir du point 

de contact, donc moyenné, ou sur une partie de cette courbe correspondant à une profondeur 

précise d’indentation dans l’échantillon. Ainsi, il est possible de déterminer l’élasticité 

membranaire au plus près en ajustant le modèle de Hertz seulement sur les 50 premiers 

nanomètres d’indentation, qui correspondent au 50 premiers nanomètres en contact avec la 

pointe, soit, dans le cas des cellules mammifères, à la membrane plasmique et des composants 

intracellulaires. Le logiciel OpenFovea permet l’analyse de la courbe d’indentation en 

profondeur et ainsi de détecter des éléments internes en segmentant la courbe d’approche 

(Roduit et al., 2012).  

D’autres modèles plus complexes décrivent de manière plus précise la réponse de 

l’échantillon à l’indentation de la pointe. Certains de ces modèles permettent le calcul de 

l’élasticité sur la courbe de retrait par exemple, ou prennent en compte l’évolution non 

linéaire de la réponse de l’échantillon à l’indentation de la pointe. 

La courbe au retrait peut donner accès à de nombreuses informations sans nécessairement 

fonctionnaliser la pointe. En particulier les « tethers » membranaires sont visualisables sur 
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une pointe nue, ils correspondent à la formation de nanotubes de membrane phospholipidique 

fixés à la pointe (Friedrichs et al., 2013; Müller et al., 2009) (Figure 34A-B). Mais les 

interactions spécifiques avec des protéines sont aussi analysables et caractérisées par le calcul 

de la longueur de l’interaction avant rupture, et de la force de rupture en utilisant des pointes 

fonctionnalisées (Dupres et al., 2007; Formosa et al., 2012; Marszalek et Dufrêne, 2012) 

(Figure 34-C). Des modèles physiques modélisant ces interactions sont utilisés, comme pour le 

calcul du module d’Young, pour ajuster les évènements d’adhésion sur la courbe théorique et 

extraire les distances et forces. 

 

Figure 34 : Exemple et explication du phénomène de « tether » (A et B), exemple de courbe d’adhésion entre un 

hexasaccharide et la concavaline A (C). Adapté de Frierdrich et al, 2013 et Dupres et al., 2007 

respectivemement. 

e. Paramètres expérimentaux 

Le succès d’une expérience AFM est lié à plusieurs paramètres physico-chimiques et 

techniques qu’il est nécessaire de prendre en compte avant toute tentative. Il est possible de 

distinguer 6 facteurs influençant l’expérience AFM et caractérisant le  type de données 

obtenues ainsi que leur qualité (Figure 35).  
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Figure 35 : Les facteurs influençant l’acquisition de données par AFM. 

� L’échantillon : 

C’est le paramètre clé qui conditionne les choix s’appliquant aux facteurs suivants. La 

nature de l’échantillon, sa taille, sa mollesse (élasticité, dureté), s’il est vivant ou non, imagé 

en air ou en liquide sont d’une importance capitale. La nature de l’expérience à réaliser, 

imagerie ou spectroscopie de force, décide également quel mode utiliser, quel levier, quelle 

pointe et quelle analyse. 

� L’appareil utilisé :  

Il conditionne le type de données obtenues en offrant à l’utilisateur des modes spécifiques 

adaptés à certaines utilisations (comme nous l’avons vu, le mode QI de JPK, Partie B-1-c, 

(Chopinet et al., 2013a), ou encore le mode HyperDrive (Formosa et al., 2012)) adapté à 

l’imagerie des échantillons mous en liquide, particulièrement les bicouches phospholipidiques 

artificielles, mais aussi les modes de spectroscopie de force et d’imagerie classiques. Les 

avancées actuelles sont basées sur une analyse rapide de la réaction de la pointe/levier à 

l’échantillon et des « feedbacks » nombreux ainsi que l’optimisation du mouvement de la 

pointe qui permettent l’acquisition de données de haute résolution très rapidement.  

� Le levier :  

Le choix du levier est dépendant de l’échantillon et de l’application (donc du mode). 

Deux paramètres caractérisent le levier : sa constante de raideur et sa fréquence de résonance. 

Le premier est déterminant pour toute application en contact avec l’échantillon. Pour des 
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mesures d’élasticité sur un échantillon mou un levier souple sera mieux adapté, alors que sur 

un échantillon dur, un levier raide permettra d’obtenir de meilleurs résultats. Pour les mesures 

de force d’interaction et l’imagerie les mêmes types de considération seront faites. La 

fréquence de résonance importe lors de l’utilisation de mode tapping oscillant ou non-contact.  

� La pointe : 

Différents types de pointe sont proposés dans le commerce, ils sont adaptés à différentes 

utilisations. Il existe des pointes coniques et pyramidales, dont l’angle d’ouverture varie et 

influence la résolution des images. Une pointe trop fine induit des forces sur l’échantillon, 

donc des pyramides plus larges sont préférées pour les échantillons biologiques qui ne 

supportent pas d’autres types de pointe. Ces pointes peuvent être utilisées pour toutes les 

applications (imagerie, spectroscopie de force). Il existe également des « pointes » sphériques, 

adaptées pour les mesures d’élasticité, qui permettent une mesure d’élasticité moyenne de 

l’échantillon, et non plus en un point comme le permettent les pointes pyramidales. Beaucoup 

d’autres formes de pointes sont en vente s’adaptant à des utilisations précises (Machida et al., 

2010). Le modèle utilisé pour l’analyse des données doit être adapté selon la forme de la 

pointe qui influence la nature des données acquises (Carl et Schillers, 2008).  

� La surface de l’échantillon :  

La présence de forces entre la pointe et l’échantillon influence certaines mesures, mais 

l’AFM peut mesurer ces forces d’interaction. Pour mesurer des forces d’interactions 

spécifiques liées à certaines protéines, la pointe peut être fonctionnalisée avec des anticorps, 

ou des fonctions chimiques permettant la liaison spécifique avec la molécule d’intérêt. 

� L’analyse :  

L’analyse des images obtenues par AFM est en général permise grâce au logiciel fourni 

par le fabriquant de la machine. L’utilisation des modes de spectroscopie de force pour la 

mesure d’élasticité ou la mesure de forces d’interactions entre la pointe et l’échantillon peut 

amener à l’obtention de courbes de force présentant la mesure d’évènements particuliers 

(comme par exemple des courbes présentant des tethers au retrait, ou des perçages de 

membrane à l’approche (Yokokawa et al., 2008)). L’analyse de ces courbes requiert des 

modèles mathématiques permettant de mesurer sur la courbe les caractéristiques de ces 

évènements (distance, force). De plus, la rapidité croissante d’acquisition provoque la 

génération d’un nombre très important de courbes à analyser, et il est préférable de trouver 
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des solutions adaptées pour permettre une analyse systématique impartiale et automatisée des 

données. Plusieurs logiciels « maison » sont accessibles dans la communauté, mais la création 

d’OpenFovea par C. Roduit a réellement permis une avancée considérable dans l’analyse des 

données de spectroscopie de force en permettant une analyse automatique et en profondeur 

des courbes de forces (Roduit et al., 2012). 

L’ensemble de ces facteurs doivent être considérés point par point et des solutions mises 

en place pour la réussite de l’expérience.  

2.  « Atomic Force Microscopy et pharmacology; from microbiology to 

cancerology », revue acceptée avec revisions mineures au journal 

Biophysica Biochimica Acta – General Subjects 

Tout d’abord développé pour des surfaces inertes, l’AFM a rapidement été utilisée pour 

des études biologiques. Une des premières applications de l’AFM sur cellule vivante date de 

l’année 1992, par Hederson et al., et s’est intéressé à imager des cellules gliales (Henderson et 

al., 1992). Auparavant, des articles ont présenté des résultats sur cellules fixées (Butt et al., 

1990) ou membranes isolées (Worcester et al., 1988). Cependant, il est à noter que le nombre 

d’articles relatifs à des organismes vivants est toujours très faible par rapport au nombre total 

d’articles utilisant la technique AFM. Ceci est dû à la difficulté d’imager et mesurer le vivant 

par AFM, mais les progrès techniques comme le mode QI permettent aujourd’hui 

d’augmenter le nombre d’applications sur le vivant et rendre la technique abordable aux 

biologistes. Un grand nombre d’études AFM s’intéresse aux micro-organismes, beaucoup 

moins aux cellules mammifères en raison de la difficulté de les imager ou les mesurer car ce 

sont des échantillons très mous. L’extrait de la revue suivant présente les travaux réalisés sur 

cellules mammifères selon l’axe de la pharmacologie et donne une bonne représentation de la 

diversité des études permises par l’AFM. La version complète de ce chapitre est disponible en 

annexe (annexe 1). 
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3. AFM FOR MAMMAL CELLS PHARMACOLOGY’S STUDIES 

This part focuses on the insights that Atomic Force Microscopy can give in the field of 

pharmacology for mammal’s cells, from the general understanding of therapeutics treatment 

to special cases of diseases, with a whole part concerning cancer study. Most of the studies in 

this field are performed on cells lines or patient isolated cells in vitro, but recent progress have 

made possible to study entire biopsies, thus enlarging the use of AFM.  

3.1 General applications  

The use of atomic force microscopy for pharmacology’s studies on mammalian cells have 

been led by 2 types of research field: 1) the understanding of cell response to an external 

stress (infection, injury) characterized by immune and differentiation or gene expression 

response; 2) the investigation of drug effect on cells, from internalization efficiency to 

affectation of cellular processes and active effect on pathogens. The following section will be 

then divided in 2 parts related to these concerns. 

3.1.1 Cell response to external stress 

In the complex context of multicellular organisms, the cell response to an external stress is of 

interest to accurately target the dysfunction in case of disease. For example, the study of 

keratinocyte reaction to surfactant by AFM can help in the understanding of chemical stresses 

on the skin, showing that despite a morphological effect, no differences in stiffness are 

measured at non cytotoxic doses of sodium lauryl sulphate (1). But AFM can also help in 

immune response characterization. Immune response is based on first, the detection of 

pathogen and then, their elimination. On one hand, lymphocytes B are involved in the 

humoral immune response, and recognize molecular component in extra cellular fluids that 

directly inform of the pathogen presence in the organism. These cells are responsible for 

antibody production. Their activation is a complex mechanism that appeared to change their 

nanomechanics. Wang et al. have shown, using AFM, that activation of B cells by pokeweed 

mitogen (PWM) or Staphylococcus aureus Cowan I (SAC) induces the clustering of B cell 

receptors at the cell surface, responsible for cytoplasm biochemical activation cascade and 

improvement of cell adhesion to antigen. This clustering is visible by topographic analysis 

such as roughness and particle (cluster) size (Fig. 14-A). Cell adhesion capacities have also 

been evaluated by force spectroscopy (2). On the other hand, Lymphocyte T cells are 

responsible for cell-mediated immune response. To achieve their goals, these cells need to 
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reach the site of infection (inflammation site), and then to cross endothelial barriers, which 

involves cell-cell adhesion, namely lymphocyte T - vascular endothelial cell adhesion. This 

crossing implies a change in adhesion protein expression pattern, like integrin and selectin, by 

endothelial cells. Zhang et al. have investigated the adhesion dynamics of the T-cell - 

endothelial interaction by force spectroscopy study between a functionalized tip where a 

lymphocyte cell is attached and endothelial cell on the substrate (3). The adhesion forces have 

been measured and discriminated using antibodies against majors adhesion proteins expressed 

by endothelial cells (Fig. 14-B). These experiments lead to the conclusion that these proteins 

are the ones involved in lymphocyte B adhesion to endothelial cell. This inflammatory 

process involves also the increase of temperature, and thus heat stress. HSP60 protein (heat 

chock protein) production by endothelial cells has been studied by single molecule force 

spectroscopy and revealed the presence of this protein at the membrane surface of heat 

stressed cells and its possible implication in arthrogenesis (4). Finally, macrophages 

phagocytosis plays an important role in the elimination of pathogens and dead cells following 

immune response (5).  

As another stress that an organism is subjected to, injury is one of the most common one. In 

the process of maintaining blood vessel integrity, platelet activation is the first and key 

process. Topographical analysis of platelets activation has shown cytoskeleton reorganization 

at a resolution of 50 nm. A redistribution of the platelets granula and vesicles towards the 

lamellipodia of the cell have also been observed; this phenomenon leading to increase plasma 

membrane surface thus improving aggregation (Fig. 14 C) (6). 

We can see through these different examples that most of cellular responses involving 

different gene expression pattern are linked to cell membrane reorganization and changes in 

nanomechanical properties of the cell. These processes are observed for other mechanisms 

like cell differentiation or pathway activation. Han et al, in 2011 have validated the IGF-II 

(insulin-like growth factor) autocrine signaling pathway as a suitable target for the detection 

of muscle differentiation using AFM. They have been able to discriminate differentiated cells 

from others by the detection of IGF-II at the cell surface thanks to anti-mouse IGF-II antibody 

immobilized on the AFM tip (7). Using the same concept, Qiu et al. have characterized 

quantitatively the TRA-1-81 (un-differentiation marker) expression level on Human 

Embryonic stem cells surface to capture the “turn-on” signal and understand the mechanism 

of their early differentiation (8). Another way to discriminate differentiated cell can be to 

measure their elasticity, as it is the case for the change from osteoblast (stiff) to osteocytes 
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(soft) (9). This stiffness is directly correlated to the capacity to adhere to substrate, and is 

accurate to test the biocompatibility of implant materials (10).  

 

Figure 14: AFM in pharmacology. (A) The average roughness and mean height particles of surface 

nanostructure of resting and B lymphocytes after their activation by pokeweed mitogen (PWM) or 

Staphylococcus aureus Cowan I (SAC). Mean ± SD. (B) Lymphocyte T activation and consequent 

adhesion to jurkat cells (w/o), and diminution of adhesion when using neutralizing antibodies against 

adhesive protein (selectin, ICAM-1, VCAM-1). The error bar is standard error with N > 15 in each 

case. *P < 0.05 compared with the TNF-α–stimulated HUVEC. **P < 0.05 compared with any other 

groups. (C) AFM imaging of platelet activation along time, height image (z-range 0-1.9 µm) and 

corrugation images (z-range 0-280 nm). (D) Increase in stiffness of human hepatoma cells infected by 

Plasmodium Flaciparum. (P < 0.05). Reprinted with permission from references (2, 3, 6, 11). 

3.1.2 Drug effects and disease studies 

Drug effect investigation can be done by the three classical measurements: adhesion force, 

elasticity or imaging, as for example this study about the effects of an anti-malaria compound 

on leukemic cells (12) or hormonal effects that have been widely studied and well 

documented by Hillebrand et al. (13). i) Single molecule force spectroscopy has resolved at 

the molecular resolution the dynamics of AMPAR neuron receptors trafficking under NMDA 

stimulation (14). ii) Effects of asthma drugs (aminophylline) on red blood cell elasticity have 
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been correlated to their reduced capacity to transport oxygen in capillaries by increasing their 

stiffness and thus reverse the drug purpose (15). iii) These elasticity changes are linked to a 

change in cell shape too. Imaging of cells leads to the understanding of molecule side effect, 

as for example chlorpromazine. Li et al. have shown that this schizophrenia drug affects 

endothelial cell morphologically (16). HgCl2 toxic effects have been also characterized by 

imaging cells in contact with the molecule (17). Finally imaging can also be used to study the 

mechanism of drug internalization, as for example the study of the direct DNA insertion 

thanks to the AFM tip for nanomedicine (18). 

We will now focus on the special case of cardio-vascular affections. Indeed, cardiac cells 

(cardiomyocytes) present the distinctive feature of being contractile, and AFM is nevertheless 

technically of interest to study them, as shown by Liu et al. This group has measured cell 

contractility with or without incubating them with Ibutilide, a classical drug used to treat 

arrhythmia, and started to determine its cellular target and mechanism of action (19). The last 

development allows synchronizing AFM measurements with the contractility of the cells, 

providing the possibility to detect specific events (20). The evaluation of recovery after infarct 

by elasticity measurements showed that stroma cell-derived factor 1α (SDF-1α) increases the 

elasticity of peri-infart mice tissue border zone and stiffening the scar, thus conducting to a 

better resistance to ventricular remodeling and infarct expansion (21). The importance of the 

protein Ephrin B1 in the lateral membrane of cardiomyocytes has also been assessed by AFM. 

The deletion of Ephrin B1 makes the cardiomyocytes stiffer and progressively leads to the 

cardiac tissue disorganization. This protein is essential for the stability of cardiac tissue 

architecture cohesion (22). Nevertheless, beyond the whole cell study, AFM can be run on 

organelles like mitochondria, which dysfunction is known to be implicated in the pathology of 

myocardial infarction. The release of cytochrome C by mitochondria was correlated to its 

swelling by fluorescence microscopy, thus not quantitatively. Lee et al have shown that 

mitochondria indeed swell during apoptosis; the authors also gave quantitative morphological 

analysis of rat heart mitochondria ischemic or not in native conditions. Furthermore, AFM 

allows them to detect nano-mechanical surface properties changes of ischemic cell 

mitochondria that are linked to their swelling (23). 

Vascular diseases are also subjected to investigation by AFM. The inner part of blood vessel 

is responsible for blood pressure regulation through different mechanism like the release of 

vasoactive substance namely nitric oxide. The release of nitric oxide by the inner endothelial 

cells have been shown to be correlated with (and maybe regulated by) cell cortex stiffness 
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changes (24). Artherosclerosis lesions are affecting arterial cells stiffness too, specifically in 

branches and curved region of blood vessel, where endothelial cells appear to be stiffer than 

others endothelial cells (25). This may be related to oxidized low-density lipoproteins (ox-

LDL) cell exposure (26). 

Furthermore, AFM can give answers to the questions raised by the pathogen infection 

process. For example the plasmodium falciparum liver infection can be characterized by an 

increase in stiffness associated to a cell response to infection (and not the presence of the 

microorganism itself) (Fig. 14 D), and may further enhance the understanding of this 

clinically silent step (11). 

3.2 A tool for cancer-study development 

Considered as the disease of the 20’s century, cancer remains one of the most complicated 

and unsolved disease, meaning that no recovery treatment exists and only the eradication of 

tumor cells shows consistent results. In the following section accent will be put on the 

progress AFM allows for understanding this disease and the consequent medical applications 

that emerge with this nano-mechanical tool. 

3.2.1 Nanomechanic of cancer cell 

In 1999, Lekka et al. have for the first time compared the elasticity of cancerous cells versus 

“normal” ones (27). They studied human epithelial bladder cells lines and show that 

cancerous cells present a lowest young modulus value than normal cells (Fig. 15 A). This 

article was part of a set investigating several cancer types : prostate cancer cells (28), breast 

cancer cells (29) or cervical ones (30), all showing a decrease in stiffness for cancer cells, 

except in the case of leukemic cells where cell stiffness increase leading to leukostasis (Fig. 

15 B) (31). In 2007, the same observations were published on cells directly taken from the 

body (pleural) fluids of patients with suspected lung, breast and pancreas cancer (32), 

validating the decrease of elasticity as a characteristic of cancerous cells, in vitro and in vivo 

(Fig. 15 C). These observations lead the authors to wonder why there was this particular 

change in elasticity and so to investigate the mechanics of the cancer cells. Rapidly the idea of 

the involvement of cytoskeleton in this measured softness was pointed out (33) and studied 

(34). Moreover, the changes in elasticity of melanoma cell lines have shown that the decrease 

in stiffness was directly correlated to the metastatic potential of the cells (35), the stiffness 

being the lowest for melanoma B16-F10 cells that produce a large number of foci, and the 



95 
 

highest with a reduce number of foci (Fig. 16 A). The same relation has been shown for 

esophageal cells lines in different phases of premalignancy (36).  

 

Figure 15: Cancer cell characteristics. (A) Elasticity of bladder cells lines, non-malignant ureter 
cells (HU609), non-malignant bladder urothelium (HCV29), bladder transitional cell carcinoma (T24), 
HCV29 cells transfected with v-ras oncogene (BC3726). (B) Increase in cell elasticity of leukemic 
cells (HL60) leading to leukostasis. (C) Elasticity of cancer cells collected from patients with 
suspected metastatic cancer from seven different clinical samples. Grey: measurement for all cells 
together. Dark blue: cancer cells. Light blue: normal cells. Reprinted with permission from references 
(27, 31, 32).  

All together, these data demonstrate that the nanomechanical properties of cancerous cells are 

linked to their condition, which enable them to change their elastic properties (deformability) 

in order to cross the cells barriers to create metastasis in the organism (leave the primary site, 

pass into circulation, stop at a secondary site and migrate again across the vascular barrier). 

Beyond this metastatic state, cancerous cells must be able to sense their environment to 

efficiently invade the right targeted-tissue. Firstly, the young modulus of cancer cells was 

shown to change when cultured on different substrates, indicating a perception of their 

environment, and yet different capacities depending on their “function” (27). For example 

elasticity of breast cancer cells decreases on fibronectin (37), which is related to the cancerous 

nature of the cells as shown on prostate cancer cells versus non-cancerous cells cultured on 

collagen (Fig. 16 B) (38). The extra cellular matrix is thus of importance in  
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Figure 16: Relation between stiffness and metastatic state. (A) Young’s modulus distribution of 
murine melanoma cell of decreasing metastatic potential (B16-F10, B16-BL6 and B16-F1cells). (B) 
Substrate related elasticity of PC3 and LNCaP cell when culture on collagen (COL1) or fibronectin 
(FN). (C) Invasion versus average stiffness for ovarian surface epithelial cells (IOSE), and ovarian 
cancer (HEY and HEY A8 cells are HEY A8 cells that are more tumorigenic). Reprinted with 
permission from (35, 38, 39). 

cancer cell phenotypes (40–42). Secondly, stiffness has been correlated to the capacity of 

invasion too as shown in Figure 16 C on ovarian cancer cells (39) or prostate cancer cells 

(43). These invasive properties were also determined by the cells ability to adhere differently 

to the substrate depending on its nature (38, 43). Therefore, it was shown that the rigidity of 

the substrate influences the invasive cell response as the invasive mechanism implies the 

degradation of extracellular matrix: cells are then able to sense their environment and choose 

where to invade (44). Likewise, during their invasion process, cancer cells can adhere to other 

cells, and this can be measured by direct cell-cell interactions for example between prostate 

metastatic cells known to form bone metastases and bone cells (45). Reeves et al. have 

demonstrated the ability of prostate cancer cells fixed on the AFM tip to form contact with 

bone marrow endothelial cells fixed on the substrate (46). By blocking extracellular part of 

trans-membrane protein such as integrin and selectin using specific antibodies, they observed 

a decrease in adhesion events between the two cell types. This result has demonstrated that 

cell-cell interaction in invasive process is performed through these specific proteins (Fig. 17 

A). Following the same idea, N-cadherin levels (calcium adhesion transmembrane proteins, 

that are characteristic of various cancers and involved in cell adhesive properties) have been 

measured on cancer and normal bladder cell surface with an antibody fixed on the AFM tip 

(47). Results showed an enhanced level of the protein in cancer cells accompanied by higher 
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unbinding forces, meaning that N-cadherin protein is more stable in cancerous cells (Fig. 17 

B). Furthermore, the presence of cell referenced as good secondary site for metastasis may 

enhance the invasion capacities of the cancer cells, as shown by Jin et al. on breast cancer 

cells that change their shape and make specialized migration structures in presence of the 

bone morphogenetic protein 2 (Fig. 17 C) (48).  

Figure 17: Direct link between cancerous cell elasticity and their interaction with environment. 
(A) Effect of antibodies against specific cell adhesion molecule and zoledronic acid on tumor–
endothelial cell adhesive interactions, control: normal binding between the two type of cell. (B) 
Distribution of the unbinding force for N-cadherin–GC4 complex in non-malignant HCV29 cells and 
malignant T24 bladder cells. (C) Morphological changes of MCF-7 cells treated without (B, C) or 
with (F, G) 30 µg/L BMP2 for 24 h. Reprinted with permission from references (46–48). 

Cancerous cell changes in gene expression are directly related to the alteration of their 

function. The data presented above shows that morphological and force spectroscopy 

investigation help in resolving and understanding cancer cell mechanism and behavior. 

3.2.2 Treatment 

After the determination of cancer cell characteristics and its subsequent link to their behavior, 

the treatment of patient by eradication of tumor is a second challenge for scientists. We will 

describe in this section the benefice of AFM for treatment efficiency and mode of action 

studies.  

The first step regarding the efficiency of a therapeutic agent is the targeting of the cancer cells 

and its delivery. Indeed, most of the current chemical does not specifically affect the 

cancerous cells and thus need to be addressed. AFM can help in determining this targeting by 

the study of nanocarriers: nanoparticle interaction with melanoma cells (49) or nanoliposomes 
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containing the well-known cisplatin drug intra cellular delivery in ovarian cancer cells (50). 

These nanoliposomes have been shown to be well internalized in the cytoplasm in the size 

range of 100-300 nm (Fig. 18 A). Discrimination of chemical groups adhesion specificity to 

enhance the targeting of cancerous cell by these nanocarriers can be measured directly on 

cells by functionalizing the AFM tip with the molecule (51). The functionalization with these 

type of carriers can also be achieved through antibodies, for example against MUC-1, a cell 

surface marker for prostate, breast, and lung cancer (52). Some antibodies are able, not only to 

target the cancer cells, but also to provoke apoptosis of the cell. This is the case of antibodies 

against epidermal growth factor receptor HER2, namely Trastzumab and Pertuzumab, which 

inhibit the dimerization of HER2 with other epidermal growth factor (53). This method has 

also been used to study two cells interaction and helped to solve Zoledronic acid role on 

prostate cancer that reduced the adhesive interactions between cancer cells and bone marrow 

endothelial cells (46). 

 

Figure 18: Cancer treatment effects. (A) Internalization of small liposomes containing cisplatin in 
human ovarian cancer cell line (A2780) after 1h incubation, top left: contrast phase image, top right: 
fluorescence images nucleus in red and liposomes in green, bottom left: height image, bottom right: 
error image. Black arrow: pointing at liposomes on cell surface, red arrows: in the cytoplasm. (B) 
Root-mean-square roughness variation of cell Hela cell membrane along time depending on colchicine 
dose. (C) AFM topography data of control MCF-7 cells (top) and MCF-7cells treated with 40 µM 
alterporriol L (bottom). (D) Young’s modulus of patient lung metastatic tumor and normal mesothelial 
cells before (ctrl) and after treatment with Green Tea Extract (GTE) for 24 h. Reprinted with 
permission from references (50, 54–56). 
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As stated in the previous section, interaction with their environment is of importance for 

cancerous cells. It is one of the effect of immune system on cancer cells, as shown by Braet et 

al that demonstrated that natural killer cells affect the adhesion to substrate properties of 

colon carcinoma cells (57). As membrane is the interface with cell’s environment, it is one of 

the key actors that scientist look at when investigating anti-cancer treatment effects. Imaging 

cell surface after treating them with new drugs gives access to the way that drugs affect the 

cell and can help improving it. Some ex-vivo studies performed on lipid bilayers helped in 

defining the mechanism of action of anti-cancer compounds by imaging breast cancer cell 

native membrane rafts (58) or Latarcin2a peptide lytic activity on model membranes (59). 

Several drug have been studied by imaging membrane on the complete cell: Colchicine on 

different organs carcinoma cells (dose dependent increase in roughness, Figure 18B) (54), 

Celecoxib on human colorectal cells (60), Paclitaxel on carcinoma cells (61, 62), Alterporiol 

on breast cancer cells (dose dependent increase in membrane particule size, Fig. 18 C) (55), 

lithium unexpected effect on carcinoma cells (63) and curcumin anti-cancer effect on liver 

cells (64). Membrane is also the site where interactions with the environment occur, and the 

drug Celastrol affecting the invading capacity of endothelial cell in angiogenesis has been 

shown to reduce adhesion/affinity to fibronectin protein (65). Ones must not forget that some 

drugs are affecting inner cell’s components, like the bacterial protein Azurin that stabilize the 

p53 protein and thus enable apoptosis. The molecular details of this interaction have been 

assessed by AFM (66). 

Of course the elasticity of the cell stays a good parameter to judge on the efficiency of a 

therapeutic molecule, as for example green tea extract that restores selectively the elasticity of 

cancerous cells thus confirming its anti-cancer non-destructive activity (Fig. 18 D) (56). 

However, depending on the effect or the cell, elasticity can show a different tendency. For 

example, elasticity can reflect the apoptotic effect of a drug, then ones must be looking at a 

decrease in Young modulus values as it is the case for Paclitaxel (61), and an increase in 

elasticity can label the resistance of tumor cells to an apoptotic agent like for the TRAIL 

(TNF-related apoptosis inducing ligand) (67).  

3.2.3 Futures applications 

We have described above the use of AFM for in vitro analysis of cancer cells, their properties, 

and their response to treatment. However the AFM can also be used as a diagnosis tool. In 

vitro, the discrimination between cancerous cells and healthy ones can be achieved by several 
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assays. First, imaging cells can give answers to the question “are these cells cancerous?”. The 

down-regulation of tumor suppressor protein as the matrix associated region protein SMAR1 

has been studied by roughness measurement at the surface of cancer cells, and an increase in 

roughness was shown on cancer cells allowing the differentiation between cancer cell and 

healthy ones (68). Secondly, adhesion measurements can inform on the glycosylation state of 

the cell, directly correlated to their cancer state (69). As previously mentioned, the elasticity 

of the cell is a reliable measurement that undoubtedly makes the difference between cancer 

and non-cancer cells. Cross et al. have been the first to study cells from patients and thus gave 

the first diagnosis on lung, breast, pancreas cells (Fig. 14 C) (32), and later adenocarcinoma 

(70). The last improvements are turned to biopsies (Fig. 19) (47, 71, 72) and allow the 

correlation between cancer phenotypes and stiffness. These studies open up the use of AFM 

for bio-medical application of interest for clinical applications, and recent advances in force-

curve analysis may help to finely tune these features (73, 74). 

 

Figure 19: Detection of cancerous cell from patient. (A) Top view of an oriented, immobilized 
biopsy with the cantilever positioned for AFM measurement. Scale bar, 500 µm. Elasticity of human 
breast tissue at different step of malignancy. (B) Stiffness distributions in tissues sections accompanied 
by the corresponding histological staining. (1) Nonneoplastic endometrium (gray columns) and well 
differentiated endometrioid carcinoma (black columns) of the uterine corpus. (2) Nonneoplastic breast 
tissue (gray columns) and infiltrating ductal carcinoma (black columns). (3) Vulvar cancer. Black 
columns denote cancer while gray ones, non-neoplastic parts of the tissue section separated by black 
line in the histological image. Reprinted with permission from references (71, 72). 
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C. Problématique 

Notre étude a consisté en l’adaptation de la technologie AFM à l’électroperméabilisation. 

Cette adaptation s’est attachée à réaliser un travail dynamique  au cours du temps d’imagerie 

et de mesure pour exploiter au maximum les ressources de l’AFM. Cela nécessitait de 

surpasser la technique en l’utilisant de manière rapide pour pouvoir mesurer les effets 

transitoires des champs électriques. Cette étape a donc requis de la mise au point 

méthodologique pour capter le phénomène et également la recherche du mode le mieux 

adapté à la visualisation rapide des effets membranaires. Par la suite, les résultats obtenus 

nous ont permis d’aller au-delà de la phase d’adaptation, et nous avons pu confirmer des 

effets déjà observés par des techniques indirectes et en mettre en évidence de nouveaux. 

Ainsi, l’AFM apparait comme une technique permettant grâce à son regard nano-échelle et 

une analyse nano-mécanique d’augmenter la compréhension des phénomènes 

d’électroperméabilisation avec une résolution élevée et sans avoir recours à l’utilisation de 

marqueurs fluorescents ou de facteurs chimiques. 

II.  Application de l’AFM à l’étude de l’électroperméabilisation : mesure des 
effets sur l’élasticité membranaire 

La stratégie expérimentale s’est attachée à étudier les effets des champs électriques par 

imagerie AFM et par spectroscopie de force. Le modèle cellulaire choisi est la cellule CHO, 

cellule modèle de l’étude mécanistique de l’électroperméabilisation au sein de notre équipe. 

La perméabilisation étant un effet transitoire, il a été décidé de commencer à travailler sur 

cellules fixées pour réussir à capter le phénomène et à adapter la technique et les paramètres 

d’acquisitions avant de travailler sur cellules vivantes adhérentes, dans un environnement 

contrôlé (température et pH). L’utilisation du mode QI de JPK a permis l’observation 

membranaire, et la mesure quantitative de l’élasticité membranaire avant et après application 

des impulsions électriques. Les impulsions électriques utilisées sont celles du transfert de 

gènes soit 8 x 5 ms, 1 Hz, 400 V/cm pour des cellules adhérentes. 
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A.  « Destabilization induced by électropermeabilization analyzed by Atomic 

Force Microscopy », article accepté dans le journal Biochimica and 

Biophysica Acta-Biomembranes en 2013 

Dans cet article à paraître dans le journal BBA-Biomembranes il est montré que l’AFM 

permet l’imagerie et la mesure de la déstabilisation membranaire suite à l’application de 

champs électriques. L’imagerie au cours du temps montre une déstabilisation transitoire de la 

membrane plasmique dans les 15 minutes suivant l’application des champs électriques. Les 

mesures de modules d’Young au cours du temps montrent une dimintution de l’élasticité 

membranaire et un retour progressif vers l’élasticité initiale. Ce changement d’élasticité n’est 

pas corrélé à la visualisation de la perméabilisation par entrée d’iodure de propidium dans la 

cellule qui montre une perméabilisation rapide et transitoire. Le retour d’élasticité observé est 

un phénomène lent, confirmant les études antérieures ayant montré des effets membranaires 

sur le long terme au niveau de sa capacité à fusionner avec d’autres membranes ainsi que des 

effets comme la macropynoctyose (Rols et al., 1995). De plus, la diminution d’élasticité est 

observée sur toute la cellule, et pas seulement aux pôles faisant face aux électrodes, 

introduisant un effet généralisé des champs électriques sur l’ensemble de la cellule 

contrairement aux observations directes de perméabilisation membranaire par iodure de 

propidium (Gabriel and Teissié, 1997). Ces informations obtenues par AFM mettent en 

évidence non pas la perméabilisation membranaire mais d’autres effets nouveaux se 

généralisant sur toute la cellule.  
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Electropermeabilization is a physical method that uses electric field pulses to deliver molecules into cells and

tissues. Despite its increasing interest in clinics, little is known about plasma membrane destabilization

process occurring during electropermeabilization. In this work, we took advantage of atomic force microscopy

to directly visualize the consequences of electropermeabilization in terms of membrane reorganization and to

locally measure the membrane elasticity. We visualized transient rippling of membrane surface and measured

a decrease in membrane elasticity by 40%. Our results obtained both on fixed and living CHO cells give evidence

of an inner effect affecting the entire cell surface that may be related to cytoskeleton destabilization. Thus, AFM

appears as a useful tool to investigate basic process of electroporation on living cells in absence of any staining or

cell preparation.

© 2013 Published by Elsevier B.V.

1. Introduction

Electropermeabilization (EP) consists in the local application of

electric field pulses to cells and tissues which renders the plasma

membrane transiently and locally permeable to non-permeant mol-

ecules [1]. This physical method is used in clinics to potentiate the

cytotoxic effect of anticancer drugs (electrochemotherapy) [2,3]

and has great promise for gene transfer (electrogenotherapy and

vaccination) [4–6]. In 2012, more than 3000 patients have been

treated by electrochemotherapy, while 8 clinical trials were ongoing.

However the electric field effects are still poorly understood at the

molecular level [7]. Indeed, membrane permeabilization had only

been indirectly studied by the entry of fluorescent or radioactive

markers and countable molecules into cell populations during and after

pulse application [8,9], or by transmembrane potential measurements

[7]. Permeabilization has been described as localized at the sides of the

cell facing the electrodes [10], which is explained by the change inmem-

brane polarization at these two polar positions regarding electric field

(hyperpolarization facing the anode and depolarization facing the cath-

ode) [11]. Furthermore, physical mechanisms at the molecular level de-

scribed by numerical simulation have shown water wire in lipid bilayer

during pulse application [12], indicating lipid abilities to change their

transmembrane orientation, in agreement with both theoretical [13]

and experimental studies [14]. Finally, lipid loss inducing several mem-

brane alterations (pores, tubules and vesicles formation) has been ob-

served on giant unilamellar vesicules submitted to electric pulses [15].

All these observations tend to prove the existence of lipid disorganiza-

tion due to electric field application and different ways ofmembrane de-

stabilization. However, most of these studies used fluorescent dyes that

can create some artifact as they are most of the time charged, while sim-

ulations were undertaken with non-relevant electrical conditions re-

garding biological application. Consequently, the need of data recorded

directly at the single cell level without any staining or preparation was

clearly felt and required further measurements. In this context, our chal-

lenge was to visualize the effects of membrane destabilization resulting

in permeabilization to small molecules and to perform direct quantita-

tive biophysical measurements using atomic force microscopy (AFM).
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During the last decades AFM has emerged as a valuable tool to

explore the cell membrane biophysical properties [16,17]. We have

chosen to use its force spectroscopy mode to measure EP effects on

cell membrane elasticity at the single cell level. We used the innovative

Quantitative Imaging (QI™) mode from JPK [18], which is a high speed

and resolution force volume mode designed for soft and loosely

immobilized samples. Based on the force volume mode measurement,

QI™mode allows to record images at a high speedwithout exerting lat-

eral pressure on the sample [19]. We worked with Chinese hamster

ovary (CHO) cells with electrical conditions which were used for gene

transfer [20]. It is a commonly used model for electroporation study

[9] that has not been much studied by AFM [21]. We studied both

fixed and living cells to access the different steps of membrane

electropermeabilization. Force measurements allowed quantifying and

describing along time the effect, and height images of living cells gave

first assumptions on effect of electric field on membrane shape

(Fig. 1.A). Nanomechanics revealed that electric field provokes a de-

crease in YM of plasma membrane by 40% and that the effect observed

may be longer than showed by fluorescence imaging after pulse appli-

cation. This paper states that AFM can be used to study electroporation

phenomenon at the single cell level, and can be a helpful tool to inves-

tigate at the basic level of electro-destabilization.

2. Materiel and methods

2.1. Sample preparation

2.1.1. Fixed cells

150,000 Chinese hamster ovary cells (wild type ATCC) were grown

during 48 h on a coverslip in minimum Eagle's medium (MEM 0111,

Eurobio, France) supplemented with 8% fetal calf serum (Lonza Group

Ltd, Switzerland), and incubated at 37 °C in humidified atmosphere

with a 5% CO2 incubator. Prior to electrical pulse application, cells were

washed 3 times with phosphate-buffered saline (PBS) 1× (Invitrogen,

USA). 1 mL of pulsation buffer (PB) at 4 °C (10 mM K2HPO-4/KH2PO4
−

buffer, 1 mM MgCl2, 250 mM sucrose, pH 7.4) was added, electrodes

were placed in contact with glass surface and pulses delivered.

Immediately after pulse application, PB was removed, and 1 mL of

4% paraformaldehyde solution (Sigma-Aldrich, Saint-Louis, MO) in

PBS 1× was added, and coverslip was placed at 4 °C for 30 min.

Fig. 1. Experiment outline and permeabilization control. (A) Experiment outline. Cells are pulsed and then either fixed or kept alive to be imaged and measured by AFM.

(B) Permeabilization and membrane resealing along time. CT is the control representing cell not subjected to electric pulses. The number of PI positives cells is directly

related to the membrane permeabilization and decreases along time. (C) and (D) Phase contrast and fluorescence image of cell 5 min after pulse application with PI.
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Before AFM measurements, cells were washed 3 times with PBS 1×.

The coverslip was placed on themicroscope stage and PBSwas added

all along the measurement to avoid drying.

2.1.2. Living cells

75,000 CHO cells were grown in Petri dish during 24 h in the same

cell culture conditions described in Section 2.1.1. Before measure-

ments, classical MEMmedium was replaced by MEM–HEPES medium

(CM1MEM46-6U, Eurobio, France) supplemented with 8% fetal calf

serum (Lonza Group Ltd, Switzerland) and cells were placed in the

PetriDishHeater (JPK) that maintained 30 °C during all the experi-

ment. Before pulse application, head of AFM was removed, cells

were washed 3 times with 1 mL PBS 1×, 1 mL PB was added and elec-

trodes were placed in contact with the Petri dish bottom. Pulsed were

delivered and AFM head was replaced.

2.2. Electropermeabilization

The generator used for this study was Jouan (Herberlain, France).

Electrical parameters for gene transfer were used: 8 square-wave

electric pulses of 5 ms duration at 400 V/cm applied at a frequency

of 1 Hz through stainless steel parallel electrodes directly on the

glass slide (fixed cells) or the Petri dish (living cells) in PB [20].

2.3. Resealing

Adherent cells were pulsed in a Petri dish as previously described

then kept at 37 °C or 30 °C and 0.1 mM propidium iodide (PI,

Sigma-Aldrich, Saint-Louis, MO) in PB buffer was added at different

time after pulse exposure. Fluorescence (Leica DMRIB microscope,

filter: BP 515–560, Mirror 590, LP 590, 40× objective) and phase con-

trast images of cells were recorded and number of PI positives cells

were counted thanks to ImageJ software, as well as total number of

cell per plan. The ratio between the two numbers minus the number

of dead cells gave the percentage of permeabilized cells.

2.4. AFM measurements

An AFM Nanowizard 3 (JPK Instrument, Berlin, Germany) was

used. We used MLCT cantilevers (Bruker probes, USA) with spring

constant ranging from 0.028 to 0.042 N·m−1. QI™ and force mapping

settings used were the following: Z-length 5 μm; applied force 4 nN;

speed: 166 μm/s for QI™ imaging on fixed cells, 1000 μm/s for living

cells; 24.98 μm/s for forcemapping. Before each experiment, sensitivity

and spring constant (thermal noise method [22]) of cantilever were

calibrated.

2.5. Data analysis

JPK data processing software was used for image processing.

Images were flattened (order 1) and a 3D projection was made. The

Hertz model gives the force F as a function of the indentation (δ) and

of the Young modulus (YM). The opening angle (α) of this sort of

tip was 35° and we arbitrary choose a Poisson ratio (ν) of 0.5. F =

((2·E·tanα) / (π·(1 − ν2))·δ2. OpenFovea 0.1a152 software was used

for force curve analysis with the following settings: model: cone; tip

size: 0.62 rad; Poisson ratio: 0,5; method: raw. Frequency distributions

were obtained with OriginPro 8 software, and histograms were plotted

with GraphPad Prism software, that was used for statistical analysis too.

3. Results

To access the membrane destabilization effects, we performed

two types of measurements on CHO cells, one on cells fixed directly

after EP in order to capture the first step of destabilization at high

resolution (that was time consuming and incompatible with living

cell dynamics), and one on living cell to record dynamic along time.

On each cell we explored 4 regions on the cell membrane: 2 regions

in front of the electrodes (wheremembrane permeabilization occurred)

and 2 regions perpendicular to the electric field as indicated on Fig. 1.A.

Because of the permeabilization pattern around the cell [11], wewanted

to make measurement at these places to detect any evidence of prefer-

ential effect whether the areas are facing the electrode or not. Force

measurement and imaging were recorded on these areas for fixed

cells. For living cell, only force measurements were performed on

these areas, and whole cells were imaged along time. Each single force

curve has been analyzed to extract the tip indentation and fit it with

the Hertz model. OpenFovea software [23] had been used to extract

the Young modulus (YM) values on the first 50 nm of indentation, in-

cluding membrane and as few inner cell component as possible [24].

The results were analyzed both qualitatively through elasticity map

and quantitatively by pooling all the data in frequency distribution

and histograms.

The membrane permeabilization had been ‘classically’ visualized

by propidium iodide (PI) entry into the cells which is possible only

when the membrane is permeable [7] (Fig. 1.B–D). Under the electric

field conditions used at 37 °C, around 30% of the cells were perme-

abilized and viable just after EP. Adding PI at different times after

EP allowed us to assess the lifetime of the permeabilization process.

As shown Fig. 1.B, membrane recovery occurred in less than 10 min.

At that time, the number of permeabilized cells were, indeed, not dif-

ferent from control condition.

3.1. Experiments on fixed cells

In the first AFM experiment, cells were fixed immediately after

EP. This allowed us to perform AFM measurements on cells that

‘froze’ in less than 1 min after EP. Imaging cells with the QI™ mode

showed a bumpy membrane without any indication of specific alter-

ation due to electric pulses, even at higher magnification, compared

to control cells (Fig. 2.A–B and supplementary data Figs. 1–2). We

therefore explored 4 regions on the cell membrane: 2 regions in

front of the electrodes (where membrane permeabilization occurred)

and 2 regions perpendicular to the electric field as indicated on

Fig. 2.B (where no permeabilization is induced by the EP according

to fluorescent images [11]). In each regions of interest (3 × 3 μm2),

a force map of 64 × 64 force curves was recorded (4096 curves).

As shown by elasticity map, stiff areas are present on control cell

(heterogeneous pattern), and pulsed regions are on the whole soft

and homogeneous (Fig. 2.C and D). This decrease in stiffness is visible

on force-curve profiles (Fig. 2.E), that showsmeasurement of a soft sur-

face after pulse application as the force increases slower. Surprisingly,

no significant or repeatable differences have been measured between

regions facing electrodes and the other ones (See Table A and Figs.

1–2 of supplementary data). This result indicates a propagation of the

effect on thewholemembrane, the decrease in stiffness beingmeasured

uniformly around the cell. When merging the YM data of the 4 regions,

this change in elasticity was quantitatively measured: YM of the

plasma membrane being significantly decreased from 30.0 ± 2.0 kPa

for untreated cells to 20.5 ± 1.0 kPa for electropermeabilized cells

(Fig. 2.F). This decrease in the average YM value is paired with a reduc-

tion of the standard deviation indicating a rapid homogenization and a

global change of membrane elasticity (Fig. 2.G). These results give

evidence for global propagation around the cell of the perturbation/

reorganization on membrane in the minute following EP.

3.2. Experiments on living cells

In a second set of experiments, EP had been directly performed on

the AFM stage on living cells with the same electrodes and electrical

parameters. We took advantage of the AFM ability to work in liquid

at controlled temperature to slow down the process working at 30 °C.
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3.2.1. Imaging

Fig. 3.A presents AFM height images of a control cell not submitted

to electroporation where no change in membrane surface is detected.

Underlying the cytoskeleton fibers are detected under the membrane

all the time (see supplementary data Figs. 3 and 4 for a detailed anal-

ysis of images). In Fig. 3.B a cell had been imaged and measured

before and after EP. QI™ imaging of cells shows a well-organized

membrane before EP (Fig. 3.B.1). Indeed, few membrane extensions

are visible and membrane surface is quite homogeneous and smooth

compared to post-pulse membrane (see supplementary data Fig. 4 for

a detailed analysis of these images). Between 3 and 15 min after EP,

cell membrane is still disturbed (Fig. 3.B.2). A lot of extensions

rippling membrane are visible around the cell. The numerical zoom

shows a magnification of this rippling. Additionally to this observed

effect, the absence of cytoskeleton fibers under the membrane surface

indicates a relaxed structuration. 23 min after pulse application the

cell spreads out again thanks to the cytoskeleton that is visible

again, plasma membrane had recovered its structure, and is as

smooth as before EP (Fig. 3.B.3). Cross sections of living cells images

(Fig. 4, see Fig. 3 for localization of sections) revealed no significant

change in cell height after EP (2 cells on 3 showed a slight increase

in height of about 1 μm, see supplementary data Fig. 4), but an

Fig. 2. Images and elasticity of plasma membrane on fixed cells. (A) QI™ image (z range = 7 μm, 256 px2) of one fixed control CHO cell (3D projection). White boxes: localization of

region where force volume measurements are done (64 × 64 force curves). QI™ image of one of these 9 μm2 region is presented (z range = 1 μm, 128 px2). (B) QI™ image

(z range = 7 μm, 256 px2) of one CHO cell fixed immediately after pulse application (3D projection) and magnification: QI™ image of one 9 μm2 area (z range = 1 μm, 128 px2).

White boxes: localization of region where force volume measurements are done (64 × 64 force curves). QI™ image of one of these 9 μm2 regions is presented (z range = 1 μm,

128 px2). (C) and (D) Elasticity maps of the corresponding area magnified in A and B (colors scale: 8 kPa per black dash). (E) Force curve profiles, black: control, gray: pulsed cells.

(F) YM values for control (n = 3), and fixed cells (n = 3) (mean ± SEM), all YM values of the 3 cells are plotted (n = 49,000). Statistical test: unpaired t-test, ***P value b 0.0001.

(G) Frequency distribution of YM values for one region measured of one control and one fixed cell (n = 4096 force curves for each histogram) and mean value (kPa) extracted from

Gaussian fit ± error.

Fig. 3. Living cells images. (A) QI™ height image (z range = 7 μm) of a control cell along time. No pulsation but change from culture medium to pulsation buffer at t = 0 min.

Inserts show numerical zoom and membrane detail (scale bar = 1 μm). (B) QI™ height image (z range = 7 μm) of one CHO cell before (1), 3 min (2) and 23 min (3) after

pulse application with time scale. Inserts show numerical zoom and membrane details (scale bar = 1 μm).
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increase in cell width of about 4.71 μm (±0.73, n = 3). This phe-

nomenon of cell swelling had already been observed by optical mi-

croscopy [25].

3.2.2. Elasticity measurements

We then measured the elasticity of plasma membrane at various

times after EP, still at 30 °C. As for fixed cells, 4 regions were explored

in a sequential manner along time, 16 × 16 force volumes have been

recorded. Elasticity maps of these regions along time show, as for

fixed cell, a heterogeneous distribution of stiff areas before pulse ap-

plication and a decrease in elasticity combined to its spatial homoge-

nization 8 min after the pulse (Fig. 5.A and supplementary data Fig. 5

for the 4 regions of one cell). The return of stiff areas is visible as soon

as 17 min after pulse application. As previously observed, force curve

profiles are changing undoubtedly showing the effect of EP on elasticity

and its recovery (Fig. 5.B). No changes related to electric field direction

has been observed between the 4 regions measured (See Table B in

supplementary data for 6 different cells representing 61% of the total

measured cell, 31% of cells showing no effect to EP, and 8% dying). The

histograms (Fig. 5.C–D) present the merged results of the 4 regions

for the meantime, for one control cell and one pulsed cell, respectively.

The rawdata are quite different from fixed cell but this can be explained

by the fixation method that unambiguously makes the membrane

stiffer. YM value decreases just after EP (from 18.8 ± 2.0 kPa to

11.2 ± 0.5 kPa at 8 min, Fig. 5.D). Then, this value increases slowly

and tends to reach the initial value 35 min after EP. This recovery is

not correlated to plasma membrane resealing, as an event at 30 °C,

a membrane resealing is operated in less than 10 min (Fig. 5.E).

4. Discussion

This study shows the impact of electrical pulses at the plasma

membrane level in the minute following permeabilization through

direct imaging of cell membrane and measurement of its stiffness.

Fig. 4. Cross section along axis indicated for one control (A) and one pulsed cells

(B) presented in Fig. 3. Black line: before EP, light-gray: 15 min after EP, dark-gray:

30 min after EP. The double arrow indicates the swelling induced by electroporation.

Fig. 5. Living cellmeasurements. (A) Elasticitymap for 1 regionmeasured along time (color scalemaximum: 36 kPa). (B) Force curve profiles, 3 examples. Black: before pulse application,

light gray: 8 min after EP, dark gray: 35 min after EP. (C) YM values (see Fig. 1 for force curve acquisition pattern) for one cell without pulse application but pulsation buffer addition at

t = 0 min (n = 1024 force curves, mean ± SEM). The time indicates the half of the total time required to record all the data for one point. (D) YMvalues for a cell before and after pulses

application at t = 0 min. Statistical test: unpaired t-test, *P value b 0.05 (n = 1024 force curves, mean ± SEM). (E) Permeabilization andmembrane resealing along time at 30 °C in PB.
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Results show that electric field provokes a change in membrane

elasticity, namely an increase in softness characterized by a decrease

in YM values. We have performed the measurements which are the

closest possible to pulse application by fixing the cells, but still, the

measurements were recorded on the cells that are froze in the minute

following EP. The permeabilization and themembrane resealing are oc-

curring in themillisecond and second range following pulse application

[7]. Thus, the effect measured is not the direct permeabilization of

membrane, but a longer effect that is still present in theminutes follow-

ing EP (Fig. 2). Both theory describing the electropermeabilization

process and experiments of fluorescent molecule uptake which were

performed on the cells, state that electropermeabilization is induced

on the side of the cells facing the electrodes because of the membrane

polarization changes. In our conditions no differences in stiffness de-

crease have been measured depending on electric field direction

(Table A supplementary data). We conclude that AFM allows sensing

a different effect of EP than standard fluorescent microscopy using PI

detection uptake does, as it is happening later than permeabilization

and on the whole cell. Experiments on living cell confirm this

hypothesis. Indeed, by decreasing the temperature, we managed

to record the same decrease in stiffness after pulse application

(Fig. 5.A–D). Stiffness measurements along time show a slow recov-

ery process that tends to reach initial cell stiffness 35 min after EP.

However, at 30 min after pulse application, even at 30 °C, the mem-

brane is completely resealed (Fig. 5.E), which confirms that no direct

link between permeabilization event and the decrease in stiffness

can be done. These observations show that the decrease in stiffness

is a dynamic process that is present after membrane permeabilization

and can be slowed down by a decrease in temperature. All together,

these measurements lead to the conclusion that even if membrane

permeabilization is locally induced in specific regions of the cell and

is transient (fluorescence imaging), its consequences on stiffness are

global and still present when membrane resealing has occurred.

Height images of living cells show post-electroporated membrane

and give evidence of real membrane disorganization and a complete

re-organization for the first time on living cells (Fig. 3 and supple-

mentary data Figs. 3–4). These observations of the visible effect of

EP on cell membrane shown by AFM images may not be induced

only by membrane disorganization but also by cytoskeleton reorgani-

zation as stress fibers are not visible from 15 to 23 min after EP

(Fig. 3.B.2).

Images give also access to height and width parameter of the cells.

Cell swelling has been measured after electroporation (Fig. 4) in agree-

ment with previous studies [25]. However, this effect that is due to

water entry into cell cytoplasm cannot be considered as the first cause

of decrease in elasticity after EP. Indeed, we extracted the Young modu-

lus value by fitting the indentation curve by a Hertz model. This Young

modulus reflects the elasticity of our sample. Changes due to osmotic

pressure can be calculated through the spring constant of the sample,

but is not reflected by the Youngmodulus [26]. Thus the datawe present

in Fig. 4 do not reflect the change in osmotic pressure shown by swelling.

Moreover, an increase in cell size should indicate an increase in stiffness

as more volumemust be contained in the same compartment that is the

plasmamembrane. Herewemeasure a decrease in stiffness, so the oppo-

site, will confirm that we see the membrane destabilization and not the

effect of cell swelling.

Thanks to OpenFovea software [23] we chose to measure elasticity

of the 50 first nanometers in contact with the tip, containing the plas-

ma membrane, but also the transmembrane proteins, and the part of

the cytoskeleton network branched on these proteins or directly on

lipids [27–29]. The change in elasticity may thus not be a measurement

of lipid bilayer disorganization but may reflect an internal effect of EP

which affects plasma membrane. All together, the data presented lead

to the hypothesis that AFM measures a dynamic effect of EP on the

internal structure of the cell which lasts longer thanmembrane perme-

abilization and recovers slowly. As images show the absence of

cytoskeleton fibers after pulse application, we hypothesize that this is

linked to cortical actin, as proposed by Fels et al. [30]. Several papers

showed the actin restructuration after EP [20,31] or its role in mem-

brane permeabilization [32] and thus support the implication of actin

in the measured effect. Cortical actin network being linked to mem-

brane, the destabilization of lipids during pulse application may destabi-

lize actin interactions, thus reducing membrane resistance to an external

pressure, resulting in a decrease in stiffness. Force measurements give

quantitative data about this destabilization by showing a decrease in

stiffness of the membrane happening later than membrane perme-

abilization, and lasting longer, confirming the side effect and not the

direct effect of electric pulses. Changes in membrane shape (rippling)

and cell swelling contribute to the assumption that as lipids are disturb,

direct interaction between cortical actin network and plasmamembrane

is not preserved during pulse application, as it can be interpreted like the

detachment of membrane lipid bilayer from cortical actin grid (swelling)

and its movement free of any anchorage (rippling). This detachment

may explain why no actin fibers were imaged during the 15 min follow-

ing pulse application. Even if this interpretation is convenient, the actual

observations do not allow concluding whether membrane detachment

hypothesis is the good one. Indeed, themembrane elasticity may also re-

flect the destabilization of the actin fiber structure itself. Moreover, it

must not be forgotten that tubulin fibers can also have a role in the

described phenomenon, as microfilament has also been shown to be

affected by electropermeabilization [31,33].

5. Conclusion

For the first time, we succeed to measure changes in living cell

membrane elasticity and membrane shape due to EP process through

physical measurements by AFM in real time. We demonstrate in this

study that AFM can be used for electroporation process investigation

and may allow further quantification of the destabilization process in

terms of elasticity. First, stiffness data gives new insight of the perme-

abilization process showing a lasting effect of EP. Measurements

of this process are possible and numerical data are obtained. Data

obtained on fixed cell, although giving YM values modified by fixation,

are useful because they can give access to information at a specific

moment of EP phenomenon. Secondly, height images of membrane

and living cells at high resolution can be recorded and give direct visual

information about EP effect. Eventually, we show here that AFM senses

a side effect of EP, linked to membrane permeabilization and that may

be related to cytoskeleton.

This new way of analysis can open the field of characterization of

cell type sensibility to electric field and help in electrical parameter

optimization. Assuming that membrane response to EP is related to

cytoskeleton, next measurements will focus on its implication.
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Figure 1: Height images (z-range = 1 µm) and corresponding elasticity maps (color scale = 79 kPa) of 
the 4 areas of 3 control cells.  
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Figure 2: Height images (z-range = 1 µm) and corresponding elasticity maps (color scale = 79 kPa) of 
the 4 areas of 3 pulsed cells.  
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Table A: YM values and standard error for each square area of 3 pulsed fixed cells and 3 controls 
fixed cells showing the decrease in stiffness after pulse application linked to a uniform effect of EP. 

Young modulus (kPa) Cathode (-) Left Anode (+) Right 
P

u
ls

ed
 

Mean 16 23,4 20,5 9,5 

SD 9,5 12 11,4 10,8 

Mean 18 24 15 19,3 

SD 12,4 13,5 9 10,4 

Mean 28,7 20,7 21,3 19,8 

SD 12,2 13,1 11 11 

C
o

n
tr

o
l 

Mean 21,4 31,1 36 27,6 

SD 13,2 27,6 22,2 24,4 

Mean 40,8 15,8 37,7 31,6 

SD 16,3 11,1 16,2 16,1 

Mean 31 24,8 30 33,3 

SD 21,6 17,6 12,5 13,1 
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Figure 3: Control and pulsed living cell images along time. Blue arrows point cytoskeleton fibers, red: 
smooth delimitation of membrane border, yellow: fuzzy membrane, white: membrane rippling. In 
control cell cytoskeleton, fuzzy area and well determined border are present all the time. On pulse cell, 
we can see that cytoskeleton fiber profile disappear after pulse application as well defined border. Not 
significant fuzzy area (because present on control cell) appears after pulse application. Specific 
membrane rippling is observed only on pulsed cell. 23 minutes after pulse application, new well 
defined cell border are presents, and cytoskeleton fibers are visible again. 
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Figure 4: Height images and corresponding cross section of A and B: control living cells (z-range = 7 
µm), C and D: pulsed cells. The cell membrane being disturbed, fuzzy areas appears after pulse 
application. Cell swelling is measured after pulse application. Black: before pulses, light grey: 3-18 
min after, dark grey: 23-35 min.  
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Figure 5: stiffness maps of one living cell for the 4 measured area along time (color scale: 35 kPa). 
Time = 0 corresponds to pulse application.  
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Table B: YM mean and standard deviation for the 4 square areas of measurement for 6 pulsed living 
cells and 6 control living cell along time (t-1 = before pulse application). 61% of the measured cells 
present the effect, 31% of cells showing no effect to EP, and 8% dying. Stars correspond to a P value 
<0.05, unpaired student t-test: values significantly different from YM initial value at t-1. 

  

Young modulus (kPa) t-1 t+1 t+2 t+3 t+4 
P

u
ls

ed
 

Mean 31,6 15,3 * 19,3 * 19,9 2,1 

SD 5,2 1,0 0,9 1,3 1,2 

Mean 13,2 8,7 * 13,0 17,8 18 

SD 1,0 1,5 0,8 3 3,5 

Mean 18,8 11,2 * 13,6 14 14,7 

SD 2,3 0,5 1,6 1,3 1,5 

Mean 19,2 12,6 12,9 12,8 13,1 

SD 6,1 2,7 1,6 3,1 2,1 

Mean 22,4 16,1 * 18 18,5 18,6 

SD 4 2 2 0,2 2,9 

Mean 14,7 9,1 * 8 9,3 10,8 

SD 4,2 1,5 0,9 2,7 3,3 

C
o

n
tr

o
l 

Mean 15,9 14,7 12,5 14,7 15 

SD 1,6 1,7 1,1 1,3 2,1 

Mean 18,3 16,5 16,5 18,4 18,2 

SD 1,1 1,7 1,0 2,2 0,7 

Mean 17,6 18,5 24,4 24 26,8 

SD 1,4 3,0 3,4 3,9 2,4 

Mean 34 34,6 39,3 43,7 40,7 

SD 13 11,7 14,2 8 6,4 

Mean 18 19 16,2 16,2 16,6 

SD 3,1 5,7 1,8 2,7 2,8 

Mean 14,6 14,8 15 15,9 14 

SD 2 4 6,3 7,1 6,1 
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B. Implication du cytosquelette d’actine 

Grâce aux résultats obtenus précédemment, nous avons pu mettre en évidence que l’AFM 

ne permettait pas une mesure du phénomène de perméabilisation membranaire comme 

visualisé par entrée d’iodure de propidium, mais mettait en avant une déstabilisation 

membranaire de longue durée se traduisant par une diminution de l’élasticité membranaire. 

Des études ont montré que la diminution d’élasticité des cellules était liée à une 

déstabilisation du cytosquelette d’actine et non de tubuline (Rotsch et Radmacher, 2000). Le 

réseau d’actine est composé d’actine globulaire polymérisée qui va former des filaments  

interagissant avec la membrane par l’intermédiaire de protéines transmembranaires. On peut 

distinguer deux types de filaments : les microfilaments et fibres de stress qui sont composées 

de plusieurs filaments d’actine et de protéines de liaison, et l’actine corticale qui est présente 

sous la membrane plasmique en réseau dense de soutien sous forme de filaments simples 

(Alberts B et al., 2002) (Figure 36). 

 

Figure 36 : Représentation schématique des différents états de l’actine dans la cellule. Adapté de Alberts B et al., 

2002. 

Dans le but de déterminer l’implication du cytosquelette d’actine dans ce phénomène, 

nous avons réalisé des expériences sur des cellules dont la polymérisation de l’actine a été 

inhibée par la Latrunculine B (1 heure, 0,1 µM - LatB) (Coué et al., 1987; Rosazza et al., 

2011).  
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Des images par AFM et des mesures d’élasticité ont été réalisées suivant le même 

protocole que précédemment. Les mesures d’élasticité en 4 points de la cellule ont été 

acquises en mode Force Volume. Les images ont été réalisées en mode QI, plus lentement que 

celles présentées dans l’article précédent afin d’obtenir des courbes de force de bonne qualité 

(non bruitées) pour permettre leur analyse. De fait, la résolution a été diminuée afin de 

conserver un temps d’acquisition court pour continuer à réaliser les mesures au cours du 

temps. L’efficacité de la Latrunculine B a été analysée par microscopie confocale en utilisant 

des cellules transfectées de manière transitoire avec un gène codant pour de l’actine couplée à 

la GFP (Figure 37). On peut observer le marquage uniforme des cellules contrôle 24h après 

transfection, et le marquage ponctiforme sur les cellules traitées LatB 24h après transfection. 

De plus la forme des cellules traitées est fortement affectée. 

 

Figure 37 : Effet de la Latrunculine B sur cellules électrotransfectées 24h  avant avec un plasmide codant pour de 

l’actine-GFP. A : Images de fluoresence et contraste de phase associé (A’) de cellules contrôle non traitées pour 

lesquelles l’actine est distribuée de manière homogène dans la cellule. B : Images de fluorescence et contraste de 

phase associé (B’) cellules traitées pendant 1 heures à 0,1 µM de Latrunculine B ou l’actine est dépolymérisée et 

présente une localisation ponctiforme. 

De plus, les effets de la latrunculine sont visibles par simple observation de l’altération de 

la forme des cellules en contraste de phase (Figure 36 A’ et B’). Les effets de la drogue ont 

donc été vérifiés sans nécessiter de transfection actine-GFP au préalable pour les expériences 

AFM, évitant tout biais relatif à la production et présence d’actine couplée à la GFP (Figure 

38).  

 

Figure 38 : Observation d’une cellule traitée Latrunculine B pendant 1 heure 0,1 µM au cours de l’expérience 

AFM. La drogue est retirée à t = 0 min. Barre d’échelle : 10 µm. 
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L’analyse de l’élasticité sur des cellules avant et après le traitement LatB montre une 

diminution de l’élasticité d’environ 30 kPa (Figure 39-A). Les mesures sur cellules traitées 

puis placées dans du milieu de pulsation à t = 0, montrent un retour de l’élasticité au cours du 

temps (Figure 39-B). L’écart entre l’élasticité à t = -5 min (dépolymérisation complète de 

l’actine) et t = 33 min (repolymérisation de l’actine) correspond à l’écart observé après 

l’application des impulsions présentées précédemment, soit une dizaine de kPa. Le retour de 

l’élasticité se fait progressivement, comme lors de l’application des champs électriques. En 

revanche, si les impulsions électriques sont appliquées sur cellules traitées (toujours à t = 0 en 

même temps que la drogue est retirée), on n’observe aucun retour de l’élasticité (Figure 39-C 

et Tableau 1). 

 

Figure 39 : Elasticité membranaire après traitement LatB. A : Diminution de l’élasticité après l’heure de 

traitement lat B et exemples de courbes de force associées. B : retour au cours du temps lorsque la drogue est 

retirée à t = 0 et remplacée par du tampon de pulsation à 30 °C et exemples de courbes de forces associées. C : 

absence de récupération de l’élasticité lorsque la drogue est retirée et que les impulsions électriques sont 

appliquées à t = 0 dans du tampon de pulsation à 30 °C et exemples de courbes de force associées. Student 

Unpaired t-test, Moyenne et SEM, * P<0,05, **P<0,005.  
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Module d’Young (kPa) t-1 t+1 t+2 t+3 t+4 

E
le

ct
ro

p
er

m
éa

b
ili

sé
 

(+
L

at
B

) 

Moyenne 8,7 9,9 10,5 9,2 8,9 

SD 0,7 0,9 1,2 1,1 1,3 

Moyenne 8,6 10,7 9,5 10,4 9,2 

SD 0,7 0,8 0,2 0,5 0,5 

Moyenne 10,4 10,7 9,9 10 10,1 

SD 2,1 1,3 1,6 1,8 1,9 

C
o

n
tr

ô
le

 (
+

L
at

B
) 

Moyenne 11,3 12,6 * 13,8 * 17 * 17,3 * 

SD 0,6 1,3 1,7 1,9 3,2 

Moyenne 11,1 22,3 19 * 20,5 * 26,2 

SD 1,2 9,6 4,1 3,4 15,8 

Moyenne 4 4,3 6,1 * 6,4 8,4 ** 

SD 0,4 0,7 0,9 1,5 1 

Tableau 1 : Valeurs de module d’Young correspondant à la figure 39. 

L’imagerie en mode QI permet de mettre en évidence la formation de novo des fibres de 

cytosquelette d’actine lorsque la drogue est retirée (Figure 40-A). Sur les images de hauteur il 

est possible de voir que la cellule s’allonge et produit de nombreuses fibres dans le sens 

longitudinal. En revanche, sur une cellule soumise aux impulsions électriques, bien qu’elle 

semble s’étaler au cours du temps, il est difficile de distinguer des fibres sous la membrane 

(Figure 40-B). 

 

Figure 40 : Imagerie par mode QI de cellules traitée LatB. A : observation de la formation de microfilament 

après retrait de la drogue à t = 0. B : lorsque les impulsions électriques sont appliquées et que la drogue est 

retirée à t= 0, les fibres du cytosquelette ne sont pas visibles. Barre d’échelle : 5 µm, échelle de couleur : 0-6µm, 

résolution 75 px². 

Ces acquisitions QI ont été obtenues à basse résolution afin d’augmenter la qualité des 

courbes de force de pouvoir analyser l’élasticité point par point tout en conservant un temps 



129 
 

d’acquisition court. Ceci a permis de mesurer l’élasticité des fibres du cytosquelette qui sont 

plus dures que le reste de la cellule (Figure 41).  

 

Figure 41 : Carte d’élasticité des cellules présentée Figure 15 à 100 nm d’indentation. Les fibres du cytosquelette 

sont plus rigides que le reste de la cellule. A : cellule traitée LatB, B : cellule traitée LatB et 

électroperméabilisée. Barre d’échelle : 5 µm, échelle de couleur : 0-60 kPa. 

L’analyse a été réalisée avec le logiciel OpenFovea sur des segments de 50 nm 

d’indentation. Les fibres de cytosquelette d’actine ne sont mesurables qu’à partir de 100 nm 

d’indentation, indiquant qu’elles ne se trouvent pas directement sous la membrane. On peut 

voir sur la cellule traitée LatB et la cellule traitée et électroperméabilisée les mêmes 

différences que sur les images de hauteur de la Figure 40. La cellule reforme ses fibres de 

cytosquelette d’actine au cours du temps seulement dans le cas où elle n’est pas soumise aux 

impulsions électriques. 

C. Conclusions 

Les différences d’élasticité observées sur cellules soumises au traitement LatB (Figure 

38)  correspondent aux différences d’élasticité mesurées suite à l’application des champs 

électriques de l’ordre de la dizaine de kPa. Cette similitude entre les deux traitements 

(électroperméabilisation et LatB) étaye l’hypothèse selon laquelle les impulsions électriques 

ont un effet sur le cytosquelette d’actine. L’analyse de l’élasticité dans les 50 premiers 

nanomètres d’indentation montre une diminution d’élasticité brutale suivie d’une récupération 

progressive partielle dans les 35 minutes suivant l’application des champs électriques. Les 

cellules traitées LatB montrent la même diminution d’élasticité après l’heure de traitement et 

une récupération de l’élasticité similaire (Figure 39-B).  

L’analyse des images obtenues par mode QI nous permet d’aller plus loin dans la 

compréhension de cet effet. D’une part, les images de hauteur des cellules soumises aux 
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impulsions électriques seules montrent que les fibres de cytosquelette d’actine ne sont plus 

visibles après l’application des champs électriques (Figure 3 de l’article (Chopinet et al., 

2013b)). Ce phénomène est accompagné d’un gonflement de la cellule, mais pas de 

changement de forme, ce qui peut indiquer que le réseau d’actine cytoplasmique n’est pas 

perturbé par les impulsions. En effet, comme on peut le voir sur les cellules traitées LatB, la 

dépolymérisation de l’actine affecte fortement la forme de la cellule (Figure 37 et Figure 38). 

Cependant après électroperméabilisation, la membrane montre de fortes ondulations, pouvant 

indiquer un impact sur l’actine corticale. D’autre part, les images de cellules traitées LatB 

montrent l’absence de microfilaments et leur formation de novo suite au retrait de la drogue. 

Sur les cellules traitées et électroperméabilisées en même temps que le retrait de la drogue, on 

n’image pas de microfilament, mais on observe que la cellule s’étale progressivement au 

cours du temps, amenant à considérer que l’actine cytoplasmique (microfilaments et liaison 

avec les points focaux d’adhésions) peut être capable de polymériser suite au retrait de la 

drogue, mais que l’actine corticale peut être affectée par les champs électriques.  

L’ensemble de ces observations mène à l’hypothèse que les champs électriques affectent 

l’actine corticale et non l’actine cytoplasmique. En effet, d’une part le gonflement cellulaire et 

d’autre part l’impossibilité d’imager des filaments d’actine suite à l’électroperméabilisation 

amène à penser que ce qui se trouve directement en interaction avec la membrane est 

déstabilisé (directement par les impulsions, ou indirectement par déstabilisation de la 

bicouche phospholidique). Ceci va donc d’un côté rendre plus faible l’élasticité dans les 50 

premiers nanomètres d’indentation, et de l’autre, empêcher l’imagerie des filaments d’actine 

sous-jacents (avec la force d’appui utilisée) en « libérant » la membrane de son ancrage. Cette 

interprétation peut être confortée par le fait que dans des travaux antérieurs utilisant les même 

conditions électriques et les mêmes cellules, l’observation de l’actine marquée par 

microscopie confocale montre que les filament d’actine cytoplasmique ne sont pas affectées 

(Rosazza et al., 2011). 

Il a été récemment montré que dans les 100 premiers nanomètres d’indentation était 

mesurée l’élasticité liée au réseau d’actine corticale (Fels et al., 2012). Ainsi, l’ensemble de 

ces observations tend à montrer que la diminution d’élasticité mesurée après électropulsation 

est liée à une déstabilisation du cytosquelette d’actine corticale. 
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III.Discussion et perspectives 

Dans l’introduction de ce chapitre nous avons mis en évidence la capacité de la 

microscopie à force atomique à apporter de nouvelles réponses aux problématiques du vivant. 

Son application pour étudier l’électroperméabilisation permet d’obtenir des mesures 

physiques du phénomène directement sur la membrane. Malgré les difficultés rencontrées à la 

combinaison des deux techniques, il nous a été possible d’imager et de mesurer les effets 

membranaires de l’électroperméabilisation par AFM. Les mesures de force par Force Volume 

ont mis en avant une diminution de l’élasticité membranaire après l’application des 

impulsions électriques. Certaines études ayant montré le rôle de l’actine dans le maintien de 

l’élasticité cellulaire (Rotsch et Radmacher, 2000), l’hypothèse d’un effet des champs 

électriques sur le réseau d’actine a été privilégiée. La détermination des causes biologiques de 

cette diminution a pu être amorcée en étudiant le rôle joué par l’actine dans l’élasticité 

membranaire.  

L’impact de l’électroperméabilisation sur l’actine a été très peu étudié. En 1992, Rols et 

Teissié ont montré que le cytosquelette jouait en rôle dans le retour de l’état perméable car sur 

des cellules où l’actine est dépolymérisée, le retour de l’état perméable a lieu beaucoup plus 

lentement voire est annulé (Rols et Teissié, 1992). Les travaux de ce chapitre sont en ligne 

directe des travaux de 1994 qui ont eux aussi montré l’implication du cytosquelette dans le 

phénomène de perméabilisation (Teissie et Rols, 1994), montrant que le phénomène de 

perméabilisation n’est pas qu’un phénomène lipidique. L’étude du cytosquelette des cellules 

endothéliales a montré un remaniement suite à l’application d’impulsions, participant à la 

perte de fonction vasculaire in vivo (Kanthou et al., 2006). On sait également que l’actine joue 

un rôle important dans l’internalisation des plasmides lors d’électrotransfert car elle va se 

polymériser sous les agrégats d’ADN se formant à la membrane plasmique (Rosazza et al., 

2011). La microscopie à force atomique permet d’avoir accès à une mesure physique de la 

déstabilisation des filaments d’actine sur cellules vivantes au cours du temps, et peut donc 

ouvrir sur une caractérisation mécanique et une compréhension mécanistique de la 

perméabilisation. 

Suite aux expériences de la partie II-B, deux hypothèses peuvent être formulées : (1) les 

impulsions électriques affectent directement les filaments d’actine corticale et déstabilisent 

leur structuration menant à une dépolymérisation ou une rupture. Cet effet pourrait intervenir 

dans l’état perméable de la membrane. Un des effets secondaires des champs électriques est la 
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libération d’ATP suite à la perméabilisation de la membrane (Delteil et al., 2000) et peut 

expliquer un impact sur la polymérisation de l’actine qui est ATP-dépendante. (2) l’effet des 

impulsions sur la membrane, i.e. la déstabilisation lipidique menant à la perméabilisation, 

provoque la rupture de l’interaction des filaments d’actine corticale avec la membrane. Ce qui 

a pour effet d’annuler toute résistance au niveau de la membrane lors de l’appui de la pointe.  

Les résultats obtenus ne permettent pas à eux seuls de déterminer si les impulsions 

électriques affectent la polymérisation de l’actine ou la connexion des filaments à la 

membrane. Tout d’abord des études de retour d’état perméable doivent être réalisées. Ensuite, 

des expériences supplémentaires de marquage de l’actine et d’observation par microscopie 

confocale sont nécessaires pour permettre de valider ou réfuter les deux hypothèses. Des 

expériences visant à déstabiliser spécifiquement l’ancrage de l’actine à la membrane (en 

inhibant la production des protéines d’ancrage par exemple (Rols et Teissié, 1992; Thomas, 

2001) pourrait permettre de valider l’hypothèse 2. De la même façon un traitement ménagé 

par la latrunculine ou la cytochalasine pourrait permettre une dépolymérisation préférentielle 

de l’actine corticale (Fels et al., 2012). Finalement une analyse des courbes de force obtenues 

par Force Volume en profondeur à partir de 100 nm d’indentation avec un modèle adapté 

(Hooke) pourrait amener des informations quant au rôle de l’actine cytoplasmique, 

contrairement aux 50 premiers nanomètres qui informent spécifiquement sur l’actine corticale 

(Figure 42). 

 

Figure 42 : Présentation des ajustements du modèle de Hooke et Hertz sur une courbe de force. 

La preuve d’une déstabilisation de l’actine corticale, directe ou indirecte, pourra permettre 

d’apporter de nouvelles données dans l’interprétation de la perméabilisation. En effet si la 

déstabilisation du réseau cortical par les impulsions est directe, cela pourrait participer au 

phénomène de perméabilisation en libérant la membrane de contraintes structurales 

permettant des mouvements lipidiques. En revanche, si la déstabilisation du réseau d’actine 
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résulte de la déstabilisation membranaire, cela permettrait de confirmer un mouvement des 

phospholipides qui provoquerait ce détachement de l’actine. 

Toutes ces perspectives se concentrent sur l’élasticité et donc l’analyse des courbes 

d’approches de spectroscopie de force. Cependant, les courbes de retrait peuvent amener de 

nombreuses informations, et beaucoup plus directement sur l’état membranaire. En effet, 

comme discuté en introduction, sur cellules mammifères il est possible de détecter des 

structures appelées « tether » ou nanotubes de membrane. Ces nanotubes se forment entre la 

pointe et un point d’interaction sur la membrane. Ils sont indicatifs de l’état membranaire et 

peuvent renseigner entre autre sur l’état du cytosquelette sous-jacent, en particulier de l’actine 

(Sun et al., 2005a). L’étude de la formation de tether demande une analyse rigoureuse courbe 

par courbe, et nous avons pu entamer l’investigation de la réponse membranaire avant et après 

application des impulsions électriques. Les résultats préliminaires observés sur seulement une 

cellule dans chaque condition montrent une augmentation du nombre de tethers après 

électroperméabilisation (Figure 43-A). Ces résultats vont dans le sens des hypothèses 

formulées quant aux effets sur l’actine corticale. Une analyse approfondie (taille des tethers, 

force d’adhésion) permettra probablement d’amener de nouvelles descriptions des 

phénomènes membranaires suite à l’application d’impulsions électriques. 

 

Figure 43 : Nombre de tethers au cours du temps à 30 °C dans du tampon de pulsation. A : cellule 

électroperméabilisée au temps t = 0 min, on observe une augmentation du nombre de tethers post-

électropermréabilisation. B : cellule contrôle. C : exemples de courbes de force (retrait) avant 

électroperméabilsation. D : exemple de courbe de force (retrait) après électroperméabilsation. Moyenne et SEM, 

Student Unpaired t-test, **P<0,005. 
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Les travaux présentés dans ce chapitre ont permis l’adaptation de la technologie de 

microscopie à force atomique pour l’étude de l’électroperméabilisation. Le mode QI s’est 

révélé adéquat pour imager les cellules rapidement au cours du temps, et pour obtenir des 

informations d’élasticité intracellulaire. Le mode Force Volume a permis la mesure de 

variation d’élasticité dans les 50 premiers nanomètres d’indentation et ainsi la détection des 

effets membranaires de l’électroporation. Les mesures nano-mécaniques obtenues par cette 

technologie permettent d’analyser le mécanisme d’électroperméabilisation sous un nouvel 

angle. Sur cellules vivantes, l’AFM a les capacités de fournir une résolution supérieure au 

microscope optique et proche de la microscopie électronique, mais en évitant d’avoir recours 

à l’utilisation de marqueurs fluorescent ou de fixateurs. Ses ressources sont nombreuses et 

n’ont pas toutes été utilisées dans cette étude (par exemple la reconnaissance moléculaire : 

Dupres et al., 2007; Reeves et al., 2012). L’AFM pourra amener de nouvelles connaissances 

sur les mécanismes de transfert de macromolécules en électroperméabilisation, en plus du 

mécanisme de perméabilisation lui-même. 
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Chapitre 3 : Effets biologiques des impulsions nanosecondes 

Les travaux présentés dans ce chapitre s’intéressent aux effets des impulsions courtes et 

intenses : les impulsions nanosecondes ou nsPEF (pour nanosecond Pulsed Electric Field). 

Les nsPEF sont une classe d’impulsions électriques émergentes qui présente un fort potentiel 

pour la déstabilisation des structures intracellulaires. Leur description théorique tend à 

montrer des effets sur les organelles qui ont été confirmés par diverses observations in vitro et 

in vivo. Cependant la description de leurs effets sur l’enveloppe nucléaire n’est pas encore 

réalisée et nécessite la mise en place de nouvelles techniques de visualisation de l’état 

perméable des membranes.  

L’effet de ces nsPEF a été étudié au cours de cette thèse sur la membrane plasmique de 

manière directe grâce à la technique de Patch-Clamp et sur l’enveloppe nucléaire de manière 

indirecte par transfert de gène. Finalement, des applicateurs adaptés à la microscopie à 

fluorescence ont été réalisés dans la perspective de visualiser les effets en temps réel. Ce 

chapitre se divise en 4 parties : une introduction présentant une synthèse bibliographique des 

principaux travaux réalisés à partir d’applications nanosecondes, l’étude de la formation de 

nanopores dans la membrane plasmique par Patch-Clamp, l’étude de l’impact des nsPEF sur 

le transfert de gène et finalement la conception des applicateurs adaptés à la microscopie. 

I.  Introduction 

Cela fait maintenant plus d’une dizaine d’années que l’application des nsPEF concentre 

l’attention de toute la communauté scientifique travaillant sur l’électroporation. Ce type 

d’impulsion a commencé à être utilisé dans les années 2000 suite à la conception de 

générateurs permettant l’application de ces impulsions très courtes (nanoseconde) de forte 

intensité (au-delà du kV/cm) (Behrend M et al., 2003; Chaney et Sundararajan, 2004). Par 

extension, la terminologie nsPEF est utilisée pour des impulsions d’une durée inférieure à 1 

µs, bien que les analyses théoriques soient réalisées pour des impulsions de quelques 

nanosecondes, voire quelques dizaines de nanosecondes (Deng et al., 2003) tout comme les 

analyses in silico des effets des champs électriques sur bicouche lipidique (Delemotte et 

Tarek, 2012; Fernández et al., 2012; Joshi et Hu, 2010; Kotnik et Miklavcic, 2006; Tarek, 

2005; Vernier et Ziegler, 2007; Ziegler et Vernier, 2008). Ces descriptions théoriques des 

effets sur bicouches phospholipidiques ont rapidement mené à la conclusion que des 

impulsions courtes et intenses permettaient d’atteindre spécifiquement les membranes 
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intracellulaires en raison de leur faible diamètre et de leur temps de charge réduit (Esser et al., 

2010; Vernier et al., 2003b). En effet, l’équation dérivée de l’équation de Laplace décrivant la 

perméabilisation suite à l’application d’un potentiel extérieur est la suivante (Escoffre et al., 

2009) : 

∆ψ = f.g(λ).r.E.cosθ(M).(1-e-t/τ) 

Cette équation décrit le potentiel induit par les champs électriques, qui va s’ajouter au 

potentiel natif et provoquer la déstabilisation de bicouche phospholipidique. Dans le cas de 

membranes biologiques comme la membrane plasmique, la somme doit atteindre la valeur de 

200 mV pour provoquer une perméabilisation. Cependant on peut voir qu’au-delà du facteur 

forme (f), de la conductivité des milieux intra et extracellulaire (g(λ)), du rayon de la cellule 

(r), de l’endroit où on se place sur la membrane par rapport à la normale du champ électrique 

(cosθ(M)), les composantes suivantes : l’intensité (E), la durée de l’impulsion (t) et le temps 

de charge de la membrane (τ) sont des paramètres importants de cette équation. C’est ainsi 

que par simple analyse de cette équation, il a été possible de prédire que les membranes des 

organites qui ont un rayon plus petit que celui de la cellule, et ainsi un temps de charge plus 

court que celui de la membrane plasmique, pourraient être déstabilisées par des intensités 

élevées et des impulsions courtes (Deng et al., 2003; Vernier et al., 2006a). Ainsi une 

impulsion de 15 ns pourrait permettre la déstabilisation de la membrane d’un organite d’un 

diamètre de 1 µm dès lors qu’une intensité suffisante est appliquée (Tekle et al., 2005), alors 

que la membrane plasmique ne devrait pas être affectée. Les premiers travaux sur cellules ont 

consisté en l’application d’un très faible nombre d’impulsions (inférieur à 10), mais avec une 

intensité élevée (5,3 kV/cm) (Schoenbach et al., 2001a). Les résultats obtenus montrent une 

déstabilisation des granules d’éosinophiles sans altération de la membrane plasmique et ont 

ainsi prouvé un effet ciblé des nsPEF sur les membranes internes. Cependant au cours des 

années suivantes bien d’autres effets, tant intracellulaires que directement sur la membrane 

plasmique, ont pu être observés, rendant ces nsPEF non plus spécifiques des organites 

intracellulaires, mais très versatiles. Certaines valeurs seuils ont pu être mises en évidence 

concernant la mortalité cellulaire, mais la diversité des voltages et durées étudiés ne permet 

pas encore à ce jour de définir précisément leurs effets cellulaires en fonction de leurs 

caractéristiques. Ceci a pour avantage de laisser le champ de recherche très ouvert mais 

l’inconvénient de ne donner aucune orientation vers la possible électromanipulation cellulaire 

qui était espérée lors de leur découverte (Schoenbach et al., 2001b). Pour terminer, il est 

nécessaire d’ajouter que la majorité des travaux ne comparent pas leurs résultats à ceux 
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obtenus avec des conditions électriques plus classiques (impulsions ms et µs, intensités 

faibles), et ne permettent donc pas d’évaluer la spécificité « nano » des effets.  

Cette introduction décrit le contexte bibliographique des applications nsPEF en nous 

attachant tout d’abord aux effets membranaires et intracellulaires au niveau des membranes et 

enveloppes, puis ensuite aux effets plus généraux sur les mécanismes cellulaires et la viabilité, 

pour finalement terminer par les perspectives cliniques. 

A. Effets membranaires 

Les effets membranaires des champs électriques sont classiquement étudiés de manière 

indirecte par l’intermédiaire de molécules fluorescentes qui vont ou non passer cette barrière 

cellulaire. Cependant ces molécules ont en général une taille importante, qui ne permet pas 

leur passage de la membrane dans le cas des nsPEF lorsqu’ils sont appliqués en petit nombre 

(Vernier et al., 2003b). C’est pourquoi il a tout d’abord été admis que les nsPEF ne 

permettaient pas la perméabilisation membranaire comme le font des impulsions longues (µs, 

ms). Cependant, la perméabilisation a pu être détectée en utilisant des petites molécules (Silve 

et al., 2011) ou des ions (Bowman et al., 2010). Grâce à des méthodes de détection plus 

directes, comme le suivi de phospholipides marqués, ou le Patch-Clamp, la déstabilisation 

membranaire et la formation de nanopores ont pu être indirectement observées.  

Dès 2003 la possibilité d’affecter la membrane a été mise en avant (Vernier et al., 2003a). 

En 2004, les mêmes auteurs montrent que l’application d’un seule impulsion de 30 ns et 2,5 

kV/cm entraîne la translocation de la phosphatidylsérine (PS) du feuillet interne de la 

bicouche lipidique vers le feuillet externe, impliquant un effet membranaire (Vernier et al., 

2004b). Cette translocation a lieu préférentiellement du côté de la cellule faisant face à 

l’anode dans les secondes suivant l’application de l’impulsion (Vernier et al., 2006b) 

démontrant ainsi la dépendance du phénomène à l’orientation du champ électrique, comme 

c’est le cas pour l’électroperméabilisation classique (Escoffre et al., 2009). Sous l’effet des 

champs électriques, la tête polaire des phospholipides chargés va changer d’orientation et 

donc amener le phospholipide entier à se réorienter (Escoffre et al., 2007), mécanisme 

pouvant faire intervenir des ions calcium (Vernier et al., 2009). Cet effet est directement 

corrélé au passage de lipides d’un feuillet vers l’autre provoqué directement par les champs 

électriques. Il est à noter que bien que la translocation de la PS soit un marqueur d’apoptose, 

l’observation rapide de l’effet préférentiellement à l’anode à cette échelle temporelle n’en fait 

pas un effet apoptotique, mais bien un effet électrique. La diffusion latérale de PS mène donc 
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à l’hypothèse de la formation de nanopores membranaires (d’une durée de l’ordre de la 

nanoseconde, et d’un diamètre de l’ordre du nanomètre), en raison de l’absence d’entrée de 

grosses molécules comme c’est le cas pour l’électroperméabilisation « classique » (Vernier et 

al., 2004a). Le mécanisme de déstabilisation membranaire est similaire dans les deux cas, 

dans le sens ou un changement de potentiel membranaire en est l’origine (Frey et al., 2006; 

White et al., 2011), mais la finalité diffère en raison de la taille des défauts membranaires. 

Cette translocation peut apparaître dès l’application d’impulsions de 3 ns et comme montré 

dans les travaux précédents, sur différents types cellulaires, rendant la formation de nanopores 

ubiquitaire (Roth et al., 2013; Vernier et al., 2006a). Les valeurs seuils de formation de ces 

nanopores ont été établies à 6 kV/cm pour une impulsion de 60 ns, et à 1 kV/cm pour une 

impulsion de 600 ns (Bowman et al., 2010; Ibey et al., 2009). L’augmentation du nombre 

d’impulsions ou de leur intensité conduit à l’ouverture de pores plus larges, pouvant mener à 

une perméabilisation de la membrane plasmique proche de celle observée avec des impulsions 

classiques plus longues (Batista et al., 2010; Hair et al., 2003; Pakhomov et al., 2007a; Silve 

et al., 2011). Il est à noter que la formation de ces pores plus larges pourrait être un effet 

secondaire des nsPEF et non leur effet direct. De la même manière, des impulsions plus 

nombreuses et plus intenses amènent au passage de calcium à travers la membrane plasmique 

(Scarlett et al., 2009; Semenov et al., 2013). 

Cette nano-déstabilisation membranaire a aussi pu être mesurée directement par la 

détection des flux ioniques à travers les nanopores grâce à la technique de Patch-Clamp, 

comme il est discuté plus largement dans la partie II-A de ce chapitre (Pakhomov et al., 

2007a, 2009; Pakhomova et Pakhomov, 2010). La technique de Patch-Clamp a aussi pu 

permettre d’étudier les effets des nsPEF sur les canaux voltage-dépendants (Nesin et 

Pakhomov, 2012; Nesin et al., 2012). Cet effet est secondaire, lié à l’ouverture des nanopores 

qui entraîne des flux d’ions provoquant une possible régulation cellulaire par l’inhibition des 

canaux calciques et sodiques voltage-dépendants. De plus, la régulation des canaux sodiques 

pourrait être un mécanisme calcium-dépendant (Nesin et Pakhomov, 2012).  

Finalement, il est à prendre en compte que des phénomènes de gonflement de la cellule 

(« swelling ») (Nesin et al., 2011; Romeo et al., 2013) et la formation de « blebs » (Rassokhin 

et Pakhomov, 2012) sont observés après l’application de nsPEFs, comme c’est le cas pour les 

impulsions plus longues (Golzio et al., 1998). Ce gonflement est observé par augmentation de 

la taille de la cellule, lié directement à une expansion de la membrane, indiquant une 

déstabilisation membranaire. Cependant pour les « blebs », bien que leur formation initiale 
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soit liée à une déstabilisation membranaire, dans le cas des nsPEF il est observé une 

croissance du bleb uniquement vers l’anode. Cette croissance est soumise à la polymérisation 

d’actine en réponse immédiate à l’application des impulsions. Ces résultats montrent les effets 

intracellulaires majeurs des nsPEF. 

B. Effets intracellulaires 

Peu d’études ont porté sur l’effet des impulsions nanosecondes sur le cytosquelette.  

L’actine « protège » la membrane plasmique des cellules végétales lors de l’application de 

nsPEF et va ainsi rendre les cellules moins sensible aux champs électriques lorsque leur actine 

est stabilisée (Hohenberger et al., 2011). Comme discuté plus haut, elle peut également être 

impliquée dans la formation des blebs sur cellules animales (Rassokhin et Pakhomov, 2012).  

Comme indiqué en introduction de cette partie, les nsPEF ont tout d’abord suscité un 

intérêt pour leur potentiel effet sélectif sur les enveloppes internes de la cellule. Ces 

enveloppes sont celles des organites : réticulum endoplasmique (RE), mitochondrie, mais 

aussi noyaux, appareil de Golgi, vacuoles et vésicules sécrétoires ou endocytiques. Les effets 

internes des nsPEF ont donc été étudiés grâce aux propriétés de ces enveloppes qui ont pour 

but la compartimentation, et donc la séquestration d’espèces moléculaires.  

Il a en particulier été étudié la libération de calcium intra-cytoplasmique. En effet, dans la 

cellule, le calcium est contenu dans les organites, principalement le réticulum endoplasmique 

et la mitochondrie. C’est ainsi que plusieurs études montrent une libération de calcium intra-

cytoplasmique indépendante des canaux calciques membranaires, donc directement liée à une 

déstabilisation des enveloppes des organites pour des impulsions inférieures à 100 ns (Vernier 

et al., 2003b; White et al., 2004). Cependant, au-delà d’une valeur seuil de 100 kV/cm, il a été 

observé une entrée de calcium dans la cellule liée à la déstabilisation de la membrane 

plasmique et non plus seulement de celle des enveloppes des organites intracellulaires 

(Scarlett et al., 2009; Semenov et al., 2013). L’activation de canaux calciques voltage-

dépendants de cellules excitables a aussi été montrée (Vernier et al., 2008). Finalement, des 

effets sur les vésicules et les vacuoles ont été observés (Batista et al., 2010; Schoenbach et al., 

2001a; Tekle et al., 2005), démontrant la capacité des impulsions nanoseconde très courtes et 

relativement intenses à déstabiliser les bicouches phospholipidiques intracellulaires. 

De la même façon des effets spécifiques sur la perméabilisation de la mitochondrie ont 

été mis en évidence avec des impulsions de 4 ns et 600 ns, liée à une diminution du potentiel 

transmembranaire mitochondrial (Batista Napotnik et al., 2012; Beebe et al., 2012). Ces 
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résultats pointent la possibilité de déstabiliser une enveloppe complexe, étant donné que pour 

la mitochondrie cette enveloppe est composée de deux bicouches et qu’il est montré par 

Batista et al. que la membrane interne est affectée dès 4 ns. Ajoutons que dans le cas 

d’impulsions « longues » de plusieurs centaines de nanosecondes, des effets apoptotiques sont 

observés, ne permettant pas dans ce cas de définir si la perméabilisation de la membrane 

interne mitochondriale est un effet primaire des nsPEF ou secondaire lié au processus 

apoptotique (Beebe et al., 2003a; Hall et al., 2007). L’étude de Beebe et al. en 2012 amène 

une autre dimension à l’effet des nsPEF, ajoutant la durée des fronts de montée et de descente 

des impulsions comme un paramètre déterminant pour le ciblage des organites, les temps les 

plus courts permettant toujours de cibler préférentiellement les membranes internes.  

Le dernier organite d’intérêt majeur pour la cellule est le noyau. Néanmoins, la structure 

de l’enveloppe nucléaire reste  plus complexe, non seulement car c’est une double membrane 

comme la mitochondrie, mais aussi en raison de la continuité d’une de ces membranes avec le 

réticulum endoplasmique, de la présence des pores nucléaires, et finalement du matériel 

génomique contenu dans le noyau. En effet, la chromatine et les télomères interagissent avec 

l’enveloppe nucléaire pour la compartimentation de l’ADN. Des effets sur l’enveloppe 

nucléaire ont été rapportés indirectement par la capacité à augmenter les taux d’expression 

plasmidique suite à l’électrotransfection (Beebe et al., 2003b, 2004). Néanmoins, ces résultats 

se sont révélés être des artéfacts et la partie II-B s’intéresse à cette problématique. Des effets 

sur le matériel génétique ont également été reportés, en particulier des coupures de l’ADN 

(Stacey et al., 2003), le détachement conséquent des télomères fixés à l’enveloppe nucléaire 

(Stacey et al., 2011a), et aussi un potentiel changement de condensation de la chromatine 

(Chen et al., 2004). Des changements dans la conductivité du nucléoplasme ont pu être 

détectés (Garner et al., 2007). Cependant aucune expérience ne démontre réellement la 

déstabilisation de l’enveloppe nucléaire elle-même et ceci peut être expliqué tout d’abord par 

la taille du noyau, qui est bien supérieure à celle des autres organites intracellulaires et 

pourrait ainsi prévenir tout effet des nsPEF sur l’enveloppe nucléaire, ensuite par la 

complexité de cette enveloppe, et finalement par la limitation technique de la détection de 

cette éventuelle déstabilisation, discuté partie II-B.   

C. Effet sur la viabilité cellulaire 

Tout impact sur les membranes externes ou internes de la cellule peut profondément 

affecter son fonctionnement et dès lors provoquer la mort cellulaire. C’est pourquoi un grand  
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nombre d’études se sont intéressées aux effets létaux des nsPEF et à leur impact sur des 

mécanismes cellulaires impliqués dans la prolifération cellulaire, comme l’activation des 

caspases ou de la voie JNK (c-Jun N-terminal kinases). Il est à considérer que comme tout 

travail sur une population cellulaire, les effets sont dépendants de la phase du cycle cellulaire 

dans laquelle se trouve la cellule (Hall et al., 2007). 

En raison de leur durée très courte, les nsPEF ne transfèrent pas d’énergie à l’échantillon 

et ainsi les effets observés sont surement athermiques. Les premiers travaux s’intéressant à la 

survie cellulaire ont montré que pour des intensités très élevées de 300 kV/cm et des durées 

de 300 ns, des phénomènes apoptotiques étaient observés dans les dizaines de minutes suivant 

l’application des impulsions pouvant atteindre 90% de la population cellulaire. Le nombre de 

cellules entrant en apoptose est diminué en réduisant la durée des impulsions de 300 à 10 ns, 

et l’entrée en apoptose retardée dans le temps (Beebe et al., 2003a).  

Cette apoptose a été montrée comme caspase-dépendante (Ren et Beebe, 2011; Ren et al., 

2012) et mitochondrie-dépendante en raison de la libération du cytochrome C. L’application 

de ce type d’impulsion provoque des mécanismes dépendant de p53 mais également 

indépendant de cette protéine (Hall et al., 2005). Finalement, l’entrée en apoptose est calcium-

dépendante pour certains types cellulaires uniquement, amenant à reconsidérer l’implication 

des nsPEF dans l’entrée en apoptose (Beebe et al., 2003b). En effet, nous avons vu dans la 

partie précédente (I-B), que les nsPEF peuvent déstabiliser les membranes internes et 

provoquer la libération intracellulaire d’importants médiateurs de signalisation cellulaire, ou 

second messagers comme le calcium. Cependant l’incapacité à relier systématiquement la 

libération de ces molécules à l’entrée en apoptose empêche de définir l’exacte implication des 

impulsions nanosecondes dans l’entrée en apoptose, comme par exemple la perméabilisation 

irréversible des organites. 

L’ensemble des travaux précédemment cités a montré qu’une forte intensité provoque une 

entrée en apoptose. Cependant, une augmentation de la quantité de cellules entrant en 

apoptose a aussi été observée en utilisant de longues durées (100 et 600 ns) avec des intensités 

modérées (10 et 80 kV/cm) (Beebe et al., 2012; Yao et al., 2008). D’autre part, il a été montré 

que les cellules adhérentes étaient moins sensibles aux effets apoptotiques des nsPEFs que des 

cellules en suspension (Stacey et al., 2003). Ceci démontre encore une fois la différence de la 

nanodéstabilisation par rapport à l’électroperméabilisation classique, pour laquelle les cellules 

adhérentes sont plus sensibles (Thèse J-Escoffre, (Chopinet et al., 2012)).  
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En conclusion, un ajustement précis des paramètres électriques pourrait permettre de 

déstabiliser les membranes cellulaires (internes et externes) sans provoquer la mort cellulaire, 

en utilisant des impulsions très courtes (inférieures à 10 ns) et d’intensité modérée (quelques 

dizaines de kV/cm) (voir partie II-B). Néanmoins, les nsPEFs peuvent provoquer un stress 

comme montré par l’activation de la voie des JNK en conditions modérées (80 ns, 20 kV/cm) 

(Morotomi-Yano et al., 2012). Une utilisation réfléchie et adaptée des nsPEFs pourrait donc 

ouvrir des perspectives intéressantes d’électromanipulation de la cellule. 

D. Applications 

Les effets intracellulaires et apoptotiques ont amené à appliquer les nsPEF avec une visée 

anti-tumorale pour l’éradication des tumeurs in vivo (Breton et Mir, 2012). Le principal atout 

des nsPEF en traitement anti-cancereux réside dans l’absence d’effet Joule majeur, avec une 

élévation de température très modérée de 3 °C (Nuccitelli et al., 2006). Diverses études ont 

été réalisées sur mélanomes (Chen et al., 2009; Nuccitelli et al., 2009, 2010, 2012) et 

hepatocarcinomes (Beebe et al., 2011; Chen et al., 2012a, 2012b). Des études in silico des 

effets sur structures multicellulaires ont permis d’établir les effets en environnement 

complexe (Garon et al., 2007) ou pour certains types d’électrodes (Song et al., 2010). 

Toujours en utilisant leurs capacités destructives, les nsPEFs peuvent aussi permettre la 

désinfection en agissant sur les bactéries comme Escherichia coli ou Salmonella typhimurium 

(Perni et al., 2007; Žgalin et al., 2012).  

L’utilisation plus modérée des nsPEF peut conduire à l’activation de cellules aux 

fonctions spécifiques, comme les plaquettes (Hargrave et Li, 2012; Zhang et al., 2008) ou les 

cardio-myocytes (Wang et al., 2009). Il est également envisagé la combinaison des nsPEF 

avec des nanotubes de carbone afin de permettre la construction d’une matrice conductrice 

(Stacey et al., 2011b). 

E. Problématiques 

Les travaux de cette thèse s’inscrivent dans la perspective d’étudier les effets cellulaires 

des champs électriques pulsés de type Bande Ultra Large, utilisés dans un contexte défense, 

afin de participer à la détermination de valeur seuil de nocivité suite à l’exposition à ces 

ondes. Les normes actuelles sont basées sur les effets thermiques et donc non applicables au 

cas des nsPEF où les effets sont principalement athermiques. Nous nous sommes donc 

concentrés sur l’étude d’une part des effets sur la membrane plasmique, et en particulier le 
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rôle que joue le cytosquelette dans la perméabilisation membranaire par Patch-Clamp, et 

d’autre part des effets sur l’enveloppe nucléaire en terme de perturbation et d’effet sur 

l’expression génique. Pour cette partie le transfert de gène a été utilisé comme outil de 

visualisation de l’éventuelle déstabilisation nucléaire. Finalement, une dernière partie s’est 

intéressée au développement d’applicateurs adaptés à la microscopie à fluorescence dans 

l’objectif de pouvoir étudier en temps réel l’impacts des nsPEF sur les structures 

intracellulaires.  

II.  Effets sur la membrane plasmique  

Ce travail est le résultat d’une collaboration avec Dr. A. Pakhomov, Old Dominion 

University, Norfolk, VA, USA. 

Les effets membranaires des nsPEFs n’ont été que très peu étudiés en raison de 

l’impossibilité de mesurer l’entrée des molécules indicatrices de perméabilisation classique 

telles que l’iodure de propidium (Beebe et al., 2003b; Pakhomov et al., 2007a; Vernier et al., 

2003b, 2004a). Cependant, les simulations numériques et autres analyses in silico ont montré 

la formation de nanopores membranaires avec une durée de vie très courte, pouvant expliquer 

l’impossibilité de détection par les techniques classiquement utilisées (Breton et al., 2012; 

Kramar et al., 2012; Levine et Vernier, 2010). En 2007, Pakhomov et al. ont montré grâce à la 

technique de Patch-Clamp en mode « whole cell » la possibilité de mesurer des flux d’ions à 

travers la membrane plasmique suite à l’application d’un ou plusieurs nsPEF de 60 ns et de 12 

kV/cm. Ces travaux montrent une diminution de la résistance membranaire pouvant durer 

plusieurs minutes dès l’application d’un seul nsPEF. Cette diminution est accompagnée par la 

diminution du potentiel membranaire et a pu être observée sur divers types cellulaires 

(Pakhomov et al., 2007b). Ces changements des caractéristiques membranaires conduisent à 

la conclusion que des pores d’une taille inférieure à 1,4 nm (diamètre du propidium) sont 

formés suite à l’application de nsPEF, permettant le passage d’ions tels que le Tl+ (Bowman 

et al., 2010), en induisant la diminution de résistance membranaire (Pakhomov et al., 2009). 

La technique de Patch-Clamp est ainsi la plus sensible et la plus directe pour la mesure de 

la formation des nanopores, que ce soit sur une échelle temporelle, ou une échelle spatiale.  
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A. Détection des nanopores par Patch-Clamp et problématique 

La technique de Patch-Clamp « whole cell » consiste en la mesure de courant à travers la 

membrane plasmique d’une cellule. Afin de pouvoir pratiquer cette mesure, la membrane 

plasmique est rompue par aspiration à l’intérieur d’une micro-pipette mise au contact avec la 

membrane, provoquant ainsi la dialyse du cytosol avec le tampon de la pipette. Deux 

électrodes sont présentes dans le système : une se trouvant dans la pipette, et la deuxième dans 

le milieu extracellulaire. Une tension augmentant par palier est appliquée sur ces électrodes, et 

le courant résultant est mesuré (Figure 44). Par convention le courant est déterminé par le flux 

de cations passant à travers la membrane. Pour des valeurs négatives de courant est donc 

mesuré le passage d’ions vers l’intérieur de la cellule, et pour les valeurs positives vers 

l’extérieur de la cellule. Les courbes obtenues sont appelées courbes I/U car elles représentent 

le courant en fonction de la tension appliquée. 

 

Figure 44 : Principe du Patch-Clamp en mode « whole cell» et schéma électrique. La membrane plasmique est 

aspirée et rompue à l’intérieur de la micropipette. Une tension croissante est appliquée entre les deux électrodes 

présentes dans le milieu (extérieur de la cellule) et dans la micropipette. Le courant mesuré traduit le passage 

d’ions positifs entre les deux électrodes. Ions entrant pour les valeurs négatives de courant, ions sortant pour les 

valeurs positives et résultat en courbe I/U. Adapté de Areles Molleman, 2002. 

Les mesures de courant lors de l’application d’un ou plusieurs nsPEF montrent la 

modification transitoire des courants entrant, dit rectification du courant entrant (« inward 

rectification ») pour les voltages négatifs, comme présenté Figure 45. Ce phénomène est 

directement corrélé à la présence de nanopores qui vont laisser passer préférentiellement les 

ions positifs de l’extérieur vers l’intérieur de la cellule. 
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Figure 45 : L’application d’un nsPEF de 600 ns 1,6 kV/cm à t = 0s provoque la formation de pores modifiant les 

courants entrants (entourés en rouge), se refermant progressivement (retour du courant initial à 200 s). Les 

mesures sont effectuées sur cellules GH3 présentant des canaux ioniques, d’où la présence de courant sortant 

pour les voltages positifs. Composition des tampons identique à l’extérieur et l’intérieur de la pipette (mM) : 150 

K-acetate, 1 MgCl2, 5 HEPES; pH 7,4. Adapté de Pakhomov et pakhomova, 2010. 

Cette augmentation du courant entrant voltage-dépendant a pu être obtenue sur différents 

types cellulaires avec ou sans canaux ioniques et avec différents tampons, symétriques ou non 

(Nesin et al., 2011; Pakhomov et al., 2009; Pakhomova et Pakhomov, 2010). Cette propriété 

intrinsèque spécifique et universelle des nanopores en fait donc leur signature (Pakhomova et 

Pakhomov, 2010). Elle traduit un comportement asymétrique au niveau fonctionnel comme 

mesuré ici par Patch-Clamp, montrant de manière indirecte mais fiable le passage préférentiel 

des ions positifs vers l’intérieur de la cellule. Cependant, des études sur membranes 

synthétiques ont montré que la forme de nanopores de cette taille est asymétrique (Siwy et 

Fuliński, 2002). Il est donc devenu possible de corréler cette asymétrie fonctionnelle à une 

asymétrie structurale, et de proposer le modèle ci-dessous (Figure 46). Dans ce modèle, 

l’asymétrie des nanopores est considérée comme induite par le cytosquelette. En effet certains 

composants du cytosquelette, en particulier l’actine corticale, interagissent avec la membrane 

via des interactions directes avec les phospholipides ou un ancrage via des protéines 

transmembranaires (Lodish H et al., 2000). Ces interactions provoqueraient l’ouverture de 

pores en forme d’entonnoir car elles empêcheraient la diffusion des lipides de la couche 

interne de la membrane. En Figure 46-F, le modèle interprète la formation de pores plus 

larges permettant le passage de propidium, tels que ceux pouvant être provoqués par 

l’application d’impulsions longues ou de plus de 20 nsPEF (Pakhomova et Pakhomov, 2010). 
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Ces pores plus larges résulteraient d’une déstabilisation des interactions du cytosquelette avec 

la membrane, permettant alors le passage d’ions dans les deux sens (vers l’intérieur et vers 

l’extérieur) et de taille plus importante. 

 

Figure 46 : Structure et état hypothétique d’un nanopore. (A, B) Un défaut membranaire va être rempli par des 

molécules d’H20, et les phospholipides vont aligner leur tête polaire face à ces molécules pour former un pore. 

La charge négative de ces têtes polaires explique la sélectivité des pores pour les cations. La colonne d’eau 

permet les fluctuations thermales de la forme et du diamètre du pore sans provoquer sa fermeture. Sur la face 

intracellulaire de la bicouche phospholipidique, les fluctuations moléculaires sont limitées par les interactions 

avec le cytosquelette, provoquant une forme conique en entonnoir du pore. (C, D) Cette forme facilite l’entrée de 

cations mais restreint le flux sortant, provoquant une rectification du courant entrant (Figure 45). (E) Un courant 

entrant prolongé pousse les bordures du pore afin d’augmenter le flux, ce qui peut expliquer la dépendance au 

voltage et au courant des nanopores. (F) Pour de fortes forces extérieures, la pression des cations peut détacher la 

membrane du cytosquelette, provoquant la rupture du nanopore en un pore plus large, ne rectifiant pas le courant 

entrant, perméable à l’iodure de propidium. Adapté de Pakhomova et pakhomov 2010. 

Les travaux réalisés dans l’équipe du docteur A. Pakhomov au Frank Reidy Bioelectrics 

Center, ODU Norflok, VA avaient pour objectif de confirmer ou réfuter l’hypothèse de 

l’implication du cytosquelette dans l’asymétrie des nanopores. Les mesures de courant par 

Patch-Clamp ont été réalisées suite au traitement des cellules par des molécules inhibitrices de 

la polymérisation d’actine. 

B. Résultats 

1. Formation des nanopores 

Pour cette étude, le même tampon était présent dans la pipette et à l’extérieur de la 

cellule, permettant ainsi la mesure réelle du passage de l’ion Cs+ à travers la membrane (voir 

Matériel et Méthode pour la composition exacte du tampon). Le protocole électrique utilisé 
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consistait à augmenter la tension de -100mV à 40 mV par palier de 10 mV par seconde sur 15 

secondes. Les mesures étaient effectuées sur la même cellule avant et après l’application 

d’une impulsion de 60 ns à 4,4 kV/cm grâce aux micro-électrodes de tungstène (Figure 50, 

intensité déterminée grâce aux simulations 3D du champ résultant entre les électrodes). Les 

mesures 20 s après l’application du nsPEF sont présentées car ce temps suffit à déterminer 

l’asymétrie ou non des nanopores. Les cellules utilisées sont des cellules CHO-K1 ne 

présentant aucun canal ionique, ce qui a permis de ne mesurer que les rectifications induites 

par les nanopores (Gamper et al., 2005). L’application du nsPEF a été effectuée sur des 

cellules en configuration « whole cell » et des expériences contrôle ont été faites pour 

s’affranchir de toute mesure artéfactuelle liée à la présence des micro-électrodes risquant de 

modifier les mesures de courants. De la même façon, toute perte anormale du signal giga-

ohmique a entrainé l’élimination du set de données mesuré. 

 

Figure 47 : A : Cellule et pipette en configuration « whole cell ». B : électrodes de tungstène servant à 

l’application du nsPEF. C : Profil d’impulsion en sortie de générateur résultant après calcul à 4,4 kV/cm. 

On peut observer que, comme pour les cellules contrôle (Figure 48-A), la présence des 

électrodes de tungstène dans le tampon ne provoque pas de changement de courant artéfactuel 

sur les courbes I/U  (Figure 48-B). Après l’application d’un nsPEF, les mesures de courant ont 

permis de retrouver la rectification de courant décrite précédemment (Figure 48Figure 51-B).  

 

Figure 48 : Mesures de courant sur cellules contrôle (A), cellules exposées aux électrodes sans application du 

nsPEF (B), ou cellules soumises à l’application d’un nsPEF (C). � : 20 s avant le nsPEF,�� : respectivement 10 

et 20 s après l’application du nsPEF. Moyenne et SEM. 
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2. Effet des drogues dépolymérisant l’actine 

Nous avons vérifié tout d’abord l’efficacité des molécules inhibant la polymérisation 

de l’actine : la Latrunculine A (0,1 µM pendant 1 heure) et la Cytochalasine D (1 µM pendant 

1 heure). La Figure 49 montre des cellules contrôle CHO-K1 exprimant une actine couplée à 

la molécule mApple fluorescente. L’addition de Latrunculine provoque la dépolymérisation 

de l’actine dont le marquage est plus diffus et concentré autour du noyau de par la forme 

ronde adoptée par les cellules qui ne peuvent plus adhérer pleinement au support. Les cellules 

traitées par la cytochalasine D présentent également une forte affectation morphologique et 

l’actine se trouve localisée en un point dans le cytoplasme. En effet, bien qu’imparfaitement 

décrit, les modes d’action de ces deux drogues ne semblent pas être exactement les mêmes 

(Coué et al., 1987; Lin et al., 1980; Spector et al., 1983). Il était donc intéressant de comparer 

leurs effets sur la formation des nanopores. 

 

Figure 49 : Effet de la Latrunculine A et Cytochalasine D sur la polymérisation de l’actine et la morphologie 

cellulaire. 
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3. Implication du cytosquelette d’actine dans l’asymétrie des nanopores 

La stratégie a consisté à reproduire les mesures de courant sur les cellules traitées avec les 

drogues, à comparer qualitativement l’allure des courbes I/U (Figure 50), et quantitativement 

la conductance membranaire, correspondant à la pente des courbes (Figure 51). La 

conductance est l’inverse de la résistance, elle augmente donc lors de la formation des 

nanopores pour les valeurs négatives de courant en raison du flux entrant de cations. 

L’observation des courbes I/U sur les cellules traitées (Figure 50) montre une rectification 

du courant entrant similaire aux cellules contrôle (Figure 48). 

 

Figure 50 : Mesures de courant sur cellules contrôle (A, D), cellules exposées aux électrodes sans application du 

nsPEF (B, E), ou cellules soumises à l’application d’un nsPEF (C, F). (A, B, C)  cellules traitées Latrunculine, 

(D, E, D) cellules traitées Cytochalasine. ��: 20 s avant le nsPEF,�� : 10 et �� : 20 s après l’application du 

nsPEF. Moyenne et SEM. 

L’analyse comparative des courbes 20 s après l’application du nsPEF lorsque les 

nanopores sont formés tend à montrer une variation dans la rectification du courant entrant 

pour les valeurs négatives de voltage. En effet les courbes I/U pour les cellules traitées par les 

drogues montrent une rectification moins importante qui se traduit par une entrée plus limitée 

de cations que pour les cellules contrôle. Cependant, pour les valeurs positives de tension, on 

observe que la sortie de cations est aussi diminuée, ce qui ne permet pas de conclure quant à 

la modification des flux d’ions sur les cellules traitées. De plus, les différences observées ne 

sont pas significatives étant donné le recouvrement des barres d’erreur (Figure 51). 
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Figure 51 : Courbes du courant mesuré 20 s après l’application du nsPEFs sur des cellules contrôle (�), traitées 

Latrunculine (�) ou Cytochalasine (�). Moyennes et SEM. 

Afin d’obtenir des données quantitatives, nous avons donc calculé la conductance liée au 

flux entrant, mais aussi au flux sortant, étant donné que la modification de la structure du pore 

vers une symétrie entrainerait des flux sortant et entrant égaux. La pente des courbes pour des 

tensions négatives (entrant, pente 1) et positives (sortant, pente 2) a donc été mesurées (Figure 

52).  

 

Figure 52 : Analyse des données de P-Clamp par mesure des pentes des courbes et ainsi de la conductance liée 

aux flux entrant et sortant d’ions.  

Les cellules traitées montrent une conductance basale significativement plus faible que les 

cellules contrôle. Cependant l’application du nsPEF provoque la même augmentation de 

conductance, pour les cellules contrôle, traitées Latrunculine A ou traitées Cytochalasine D 

(Figure 53), que ce soit pour des voltages négatifs ou positifs. 
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Figure 53 : Mesure de la conductance membranaire pour les voltages positifs (A, pente 1) et négatif (A, pente 2). 

Le nsPEF est appliqué à t = 0. Les cellules contrôle (noir) n’ayant pas subi de traitement montrent une 

augmentation de la conductance liée à la formation des nanopores après l’application du nsPEF. Les cellules 

traitées avec la Latrunculine A (vert) ou la Cytochalasine D (orange) montrent la même augmentation de 

conductance. Moyenne ± SEM, Student unpaired t-test. Entre 10 et 15 cellules ont été mesurées par condition. 

C. Conclusion 

L’utilisation de drogues inhibant la polymérisation de l’actine n’a pas provoqué la 

formation de pores symétriques. En effet les mesures de conductance ne montrent aucun 

changement significatif entre les cellules non traitées et les cellules traitées soit avec la 

Latrunculine A soit avec la Cytochalasine D (Figure 53). L’entrée préférentielle de cations 

vers l’intérieur de la cellule a toujours lieu malgré la dépolymérisation de l’actine. Cette 

dépolymérisation, comme observée Figure 49, provoque pourtant un changement radical au 

niveau de la morphologie de la cellule étant donné le rôle joué par les filaments d’actine sur la 

structuration cellulaire et membranaire. En effet ces microfilaments vont intervenir dans 

l’ancrage cellulaire au support via les points focaux d’adhésion. Mais l’actine n’intervient pas 

seulement sous la forme de microfilament, elle va aussi constituer un réseau sous 

membranaire, dit réseau cortical d’actine, qui interagit fortement avec la membrane pour lui 

donner sa forme lisse (Lodish H et al., 2000). Il était donc logique de penser que les 

interactions protéiques et lipidiques avec l’actine pouvaient intervenir dans la formation des 

nanopores en limitant la diffusion des lipides sur la couche interne de la membrane (Figure 

46). L’absence de différence dans les flux d’ions à travers ces nanopores soulève de nouveau 

la question relative à leur possible structure conique.  
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Deux hypothèses se dégagent des précédentes observations qui n’impliquent pas le 

cytosquelette d’actine dans la forme des nanopores : 

- La structure conique des nanopores est liée à d’autres contraintes que le cytosquelette, 

la dépolymérisation de l’actine par les drogues n’entraine donc aucun changement 

dans les flux d’ions. 

- Les interactions actine/membrane sont déstabilisées par les nsPEF, entraînant la même 

réponse sur les cellules contrôle que sur les cellules dont l’actine est dépolymérisée. 

Cette déstabilisation pourrait causer le phénomène de « swelling » (Hohenberger et 

al., 2011; Romeo et al., 2013).  

Dans les deux cas, la forme conique est donc provoquée par un autre phénomène que l’on 

peut par exemple imaginer lié à la courbure de la membrane. La contrainte de courbure de la 

membrane pourrait provoquer la forme asymétrique en considérant que la couche externe de 

lipide serait plus étirée que la couche interne. En effet toutes les simulations numériques sont 

actuellement réalisées sur un modèle membranaire plan, mais on sait que les cellules 

présentent de nombreuses invaginations et évaginations induisant des courbures, et que la 

forme de la cellule elle-même tend à courber la membrane.  

De plus il n’est pas à oublier que, si le cytosquelette interagit avec la membrane en 

interne, des interactions membranaires ont aussi lieu sur la couche externe. Les sucres du 

glygocalix vont interagir tant avec les protéines transmembranaires qu’avec les lipides, et 

peuvent donc aussi influencer la formation des nanopores. 

III.  Effet sur l’enveloppe nucléaire  

Ces travaux ont été menés en collaboration avec Dr. T. Batista-Napotnik et Dr. 

D.Miklavcic, Universitat Ljubljana, Laboratory of Biocybernetik, Ljubljana, Slovénie. 

A. « Nanosecond electric pulses effects on gene expression”, article accepté dans 

Journal of Membrane Biology en 2013 

Sur la base de l’étude de Beebe et al. en 2003 (Beebe et al., 2003b), nous nous sommes 

intéressés à mesurer la capacité des nsPEF à augmenter le taux de transfection en combinant 

des impulsions millisecondes (8x5 ms, 1 Hz, 400 V/cm) pour perméabiliser la membrane 

plasmique et des nsPEF (de 1 à 200 impulsions de 10 ns, 10 Hz, 10 kV/cm) à différents temps 
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après les impulsions millisecondes. Cette stratégie permettait d’étudier l’effet des nsPEFs sur 

la membrane plasmique lorsque les nsPEF sont appliquées directement après les 

millisecondes, mais aussi sur les différentes étapes du transfert de gène lorsqu’elles sont 

appliquées au bout de 30 min (impact sur le transport intracytoplasmique du plasmide), 2 h, 6 

h (impact sur le passage de l’enveloppe nucléaire) ou 24h (impact sur l’expression). Ces 

expériences ont été réalisées sur cellules CHO, et l’effet des nsPEF a aussi été étudié sur 

cellules HCT-GFP. 
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Abstract Gene electrotransfection using micro- or mil-

lisecond electric pulses is a well-established method for

safe gene transfer. For efficient transfection, plasmid DNA

has to reach the nucleus. Shorter, high-intensity nanosec-

ond electric pulses (nsEPs) affect internal cell membranes

and may contribute to an increased uptake of plasmid by

the nucleus. In our study, nsEPs were applied to Chinese

hamster ovary (CHO) cells after classical gene electro-

transfer, using micro- or millisecond pulses with a plasmid

coding the green fluorescent protein (GFP). Time gaps

between classical gene electrotransfer and nsEPs were

varied (0.5, 2, 6 and 24 h) and three different nsEP

parameters were used: 18 ns-10 kV/cm, 10 ns-40 kV/cm

and 15 ns-60 kV/cm. Results analyzed by either fluores-

cence microscopy or flow cytometry showed that neither

the percentage of electrotransfected cells nor the amount of

GFP expressed was increased by nsEP. All nsEP parame-

ters also had no effects on GFP fluorescence intensity of

human colorectal tumor cells (HCT-116) with constitutive

expression of GFP. We thus conclude that nsEPs have no

major contribution to gene electrotransfer in CHO cells and

no effect on constitutive GFP expression in HCT-116 cells.

Keywords Nanosecond electric pulse � Gene

electrotransfection � Electroporation � Nuclear envelope �

Plasmid DNA

Introduction

Electroporation is a physical method used to improve

delivery of nonpermeant molecules into cells. The tech-

nique was introduced by Neumann and Rosenheck (1972),

and its mechanism has been studied for decades. It is used

in clinics to potentiate the effects of cytotoxic drugs for

cancer treatment, a method called ‘‘electrochemotherapy’’

(ECT) (Mir et al. 2003). Based on the use of ‘‘medium’’-

lasting electric pulses (100–900 ls at an electric field in the

range of several hundreds of volts per centimeter), ECT

permeabilizes the plasma membrane of tumor cells and

allows anticancer drugs (such as bleomycin and cisplatin)

to enter directly into the cytoplasm and eventually kill

tumor cells (Kotnik et al. 2012). These medium pulses or

longer ones (1–10 ms with an electric field intensity in the

range of several hundred volts per centimeter) are also used

for gene transfer as they not only permeabilize the mem-

brane but also cause DNA to move toward the permabi-

lized cell membrane due to electric forces (electrophoresis)

and to enter the cell to be expressed (Escoffre et al. 2010;

Golzio et al. 2002a; Kanduser et al. 2009; Paganin-Gioanni

et al. 2011; Satkauskas et al. 2002). This approach, called

‘‘gene electrotransfer,’’ has a main clinical application in

gene therapy and DNA vaccination, and for now one

clinical trial has been published (Daud et al. 2008), while

several others are ongoing (Heller and Heller 2010;
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El-Kamary et al. 2012). Longer (millisecond) pulses have

been shown to be the more efficient in gene transfer

(Cemazar et al. 2009). The protocol using classical gene

electrotransfection parameters (8 9 5 ms, 700 V/cm,

1 Hz) is efficient in vitro since[30 % of cells can express

the gene coded by plasmid DNA (Chinese hamster ovary

[CHO] and human colorectal tumor [HCT] cells) while

preserving cell viability to a large extent (Chopinet et al.

2012; Golzio et al. 2002a; this study). However, in skin

tumors, this rate decreases dramatically both ex vivo

(Chopinet et al. 2012) and in vivo (Cemazar et al. 2009;

Rols et al. 1998). Improvements of the method are there-

fore needed to allow its wider use in gene therapy.

Gene transfer can be described as a two-barrier process

at the cell level irrespective of vectorization technique

(viral, chemical or physical). Firstly, plasmid DNA must

cross the plasma membrane; and secondly, after migration

through the cytoplasm, it must cross the nuclear envelope

in order to be expressed. Studies on the cell cycle have

shown that gene electrotransfer efficiency is increased

when the nuclear envelope is disrupted, i.e., when cells are

pulsed during G2 phase (Golzio et al. 2002b; Escoffre et al.

2010). Exposure of cells to medium and long electric

pulses leads to plasma membrane permeabilization; thus,

the first barrier is overcome, but the second barrier, the

nuclear envelope, remains a challenge.

Deng et al. (2003) and Schoenbach et al. (2001) introduced

a new class of short pulses into electroporation research, called

‘‘nanosecond electric pulses’’ (nsEPs, 4–600 ns), linked to

technological improvements (Rebersek and Miklavcic 2011;

Sundararajan 2009). These nsEPs are described as being able

to disturbmembranes of internal organelles under high voltage

(several tens of kilovolts per centimeter). Numerical simula-

tion as well as theory showed that nsEPs are capable of

destabilizing internal cell membranes because of their charg-

ing time (Gowrishankar et al. 2011; Kotnik and Miklavcic

2006; Schoenbach et al. 2001; Tekle et al. 2005; Retelj et al.

2013). Results obtained in vitro revealed several effects on cell

organelles such as permeabilization of intracellular granules

(Schoenbach et al. 2001), endocytotic vesicles (Napotnik et al.

2010) and large endocytosed vacuoles (Tekle et al. 2005) as

well as calcium release from endoplasmic reticulum (ER)

(Beebe et al. 2003; for review, see Joshi and Schoenbach

2010). In this context, as nsEPs have an effect on internal

organelle membranes, the point was to consider that they

might have an effect on the nuclear envelope.UsingnsEPs, the

nuclear envelope barrier could be overcame and gene elec-

trotransfer efficiency enhanced by allowing plasmid DNA

(already present in the cell cytoplasm due to large pulses) to

gain access to the nucleus. This is why over 10 years ago the

following strategy began to be investigated: combination of

medium or long electrical pulses to first permeabilize the

plasma membrane and allow plasmid to access cytoplasm,

followed by application of nsEPs to destabilize the nuclear

envelope and enhance gene expression by increasing the

number of plasmids entering thenucleus (Fig. 1a).Beebe et al.

(2003) described that nsEPs may have a significant effect on

gene electrotransfer. In this publication, a 3.6-fold increase in

gene expression (greenfluorescent protein [GFP] fluorescence

intensity)wasmeasured byflowcytometry for cells exposed to

classical electroporation plus one nsEP 30 min later when

compared to control with only classical electroporation. The

same results were reported by Beebe et al. (2004).

Since then, however, no other publication can be found

on this subject using nsEPs. One work using one pulse of

5-ls at 9 kV/cm showed some effects on the nucleus and

permeability but not on gene transfection (Bellard and

Teissié 2009). In our present study, we followed the same

strategy with a new set of nsEPs using multiple pulses and

different delays between classical EPs and nsEPs (Fig. 1b).

We performed three sets of experiments with different

electrical parameters but using the same protocol, meaning

we first pulsed CHO cells in the presence of a plasmid

coding the GFP with classical gene electrotransfer param-

eters and after different time gaps (0 and 30 min and 2, 6

and 24 h) applied 1, 5, 20, 50 or 200 nsEPs.

The first set (see Table 1) was composed of the combi-

nation of 8 9 5 ms, 400 V/cm, 1-Hz pulses for classical

gene transfer and 18 ns, 10 kV/cm, 10 Hz for nsEPs. For the

second set we used the same classical electrotransfection

protocol and 10 ns, 40 kV/cm, 10 Hz for nsEPs. For the

third and last set classical electrotransfection was performed

with 4 9 200 ls, 1.2 kV/cm, 1 Hz and 15 ns, 60 kV/cm,

10 Hz was used for nsEPs. Then, 24 h after nsEP applica-

tion we analyzed transfection rate and fluorescence intensity

by flow cytometry or fluorescence microscopy (depending

on the lab where the experiments were performed). We also

exposed human colorectal tumor cells (HCT-116), stably

transfected for GFP, to all nsEP parameters and analyzed the

effect these might have on gene expression. Overall, no

major effects of nsEPs could be detected.

Materials and Methods

Cell Culture

CHO cells (wild-type Toronto; ATCC, Manassas, VA) were

used for studying gene electrotransfection and nsEPs. Cells

were grown as a monolayer culture in minimum essential

Eagle medium with Earle’s salts and nonessential amino

acids (EMEM; Eurobio, Les Ulis, France), supplemented

with 10 % fetal bovine serum (GIBCO/Life Technologies,

Grand Island, NY), L-glutamine (0.58 g/l, GIBCO/Life

Technologies), 2.95 g/l tryptose-phosphate (Sigma-Aldrich,

St. Louis, MO), BME vitamins (Sigma-Aldrich), 3.5 g/l
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glucose (Sigma-Aldrich) and the antibiotics penicillin (100

U/ml) and streptomycin (100 lg/ml, both from GIBCO/Life

Technologies) at 37 �C, 5 % CO2 atmosphere in a humidi-

fied chamber until they reached 70 % confluence.

HCT-116 cells, which are derived from human colo-

rectal carcinoma cells and present constitutive expression

of GFP, were used for studying the effects of nsEPs on

gene expression. Cells were infected with viral vectors to

stably express enhanced GFP (eGFP). To that purpose, a

retroviral vector, MFG-eGFP, encoding eGFP under the

control of 50 long terminal repeats (LTRs), was used. 293T

cells, generously provided by Genethon (Evry, France),

were transiently transducted using the calcium phosphate

coprecipitation protocol with pMDG encoding VSV-G

protein, pGagPol encoding gag and pol and MFG-eGFP.

Viruses containing supernatants were collected 36–72 h

after transduction, filtered and concentrated to titers of 1 to

5 9 109 colony forming units/ml. HCT-116 cells were

plated in a 35-mm culture dish 24 h prior to transduction.

On day 0 cells were transduced with viral vectors at a

multiplicity of infection of 100:1. After transduction

(48 h), cells were harvested for FACS analysis on a Bec-

ton–Dickinson FacsCalibur to select cells stably expressing

eGFP. Cells were grown as a monolayer culture in Dul-

becco’s modified Eagle medium with glucose, L-glutamine

and sodium pyruvate (GIBCO/Life Technologies), sup-

plemented with 10 % fetal bovine serum and the antibiotics

penicillin and streptomycin at 37 �C, 5 % CO2 atmosphere

in a humidified chamber.

Gene Electrotransfection Protocols

Three different conditions were used to study nsEP effects

on gene transfer, using two different electrical parameters

for classical gene electrotransfer and three different elec-

trical parameters for nsEPs as summarized in Table 1. Each

experiment was repeated three times independently.

CHO cells were first exposed to electric pulses that are

generally used in gene transfer electroporation (EP) pro-

tocols. Cells were incubated for 0 and 30 min and for 2, 6

and 24 h and then exposed to nsEPs (1, 5, 20, 50 and 200

pulses). Cells were trypsinized and suspended in phosphate

buffer (PB; 10 mM KH2PO4/KH2PO4, 1 mM MgCl2,

250 mM saccharose [pH 7.4]) at a concentration of

3 9 106 cells/ml, and 40 lg/ml pEGFP-C1 plasmid was

added. For 8 9 5 ms, 400 V, 1-Hz parameters 420 ll of

cell solution was put between stainless steel, flat, parallel

electrodes (1-cm gap, resulting in an electric field of

400 V/cm) and exposed to square-wave electric pulses at

room temperature using a pulse generator (electrocellS20;

Betatech, Bordeaux, France). For 4 9 200 ls, 1 Hz, 480 V

parameters, 800 ll of cell suspension was placed into an

Eppendorf (Hamburg, Germany) cuvette (4 mm, resulting

in an electric field of 1.2 kV/cm), and pEGFP-N1 plasmid

Fig. 1 Biological context and

experimental outline (Color

figure online)

Table 1 Description of the three sets of electrical parameters used

Classical electrotransfection

parameters

nsEP parameters

Set 1 8 9 5 ms, 400 V/cm, 1 Hz 18 ns, 10 kV/cm, 10 Hz

Set 2 8 9 5 ms, 400 V/cm, 1 Hz 10 ns, 40 kV/cm, 10 Hz

Set 3 4 9 200 ls, 1.2 kV/cm, 1 Hz 15 ns, 60 kV/cm, 10 Hz
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was added (40 lg/ml). Cells were electroporated with an

electric pulse generator (GHT 1287B; Jouan, St. Herblain,

France).

For 0 min incubation, cells were immediately trans-

ferred to electroporation cuvettes and pulsed with nsEPs

(see ‘‘Nanosecond Electroporation’’ below). For longer

incubation times, fetal bovine serum was added to cells

after pulsing (20 % of suspension volume), and the mixture

was incubated for 5 min at 37 �C to prevent cells from

dying and to improve plasma membrane resealing (Delteil

et al. 2000; Haberl et al. 2010). Cells were then transferred

to 5 ml EMEM and incubated for 30 min or 2 h, with

occasional shaking. Cells that were incubated for 6 and

24 h were seeded to a small culture flask (25 cm2) and

placed in a 5 % CO2 incubator, allowing them to attach to

the surface; later they were trypsinized, centrifuged and

resuspended in 70 ll of pulsation buffer for nsEP.

Nanosecond Electroporation

Cells in EMEM were centrifuged and transferred to PB at a

concentration of 3 9 106 cells/ml. Cell suspension (70 ll)

was placed in electroporation cuvettes with built-in alu-

minum electrodes with a 1-mm gap (Eppendorf). Cells

were pulsed with 1, 5, 20, 50 and 200 nsEPs. Cells pulsed

only with classical EP pulses, no nsEPs, were used as a

control. After applying nsEPs, fetal bovine serum was

added to cells after pulsing (20 % of suspension volume)

and incubated for 5 min. Finally, cells were placed in

24-well plates in 1 ml of medium and incubated for 24 h

(from EP pulsing) in a CO2 chamber.

At 24 h after nsEP pulsing, cells were analyzed by flow

cytometry or fluorescence microscopy (see below). For the

point where nsEPs are applied 24 h after classical parameters,

GFP expression was analyzed 24 h after nsEP application.

Plasmid DNA

pEGFP-C1 or pEGFP-N1 (Clontech,MountainView, CA), a

4.7-kb plasmid DNA encoding GFP, was amplified in

Escherichia coliDH5a and purified with theMaxiprep DNA

Purification System or the HiSpeed Maxi kit (Qiagen, Hil-

den, Germany) according to the manufacturer’s protocol.

nsEP Generators

A PBG2 (Kentech Instruments Ltd, Wallingford, UK)

generator was used, delivering 18- and 10-ns pulses at 10

or 40 kV/cm, respectively (sets 1 and 2) (Fig. 2). The pulse

profile was recorded directly on the electrodes through a

Barth attenuator (142-HMFP-10 dB; Barth, Boulder City,

NV) and other attenuatuors that on the whole attenuate up

to 60 dB (Kenaan et al. 2011) by means of an oscilloscope

(TDS5104B, 1 GHz; Tektronix, Beaverton, OR). This

generator was triggered by a Betatech generator (Electro-

cell S20) to monitor the number of pulses and frequency.

For the third set of nsEP parameters, a custom-designed

nanosecond, high-voltage electric pulse generator was

used. It was designed and manufactured at the Laboratory

of Biocybernetics at the Faculty of Electrical Engineering,

University of Ljubljana, as a diode opening switch gener-

ator, described elsewhere (Rebersek and Miklavcic 2011).

The pulses were measured at the electrodes by a LeCroy

PPE 6 kV probe and the Wave Surfer 422 oscilloscope

(Teledyne LeCroy, Chestnut Ridge, NY) (Fig. 2).

Permeabilization Assay

Cells were pulsed in the conditions described above

(pulsing protocol one) in the presence of 0.1 mM propi-

dium iodide (Sigma-Aldrich), incubated for 5 min at room

temperature and observed under a fluorescence microscope

(Leica, Wetzlar, Germany; DMRIB microscope, filter

515–560, Mirror 580, LP 590, 1009 objective for perme-

abilization observation).

Gene Expression

HCT-116 cells with constitutive expression of GFP were

trypsinized and suspended in PB at a concentration of

3 9 106 cells/ml. Cells were then transferred to electro-

poration cuvettes, and 1, 5, 20, 50 and 200 nsEPs were

applied with the three set of parameters described previ-

ously. Cells were then incubated for 24 h in the same

manner as CHO cells.

Flow Cytometry and Data Analysis (Sets 1 and 2)

At 24 h after EP application (for sets 1 and 2) cells were

trypsinized and suspended in Dulbecco’s phosphate-

Fig. 2 nsEP profiles for the three sets described in Table 1

L. Chopinet et al.: Effects on Gene Expression

123



buffered saline without Mg and Ca (Eurobio). Cells with a

24-h time gap between EP and nsEP were trypsinized 24 h

after nsEP (48 h after EP). Cells were then analyzed by

flow cytometry at kEX = 488 nm and kEM = 520/42 nm

BP (FacsCalibur, Becton–Dickinson). A minimum of 2,000

cells (debris excluded) were counted per sample. Data were

analyzed using Excel software (Microsoft, Redmond, WA).

The mean fluorescence of transfected cells was normalized

to the control for figure presentation. One-way ANOVA

repeated measurement was used on raw data to determine

statistical differences between pulsed groups and control

using GraphPad Prism Software (GraphPad Software, La

Jolla, CA).

Fluorescence Microscopy (Set 3)

After 24 h, three images per Petri dish on a distinct area

were recorded using an epifluorescent microscope (Leica

DFC450 C): 409 objective, excitation wavelength 470 nm

and appropriate filter set (EX470/D495/EM525), with the

same image acquisition parameters (for transfection, CHO

cells, exposure time 1.5 s, gain 59; for expression, HCT-

116 cells, exposition time 1 s, gain, 49). Images were

analyzed with a Java-based image processing program

(ImageJ; National Institutes of Health, Bethesda, MD);

fluorescent cells were counted and the mean fluorescence

of cells was determined (background fluorescence sub-

tracted). Statistical analysis was performed using Excel and

SygmaPlot (Systat Software, Chicago, IL). Statistically

significant differences were tested using one-way ANOVA.

Results and Discussion

Do nsEPs Improve Plasmid DNA Nuclear Envelope

Crossing?

CHO cells were pulsed in the presence of plasmid DNA

with a combination of classical EP pulses and nsEP. Time

gaps between classical EP and nsEP pulses (0 and 30 min,

2, 6 and 24 h) and number of nsEPs (0, 1, 5, 20, 50 and

200) were varied. We used three different sets of param-

eters (Table 1). At 24 h after nsEP application gene

expression was determined either by flow cytometry (sets 1

and 2, Figs. 3, 4) or by fluorescence microscopy (set 3,

Fig. 5). Compared to data obtained only for classical

electrotransfection pulse application (0 nsEP), results show

that transfection rates (% of transfected cells) in control

cells (submitted only to classical EP) present a mean of

31 ± 11 % using sets 1 and 2 (Figs. 3a, 4a) and 14 ± 8 %

in set 3 (Fig. 5a). These results demonstrate that, depend-

ing on the plasmid used and the classical electrotransfer

parameters chosen, the transfection rate is different, also

depending on the use of millisecond pulses (sets 1 and 2) or

microsecond pulses (set 3) in vitro, though both well within

the range usually reported for these kinds of electric

parameters.

No significant effects on the percentage of GFP-positive

cells can be measured when cells were submitted to nsEPs

immediately after the classical EP (Figs. 3a, 4a, time 0).

Despite the fact that nsEPs with these electrical parameters

permeabilize the plasma membrane (Fig. 6c–e), these

results are consistent with the fact that plasmids can only

enter the cell when classical EP is applied as no increase in

transfection rate is observed when nsEPs are applied

immediately after classical EP. Indeed, DNA needs elec-

trophoretic forces to migrate toward the permeabilized

plasma membrane and enter the cell (Faurie et al. 2010;

Kanduser et al. 2009). This means that nsEPs do not par-

ticipate in plasma membrane permeabilization in the same

way that classical EP does and do not allow DNA to cross

the plasma membrane. Thus, for the last set (i.e., set 3) of

electrical conditions, we performed nsEP only at 30 min

and 2, 6 and 24 h after classical EP.

When the nsEPs were applied at different time gaps

after classical EP (0, 5, 2, 6 and 24 h), no increase in

transfection rate was obtained (Figs. 3a, 4a, 5a). As no

DNA was added for these points, we were expecting an

increase in the number of plasmids expressed (fluorescence

intensity) more than the transfection rate. When analyzing

the mean fluorescence intensity of transfected cells, no

statistical increase in gene expression was measured

whatever the nsEP parameters (Figs. 3b, 4b, 5b).

Fluorescence intensity is directly correlated to the

number of GFPs inside the cell, linked to the number of

expressed gene, which means the number of plasmids

inside the cell that have reached the nucleus transcriptional

machinery (Cohen et al. 2009). As we know, DNA must go

from the plasma membrane to the nucleus through the

cytoplasm. This involves active transportation of plasmid

DNA (Rosazza et al. 2011, 2012; Vaughan and Dean

2006). Here, we show that no further increase in the

amount of DNA accessing the nucleus, and therefore pro-

tein expression, can be detected when 200 nsEPs are

applied 2 or 6 h after classical EP (i.e., after plasmid DNA

is already present inside the cell). Thus, at these times,

even if there is still DNA in the cytoplasm but not yet in the

nucleus, nsEPs do not have a beneficial effect on nuclear

envelope crossing. The effect of endonuclease activity and

further inactivation of plasmid can also be taken into

account for this absence of effect. Moreover, as shown in

2009 and 2011, nsEPs are able to trigger an actin response
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in plant cells, so these effects on cytoskeletal components

can interfere with DNA migration and thus stop its motion

toward to the nucleus (Berghöfer et al. 2009; Hohenberger

et al. 2011).

In contrast to the results reported by Beebe et al.

(2003, 2004), we observed no increase after applying a

single nsEP or up to 200 nsEPs, independently of the

time after classical EP that they were applied as well as

electrical parameters. Even if the intensity in our study is

lower than that in the studies by Beebe et al., we

expected that applying a large number of pulses should

have had an effect. In addition, nsEPs did not contribute

to a better transfection rate—the percentage of transfec-

ted cells remained unchanged. Numerical simulations

(Joshi et al. 2004; Kotnik and Miklavcic 2006; Retelj

et al. 2013) predict that the electric parameters of cells

Fig. 3 Effect of nsEP on gene electrotransfection in CHO cells—set

1 parameters. White bar represents control and progressively grey

bars represent 1, 5, 20 and 50 nsEP, with the black bar representing

200 nsEP. a Percentage of transfected cells. bMean GFP fluorescence

intensity relative to control in transfected cells. Data are

means ± standard errors of three independent experiments

Fig. 4 Effect of nsEP on gene electrotransfection in CHO cells—set

2 parameters. White bar represents control and progressively grey

bars represent 1, 5, 20 and 50 nsEP, with the black bar representing

200 nsEP. a Percentage of transfected cells. bMean GFP fluorescence

intensity relative to control in transfected cells. Data are

means ± standard errors of three independent experiments

Fig. 5 Effect of nsEP on gene electrotransfection in CHO cells—set

3 parameters. White bar represents control and progressively grey

bars represent 1, 5, 20 and 50 nsEP, with the black bar representing

200 nsEP. a Percentage of transfected cells. bMean GFP fluorescence

intensity relative to control in transfected cells. Data are

means ± standard errors of three independent experiments
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and organelles (e.g., membrane capacitance and internal

conductivity) lead to differences in charging times of the

membranes, organelles presenting a shorter time than the

plasma membrane and thus are potentially specifically

sensible to nsEP. The plasma membrane is a simple lipid

bilayer, whereas the nuclear envelope consists of two

lipid bilayers. The outer bilayer is connected to the ER

and the inner is supported by nuclear lamina and DNA,

which confer to the nuclear envelope a higher complexity

than ER or mitochondria that has been shown to be

destabilized by nsEP. Moreover, it has several proteins

inserted in and large pore complexes that span through

both bilayers (Wente and Rout 2010) that may prevent

any effects of electric fields as the nuclear envelope

cannot represent a simple capacitor. Nowadays, no sim-

ulations at this level of complexity are available in the

literature, and therefore, only experimental data can help

us to define nsEP incidence on this structure.

Do nsEPs Affect Endogenous Expression?

HCT-116 cells with constitutive expression of GFP were

pulsed using the three electrical parameters for nsEP as pre-

sented in Table 1 butwithout any classical pulses applied prior

to nsEP. Mean GFP fluorescence was compared to nonpulsed

control cells. Applying nsEP did not alter mean fluorescence

compared to nonpulsed cells as measured by flow cytometry

(Fig. 7a, b) or fluorescence microscopy (Fig. 7c). In all of

these conditions, no effect could be measured. These results

suggest that nsEP has no effect on the cell lines used in our

experiments for GFP expression (CHO transient electrotrans-

fection and HCT endogenous expression).

Fig. 6 Expression and permeabilization of cells. a CHO cells to set 1

parameters in 6-h time gap between EP and nsEP, observed 24 h after

nsEP. Phase contrast image and fluorescence image of GFP expres-

sion (409 objective). b Permeabilization of cells observed by entry of

propidium iodide, contrast phase and fluorescence image for classical

electroporation protocol only of set 1 (1009 objective). c–e Perme-

abilization of cells submitted to 200 nsEP only of sets 1, 2 and 3,

respectively—phase contrast image and fluorescence-associated

(1009 objective)
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Conclusion

We can conclude that, under all conditions used in our study,

nsEPs have no effect on gene expression (either for trans-

fected or for endogenous genes) and their use, according to

the present knowledge and experience, will not help in

increasing gene electrotransfection efficiency. We can state

that nsEPs are not ‘‘permeabilizing,’’ i.e., breaching the

nuclear envelope or plasma membrane in the same way as

classical EP does with long and medium pulses that effi-

ciently permeabilize the plasma membrane. Other experi-

ments performed with a lower quantity of plasmid or with a

higher electric field intensity and number of pulses could

perhaps help to detect an effect of nsEP on the nuclear

envelope by making an increase in the number of plasmids

expressed more visible.
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Escoffre JM, Teissié J, Rols MP (2010) Gene transfer: how can the

biological barriers be overcome? J Membr Biol 236:61–74

Faurie C, Rebersek M, Golzio M, Kanduser M, Escoffre JM, Pavlin

M, Teissie J, Miklavcic D, Rols MP (2010) Electro-mediated

gene transfer and expression are controlled by the lifetime of

DNA/membrane complex formation. J Gene Med 12:117–125

Golzio M, Teissie J, Rols MP (2002a) Direct visualization at the

single-cell level of electrically mediated gene delivery. Proc Natl

Acad Sci USA 99:1292–1297
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Golzio M (2011) Direct visualization at the single-cell level of

siRNA electrotransfer into cancer cells. Proc Natl Acad Sci USA

108:10443–10447

Rebersek M, Miklavcic D (2011) Advantages and disadvantages of

different concepts of electroporation pulse generation. Autom-

atika 52:12–19

Retelj L, Pucihar G, Miklavcic D (2013) Electroporation of intracel-

lular liposomes using nanosecond electric pulses—a theoretical

study. IEEE Trans Biomed Eng. doi:10.1109/TBME.2013.

2262177

Rols MP, Delteil C, Golzio M, Dumond P, Cros S, Teissie J (1998)

In vivo electrically mediated protein and gene transfer in murine

melanoma. Nat Biotechnol 16:168–171

Rosazza C, Escoffre JM, Zumbusch A, Rols MP (2011) The actin

cytoskeleton has an active role in the electrotransfer of plasmid

DNA in mammalian cells. Mol Ther 19:913–921

Rosazza C, Phez E, Escoffre JM, Cézanne L, Zumbusch A, Rols MP
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B. Conclusions 

Ces expériences avaient pour but de déterminer un effet des nsPEF sur l’enveloppe 

nucléaire, en utilisant le transfert de gène comme outil de visualisation. Les résultats ne 

montrent aucun impact sur le transfert de gène pour toutes les conditions utilisées. Les 

conditions électriques appliquées ne provoquent donc pas d’effet sur les cellules. 

Contrairement aux résultats obtenus par Beebe et al. en 2003, aucune amélioration du 

transfert de gène n’a été observée, conduisant à la conclusion que les nsPEF ne rendent pas 

l’enveloppe nucléaire perméable aux plasmides dans nos conditions électriques. Concernant le 

fait que les nsPEF soient capables de perméabiliser la membrane plasmique mais ne 

produisent pas d’augmentation de la transfection, ceci peut être lié à la courte durée de ces 

impulsions qui ne vont pas permettre une migration électrophorétique des plasmides.  

IV.  Développement d’un applicateur d’impulsions nanosecondes  

Ces travaux ont été réalisés en collaboration avec Dr R. Vezinet et A.Catrain, 

Commissariat à l’énergie atomique et aux énergies alternatives - Gramat. 

L’émergence d’impulsions nanosecondes est liée à la possibilité de les appliquer de 

manière fiable, donc à la réalisation de générateurs permettant la formation de ces impulsions 

courtes avec un front de montée bref. Divers systèmes de générateur d’impulsion 

nanosecondes ont été mis en place (Behrend M et al., 2003; Chaney et Sundararajan, 2004; 

Kenaan et al., 2011; Kolb et al., 2006; Kuthi et al., 2005; Rebersek et al., 2009).  

Les impulsions nanosecondes nécessitent une intensité très élevée pour obtenir des effets 

biologiques. Le développement d’applicateurs miniaturisés a ainsi permis d’optimiser les 

conditions électriques, car en miniaturisant l’espace inter-électrodes il était possible 

d’augmenter fortement l’intensité appliquée sans nécessiter de forte intensité en sortie de 

générateur. Ces applicateurs sont généralement adaptés à l’observation sous microscope. Il 

existe des applicateurs sous forme d’électrodes de tungstène venant s’appliquer sur la cellule 

d’intérêt avec un espace inter-électrodes de 150 µm (Pakhomov et al., 2007b, et utilisé dans la 

partie II de ce chapitre), ou des applicateurs sous forme de plaques présentant également un 

espace inter-électrode d’une centaine de microns (Arnaud-Cormos et al., 2011; 
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Krishnaswamy et al., 2007; Sun et al., 2005b; Wu et al., 2013). Finalement, des systèmes de 

microfluidique ont récemment été mis en place (Dalmay et al., 2012). 

Nous nécessitions un applicateur capable d’être monté sur un microscope inversé afin de 

réaliser des observations en temps réel des effets des nsPEF sur le noyau. En nous inspirant 

des travaux de Sun et al. (Sun et al., 2005b), l’applicateur suivant a été réalisé (Figure 54-A) 

au CEA-Gramat. Ce système placé sur le porte-objet permettra l’acquisition d’images en 

microscopie lumière blanche ou fluorescence (Figure 54-B). 

 

 

Figure 54 : Applicateur nsPEF. A : Présentation de la partie support et transmission. La plaque d’application 

représente les électrodes. B : schéma simplifié du montage sur microscope inversé. 

Il permettra l’application d’impulsions courtes de manière fiable sur des électrodes en or 

d’une épaisseur de 50 µm avec largeur variable afin d’ajuster l’intensité et le volume. Ces 

électrodes sont réalisées sur lame de verre et placées en vis-à-vis d’une lamelle pour permette 

des acquisitions à fort grossissement en fluorescence. Le protocole réalisé pour la fabrication 

des électrodes a été élaboré à partir de la publication de Sun et al. 2005 (Sun et al., 2005b). 

Trois largeurs d’électrodes ont été fabriquées : 2, 1 et 0,5 mm selon le protocole ci-dessous 
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(Figure 55-A), sur du verre de 1 mm d’épaisseur sur la plateforme Renatech du LAAS-CNRS. 

Les masques ont été réalisés suivant le même motif initial (Figure 55-B).  

 

Figure 55 : Fabrication des électrodes. A : processus de fabrication par photolithopgraphie et gravure. B : Plan 

des masques pour photolithographie. 

La fabrication des électrodes par photolithographie et dépôt d’or en salle blanche au 

LAAS-CNRS est en cours. Après caractérisation de leur épaisseur au profilomètre et 

caractérisation de la transmission des champs électriques au niveau de l’échantillon dans l’air, 

l’eau et le tampon de pulsation, l’applicateur pourra être validé sur échantillon cellulaire. 

Cette étape de validation consistera en la visualisation de la perméabilisation membranaire 

suite à l’application de nsPEF comme décrit dans l’article précédent par entrée de PI. Par la 

suite des expériences de marquage du noyau (ADN, enveloppe nucléaire) pourront être 

menées afin de déterminer l’impact des nsPEF directement sur cette structure intracellulaire. 

V. Discussion et perspectives  

Les nsPEF se présentaient lors des premiers travaux réalisés pour les étudier comme les 

seules impulsions permettant d’accéder spécifiquement aux structures intracellulaires. Au 
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terme d’années d’études, il ressort clairement que même si les enveloppes intracellulaires 

arrivent à être perméabilisées, la membrane plasmique l’est aussi. L’enveloppe nucléaire, 

barrière majeure dans le cas de l’électrotransfert de plasmide, ne montre pas de sensibilité à ce 

type d’impulsion dans nos conditions. 

Il a pourtant été montré que ces impulsions particulières pouvaient perméabiliser les 

enveloppes des organelles (mitochondrie, vacuoles, RE). Cependant la visualisation de la 

perméabilisation du noyau reste difficile car mis à part l’ADN, peu de composants peuvent 

signaler la perméabilisation de l’enveloppe, comme le Ca2+ peut révéler la perméabilisation 

du RE ou des mitochondries. Nous nous sommes proposés dans cette étude d’utiliser le 

transfert de gène comme outil de visualisation de la potentielle perméabilisation de 

l’enveloppe nucléaire, mais aussi comme une approche permettant d’augmenter l’efficacité de 

la méthode pour l’utilisation en thérapie. 

En connaissance des effets des champs électriques sur la membrane en matière de gène 

(Golzio et al., 2002a), il était légitime de penser que si les nsPEF pouvaient perméabiliser les 

enveloppes intracellulaires, alors le même type de mécanismes observé sur la membrane 

plasmique pouvait avoir lieu sur l’enveloppe nucléaire. Sur la base de l’article de Beebe et al. 

en 2003, nous avons voulu reproduire leurs résultats avec des conditions plus modérées 

permises par nos générateurs. Les effets intracellulaires des nsPEF sur l’enveloppe nucléaire 

ont montré que les nsPEF ne provoquaient pas d’augmentation d’expression de transgène, ni 

de défaut dans l’expression de gène dans nos conditions. Cependant les conditions électriques 

employées dans l’article de Beebe et al. 2003 permettant une augmentation de transfert étaient 

extrêmes (150 kV/cm), et nous n’avons pu les reproduire dans cette étude. L’utilisation 

d’intensités plus élevées ou d’un nombre d’impulsions plus important pourrait conduire à des 

résultats différents et ces études doivent être à présent réalisés. 

Les raisons probables de l’absence d’augmentation de l’expression génique suite à 

l’application de nsPEF sont nombreuses. Il est à prendre en compte la complexité de 

l’enveloppe nucléaire comparée à celle de l’enveloppe des mitochondries et du RE. Cette 

membrane est déjà perméable du fait de la présence des complexes de pores nucléaires. Ces 

structures rendent donc l’enveloppe nucléaire moins capacitive que l’est la membrane 

plasmique, et peuvent donc limiter tout effet des champs électriques en laissant passer les 

lignes de champs au travers du noyau. D’autre part, même si l’enveloppe nucléaire est 

sensible aux impulsions électriques, le réseau de lamina sous l’enveloppe nucléaire peut 

empêcher la perméabilisation effective de l’enveloppe interne. Finalement, la taille du noyau 
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est beaucoup plus importante (en matière de diamètre) que celle des autres organelles qui ont 

pu être déstabilisés. Le diamètre du noyau, dans le cas de cellules en suspension est très 

proche de celui de la cellule. Les champs électriques auront donc le même effet que sur la 

membrane étant donné que si l’enveloppe nucléaire présente une résistance, le temps de 

charge sera donc similaire vis-à-vis de la durée des impulsions. Pour terminer, il est à prendre 

en compte que les plasmides sont des macromolécules qui nécessitent une perméabilisation de 

la membrane pour rentrer dans la cellule, mais dont l’internalisation dans le cytoplasme serait 

permise par des processus d’endocytose. Ainsi, l’entrée dans le noyau à travers l’enveloppe 

nucléaire suite à sa déstabilisation est elle-même peu probable. La différence de réactivité de 

l’enveloppe nucléaire aux nsPEF pourrait donc être définie par trois paramètres (Figure 56):  

- le rayon du noyau, qui est plus proche de celui de la cellule que de celui du RE ou des 

mitochondries, influence le temps de charge de la membrane qui sera plus long que 

quelques nanosecondes dans le cas où l’enveloppe nucléaire peut être chargée. 

- le fait que ce soit une double bicouche. Cependant, le RE et les mitochondries sont 

aussi délimités par des doubles bicouches, mais dans le cas du noyau la couche interne 

est en contact avec la lamina et va donc être moins « libre ». 

- la présence des pores nucléaires, qui bien qu’exerçant une sélectivité d’entrée et de 

sortie des macromolécules, forment des « portes » d’environ 40 nm de large et 

rompent ainsi la continuité membranaire empêchant de présenter l’enveloppe nucléaire 

comme un condensateur. Cependant chaque zone de membrane entre pores nucléaires 

pourrait représenter un condensateur.  

D’importantes reconsidérations vis-à-vis des études théoriques et des modélisations sont à 

faire. En effet l’enveloppe nucléaire ne peut se comparer aux autres membranes biologiques 

de par sa complexité et son temps de charge. Des modélisations prenant en compte la 

structure de l’enveloppe apporteraient des réponses. 

Au vu des résultats de ce chapitre, le transfert de gène peut donc se révéler comme 

mauvais rapporteur de l’éventuelle déstabilisation nucléaire. Des solutions doivent être 

trouvées pour mettre en évidence la perméabilisation du noyau. Des expériences basées sur 

l’imagerie sont prometteuses afin de faire des observations en temps réels. La réalisation de 

l’applicateur nsPEF adapté à la microscopie à fluorescence permettra de continuer à se 

pencher sur les questions en utilisant des méthodologies adaptées telle que le marquage de 

l’ADN ou de  composants de l’enveloppe nucléaire, des NPC ou encore de la lamina. Des 
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expériences visant à mettre en évidence des dommages à l’ADN sont aussi envisagées en 

parallèle d’essai de viabilité cellulaire afin de mettre en évidence des effets sur le matériel 

génétique. 

 

Figure 56 : Représentation électrique des membranes biologiques. A : les membranes biologiques sont des 

condensateurs qui vont ainsi se charger durant l’application de champs électriques. L’enveloppe des organelles 

est aussi considérée comme telle au vu des résultats obtenus, en particulier de libération de calcium 

intracytoplasmique. Adpaté de Tekle et al. 2005. B : l’enveloppe nucléaire est une structure plus complexe que 

celle des autres organelles de par la présence des pores nucléaires, et de sa connexion avec la lamina. De plus 

son rayon est plus important que ceux des organelles et les considérations théoriques sur le temps de charge ne 

s’appliquent surement pas dans son cas.  

L’étude de l’effet de ces impulsions sur la membrane n’en est qu’à ses débuts. La 

première partie du chapitre s’est intéressée à déterminer l’implication du cytosquelette 

d’actine dans la formation des nanopores provoquée par les nsPEF par Patch-Clamp. Il a été 

montré que la structure asymétrique de ces nanopores n’était pas affectée par l’ancrage du 

cytosquelette d’actine à la membrane. Ces résultats tendent à montrer que le cytosquelette 

d’actine peut être déstabilisé par les nsPEFs, et ainsi que la perméabilisation membranaire 

serait basée sur les même mécanismes pour les impulsions courtes et longues. 

Pour terminer, bien que les nsPEF ne montrent aucun effet bénéfique à l’électrotransfert 

de gène, aucun effet néfaste n’a pu être observé sur les cellules avec nos paramètres 

électriques. Les taux de transfection sont similaires dans toutes les conditions, indiquant que 

les mécanismes de transcription et traduction ne sont pas affectés par l’application des nsPEF 

même 24h après l’électrotransfection classique. Des études plus poussées des effets des 

nsPEF sur l’ADN (en particulier l’étude d’éventuelles cassures) et sur la viabilité doivent être 

réalisées, ainsi que l’effet d’un plus grand  nombre de pulses (plus de 1000 à haute fréquence) 

pour confirmer l’innocuité de ces impulsions avec nos paramètres électriques. 
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Conclusion générale et perspectives 

L’électroperméabilisation est une technique ayant montré son efficacité dans de 

nombreux domaines (conservation en agro-alimentaire, désinfection, extraction de protéines, 

transfert de molécules…). Au niveau thérapeutique, en chimiothérapie, elle favorise l’accès 

des molécules actives au cytoplasme des cellules et potentialise leur effet cytotoxique. Son 

mécanisme est basé sur la perméabilisation transitoire de la membrane plasmique qui, révélée 

par l’entrée de petites molécules, s’initie aux pôles de la cellule faisant face aux électrodes. 

L’application de cette technique au transfert de macromolécules d’ADN est prometteuse pour 

le développement d’une méthode de vectorisation en thérapie génique et vaccination par 

ADN. Cependant à l’heure actuelle l’efficacité de la technique in vivo peut encore être 

améliorée concernant le transfert en tissu tumoral qui présente de faibles taux de transfection 

(Cemazar et al., 2009a). Cette optimisation ne peut se passer d’une compréhension du 

mécanisme de transfert de gènes au niveau cellulaire afin de lever les verrous biologiques et 

technologiques. Au cours de cette thèse, trois verrous biologiques à l’électrotransfert de gène 

ont été étudiés : le passage par le plasmide portant le gène des cellules environnant la cellule 

cible, les mécanismes de perméabilisation membranaire, et le passage de l’enveloppe 

nucléaire. Des technologies innovantes de visualisation et de mesure ont été utilisées pour 

l’étude du transfert de gènes (AFM, Patch-Clamp…) et les effets des conditions électriques 

émergentes (champs électriques pulsés nanoseconde) sur le vivant ont été évalués. 

La validation du modèle sphéroïde pour l’étude de la barrière cellulaire a révélé que ce 

modèle reproduit les conditions in vivo (Figure 57). Il permet aujourd’hui de prédire les 

résultats sur le petit animal et doit servir à optimiser les conditions électriques avant 

l’utilisation du petit animal. Les travaux réalisés sur ce modèle par microscopie confocale 

révèlent un problème de diffusion de l’ADN entre les cellules de la structure multicellulaire 

tri-dimensionnelle, qui ne passe pas les premières couches de cellules, et reste donc en surface 

du sphéroïde. De plus, nous avons montré que l’état perméable de la membrane, 

probablement lié à la proximité des cellules voisines, se maintient plus longtemps. Cela 

conduit à la mort cellulaire de l’ensemble des cellules des couches externes du sphéroïde et à 

quelques cas de fusion. D’autres informations cruciales seront amenées par la réalisation de 

coupes qui permettront de visualiser les cellules du cœur du sphéroïde et l’étude des cellules 

dans cet environnement complexe. 
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Figure 57 : Le modèle sphéroïde reproduit les résultats obtenus in vivo, et permet une compréhension des 

barrières rencontrées par le plasmide sur une structure multicellulaire. Bien que toutes les cellules soient 

perméabilisées seulement celles en surface du sphéroïde sont en contact avec l’ADN plasmidique lors de 

l’électrotransfert, et la majorité de ces cellules ne récupèrent pas leur intégrité membranaire, menant à un très 

faible taux de transfection. 

Après avoir étudié les effets de l’électroperméabilisation sur un modèle multicellulaire, 

nous avons souhaité obtenir des mesures à l’échelle de la cellule unique afin d’étudier la 

deuxième barrière au transfert de gène : la membrane plasmique. Pour cette étude, l’AFM est 

un outil de choix, car elle permet de travailler en conditions physiologiques, sur une cellule 

unique et vivante. L’utilisation de la microscopie à force atomique a d’une part montré 

l’utilité de cette technique pour visualiser, et surtout mesurer directement les effets de la 

perméabilisation sur cellules vivantes sans marquage. D’autre part, elle a permis de mettre en 

évidence des effets globaux sur l’ensemble de la cellule et non localisés aux pôles faisant face 

aux électrodes ou la perméabilisation est initiée, comme il avait été montré par l’intermédiaire 

de l’entrée de PI. L’intérêt de l’AFM est de pouvoir réaliser des images topographiques et des 

mesures nano-mécaniques sur cellules vivantes à haute résolution (120 nm dans notre cas). 

Cette technique nous a permis d’observer la déstabilisation membranaire au cours du temps 

suite à l’application des champs électriques de transfert de gène et de mesurer une diminution 

d’élasticité membranaire suite à sa perméabilisation de l’ordre de 15 kPa (Figure 58). Les 

premières hypothèses sur la cause de cette diminution globale d’élasticité s’orientent vers une 

déstabilisation du réseau d’actine corticale, mise en évidence par des mesures d’élasticité sur 

cellules traitées par la Latrunculine. Les informations recueillies grâce à l’AFM amènent une 

nouvelle vision nano-mécanique de l’électroperméabilisation et permettent la mesure d’effets 

internes qui n’ont pas encore été mis en évidence par d’autres techniques. 
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Figure 58 : L’AFM permet de donner une dimension nanomécanique au phénomène d’électroperméabilisation en 

montrant une diminution d’élasticité plus longue que la perméabilisation membranaire visualisée par entrée de 

PI. Cette diminution peut être liée à une déstabilisation de l’actine corticale mais il reste à déterminer si c’est un 

effet secondaire de la perméabilisation membranaire ou un effet direct des champs électriques. 

Finalement, l’effet des impulsions électriques nanosecondes émergentes a été étudié sur la 

membrane plasmique, mais aussi sur la dernière barrière rencontrée par le plasmide : 

l’enveloppe nucléaire. Ces études ont révélé que le cytosquelette d’actine n’était pas impliqué 

dans la formation des nanopores membranaires asymétriques, et que les impulsions 

nanosecondes ne permettaient pas d’augmenter le nombre de plasmides ayant accès à la 

machinerie de transcription dans le noyau. Afin d’aller plus loin dans l’investigation des effets 

des impulsions nanosecondes sur le noyau et son enveloppe, des applicateurs adaptés à la 

microscopie à fluorescence ont été développés. Leur utilisation permettra une caractérisation 

fine de l’impact de ses impulsions courtes sur les cellules vivantes (Figure 59). 

 

Figure 59 : Les impulsions nanosecondes provoquent la formation, indépendante de l’actine, de nanopores 

membranaires asymétriques qui ne vont pas participer au passage de la membrane plasmique par les plasmides. 

Ces impulsions ne provoquent pas non plus d’augmentation d’efficacité de transfection, i.e. du nombre de 

plasmide atteignant la machinerie de transcription. 
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 Dans l’ensemble, ces travaux montrent une importante différence de sensibilité des 

cellules aux impulsions électriques selon qu’elles soient isolées en suspension, adhérentes ou 

organisées en 3D. Nous avons pu voir que les impulsions millisecondes de transfert de gène 

utilisées avaient des effets sur les composants intracellulaires, en particulier le cytosquelette 

d’actine grâce à la technologie AFM. Concernant les impulsions nanosecondes, nous avons vu 

qu’elles perméabilisaient la membrane plasmique aux ions, voire même à l’iodure de 

propidium. Cependant, cette perméabilisation n’apporte aucun bénéfice au franchissement de 

la membrane par les plasmides. De la même façon, les impulsions nanosecondes ne 

déstabilisent pas l’enveloppe nucléaire, n’affectent pas les mécanismes de transport du 

plasmide au noyau, et n’influencent ainsi pas le nombre de protéines exprimées par la cellule. 

Finalement, bien que l’actine corticale semble être affectée par les impulsions millisecondes, 

l’actine ne semble pas être impliquée dans la formation des nanopores produits par les nsPEF. 

Si ces résultats ne permettent pas d’ouvrir de nouvelles perspectives thérapeutiques 

concernant l’efficacité de l’électrotransfert d’ADN, ils ont l’intérêt de mettre en avant 

l’innocuité de ce type d’impulsions proches de celles utilisées dans le cadre de la défense.   

 Ces protocoles, modèles, et outils ont été mis en place et sont aujourd’hui validés et 

disponibles pour une investigation poussée des effets des champs électriques sur le vivant. 

Les perspectives de cette thèse consistent à leur utilisation combinée : 

- Le modèle sphéroïde peut être imagé et mesuré par AFM au niveau de la cellule 

unique dans les conditions décrites dans le chapitre 2, mais il sera aussi possible 

d’obtenir des informations sur l’élasticité du sphéroïde entier en utilisant des pointes 

AFM sphériques. 

- L’effet des impulsions nanosecondes au niveau intracellulaire peut être observé grâce 

aux applicateurs développés. Ces applicateurs peuvent aussi être adaptés au modèle 

sphéroïde en développant de nouvelles électrodes, et ainsi observer l’impact de la 

structure 3D sur l’effet des impulsions nanosecondes. 

- De la même façon, les impulsions nanosecondes (nécessitant un autre type 

d’applicateur comme par exemple les électrodes utilisées dans la partie Patch-Clamp 

du chapitre 3) pourraient être appliquées sur la platine de l’AFM et l’effet de ces 

impulsions ainsi étudié au niveau topographique et nano-mécanique. Il est aussi 

envisageable d’utiliser des cellules fixées après l’application des nanopulses comme 

ce protocole a été validé (Chopinet et al., 2013c).  
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- Finalement, pour continuer à rechercher d’éventuels effets sur l’enveloppe nucléaire, 

il est possible d’extraire des noyaux de cellules et de les exposer aux impulsions et 

d’étudier les noyaux par AFM, comme validé récemment (Chopinet et al., 2013a). 

En conclusion ces travaux ont apporté de nouveaux éléments dans la compréhension du 

mécanisme d’électroporation et des barrières au transfert de gène. En considérant les 

différentes techniques, modèles et composants cellulaires observés ainsi que les questions 

biologiques posées, il est possible de construire le tableau suivant résumant d’une part les 

réponses données dans ce manuscrit, et les questions qui restent encore à être étudier. 

 

Figure 60 : Résumé des principales questions et résultats obtenus au cours de cette thèse, ainsi que celles 

nécessitant encore une réponse. 
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Matériel et Méthodes 

I. Culture cellulaire 

Les cellules CHO (Chinese Hamster Ovary), Wild Type Toronto, proviennent de 

l’American Type Culture Collection. La composition de leur milieu de culture est la suivante : 

Minimum Essential Medium Eagle avec sels de Earle et acides aminés non-essentiels 

(EMEM; Eurobio, Les Ulis, France), supplémenté avec 10% de sérum de veau fœtal 

(Gibco/Life Technologies, Grand Island, NY, USA), 0.58 g/l L-glutamine (Gibco/Life 

Technologies Grand Island, NY, USA), 2.95 g/l tryptose-phosphate (Sigma-Aldrich, Saint-

Louis, MO, USA), BME vitamines (B6891 Sigma-Aldrich, Saint-Louis, MO, USA), 3.5 g/l 

glucose (G8644 Sigma-Aldrich, Saint-Louis, MO, USA), et un mélange pénicilline (100 

U/ml; Gibco/Life Technologies Grand Island, NY, USA) et streptomycine (100 µg/mL, 

Gibco/Life Technologies Grand Island, NY, USA). Elles sont diluées au 1/20 tous les 3 jours 

et utilisées jusqu’au trentième passage. Au-delà, une nouvelle ampoule à faible passage est 

décongelée. Les cellules HCT116 et HCT-116 GFP sont cultivées de la même façon dans un 

milieu Dubelco modified eagle’s medium (DMEM, Eurobio, Les Ulis, France) sans pyruvate, 

supplémenté avec 10% de sérum de veau feotal (Gibco/Life Technologies, Grand Island, NY, 

USA) et un mélange pénicilline (100 U/ml; Gibco/Life Technologies Grand Island, NY, 

USA) et streptomycine (100 µg/mL, Gibco/Life Technologie Grand Island, NY, USA s). Pour 

les expériences de Patch-Clamp des cellules CHO-K1 ont été utilisées (American Type 

Culture Collection), cultivées dans du milieu Ham’s F12K additionnée de 10% sérum de veau 

fœtal et 1% de mélange streptomycine/penicilline. 

II.  Composés généraux 

Trypsine-EDTA 10X à 250 UI/mg (Eurobio, Les Ulis, France) ; tampon Dubelco’s 

Phosphate Buffered Saline sans Ca2+ ni Mg2+ (Eurobio Les Ulis, France). Iodure de 

Propidium, (P4170 Sigma-Aldrich, Saint-Louis, MO, USA, λmax excitation = 493 nm, λmax 

émission = 617nm). Paraformaldéhyde (158127 Sigma-Aldrich, Saint-Louis, MO, USA). 

Sucrose (S9378 Sigma-Aldrich, Saint-Louis, MO, USA). Latrunculine B (L5288 Sigma-

Aldrich, Saint-Louis, MO, USA), latrunculine A (L5163 Sigma-Aldrich, Saint-Louis, MO, 

USA) , cytochalasine D (C8273, Sigma-Aldrich, Saint-Louis, MO, USA). 
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Composition du tampon d’électropulsation : 8.1 mM K2HPO4, 1.9 mM KH2PO4, 1 mM 

MgCl2/6H2O, 250mM Saccharose, pH 7,4, 1.2-1.4 .m-1, 300-350 mO.kg-1. (P3786, P5655, 

M8266, S9378 Sigma-Aldrich, Saint-Louis, MO, USA). 

Plasmide rapporteur : pEGFP-C1, 4.7 kb, codant la enhanced Green Fluorescent Protein 

(eGFP, λmax excitation = 488nm, λmax émission = 516nm) sous le contrôle du promoteur 

CMV, Clonetech (Palo Alto, CA), purifié à l’aide de Maxiprep-QIAGEN selon les 

recommandations de Qiagen (Courtaboeuf, France) à partir d’une souche E.Coli DH5α 

transformée. 

III.Analyse des données 

Les images de fluorescence ont toutes été traitées grâce au logiciel ImageJ. Les 

histogrammes ont tous été fais avec le logiciel GraphPad Prism 5, ainsi que les calculs 

statistiques, sauf les fréquences de distribution de module d’Young qui sont réalisés grâce au 

logiciel OriginPro 8. Tous les éventuels calculs intermédiaires ont été réalisés avec Microsoft 

Excel 2010. 

IV.Chapitre 1 – Sphéroïdes 

A. Microscopie et cytométrie 

Le microscope confocale utilisé pour l’ensemble des expériences est un microscope Zeiss 

LSM 510, objetif 10x, laser argon 488 nm et filtre BP 505-550 nm pour la mesure de 

l’émission de la GFP, et du TOTO-1 ; et Laser Helium-Neon 543 nm et filtre LP 585 nm pour 

l’observation du PI. Le cytomètre utilisé pour ces expériences est un cytomètre BD-FacsScan 

BD bioscience, Laser Argon 488 nm et filtre BP 585±42 nm pour l’observation du PI, et filtre 

BP 520±42 nm pour la GFP. 

B. Formation 

Principe de la goutte suspendue (Timmins and Nielsen, 2007) : une boîte 24 puits est 

préparée, 500 µL d’un mélange agar 4% - milieu de culture (50/50 v/v) sont coulés dans 

chaque puits, puis recouverts de 500 µL de milieu de culture. 500 cellules sont ensemencées 

par goutte de 20 µL de milieu de culture sur le couvercle renversé d’une boîte 24 puits (1 
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goutte par puits) (jour 0). Les cellules se regroupant par sédimentation, les contacts 

cellule/cellule sont favorisés au détriment des contacts cellules/matrice. Au jour 4, les puits 

sont vidés de leur milieu et les gouttes projetées dans le puits en tapant la boîte à plat sur la 

paillasse. Les petits sphéroïdes sont recouverts de 500 µL de milieu frais. Pour toutes les 

expériences, les sphéroïdes sont utilisés au jour 6. 

C.Électroperméabilisation 

Les impulsions électriques à vagues carrées sont délivrées par un générateur Jouan (St 

Herblain, France) grâce à des électrodes planes et parallèles en acier inoxydable espacées de 4 

mm. Les impulsions sont visualisées à l’aide d’un oscilloscope (Meteix). Pour les impulsions 

unipolaires, 10 impulsions de 5 ms sont appliquées à une fréquence de 1 Hz. Dans le cas 

d’impulsions bipolaires, un inverseur de polarité manuel est utilisé. 5 impulsions de 5ms sont 

délivrées dans une polarité, suivies de 5 dans l’autre, à une fréquence de 1 Hz. 

Cellules en suspension : 500000 cellules sont centrifugées à 0.7 rcf (centrifugeuse 

Centrifuge Eppendorf 5415 D) pendant 3 minutes puis resuspendues dans 100 µL de tampon 

de pulsation  contenant 0,1 mM de PI pour la perméabilisation, ou 1µg de plasmides peGFP-

C1 pour la transfection. La suspension est ensuite placée entre des électrodes dans une 

chambre de pulsation, et le champ électrique est appliqué. Pour la perméabilisation, les 

cellules sont incubées pendant 5 minutes à température ambiante après l’application du champ 

électrique puis diluées dans 300 µL de tampon PBS pour déterminer le taux de 

perméabilisation par cytométrie en flux. Pour la transfection, la suspension est placée dans 1,5 

mL de milieu de culture cellulaire dans une boîte de Pétri (Ø 35 mm) à 37°C en présence de 

5% CO2 pendant 24 heures avant l’analyse par cytométrie en flux de l’expression de GFP ou 

l’analyse de la viabilité cellulaire. 

Sphéroïdes : le sphéroïde âgé de 6 jours est tout d’abord lavé dans 1 mL de PBS puis 

placé dans 1 mL de tampon de pulsation. 100 µL de tampon de pulsation contenant 0,1 mM 

de PI (perméabilisation) ou 10 µg de plasmides peGFP-C1 (transfection) sont placés entre les 

électrodes. Le sphéroïde est prélevé dans un minimum de tampon et ajouté entre les électrodes 

dans une chambre de pulsation et les impulsions sont appliquées. Pour l’étude de la 

perméabilisation, le sphéroïde est incubé pendant 5 minutes à température ambiante avant 

d’être prélevé et de suivre le protocole de dissociation pour l’analyse par cytométrie en flux 

ou d’être observé au confocal. Pour l’étude de la transfection le sphéroïde récupéré et remis 

dans son puits contenant du milieu frais (500 µL) et placé à 37°C en présence de 5% CO2 
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pendant 24 heures avant l’analyse par microscopie confocale ou cytométrie en flux de 

l’expression de GFP. 

D. Analyse quantitative  

Les cellules perméables ou transfectées sont comptées par cytométrie en flux. 

Dissociation des sphéroïdes : 3 sphéroïdes sont incubés dans 100 µL de trypsine 1X pendant 

10 minutes (sphéroïdes de 600 µm environ) puis dissociés mécaniquement à la pipette (p200). 

L'échantillon est repris dans 300 µL de PBS puis placé dans la glace. 

E. Interaction ADN/membrane 

L’ADN est marqué au TOTO-1 extemporanément avec un ratio TOTO/pb de 1/10. Une 

fois le TOTO-1 ajouté à l’ADN, le mélange est incubé pendant 1 heure à 4°C dans l’obscurité. 

L’application des impulsions électriques se fait dans les mêmes conditions que décrites 

précédemment pour les cellules en suspension comme pour les sphéroïdes en utilisant l’ADN 

marqué. Tout de suite après l’application des impulsions, les cellules ou le sphéroïde sont 

récupérés et observés au microscope confocal. 

F.Viabilité 

Cellules en suspension : la viabilité cellulaire est estimée en mesurant la quantité relative 

de cellules vivantes 24h après l’application du champ électrique. Les cellules sont lavées 3 

fois au PBS afin d’éliminer toutes les cellules mortes. Les cellules vivantes adhérentes sont 

colorées au cristal violet 0.1% pendant 20 minutes puis lysées à l’acide acétique 10% pendant 

10 minutes. Le lysat est dilué au 40ème avant lecture de la densité optique au 

spectrophotomètre (Pharmacia Biotech, Novaspec) à 595 nm. Le contrôle n’ayant pas subi 

d’électroperméabilisation sert de référence, on considère que sa valeur de DO correspond à 

100 % de viabilité cellulaire la coloration étant directement proportionnelle au nombre de 

cellules vivantes. 

Sphéroïdes : la viabilité cellulaire suite à l’électrotransfection sur les sphéroïdes est 

évaluée en mesurant leur capacité à croître. La surface des sphéroïdes est mesurée après prise 

de vue au microscope classique toutes les 24 heures, grâce à la fonction « analyse particles » 

appliquée sur la mesure de l’aire (Set measurement : Area) du logiciel imageJ. 

Taux de mortalité : le sphéroïde soumis au protocole d’électrotransfection est remis dans 

son puits à 37°C, 5% CO2 pendant 30 minutes. Il est ensuite placé directement dans 100 µL 



181 
 

d’une solution de PI à 0,1 mM pendant 5 minutes, puis récupéré et placé dans une chambre 

d’observation dans le but d’être observé au microscope confocal. 

G. Analyse qualitative  

Les sphéroïdes sont placés dans 300 µL de PBS sur un support Lab-Tech ou au sein de 

CoverWell imaging Chambers (Sigma-Aldrich) afin de pouvoir être visionnés à l’aide d’un 

microscope confocal. Des prises de vue sont réalisées dans différents plans en z et sur chaque 

face du sphéroïde. Une seule face est représentée dans les figures. 

V. Chapitre 2 - AFM 

A. Appareillage 

L’appareil Nanowizard 3 (JPK instrument, Berlin, Germany) a été utilisé pour l’ensemble 

des expériences. Cet AFM est couplé à un microscope inversé à fluorescence Zeiss AxioVert 

Observer D1.m, (Carl Zeiss). Une caméra Jenoptik ProfRes MF-Cool (Jenoptik, Jena, 

Germany). Source fluorescence Kublen HXP 120 C. Les leviers utilisés sont des MLCT 

(Brucker, Camarillo, CA USA). Le levier C présentant une constante de raideur fabricant de 

0,04 N/m est utilisé (entre 0.028 to 0.042 N.m-1 mesurés). Avant de faire des mesures sur 

échantillon, pour chaque expérience, le levier est calibré selon la méthode du bruit thermique 

dans du PBS. Les données de calibration (constante de raideur et sensibilité) sont enregistrées 

et utilisées pour toutes les analyses. Paramètres utilisés pour les images rapides en mode 

Quantitative Imaging TM : Z-length : 5 µm ; force : 4 nN ; Vitesse : 166 µm/s ou 1000 µm/s. 

Paramètres utilisés pour les mesures de force en mode Force Volume : Z-length : 5 µm ; force 

: 4 nN ; Vitesse : 24.98 µm/s. 

B. Déroulement de l’expérience et application des champs électriques 

Les champs électriques appliqués correspondent aux paramètre utilisés pour le transfert 

de gène : 8x5ms, 400 V/cm, 1 Hz sont (générateur Jouan, CNRS, France). Ils sont appliqués 

grâce à des électrodes cylindriques espacées de 7 mm posées sur le fond du support de culture 

des cellules. 
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4. Cellules fixées 

125000 cellules sont ensemencées dans des boites de Pétri (75 mm) contenant 2 lamelles 

24x75mm 48h avant l’expérience. Une lamelle est lavée 2 fois par 1 mL de PBS. 

L’application des impulsions se fait à température ambiante dans 1 mL de tampon de 

pulsation. Ce dernier est retiré immédiatement après l’application des impulsions et remplacé 

par 1 mL d’une solution de fixation (PFA 4%, Sucrose 1%) puis la lamelle est placée à 4°C 

pendant 30 minutes. Ce mélange est retiré 2 minutes après l’application des impulsions et 

remplacé par la solution de fixation de la même façon que précédemment. Suite à la fixation, 

la lamelle est lavée entre 4 et 6 fois par 1 mL de PBS, puis placée sur le porte-objet du 

microscope inversé avant d’être recouverte de PBS pour les mesures par AFM. 

5. Cellules vivantes 

75000 cellules sont ensemencées dans des boites de Petri 35 mm 24h avant l’expérience. 

L’application des impulsions a lieu sur la platine chauffante (JPK PetriDishHeater) qui, selon 

les expériences, est réglée à 30 ou 37 °C.  Un premier set de mesure est systématiquement 

réalisé dans du milieu de culture HEPES (CM1MEM466U composition identique que le 

milieu de culture utilisé dans l’incubateur, mais le MEM est remplacé par un MEM-HEPES 

pour conserver un pH constant) avant l’application des impulsions. Le milieu est retiré et les 

cellules sont rincées deux fois par 1 mL de PBS, puis immergées dans 1 mL de tampon de 

pulsation. Les électrodes sont alors placées en vis-à-vis de l’objectif du microscope inversé 

pour que la cellule étudiée soit au centre de l’espace inter-électrodes. Un temps variant de 1 

ou à 3 minutes est nécessaire pour l’équilibration thermique du levier avant la reprise des 

mesures. Le même protocole est appliqué pour les cellules traitées 1 heures par 0,1 µM de 

latrunculine B. 

C. Perméabilité 

La perméabilité membranaire suite à l’application des impulsions est mesurée 

indirectement par entrée d’iodure de propidium dans les cellules grâce un microscope à 

fluorescence (Leica DMRIB microscope, filtres : BP 480/40, Mirror 505, BP 527/30, objectif 

40x). 3 zones sont définie dans les boite des pétri et les impulsions y sont appliquées. Les 

cellules sont ensuite incubées à 37 °C ou 30 °C dans du milieu de culture ou du tampon de 

pulsation et 0,1mM d’iodure de propidium sont ajoutés à différents temps après les 

impulsions pour déterminer la perméabilité membranaire au cours du temps (ou 
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« resealing »). Après 5 minutes supplémentaires d’incubation nécessaires à l’entrée du PI dans 

la cellule, 3 images aléatoires des cellules sont acquises par zone de pulsation (Leica DMRIB 

microscope, filtres : BP 480/40, Mirror 505, BP 527/30, objectif 40x). Le nombre de cellules 

total et fluorescente est ensuite compté à l’aide du logiciel imageJ, et le pourcentage de 

cellules ayant intégré le PI rend compte de la perméabilité membranaire. 

D. Viabilité 

Après l’application des impulsions, les cellules sont remises dans un incubateur 37°C 5% 

CO2 pendant 24h, le tampon de pulsation remplacé par du milieu de culture. Plusieurs 

acquisitions en contraste de phase sont acquises dans la zone de pulsation (objectif 10x, 

Microscope Leica DMRIB). La densité cellulaire est alors mesurée par comptage du nombre 

de cellule par plan et rend compte de la viabilité cellulaire. Les données sont reportées dans le 

logiciel GrahPadPrism 5 pour réaliser graphes et test statistiques. 

E. Analyse des données 

6. Imagerie 

Les images de hauteurs sont analysées grâce au logiciel JPK-DataProcessing. Un 

« flatten » d’ordre 1 est appliqué et les échelles de hauteurs ajustées. 

7. Elasticité 

Le logiciel OpenFovea version 152a a été utilisé pour traiter toutes les données de 

spectroscopie de force. Les paramètres suivant ont été appliqués : type de pointe : cone ; demi 

angle d’ouverture de la pointe : 0,62 rad ; coefficient poisson : 0,5 ; méthode d’ajustement : 

raw. Des sections de 50 nm d’indentation à partir du point de contact ont été ajustées par le 

modèle d’Hertz : 

F = ((2.E.tanα)/(π.(1-ν²)).δ² 

Ou F est la force, α le demi-angle d’ouverture de la pointe, ν coefficient de poisson, δ 

l’indentaion, d’où E, module de Young, a pu être extrait, rendant compte des valeurs 

d’élasticité en Pascal. Ce logiciel a permis d’extraire soit la liste de toutes les valeurs 

d’élasticité sur les zones mesurées soit des cartes d’élasticité représentant la distribution de 

ces valeurs pour la zone concernée. Afin de déterminer la valeur moyenne d’élasticité de la 

zone, la fréquence de distribution des modules de Young est calculée et ajustée par une 
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gaussienne grâce au logiciel Origin8Pro. Le maximum de cette gaussienne et son écart à 50% 

de hauteur sont reportés comme valeur moyenne et écart type. Ces valeurs moyennes et écarts 

types sont reportés dans le logiciel GraphPad Prism 5 (graphe groupé avec entrée de la valeur 

de l’écart type et du nombre de valeur initial N) afin de produire des histogrammes et 

d’effectuer les tests statistiques. 

VI.Chapitre 3 - Nanosecondes 

A. Patch-Clamp 

Les pipettes sont étirées à partir de capillaires de borrosillicate (BF150-86-10, Sutter, 

Novato, CA) avec un appareil Flaming/Brown P-97 puller (Sutter) pour l’obtention d’une 

résistance de 1,5 ohms. Une lamelle sur laquelle ont été ensemencées les cellules CHO-K1 

24h auparavant est placée dans la chambre porte objet (Warner Instruments, Hamden, CT) 

montée sur un microscope confocal inversé Olympus IX71 FV300. Les images sont acquises 

avec un objectif 40x. Les données de Patch-Clamp sont enregistrées avec un appareil 

MultiClamp 700B amplifier, Digidata 1322A A–D converter, et le logiciel pCLAMP10.  

Les impulsions nanosecondes sont appliquées avec une ligne de transmission délivrant 

des impulsions de 60 ns comme décrit dans (Bowman et al., 2010). Rapidement : les 

impulsions sont produites par un générateur type Blumlein construit à partir de 2 câbles 

coaxiaux (Kolb et al., 2006) et connecté avec une résitance 100 Ohm. L’application de 

l’impulsions est déclenchée par le logiciel pClamp et délivrée entre des électrodes de tungsten 

de 100 µm espacée de 150 µm. Le profil d’impulsions est enregistré grâce à un oscilloscope  

5-GHz TDS 3052(Tektronix, Beaverton, OR). L’intensité exacte des impulsions entre les 

électrodes a été déterminée par des simulations 3D par  finite element Maxwell equations 

solver Amaze 3D (FieldPrecision, Albuquerque, NM). Ces simulations conduisent à une 

intensité résultante de 22-24kV/cm par kV envoyé (Pakhomov et al., 2007b). 

La composition du tampon présent dans le milieu extracellulaire et dans la pipette est la 

suivante : KCl 5mM, K-gluconate 135 mM, MgCl2 4 mM, K-EGTA 5mM, HEPES 10 mM,, 

avec un de 7,2 et une osmolarité de 300 mOsm. L’osmolarité et le pH sont vérifiés 

quotidiennement. 

Les cellules sont traitées avec soit la Latrunculine A 0,1 µM ou la Cytochalasine D 1 µM 

1 heure avant l’expérience. Le milieu de culture est retiré, les cellules sont rincées une fois 
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dans le tampon décrit plus haut, puis placée sur la platine du microscope dans du tampon 

frais. La cellule d’intérêt est Patchée puis le protocole de mesure est appliqué comme décrit 

dans le texte. Les électrodes sont abaissées lorsque les mesures avant impulsions sont 

terminées, le nsPEF appliqué (ou non pour les cellules contrôle), et elles sont retirées avant la 

reprise des mesures. Les courbes U/I obtenues au cours du temps sont tracées et les pentes 

sont calculées. 

L’efficacité des drogues a été vérifiée sur cellules CHO-K1 transfectée de manière stable 

par un gène codant l’actine-mApple (excitation : 566 nm, émission : 583 nm). Les images de 

fluorescence avant et après traitement aux drogues sont obtenues grâce au microscope 

confocal inversé Olympus IX71 FV300, objtectif 40x. 

B. Transfert de gène 

1) Appareillage 

- Premier montage utilisé à Lljubljana pour des impulsions de 15 ns, 60 kV/cm (Figure 

61). 
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Figure 61 : Générateur et applicateur. Crédit photo : University of Ljubljana, Faculty of Electrical Engineering. 

Profil d’impulsion mesuré aux électrodes correspondant. 

- Deuxième et troisièmes montage pour application de 18 ns à 10kV/cm et 10ns à 40 

kV/cm (Figure 64 à Figure 66). 

 Un générateur PBG2 (Kentech instrument Ltd, UK) délivrant des impulsions avec une 

décroissance exponentielle a été utilisé (Figure 2). Les profils d’impulsion sont enregistrés via 

une sonde Barth (142-HMFP-10dB, Barth, Bouldercity, NE, USA) relié à un oscilloscope 

Tektronix (TDS5104B, 1 GHz, Tektronix, Beaverton, OR, USA). Ce générateur est déclenché 
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par un générateur Betatech (Électrocell S20, Betatech, Bordeaux, France) pour contrôler le 

nombre d’impulsion et leur fréquence. 

  

Figure 62 : Schéma du montage. 

 

Figure 63 : générateur PBG2. 

 

Figure 64 : Profil d’impulsion en sortie de générateur pour la tension minimale à gauche, maximale à droite. 
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Figure 65 : applicateur pour l’application des impulsions de 18ns à 10 kV/cm et profil d’impulsion mesuré aux 

électrodes correspondant. 
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Figure 66 : montage pour l’application des impulsions de 10ns à 40 kV/cm et profil d’impulsion mesuré aux 

électrodes correspondant. 

1. Transfert de gène  

Les cellules CHO sont tout d’abord soumises à des impulsions de transfert de gène dites 

« classique » puis incubées pendant 0, 30 min, 2 h, 6 h, ou 24 h. Elles sont ensuite 

resuspendues et exposées aux nanopulses. Toutes les impulsions ont été appliquées dans des 

cuvettes en aluminium d’un 1 mm (Eppendorf, Hamburg, Germany). 

2. Électroporation classique 

Les cellules sont trypsinées et resuspendues dans le tampon de pulsation à une 

concentration de 3x 106 cells/ml en présence de 40 µg/ml de plasmide pEGFP-C1. 70 µl de 

cette suspension sont placées dans entre des électrodes planes en acier inoxydable espacées de 

1 cm.  8x5 ms, 400 V/cm, 1 Hz à température ambiante sont appliquées (générateur Betatech, 

électrocellS20, Bordeaux, France). Pour le temps d’incubation 0 min, les cellules sont 

immédiatement transférées dans une cuvette d’électroporation en aluminium espacée de 1 mm 
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pour l’application des pulses nanosecondes (voir protocole d’application des pulses 

nanosecondes). Pour les temps d’incubation plus long, 20% volume de sérum de veau fœtal 

est ajouté aux cellules et elles sont incubées pendant 5 min à 37°C (Delteil, Teissié & Rols, 

2000; Haberl, Miklavcic & Pavlin, 2010). Les cellules sont ensuite transférées dans 5 ml de 

milieu de culture dans un tube 15 ml pour les points à 30min et 2h (agités régulièrement), ou 

dans une flasque de culture pour les points 6h et 24h, et placée à 37 °C, 5% CO2 avant 

l’application des impulsions nanosecondes. 

3. Applications nanopulse 

Les cellules sont soit centrifugées pour les points à 30 et 2H, soit trypsinées pour les 

points à 6h et 24H. Elles sont ensuite resuspendues dans du tampon de pulsation à une 

concentration de 3x 106 cells/ml. 70 µl de cette suspension est placée dans une cuvette (usage 

unique pour chaque point). 1, 5, 20, 50 and 200 nsPEF (4 ns, 60 kV/cm, 10 Hz) sont ensuite 

appliquées. Les cellules sont ensuite récupérées et placées dans un puits d’une plaque 24 puits 

et incubées pendant 24 à 37 °C, 5% CO2.  

4. Expression de gène sur cellules HCT116-GFP 

Les cellules HCT-116-GFP sont trypsinées et resuspendues dans du tampon de pulsation 

à une concentration de 3x106 cells/ml. Elles subissent le protocole décrit dans la section 

« application nanopulses ».  

5. Cytométrie en flux et analyse des données 

24h après l’application des nanopulses, les cellules sont trypsinées et resuspendues dans 

du tampon phosphate et analysée par cytométrie en flux pour l’expression de la GFP 

(λEX=488 nm and λEM=520/42 nm BP (Facscalibur, Becton Dickinson, Franklin Lakes, NJ 

USA). 2000 cellules sont comptées par point et analysées pour leur expression de GFP 

(pourcentage et intensité de fluorescence). 

6. Perméablisation 

Les cellules sont électroperméabilisées selon le protocole désiré en présence de 0,1 mM 

d’iodure de propidium et observées par microscopie à fluorescence après 5 minutes 

d’incubation (Leica DMRIB microscope, filtres : BP 480/40, Mirror 505, BP 527/30, objectif 

40x).  
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C. Micro-électrodes 

La plaque de transmission de champ a été réalisée au CEA-Gramat par usinage et soudure 

des composants électriques. Les électrodes en or ont été réalisées au LAAS-CNRS suivant le 

protocole de Sun et al. 2005.  
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Abstract: 

Atomic Force Microscopy has been extensively used to study biological samples. Nowadays, 

researchers take advantage of its ability to image living samples in their native liquid 

environment, to increase our fundamental knowledge on living cell surface properties at the 

nano-scale level. In this chapter we will focus on the literature a wide collection of results and 

technical improvements in AFM to evaluate the nano-scale effects of drugs on pathogenic 

microorganisms and cancerous cells.  

Morphological modifications induced by drug treatment can be probed using AFM in the 

imaging modes (contact, tapping or advanced modes). Furthermore, AFM is more than an 

imaging technology. It is a powerful force machine, able to measure forces as little as 10 to 20 

pN. In the force spectroscopy mode it is possible to follow the nanomechanical properties of a 

cell and to probe the mechanical modifications induced by a drug. Once again bacteria and 

cancerous cells will illustrate our discussion. Finally, AFM can be used to map single 

molecule at the cell-liquid interface. We will show how tip functionalization can help in 

getting a better understanding of drug mechanism of action. 
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Introduction 

Historically, imaging at high resolution is based on the optical microscope. It suffers from the 

limitation of the photons wavelength, roughly 200 nm. To overcome this limitation the 

electron microscopes were developed by Ruska and Knoll. Here the resolution is limited by 

the electrons wavelength, which is much lower than for visible light (100 000 times shorter). 

Both technologies are based on lenses which focus a photons or electrons beam on a sample. 

Scanning probe microscopes, work on a completely different way. The principle relies on the 

measure of a parameter (e.g. the tunneling current (1) or the force (2)) between a sharp tip and 

a surface and to keep this parameter constant while scanning in order to get a 3 dimensional 

image of the sample. As stated by C. Gerber, one of the Atomic Force Microscope (AFM) 

pioneer, and P. Lang in a 2006 paper in Nature Nanotechnology (1): the scanning probe 

microscopes (SPM) have opened the door of the nanoworld. SPM made possible to explore 

and to manipulate it. Feynman had dreamed of “the room at the bottom” (3); SPM had opened 

the doors (for example, Michel B. et al., wrote the acronym IBM with Xe atoms (4)). 

Particularly, AFM has contributed to major advances in very different fields from 

fundamental physic and chemistry to information technologies, molecular electronic and 

spintronic. For now 25 years (5) AFM has emerged as a first interest characterization 

technology in life science. The number of research articles, published each year, in which 

AFM is used has increased exponentially since 1981. Figure 1 presents this evolution. It must 

be noticed that the increase of studies on living cells is slow. This is probably due to 

difficulties inherent to biology and living cells. 

 

Figure 1: Evolution of the number of paper published each year, pubmed search using AFM or 

AFM AND Cell, or AFM AND Living AND Cell. 
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Physicists have developed AFM and applying it in biology is a real piece of hard 

interdisciplinary work. AFM makes it possible, indeed, to explore living cells in their 

physiological liquid environment, with a nanometric resolution. Nevertheless, the very first 

prerequisite is the sample (cell) immobilization. This point is an hindrance in the development 

of AFM in life sciences. The researchers have to deal with the paradox of a firm but not 

denaturing immobilization. A lot of work is achieved by drying the sample, but that 

unfortunately leads to dead cells. The immobilization of living cells is therefore a research 

area that should not be neglected. 

 

AFM is not only an imaging technology. It is a highly sensitive force machine, able to 

measure forces as small as 10 to 20 pN. An AFM is therefore able to record force distance 

curves, which give interesting measures and properties of the living material. Nanomechanical 

properties and nano-adhesive properties of the samples can be measured using the AFM as a 

force machine. The results of such experiments create new paradigms in life science, and the 

interpretations in term of structure functions relationships are promising for pharmacologists. 

More and more articles are indeed dealing with the study of the effects of drugs on cells, as 

studied by AFM.  

The aim of our review is to give an overview of AFM applications in biology (fungal cells, 

prokaryotic cells, mammal cells), with a special focus on the relevance in pharmacology. The 

first part is dedicated to fungal cells especially Saccharomyces cerevisiae, Candida albicans 

and Aspergillus fumigatus. The second part, deals with the bacteria. It gives an insight on the 

fundamental knowledge that AFM has provided on bacteria and then emphasize on studies 

dedicated to the study of antimicrobial (antibiotics, antimicrobial peptides, innovative 

molecules) effects. Finally, the third part addresses mammal cells, exposed to external stress, 

like drugs, but also diseases and cancer.  
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1. AFM for fungal cell wall analysis, from fundamental knowledge to 

pharmacology 

Atomic Force Microscopy is a polyvalent tool that allows biological and mechanical studies 

of entire living microorganisms, and therefore the comprehension of molecular mechanisms. 

This first section introduces the AFM modes, with yeast cells as an eukaryotic model to 

illustrate its potentialities, and their implications in pharmacology. We will first explore 

morphological and mechanical studies on various yeast cells. Then, we will present molecular 

mapping principle on cell-wall surface and the applications of this technique for biology. 

Finally, we will investigate the yeast pathogenicity in cellular invasion and we will give an 

overview of AFM pharmacology’s studies on yeast. 

1.1 Morphological and mechanical studies. 

Since its first development in 1986 by Binnig et al. (2), there has been an increasing number 

of AFM biological applications. An important part of publications correspond to studies of 

cellular inner components and their mechanism of action. For example, different studies were 

dedicated to the visualization of RNA polymers under crystalline or native form with AFM 

(6,7) or protein oligomerization (8), but also biomolecular interactions such as Protein-DNA 

(9–11). However, a major progress since 1995, made in AFM for biology offered the 

possibility to observe cells in liquid environment (12). This first part will describe the AFM 

potentialities for high resolution imaging and probing the global nanomechanical properties of 

living cells. 

1.1.1 Imaging fungal cells.  

As stated in the introduction, a main challenge is the gentle but firm immobilization of the 

biological sample required for any AFM experiment. Yeasts are round shaped cells of around 

5 µm in diameter. The immobilization conditions have to maintain the yeasts in static position 

during AFM experiment. A solution described in the literature is to immobilize by drying the 

yeast (Fig. 2 A-B) (13,14). This process causes cell death and the morphological properties or 

dead cells are different from living yeasts. To keep cells alive, AFM in liquid condition is 

required. And to this end, a rigorous, but non-denaturant immobilization method has to be 

used. A first AFM study in liquid condition was described by Gad and Ikai in 1995 (12). The 

authors developed an immobilization method in agar surface to visualize living cells in native 

conditions; they observed bud scars for the first time by AFM. This example demonstrates the 
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possibility to image living yeast, and thus structures at their surface that are directly linked to 

yeast-growth.  

 

Figure 2: High resolution imaging for yeast morphology studies. (A) Deflection mode image of 
dried Saccharomyces cerevisiae. The scale bar is 3.3µm. (B) Height image of desiccated S. cerevisiae. 
The scan size image is 10 µm x 10 µm and the height scale is 0-4 µm. (C) Three-dimensional AFM 
height image (6 µm x 6 µm; z-range 1 µm), in aqueous solution, showing a single S. cerevisiae cell 
protruding from a porous membrane. (D) High-resolution AFM deflection image of the A. fumigatus 
spore surface. The scale bar is 100 nm. (E) AFM height images with associated sections of single S. 
cerevisiae yeasts trapped within the patterns of a PDMS stamp functionalized by ConA. Reprinted 
with permission from references (13), (14), (15) and (17) respectively. 

 

More recently, porous membranes have been used to immobilize cells in liquid condition (15). 

As shown in Figure 2 C, this method allows observation of bud scars on individual cells. In 

another study, the authors used this method to evaluate, at the nanoscale, the consequences of 

a defective cell wall in mutants yeasts, on the cell surface topography (16). Finally, 

immobilization in PDMS stamps was developed. This method allows the immobilization of 

cells-yeasts (Figure 2 E) but also spores of Aspergillus fumigatus (17). The mains advantages 

of this method are i) the transparency of the PDMS stamp which is therefore compatible with 

an inverted opical microscope, ii) the directed assembly of the cells, which result in predicted 

patterns of cells (no time is wasted to search for a cell), iii) the high number of cells trapped in 

the PDMS holes. The results presented in Figure 2 D shows the ultrastructure of the surface of 

spores of A. fumigatus; similar results were obtained with spores trapped in porous 

membranes (18). Briefly, the spore is covered by a rodlet layer made of hydrophobins. These 
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proteins self-organize at the spore surface, each rod being separated from its neighbor by 10 

nm. During the spore germination, this nanostructure is disrupted.  

Once immobilized, AFM experiments on yeasts can be conducted in different modes. The 

contact mode is an imaging mode. It consists in bringing a tip into contact with the surface, 

and scanning horizontally this surface with a constant applied force. An example of yeast 

imaged in contact mode was described in 1996 by Pereira et al. (19). In this study, the authors 

observed different strains of Saccharomyces cerevisiae, the baker yeast, and showed that 

morphological aspects were different among strains. These observations revealed the high 

potential of contact mode to observe the morphological differences between yeasts strains. 

Another study performed in contact mode was dedicated to the visualization of different 

mutant yeasts defective in cell wall components; this study showed the involvement of cell 

wall architecture in the morphology of yeasts (16). Finally, Kriznik et al. in 2005 

characterized the morphological properties of the pathogen Candida albicans in its 

filamentous form but they used the taping mode (20).  

In tapping mode, stiff cantilevers are oscillated near their resonance frequency during the 

scan. The changes in the amplitude of oscillation report on the surface topography. 

Consequently, the lateral forces between the tip and the sample are reduced, which limits 

damaging of the sample. (21). Several examples of tapping mode images of yeasts can be 

found in the literature, to demonstrate morphological changes in cell-wall of S. cerevisiae 

according to various stresses or to visualize rodlet structures on spores of Aspergillus nidulans 

(14,22,23).  

1.1.2 Nanomechanical properties of yeast 

In order to probe the nanomechanical properties of yeasts, such as spring constant, elasticity 

or turgor pressure, AFM is used in the force spectroscopy mode. In this mode the tip is 

continuously approached and retracted from the surface and force versus distance curves are 

recorded with spatial resolution. The approach curve, describes the sample resistance to the 

applied force (Fig. 3 A) (24) and can be analyzed through theoretical physical models, giving 

access to mechanical parameters (Fig. 3 B) (25). When the tip is retracted from the sample, 

adhesion forces between the sample and the tip can be recorded, resulting in the measure of 

adhesion interactions. This will be described in the molecular mapping part. 
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Figure 3. Nanomechanical properties of living S. cerevisiae yeasts. (A) Force-versus-displacement 
curves on the yeast cell body (black line, extension; and green line, retraction) and the bud scar (blue 
line, extension; and red line, retraction). Spring constants were calculated from the slope of the linear 
portion of the curves. (B) Force-indentation curves fitted by Hertzien model to extract a local Young 
modulus. The bud scar (triangles) has a modulus of 1.21 MPa, and the cell wall (circles) has a Young 
modulus of 0.54 MPa. (C) Representative time trace of the motion of the cell wall yeast at native 
condition (top) and after 1 hour of sodium azide treatment (bottom). (D) Young modulus 
determination on five S. cerevisiae yeasts. The Histogram shown the Young modulus of each yeast 
trapped within the patterns of a PDMS stamp (AFM height image). Reprinted with permission from 
references (24), (25) and (17) respectively. 

To begin with, the spring constant of the sample can be deduced from an approach curve. To 

this end, the approach curve is fitted with the Hooke model (26). This spring constant 

describes the stiffness of the sample in N/m. Karreman et al., have for example measured the 

spring constant of yeasts grown with 0.8 M manitol (27). This induces an 8 time increase of 

the spring constant. The same behavior has been reported for yeast mutated for the gene 

HSP12. The defective cells also presented a high spring constant, what has demonstrated the 

plasticizer role of the protein Hsp12. 

However, the first nanometers of indentation, recorded on biological samples, are usually well 

fitted by the Hertz law (28) by analyzing the data with this law, one can extract the Young 

Modulus value of the sample, meaning its elasticity in Pascal. The elasticity can reflect a cell 

state due to growth, environmental conditions or specific phenotype. Among others, it has 

been used to estimate the implication of certain genes in the yeast cell wall elasticity with 

different defective mutants (16,27), and to evaluate the influence of some molecules such as 

polyelectrolyte (29) or lithium (30) on the cell wall stiffness. However, it is to be notice that 

living organism creates heterogeneous results. Indeed, differences can be observed on yeasts 
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of the same strain in the same conditions (Fig. 3D) (17). The important variations in YM 

reported on these five yeasts demonstrate a significant heterogeneity of cells coming from the 

same culture. Furthermore, YM values on the same cell are also heterogeneous, for example, 

the stiffness on a bud scar of S. cerevisiae is superior to the stiffness on another part of the 

cell wall, presumably due to accumulation of chitin on the bud scar (31). Similarly, Touhami 

et al. showed an increase of the stiffness in the regions of the yeast cell wall involved in the 

budding process (15). Thus, one must be aware that repeatability is the key point to obtain 

values representing the whole sample elasticity. However, the resolution given by AFM can 

allow measuring specific regions of interest and thus give access to mechanical description of 

the surface of the cell. 

Moreover, other mechanical properties than cell wall changes along growth-process can be 

described. An original work by Pelling et al. showed the change in nanomechanical parameter 

of the cell-wall during motion of S. cerevisiae (Fig. 3 C) (24). For this, the tip was put into 

contact with the cell wall and the cantilever oscillations were measured, translating cell-wall 

changes during motion. The authors were able to prove that a shift of temperature from 30°C 

to 26°C decreased the frequency of oscillation motion of cell-wall with similar amplitude. 

Furthermore, exposure of the cells to a metabolic inhibitor (sodium azide) caused the periodic 

motion to cease. Altogether, nanomechanical measurements give new insights in the yeast cell 

wall organization and function.  

1.2 Molecular mapping 

Specific molecular interactions are the base of many biochemical processes. Recognition 

mechanisms involve several types of non-covalent bonds such as hydrogen bonds, Van der 

Waals forces, attractive/repulsive electrostatic and hydrophobic forces. The highly specific 

interactions between a ligand and its receptor for example, can be recorded by force 

spectroscopy during the retraction of the tip from the sample. To avoid the detection of non-

specific events, the AFM tip can be functionalized with one of the actors of the interaction. 

These experiments, with functionalized AFM tips, are called Single Molecule Force 

Spectroscopy experiments, since they allow to measure specific interaction forces between 

only one molecule on the tip and one molecule at the surface of the sample. In this part, we 

will first describe the molecular mapping principle. Then, different applications of molecular 

mapping on the yeast cell surface will be discussed. 

 



226 
 

1.2.1 Molecular mapping principle 

As mentioned earlier, the tip functionalization is a prerequisite to measure specific 

interactions. Reviews of the functionalization strategies can be found here (32–34). A 

schematic representation of a tip functionalized with concanavalin A (protein that interacts 

with carbohydrates) is illustrated in Figure 4 A (35). Adhesion forces were calculated from 

AFM retract force curves; an example of a retract force curve recorded during a single 

molecule force spectroscopy experiment is shown in Figure 4 B. The adhesion force was 

determined by measuring the piezo-retraction required to break the interaction between the 

lectin concanavalin A and the recognized carbohydrate. This process can be repeated several 

times, which enable, by moving the cantilever between each measurement, to obtain a map of 

the interactions. This indicates where the interaction is occurring, and thus how the probed 

molecule is distributed on the cell surface. In Figure 4 C, an adhesion map recorded with an 

AFM tip functionalized by concanavalin A, was obtained on a small region of a native yeast 

cell as indicated on the height image. Each pixel on the adhesion map represents a different 

force curve; the adhesion map gives therefore a global repartition of carbohydrates on the 

yeast-cell surface. The authors could conclude from these experiments that mannans were not 

uniformly distributed on the studied areas of the yeast cell wall (35). 

 
Figure 4: Molecular mapping principle. (A) Model of experimental set-up configuration of 
molecular mapping by AFM. (B) Theoretical AFM force curve with adhesion force measurement 
during piezo retraction. (C) Typical force volume data frame showing different types of data that can 
be collected at the same time with this mode. Upper left is a height image, upper right is a force 
volume image, and lower right is a force curve display window. Reprinted with permission from Gad 
et al., 1997 (35). 
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1.2.2 Mapping and nanomechanical properties at the single molecule level 

A recent example of molecular mapping study is the localization of Als3p on the yeast cell 

wall. Als3p is a protein (adhesion) involved in adhesion during host invasion. It was observed 

during the morphogenesis of Candida Albicans from yeast to hyphae. (36). This was 

performed with a tip functionalized by an antibody anti-Als3 (Fig. 5 A). In yeast form, 

adhesion maps show low rates of Als3 (Fig. 5 B). However, during the hyphae transition, the 

Als3 rate was increased on the germinating yeast (Fig. 5 C), and more specifically on the 

germ tube (Fig.5 D). These changes were accompanied by a major increase of the 

hydrophobicity of the cell surface and confirmed the relationship between high adhesions in 

hyphae form and the pathogenicity of this form. In another study, the clustering of Wsc1, a 

transmembrane protein involved in stress response via the cell wall integrity pathway (37), 

was investigated on S. cerevisiae (38). Molecular mapping was indirectly performed between 

Wsc1 modified by an His-Tag, expressed by the yeast, and a tip functionalized by Ni2+-

nitriloacetate (NTA) groups. The authors proved that the clustering of Wsc1 was induced by 

stressing conditions, which suggested that this process was intimately connected to Cell Wall 

Integrity signaling pathway. This work confirmed that AFM was then a useful tool to 

understand molecular phenomena happening at the cell surface of yeast. Using the same 

methodology, another work demonstrated that cell wall thickness could be determined. To 

this end, different yeast mutants were generated, presenting increasing length of the Serine 

Threonine Rich (STR) region of the Wsc1 protein. This protein is anchored in the plasmic 

membrane and is not detectable at the cell wall surface if the STR region is to short. The cell 

wall thickness is thus deduce from the STR region length leading to the detection of Wsc1 at 

the cell wall surface (39). AFM force spectroscopy measurements can also cause molecular re 

organization at the surface of yeasts. For example, Alsteens et al. (40) demonstrated that the 

formation and propagation of the adhesin Als5 nanodomains in C .albicans was the 

consequence of localized delivery of piconewton force by the AFM tip functionalized with 

antibodies recognizing Als5. The same process was observed on dead cells, confirming that 

the process was not metabolic and indeed triggered by the AFM tip. The authors suggested 

that the functionalized tip could stretch, unfold Als5 and promote the aggregation and self-

association of Als5. This process could be involved in cellular adhesion, in response to 

mechanical stimuli. In another study, with a tip functionalized with concanavalin A, 

difference in mannoproteins elongation was investigated between the cell wall surface of S. 

cerevisiae and S. carlsbergensis (31). These experiments showed that only mannans chains 
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were stretched from the surface of S. carlsbergensis whereas the entire mannoproteins were 

stretched from S. cerevisiae. 

 

Figure 5: Single molecular mapping according to Candida albicans morphology. (A) Schematic 
representation of interactions between Als adhesins (green) and anti-Als3 antibody immobilized on 
AFM tip. (B) Typical adhesion force map (1 µm x1µm, color scale: 300 pN) to probe Als3 proteins on 
yeast-form cell. Adhesion force maps for Als3 mapping on germinating yeast (C) and a germ tube (D). 
Reprinted with permission from Beaussart et al., 2012 (36). 

1.3 Yeast pathogenicity and pharmacologic studies by AFM  

The number of fungal and yeast species in the earth is around 611 000 (41). Among them, 

only 600 species are human pathogens (42), like Aspergillus fumigatus, Cryptococcus 

neoformans, Histoplasma capsulatum or Candida albicans. The last is one of the most 

common cause of hospital-acquired systemic infections, due to its adhesive and invasive 

properties, and its capability to form biofilms (43). In order to fight against this pathogen, 

AFM has been used to study its virulence mechanisms, and to understand the effects induced 

by antifungal treatments on its cell wall (44,45). This part will first focus on host-pathogen 

interactions involving C. albicans, studied by AFM. We will then describe the most recent 

studies on the effects of antifungal drugs on the cell wall of yeast. 

1.3.1 Understanding yeast interactive behavior 

For pathogens, adhesive properties are fundamental for host-invasion or biofilm formation. A 

first study by Götzinger et al. quantified the yeast S. cerevisiae adhesion to surface of silica 
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particles by AFM (46). The yeasts were immobilized on an AFM tip functionalized with 

concanavalin A, that interacts with the carbohydrates present at the surface of yeasts. Authors 

proved that adhesion of yeast to silica particles was very variable according to the pH solution 

and the roughness of silica particles. 

More recently, interactions between S. aureus and C. albicans were investigated by AFM 

(47). These pathogens are classically found in combination during human tissue infection. To 

understand their relationship during infection, the authors quantified the interactions between 

S .aureus immobilized on an AFM tip, and different regions of C. albicans, in yeast and 

hyphae form including three parts, the head, the middle and the tip (Figure 6 A). Adhesion 

forces were quantified during piezo retraction at the initial contact (0 s) or after 60 s of bond-

maturation. The results in Figure 6 B demonstrate that S. aureus interacted preferentially on 

the hyphae form (tip and middle) and hardly on the head part or on the yeast form. 

Furthermore, the authors made the hypothesis that the 60 s of contact were required for 

adhesion because an active reorganization of the hyphae cell wall was used by the yeast to 

promote the adhesion of S. aureus. These observations confirmed that during infection S. 

aureus was interacting only with the hyphae form of C. albicans. 

 

Figure 6: Yeast-cells interactions. (A) At the top, schematic representation of the different hyphal 
regions defined for adhesion between Staphylococcus aureus and Candida albicans hyphae. At the 
bottom, example of force distance curves between S. aureus upon initial contact (orange curve) and 
after 60 s bond-maturation (blue curve) with C. albicans hyphal tip region. (B) Vertical scatter bars 
adhesion forces between S. aureus and different C. albicans morphologies. (C) Imaging of a single 
macrophage infected by C. albicans visualized by fluorescence (a), DIC (b) and AFM deflection 
images (c,d). Labels Y and H correspond to yeast and hyphal cells. The red and yellow dashed lines in 
(b) indicate an internalized hyphal cell and a free yeast cell, respectively. Reprinted with permission 
from references (47) and (48) respectively. 

A direct AFM observation of the interaction between C. albicans and macrophages was 

presented by El Kirat et al. (48). This study showed by differential interference contrast 
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(DIC), fluorescence and AFM, the main steps of macrophage infection by C. albicans, 

including initial intercellular contact, internalization of yeast cells, intracellular hyphal growth 

and pathogen externalization from the macrophage. An example is given in Figure 6 C, where 

we can see yeast internalization into the macrophage. The ability to directly visualize these 

biological processes demonstrates how AFM can be used to understand infection mechanisms 

and help in anti-fungal investigating. 

1.3.2 Pharmacology studies 

AFM is also a promising tool to characterize the antifungal molecules effects on the 

morphology and the nanomechanical properties of the yeast cell wall. However, AFM 

pharmacology studies concerning yeast are very limited and only few studies were performed 

so far. For example, the ultrastructure alteration of the cell wall of S. cerevisiae by the 

tetrapisispora phaffii killer toxin (Kpkt) was characterized by AFM (49). The authors 

demonstrated that Kpkt caused an alteration of the cell wall with a specific β-glucanase 

activity. In another study, AFM was used to evaluate the cell wall roughness of C. albicans 

after lemon grass oil (LGO) treatment in vapor phase (50). The authors observed a decrease in 

the roughness of the cell wall. AFM was also used in another study to describe the biophysical 

properties associated with cell death due to flucytosine (an analog of fluorinated pyrimidine, 

which mainly acts on RNA and DNA) and amphotericin B (acts on cell walls by an unknown 

mechanism). After drug treatment, the cell wall of C. albicans was perforated, deformed, and 

shrunken (44). However, in contrary with LGO, the roughness of the cell wall was increased. 

In addition, a combination between drug treatment, such as allicin (organic compound 

harmful in yeast cell growth) and amphotericin B decreased the yeast viability and induced 

significant cell wall damages (burst or collapsed membranes) as shown in Figure 7 (45).  

 

Figure 7: Anti-Fungal effect of allincin. AFM images of dried C. albicans untreated (A) or treated 
(B) 24 hours with allicin and amphotericin B. The arrow indicates a significant morphological change. 
Reprinted with permission from Kim et al (45). 
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These examples of antifungal drug induced cellular damages and death of pathogenic yeasts. 

Furthermore, they confirmed the potentiality of AFM for pharmacological studies. In 

addition, the AFM development during the last decades with others biological systems, such 

as bacterial and mammals cells, opens the way in pharmacology for microbiology and 

cancerology. 

2. ATOMIC FORCE M ICROSCOPY IN BACTERIOLOGY  

Atomic Force Microscopy has proven itself to be a powerful tool for the study of microbial 

systems. In this section, we will explore the applications of AFM to the bacterial field. In one 

hand, we will give an update of the studies dedicated to the morphology and behavior of 

bacteria alone, or interacting with their environment. Then, in another hand, we will focus on 

pharmacological studies that have been performed on bacteria, with antibiotics and 

antimicrobial peptides, as well as with innovative molecules.  

2.1 Fundamental bacteriology 

Bacteria are ubiquitous on earth, and have negative side effects in many fields such as food 

industry or human health. They can also be used to our benefit such as in waste water 

treatment plans or pharmacy (production of recombinant drugs). Bacteria interact with their 

environment through their surface and a lot of researches are therefore focused on the 

microorganism’s surface. In this context, Atomic Force Microscopy has become more 

important, and an increasing number of researchers have exploited both imaging and force 

measurements capabilities to explore bacterial surface in terms of structure and function.  

2.1.1 Imaging bacterial morphology 

One of the most common applications of AFM in microbiology is to visualize the morphology 

of microorganisms. AFM provides the opportunity to image single bacterial cells; it can also 

be used to image several cells, as it is the case in biofilms for example, where aggregates of 

microorganisms adhere to each other on a surface (51). Many bacteria are characterized by 

their shapes (coccus, bacilli or spores) and by their nanoscale ultrastrucutres, for example S-

layers, capsular polysaccharides, flagella or fimbria. Fimbriae, also known as pili, are thin, 

hairlike appendages on the surface of gram-negative and gram-positive bacteria, that perform 

a variety of different functions such as genetic transfer via conjugation, movement across 

surfaces, and adherence to a variety of surfaces (52). Scanning Electron Microscopy (SEM) 

has long been the only tool available for the direct observation of bacterial pili; however, this 

technique does not allow any quantitative analysis. With the recent progress made in 

biological application, it is then naturally that researchers interested in bacterial pili turned to 
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AFM, such as for example Schäffer’s team that investigated the geometric and elastic 

properties of the pili of different Corynebacterium diphtheriae strains, the etiological agent of 

diphtheria (53). Their measurements showed that among mean-visible contour-length of the 

pili, there were significant strain-specific differences that could not be correlated to the 

efficiency of adhesion to substrates. In another study by Touhami et al., (52), the morphology 

of Pseudomonas aeruginosa pili were investigated using AFM, and the authors also studied 

the ability of pili to adhere to mica surfaces, highlighting the role of pili in bacterial adhesion. 

Finally in another study by Dufrêne’s team successfully visualized self-assembled 

nanostructures that are formed by the pili of Lactobacillus rhamnosus GG (54).  

Flagella differ from pili in their proteic composition. The bacterium flagella is a sophisticated 

molecular nanomachine composed of three substructures that provide motility, anchor the 

structure into the cell membrane, and a last one that acts as the rotary motor (55). Flagella 

contribute to the virulence of pathogenic bacteria, and AFM imaging is a powerful tool to 

analyze the morphology of the flagellum. Different studies report on the morphology at high 

resolution of flagella; Gillis et al. have studied the expression of flagella in relation to its 

function, and showed that for different strains of Bacillus thuringiensis exhibiting different 

levels of flagellation, the amount of flagella observed at the nanoscale could be correlated 

with the motility behavior of the strains (56). In another study conducted by Diaz et al., the 

authors used AFM imaging to determine if the growth of flagella was oriented during the 

early stages of biofilms formation. The authors showed that it is indeed the case; the flagella 

are first oriented towards the neighboring cells, making contact and finally surrounding them. 

Chang et al. were more interested in the morphological modifications induced by pH on the 

flagella of Escherichia coli; they showed that both acidification and alkalization of the culture 

media was affecting the morphology of the flagella, by reducing theirs diameters (57).  

Another nanoscopic ultrastructure that characterizes bacteria is the capsule, made of 

polysaccharides. Capsular polysaccharide has important functions for bacteria as for example 

nutrient uptake, protection against environmental stresses, adhesion to different surfaces, or 

survival against phagocytosis or antibiotics. This structure is therefore a virulence factor of 

the bacteria able to produce it, and AFM imaging has enable to study the morphology of this 

capsule and understand its surface characteristics. Among the studies dedicated to the capsule 

of bacteria (58,59), is the work conducted by Suo et al. in 2007 (60). The authors show that 

HEPES, a buffer commonly used in biological experiments and presumed to have no effects 

on specimens, stabilizes the capsule formation of Escherichia coli and Salmonella 
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typhimirium (60). An example on S. typhimirium is given in Figure 8 A; we can see on this 

amplitude image an aggregate of cells covered by capsular polysaccharide, after the cells were 

rinsed in HEPES buffer. Coldren et al. in 2009 worked on Staphylococcus aureus capsule and 

could understand, using AFM, how the capsular polysaccharide is important for bacterial 

adhesion to surfaces, and therefore for biofilm formation (61).  

 

Figure 8: High resolution imaging bacteria. (A) AFM amplitude image of aggregate of three 
Salmonella typhimirium cells covered by an EPS capsule. Note that part of the EPS is confined by the 
flagella. Scale bar = 2 µm. (B) Series of AFM height images showing the emergence of vegetative 
cells of Bacillus atrophaeus. The images show 60- to 70-nm-deep apertures in the rodlet layer 
(indicated with arrows in b), and subsequent eroded the entire spore coat (e). Images in a-e where 
recorded on the same spore; elapsed germination time (in hr:min) was as follows: (a) 3:40, (b) 5:45, 
(c) 7:05, (d) 7:30 and (e) 7:45. Scale bar = 500 nm. Reprinted with permission from references (60) 
and (68) respectively.  

Bacteria that do not display capsular polysaccharide can however display bacterial surface 

layers (S-layers). S-layers are 2D-cristalline arrays of glycoproteins; they represent the most 

common cell surface structures in bacteria (62). As for capsular polysaccharide, S-layers are 

the frontier between the cell and the environment; they therefore play several roles such as 

protecting the cells from environmental stresses, or for nutrient uptake. Because of the 

particular self-assembly of S-layers proteins, it has been a good model for AFM imaging at 

high-resolution. S-layers proteins can either be recrystallized on surfaces such as silicon (63) 

or gold surface (64), or directly studied in vivo as Dupres et al. did (62). In this study the 

authors imaged nanoarrays of S-layers on live Corynebacterium glutamicum and observed 

hexagonal unit cells with dimensions similar to those reported on isolated S-layers sheets. 

Their work also led to the discovering of a new inner layer composed of periodic 

nanogrooves, which could probably reflect the specificity of the C. glutamicum cell wall.  
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Bacteria can grow in bulk or form biofilms; some bacteria can also form endospores. 

Endospores are the disseminating agent of bacteria; their formation is triggered by conditions 

of limited nutrient availability and environmental stress. They are highly resistant to extreme 

temperatures or chemicals. The transformation of a dormant spore into a vegetative cell is an 

important step in the pathogenicity of the bacteria, and can be imaged using AFM imaging. A 

few AFM studies were dedicated to the germination of spores of Bacillus anthracis (65), or 

Bacillus atrophaeus (66,67). One is a technical jewel since it shows the complete high-

resolution imaging structural dynamics of single spores of Bacillus atrophaeus (68). In this 

study, the authors imaged the emergence of vegetative cells (Figure 8 B) trough rodlets 

apertures at the surface of the spore. These image are not only impressive for the phenomena 

they show, the also give new insights into the structure of native peptidoglycan; the fibrous 

network observed on figure 8 B-c on the germ cell surface seems to represent nascent 

peptidoglycan architecture of newly formed cell wall. The authors then found a good 

experimental model for investigating the genesis of the bacterial peptidoglycan structure. 

2.1.2 Nanomechanical properties of bacteria 

The mechanical properties of bacterial cells, such as elastic moduli, spring constant or turgor 

pressure, can be investigated by AFM, via nanoindentations measurements. We will focus in 

this paragraph on elastic properties of bacterial cells that are expressed by Young’s modulus. 

Understanding the elasticity of cells is important for elucidating the mechanisms underlying 

cells growth and behavior in different conditions. It is also known that, in many living 

organisms, the mechanical properties of the external membrane can indicate the state of the 

underlying system. In this frame, many studies using nanoindentations were used to study the 

bacterial cell wall. For example, Francius et al. found that the elastic properties of bacterial 

cells of E. coli were dependent on the expression of surface appendages such as fimbriae, and 

also on the ionic strength of the medium they are grown in (69). Schaer-Zamaretti et al., 

however, could distinguish between different strains of Lactobacillus expressing or not S-

layers by probing the elastic properties of such cells (70). Gaboriaud et al. used 

nanoindentations measurements to understand the influence of a different pH on the 

nanomechanical properties of bacterial cells (71). But a major concern in bacteriology is to 

determine whether a bacterium is dead or alive. That is the question that Cerf et al. answered 

with the nanoindentations measurements; as it is shown in Figure 9 A, live cells of E. coli 

show a Young modulus of 3.0 MPa, whereas heated (dead) cells have a Young modulus 

increased to 6.1 MPa (72). The authors then demonstrated that dead cells with a damaged 



235 
 

membrane exhibit higher Young modulus values. A recent novel development in analysis of 

force curves generated in nanoindentations measurements allow now to extract the elastic 

modulus at the cell surface, but also in depths under the cell surface (73). Longo et al. used 

this new analysis development to probe the nanomechanical properties of E. coli cells (74). 

As we can see on Figure 9 B, the authors found stiffer areas at the surface of the cells, and 

when they go deeper into the cells, they find these stiffer areas to have a complex form, that 

changes during time (Figure 9 B). This could be correlated to an accumulation of complex 

molecules underneath the cell membrane and reorganizing in the cell cytoplasm over time.  

 

Figure 9: Nanomechanical properties of bacterial cells. (A) Nanomechanical properties of alive or 
dead Escherichia coli cells. AFM deflection images of single living E. coli bacterium and of the same 
single bacteria killed by thermal treatment (20 min, 45°C). The elasticity maps (z-range = 10MPa) 
correspond to the images insets. The elasticity distribution is represented by the histograms, together 
with a typical force curve. (B) Nanomechanical properties of living E. coli cells. Topography image 
and corresponding stiffness images of an E. coli cell. The images were collected over a 4-hour period 
without any morphological modification on the bacteria. The stiffness images show the evolution of 
the feature over time. Reprinted with permission from references (72) and (74) respectively.  
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2.1.3 Probing molecules at the interface of bacteria 

Besides imaging and probing nanomechanical properties of bacteria, it is also possible with 

AFM to study molecules at the surface of bacteria with bare or functionalized AFM tip. 

Understanding how complex molecules are assembled at the surface of bacteria under 

physiological conditions is of fundamental importance to elucidate their functions in different 

processes such as cell aggregation, adhesion to substrate, or interactions with external 

molecules or organisms. A first example is the interactions between bacteriophages and 

bacteria. Dubrovin et al. proposed two articles where the authors investigate the interactions 

between bacterial cells and bacteriophages (75,76). While the first study focuses on the 

characterization of phages, and the effects of phages interactions with different strains of 

bacteria, the second study is dedicated to the investigation of the lytic cycle of the 

Acinetobacter baumannii bacteriophage AP22.  

The results presented in Figure 10 A present AFM images of A. baumannii cells infected by 

AP22 bacteriophage over time. After 1 minute of interaction between bacteria and phages 

(Fig. 10 Aa), the phages have adsorbed on the surface of the cells; the high resolution image 

(Fig. 10 Ab) clearly shows phage heads. However, after 3 minutes of incubation (Fig. 10 Ac 

and d) the phages heads are empty, leading to the supposition that DNA release from the head 

takes place quite fast, and probably immediately upon phages adsorption on the cell’s surface.  

And this phenomenon is even more visible after 6 minutes of incubation (Fig. 10 Ae and f). 

Also others studies dedicated to bacteria/external molecule interactions were performed (77), 

and among them is one focusing on the interactions of different strains of Lactococcus lactis 

with mucins (78,79). In this study, the authors, using cell probes, were able to measure the 

kinetic association/dissociation constants between the bacteria and the mucins.  

The interactions with other microorganisms are mediated via surface molecules of bacteria. 

One of these molecules at the surface of gram-positive bacteria is peptidoglycan, a complex 

polymer made up of glycan strands of repeating disaccharides residues, cross-linked via 

peptide side chains. This molecule is a vital molecule for bacteria, as it is responsible for 

shape determination and cellular viability, and since it is a target for a lot of antibacterial 

treatments, it has been extensively studied. However few AFM studies report on the structure 

of peptidoglycan (80–82), and among them is the one of Hayhurst et al., (83), in which the 

authors propose an architectural model for the peptidoglycan of Bacillus subtilis. As it is 
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shown in Figure 10 B, the authors claim that glycan strands form a “rope” that is coiled into a 

helix; this rope runs then all over the bacteria.  

 

Figure 10: Mapping and interactions with molecules at the interface. (A) Bacteriophage 
interactions with Acinetobacter baumannii. AFM images of A. baumannii cells infected for 1-6 
minutes by the bacteriophage AP22. Left row: deflection AFM images of A. baumannii cells incubated 
with bacteriophages AP22 for 1 (a), 3(c), 6 (e) minutes. Right row: zoomed-in three dimensional 
reconstructions of bacterial surfaces depicted on the left (the zoomed regions are indicated by dotted 
circles in the height images). The inset in (a) demonstrates zoomed-in region, shown by the white 
square. (B) Bacillus subtilis sacculi architectural features revealed by AFM. The images show two 
cylinder fragments, from a purified sacculi from gently broken cells, joined by a twisted cable. H 
stands for Height image and P for Phase image. (C) Detecting individual mannose-rich 
polysaccharides on LGG bacteria. Adhesion force histograms are shown, (n = 1024) together with 
representative force curves recorded in buffered solution with a Con A tip on LGG wild-type and on 
the mutant CMPG5413 (impaired in adherence to gut epithelium, biofilm formation, and 
exopolysaccharide production). Reprinted with permission from references (76), (83) and (84) 
respectively.  

For gram-negative bacteria, the molecules that can be found on their surface are 

polysaccharides and lipopolysaccharides (LPS). Francius et al. in 2008 studied the 

localization and conformation of single polysaccharides at the surface of live Lactobacillus 

rhamnosus GG using functionalized AFM tips (84). Using concanavaline A, a lectin that 

interacts with carbohydrates, he could pull off the surface individual mannose. As we can see 

on Figure 10C, on a mutant strain impaired in adherence to epithelium, there is a dramatic 

decrease in adhesion frequency compared to the native strain. Therefore, this technique of 

Single-Molecule Force Spectroscopy can be used to understand which molecules interacts 

with, in this case, the gut epithelium. Another study by Strauss et al., studied the role of LPS 
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O-antigen on the adhesion of E. coli cells, using also AFM, with bare AFM tips (85), but there 

were also works performed on the coat proteins of spores of Bacillus (86,87), and on the 

adhesins at the surface of living mycobacteria (88). 

2.2 Evaluating the effects of antibacterials molecules by AFM 

Understanding the nanoscale behavior of bacteria under physiological conditions, or their 

interactions with other organisms in their native state is a first point; we need to know the 

“enemy” to efficiently fight against them. However, the common way to fight against bacteria 

is to use antibacterials. Among them, there are the antibiotics, used at home or in hospitals to 

treat infectious diseases, but there are also other kind of antibacterials, less used or under 

development, such as antibacterial peptides, and innovative molecules, that should be known 

about. This section will focus on how AFM techniques (imaging, force spectroscopy, single 

molecule force spectroscopy) can help understanding the nanoscale effects of antibiotics, or 

understanding the mechanism of action of new molecules not yet fully characterized.  

2.2.1 Nanoscale effects of antibiotics on bacteria 

Antibiotics have in most cases a well described mechanism of action on bacteria (89). 

However, the effects on bacterial surface at the nanoscale are poorly understood, and for this 

purpose, the AFM technique is particularly well suited, since it allows imaging and probing 

nanomechanical properties on single living cells. Among antibiotics investigated by AFM, 

examples are β-lactams (90,91), aminoglycosides and their derivate molecules (92) and 

fluoroquinolones (93). The results presented in Figure 11 A shows morphology modification 

of Pseudomonas aeruginosa treated by ticarcillin (β-lactams) and tobramycin 

(aminoglycoside) (90). As we can see, ticarcillin causes an elongation of the cells, whereas 

tobramycin alters the surface of the cell. But antibiotics cause also modifications of the cell 

wall nanomechanical properties, such as elasticity and spring constant. Francius et al. probed 

on living Staphylococcus aureus cells the effects of lysostaphin, an enzyme that cleaves the 

peptidoglycan, over time (94). The authors found that the lysostaphin treatment caused a 

decrease in the elasticity of the cell wall with the time of treatment, as we can read on the 

forces curves, along with a decrease of the spring constant of the cells (Fig. 11 B). These 

modifications could only be probed with force spectroscopy, and give precious information on 

the nanomechanical properties modification that antibiotics cause on bacterial cells.  

Other authors were interested in vancomycin, a glycopeptide antibiotic, used in last chance in 

hospitals. This molecule binds with high affinity and specificity to the terminal D-Ala-D-Ala 



239 
 

peptidoglycan precursors, leading eventually to cell lysis. In the study of Gilbert et al., AFM 

tips were functionalized with vancomycin, and used to perform single molecule force 

spectroscopy experiments on Lactococcus lactis during the course of division (95). The 

results obtained (Fig. 11 C) show that the D-Ala-D-Ala residues are located on the division 

septum of the cell, which suggest that the newly formed peptidoglycan is inserted in this 

region during the division process. This study demonstrates that AFM with antibiotic-

modified AFM tip is a valuable tool to explore the dynamics of antibiotic-ligand interactions; 

it also gave new insights on the assembly process of peptidoglycan in gram-positive bacteria. 

Antimycobacterials have also been a subject of interest, and AFM investigations have been 

performed on Mycobacterium JLS (96) and Mycobacterium bovis BCG (97).  

 

Figure 11: Effects of antibiotics on bacteria. (A) Effects of ticarcillin and tobramycin on 
Pseudomonas aeruginosa. Vertical deflection images of native live cells of Pseudomonas aeruginosa 
(left image) treated by ticarcillin (middle image) and tobramycin (right image). (B) Effects of 
lysostaphin on the nanomechanical properties of Staphylococcus aureus cells. Left graph shows 
representative force-versus-displacement curves recorded on the polymer support (dashed line, S) and 
on a single cell prior to (0 min) and after (20, 60, 100, and 300 min) incubation with lysostaphin at 16 
g/ml. Open symbols are the raw data, while the solid lines show the theoretical fit (Hooke’s law) used 
to extract the bacterial spring constant. Right graph shows the evolution of the bacterial spring 
constant as a function of incubation time. Each data point represents the mean and standard deviation 
of 1024 measurements obtained at different locations in the same cell. (C) Imaging individual D-Ala-
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D-Ala sites on living Lactococcus lactis. The AFM image shows a single wild-type Lactococcus lactis 
cell during the course of the division process. The cell is located at the center of the image and trapped 
into a porous polymer membrane for noninvasive, in-situ imaging. The middle image represents the 
affinity map (gray scale: 100 pN), together with the adhesion force histogram (n = 1536), and 
representative force curves recorded with a vancomycin tip on the septum region (highlighted by the 
white box in the AFM image), using constant retraction speed (1000 nm/s) and interaction time (500 
ms). Reprinted with permission from references (90), (94) and (95) respectively.  

2.2.2 Antimicrobial peptides 

However, bacteria becoming more and more resistant to antibiotics, new approaches have to 

be developed to find new ways of killing bacteria. Antimicrobial peptides have been 

developed for several years, but for now, their mechanism of action is not fully understood 

and need further studies. To this aim AFM can be used to evaluate the effects of such 

molecules at the nanoscale, helping to the understanding on how these peptides interact with 

the bacterial cell wall. The most famous of antimicrobial peptide is colistin; this peptide is 

efficient against gram-negative bacteria, such as Acinetobacter baumannii, Pseudomonas 

aeruginosa or Klebsiella pneumoniae, bacterial strains that are the cause of many cases of 

nosocomial infections. Very few AFM studies were dedicated to the study of the effects of 

colistin on gram-negative bacteria (98–100); the main conclusions coming from these reports 

are that treated bacteria have an increased cell wall elasticity and spring constant, along with a 

decrease in the adhesive properties of the cells. These conclusions are consistent with the 

hypothesis that colistin acts as a detergent on the bacterial cell wall and removes the LPS 

from the surface. In fact, in these studies, results are also presented with colistin-resistant 

bacteria, that have cell wall structural differences compared to susceptible strains.  

Research in the antimicrobial peptide field is actually emerging and many papers treat of the 

evaluation of the effects of various original peptides with AFM. The peptides studied have 

diverse origins; for example PGLa peptide comes from frog skin and its secretion and has 

been showed to remove the outer membrane of E. coli while decreasing the surface stiffness 

(101). Meincken et al. compared the effects of three different peptides, melittin from the 

honeybee Apis mellifera, magainin and PGLa from frogs skin (102) on E. coli. While these 

peptides are close in terms of amino sequence, the authors could make the difference between 

the effects caused by each one of them on bacteria, thanks to AFM. Finally Li et al. evaluated 

the effects of sushi peptides S3 on E. coli cells (103). The results presented in Figure 12 show 

that after 1 hour of treatment, bacteria are severely damaged and large amounts of 

cytoplasmic fluids are exuded. This indicates drastic permeabilization of the inner membrane, 

which would be the second step of the S3 mechanism of action. The first one is a damaging of 
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the outer membrane; the second is the initiation of the permeabilization of the outer 

membrane, and finally the release of the cytoplasmic fluid from the bacteria. Therefore, the 

authors, thanks to AFM, could get a better understanding of the mechanism of action of a 

novel and still unknown antimicrobial peptide.  

 
Figure 12: Effects of sushi peptides (S3) on Escherichia coli cells.  (A) Vertical deflection images 
of untreated E. coli cells, and 3D reconstruction based on the height data. (B) Vertical deflection 
image of E. coli cells treated with 5 µM S3 peptide for 1h and 3D reconstruction based on the height 
data. Arrows indicate the outlines of lysed cells. Note that bacteria are severely damaged, with cell 
debris as well as large amount of exuded cytoplasmic fluid from bacteria. Reprinted with permission 
from references (103).  

And since antimicrobial peptides are supposed to have a detergent-like action on the 

membranes of bacteria, many studies focused on characterizing the effects of peptides on 

phospholipidic layers that mimic these membranes. Roes et al. used reconstituted monolayers 

of LPS from Salmonella enterica to study the effects of polymyxin B; Francius et al. observed 

the interactions between supported bilayers of DOPC/DPPC and surfactins (104). As a last 

example, Arseneault et al. made DPPG mono- and bilayers to understand the interactions with 

lactoferricin B, an antimicrobial peptide obtained from the pepsin cleavage of lactoferrin 

(105).  

2.2.3 Innovative molecules and nanotechnologies  

Whereas antimicrobial peptides have a mechanism of action different from antibiotics, still 

resistances to colistin, for example, have started to emerge. The research must therefore 

explore new possibilities for finding new antibacterial molecules that are different from both 
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antibiotics and peptides, in order to avoid development of resistances. A new approach 

developed is the one of nanoparticles. Metallic nanoparticles are promising antibacterial 

agents since they are chemically stable, resistant to heat and have a long life. Currently a 

broad variety of metals and their compounds are used in microbiology research for their 

potential antimicrobial activity. There are already a few studies reporting on AFM 

investigations of the effects of nanoparticles on bacteria (106–108), and one of them is 

dedicated to copper iodide nanoparticles (109). In this study, the authors have synthesized and 

evaluated the effects of this novel kind of nanoparticles on different bacterial strains, 

including multidrug resistant ones. The results presented in Figure 13 A show that for E. coli 

(K12) cells treated with the nanoparticles, the membrane is totally disrupted compared to the 

native cells. In addition, the authors were also able to prove that copper iodide nanoparticles 

caused the generation of reactive oxygen species, therefore damaging the DNA of the 

bacterial cells.  

 

Figure 13: Effects of innovative antibacterial molecules on bacteria. (A) Antibacterial activity of 
copper iodide nanoparticles. Vertical deflection AFM images control K12 E. coli cell (top image), and 
copper iodide nanoparticles treated K12 E. coli (bottom image). Corresponding 3D images are shown 
beside each pictures. (B) Antibacterial effects of calixarene Cx1 on the elasticity of Pseudomonas 
aeruginosa multidrug resistant. Elasticity map (z–range = 1.5 MPa) of several cells of untreated P. 
aeruginosa, together with distribution of young modulus values (top images), and of cells treated with 
Cx1 (bottom images). (C) Effects of Cx1 on the architecture of the cell wall of Pseudomonas 
aeruginosa multidrug resistant. Schematic representation of the force curves (retract segment) 
obtained with ConcanavalinA functionalized AFM tips on untreated P. aeruginosa cells (left curves) 
and Cx1 treated cells (right curves). The 4 force curves (n) presented by conditions were chosen out of 
3072 curves recorded on 3 different bacteria coming from 3 independent cultures. Reprinted with 
permission from refs (109) and (111) respectively.  
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Another new approach developed in the recent years is the one of calixarene molecules. An 

example of such molecule is the para-guanidinoethylcalix[4]arene (Cx1), that has been proven 

to be efficient on both gram-negative and gram-positive bacteria (110). However the 

mechanism of action of this molecule was still unclear, and AFM techniques were used to get 

a better understanding of this molecule interaction with the cell wall of bacteria (111). The 

results presented in Figure 13 B show that on a multidrug resistant strain of Pseudomonas 

aeruginosa, Cx1 causes a dramatic decrease of the cell wall elasticity, from 517 to 75 kPa. 

This information shows that Cx1 is efficient on such a bacterial strain, and that its action 

destabilizes the cell wall of the gram-negative bacteria. To go further into the mechanism of 

actions, the authors probed the cell wall of treated and untreated bacteria with an AFM tip 

functionalized with concanavaline A, a lectin that binds to sugars. These single molecule 

force spectroscopy experiments revealed that the lectin could unfold a molecule only on Cx1 

treated cells (Fig. 13 C). This molecule could possibly be the peptidoglycan, which would be 

accessible because of the destabilization of the outer membrane caused by the interaction with 

Cx1. Research is still going on in this field, and new calixaneric molecules are under 

development (112–114).  

Along with nanoparticles and calixarene, there are also approaches that involves carbon 

nanotubes which have been proven to be efficient against Escherichia coli and Bacillus 

subtilis (115), and chitosans, that were investigated using AFM on Bacillus cereus, 

Escherichia coli and Staphylococcus aureus (116,117).  

 

To conclude, we show in this section that Atomic Force Microscopy opens new perspectives 

for characterizing bacterial species, and understanding the molecular and nanomechanical 

processes underlying their behavior in physiological conditions. We have also seen that AFM 

techniques are very useful to study the nanoscale effects of antibiotics that have a known 

mechanism of action. However, since bacteria are becoming more and more resistant to the 

antibiotics, new approaches involving innovative molecules are developed and once again, 

AFM can be used to get a better understanding of the mechanism of action of these new 

molecules, with the hope that they will be used to treat nosocomial infections caused by 

multidrug-resistant bacteria.  

 

 

3. AFM FOR MAMMAL CELLS PHARMACOLOGY’S STUDIES 
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This part focuses on the insights that Atomic Force Microscopy can give in the field of 

pharmacology for mammal’s cells, from the general understanding of therapeutics treatment 

to special cases of diseases, with a whole part concerning cancer study. Most of the studies in 

this field are performed on cells lines or patient isolated cells in vitro, but recent progress have 

made possible to study entire biopsies, thus enlarging the use of AFM.  

3.1 General applications  

The use of atomic force microscopy for pharmacology’s studies on mammalian cells have 

been led by 2 types of research field: 1) the understanding of cell response to an external 

stress (infection, injury) characterized by immune and differentiation or gene expression 

response; 2) the investigation of drug effect on cells, from internalization efficiency to 

affectation of cellular processes and active effect on pathogens. The following section will be 

then divided in 2 parts related to these concerns. 

3.1.1 Cell response to external stress 

In the complex context of multicellular organisms, the cell response to an external stress is of 

interest to accurately target the dysfunction in case of disease. For example, the study of 

keratinocyte reaction to surfactant by AFM can help in the understanding of chemical stresses 

on the skin, showing that despite a morphological effect, no differences in stiffness are 

measured at non cytotoxic doses of sodium lauryl sulphate (118). But AFM can also help in 

immune response characterization. Immune response is based on first, the detection of 

pathogen and then, their elimination. On one hand, lymphocytes B are involved in the 

humoral immune response, and recognize molecular component in extra cellular fluids that 

directly inform of the pathogen presence in the organism. These cells are responsible for 

antibody production. Their activation is a complex mechanism that appeared to change their 

nanomechanics. Wang et al. have shown, using AFM, that activation of B cells by pokeweed 

mitogen (PWM) or Staphylococcus aureus Cowan I (SAC) induces the clustering of B cell 

receptors at the cell surface, responsible for cytoplasm biochemical activation cascade and 

improvement of cell adhesion to antigen. This clustering is visible by topographic analysis 

such as roughness and particle (cluster) size (Fig. 14-A). Cell adhesion capacities have also 

been evaluated by force spectroscopy (119). On the other hand, Lymphocyte T cells are 

responsible for cell-mediated immune response. To achieve their goals, these cells need to 

reach the site of infection (inflammation site), and then to cross endothelial barriers, which 

involves cell-cell adhesion, namely lymphocyte T - vascular endothelial cell adhesion. This 
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crossing implies a change in adhesion protein expression pattern, like integrin and selectin, by 

endothelial cells. Zhang et al. have investigated the adhesion dynamics of the T-cell - 

endothelial interaction by force spectroscopy study between a functionalized tip where a 

lymphocyte cell is attached and endothelial cell on the substrate (120). The adhesion forces 

have been measured and discriminated using antibodies against majors adhesion proteins 

expressed by endothelial cells (Fig. 14-B). These experiments lead to the conclusion that these 

proteins are the ones involved in lymphocyte B adhesion to endothelial cell. This 

inflammatory process involves also the increase of temperature, and thus heat stress. HSP60 

protein (heat chock protein) production by endothelial cells has been studied by single 

molecule force spectroscopy and revealed the presence of this protein at the membrane 

surface of heat stressed cells and its possible implication in arthrogenesis (121). Finally, 

macrophages phagocytosis plays an important role in the elimination of pathogens and dead 

cells following immune response (122).  

As another stress that an organism is subjected to, injury is one of the most common one. In 

the process of maintaining blood vessel integrity, platelet activation is the first and key 

process. Topographical analysis of platelets activation has shown cytoskeleton reorganization 

at a resolution of 50 nm. A redistribution of the platelets granula and vesicles towards the 

lamellipodia of the cell have also been observed; this phenomenon leading to increase plasma 

membrane surface thus improving aggregation (Fig. 14 C) (123). 

We can see through these different examples that most of cellular responses involving 

different gene expression pattern are linked to cell membrane reorganization and changes in 

nanomechanical properties of the cell. These processes are observed for other mechanisms 

like cell differentiation or pathway activation. Han et al, in 2011 have validated the IGF-II 

(insulin-like growth factor) autocrine signaling pathway as a suitable target for the detection 

of muscle differentiation using AFM. They have been able to discriminate differentiated cells 

from others by the detection of IGF-II at the cell surface thanks to anti-mouse IGF-II antibody 

immobilized on the AFM tip (124). Using the same concept, Qiu et al. have characterized 

quantitatively the TRA-1-81 (un-differentiation marker) expression level on Human 

Embryonic stem cells surface to capture the “turn-on” signal and understand the mechanism 

of their early differentiation (125). Another way to discriminate differentiated cell can be to 

measure their elasticity, as it is the case for the change from osteoblast (stiff) to osteocytes 

(soft) (126). This stiffness is directly correlated to the capacity to adhere to substrate, and is 

accurate to test the biocompatibility of implant materials (127).  
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Figure 14: AFM in pharmacology. (A) The average roughness and mean height particles of surface 

nanostructure of resting and B lymphocytes after their activation by pokeweed mitogen (PWM) or 

Staphylococcus aureus Cowan I (SAC). Mean ± SD. (B) Lymphocyte T activation and consequent 

adhesion to jurkat cells (w/o), and diminution of adhesion when using neutralizing antibodies against 

adhesive protein (selectin, ICAM-1, VCAM-1). The error bar is standard error with N > 15 in each 

case. *P < 0.05 compared with the TNF-α–stimulated HUVEC. **P < 0.05 compared with any other 

groups. (C) AFM imaging of platelet activation along time, height image (z-range 0-1.9 µm) and 

corrugation images (z-range 0-280 nm). (D) Increase in stiffness of human hepatoma cells infected by 

Plasmodium Flaciparum. (P < 0.05). Reprinted with permission from references (119,120,123,143). 

3.1.2 Drug effects and disease studies 

Drug effect investigation can be done by the three classical measurements: adhesion force, 

elasticity or imaging, as for example this study about the effects of an anti-malaria compound 

on leukemic cells (128) or hormonal effects that have been widely studied and well 

documented by Hillebrand et al. (129). i) Single molecule force spectroscopy has resolved at 

the molecular resolution the dynamics of AMPAR neuron receptors trafficking under NMDA 

stimulation (130). ii) Effects of asthma drugs (aminophylline) on red blood cell elasticity have 

been correlated to their reduced capacity to transport oxygen in capillaries by increasing their 

stiffness and thus reverse the drug purpose (131). iii) These elasticity changes are linked to a 
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change in cell shape too. Imaging of cells leads to the understanding of molecule side effect, 

as for example chlorpromazine. Li et al. have shown that this schizophrenia drug affects 

endothelial cell morphologically (132). HgCl2 toxic effects have been also characterized by 

imaging cells in contact with the molecule (133). Finally imaging can also be used to study 

the mechanism of drug internalization, as for example the study of the direct DNA insertion 

thanks to the AFM tip for nanomedicine (134). 

We will now focus on the special case of cardio-vascular affections. Indeed, cardiac cells 

(cardiomyocytes) present the distinctive feature of being contractile, and AFM is nevertheless 

technically of interest to study them, as shown by Liu et al. This group has measured cell 

contractility with or without incubating them with Ibutilide, a classical drug used to treat 

arrhythmia, and started to determine its cellular target and mechanism of action (135). The 

last development allows synchronizing AFM measurements with the contractility of the cells, 

providing the possibility to detect specific events (136). The evaluation of recovery after 

infarct by elasticity measurements showed that stroma cell-derived factor 1α (SDF-1α) 

increases the elasticity of peri-infart mice tissue border zone and stiffening the scar, thus 

conducting to a better resistance to ventricular remodeling and infarct expansion (137). The 

importance of the protein Ephrin B1 in the lateral membrane of cardiomyocytes has also been 

assessed by AFM. The deletion of Ephrin B1 makes the cardiomyocytes stiffer and 

progressively leads to the cardiac tissue disorganization. This protein is essential for the 

stability of cardiac tissue architecture cohesion (138). Nevertheless, beyond the whole cell 

study, AFM can be run on organelles like mitochondria, which dysfunction is known to be 

implicated in the pathology of myocardial infarction. The release of cytochrome C by 

mitochondria was correlated to its swelling by fluorescence microscopy, thus not 

quantitatively. Lee et al have shown that mitochondria indeed swell during apoptosis; the 

authors also gave quantitative morphological analysis of rat heart mitochondria ischemic or 

not in native conditions. Furthermore, AFM allows them to detect nano-mechanical surface 

properties changes of ischemic cell mitochondria that are linked to their swelling (139). 

Vascular diseases are also subjected to investigation by AFM. The inner part of blood vessel 

is responsible for blood pressure regulation through different mechanism like the release of 

vasoactive substance namely nitric oxide. The release of nitric oxide by the inner endothelial 

cells have been shown to be correlated with (and maybe regulated by) cell cortex stiffness 

changes (140). Artherosclerosis lesions are affecting arterial cells stiffness too, specifically in 

branches and curved region of blood vessel, where endothelial cells appear to be stiffer than 
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others endothelial cells (141). This may be related to oxidized low-density lipoproteins (ox-

LDL) cell exposure (142). 

Furthermore, AFM can give answers to the questions raised by the pathogen infection 

process. For example the plasmodium falciparum liver infection can be characterized by an 

increase in stiffness associated to a cell response to infection (and not the presence of the 

microorganism itself) (Fig. 14 D), and may further enhance the understanding of this 

clinically silent step (143). 

3.2 A tool for cancer-study development 

Considered as the disease of the 20’s century, cancer remains one of the most complicated 

and unsolved disease, meaning that no recovery treatment exists and only the eradication of 

tumor cells shows consistent results. In the following section accent will be put on the 

progress AFM allows for understanding this disease and the consequent medical applications 

that emerge with this nano-mechanical tool. 

3.2.1 Nanomechanic of cancer cell 

In 1999, Lekka et al. have for the first time compared the elasticity of cancerous cells versus 

“normal” ones (144). They studied human epithelial bladder cells lines and show that 

cancerous cells present a lowest young modulus value than normal cells (Fig. 15 A). This 

article was part of a set investigating several cancer types : prostate cancer cells (145), breast 

cancer cells (146) or cervical ones (147), all showing a decrease in stiffness for cancer cells, 

except in the case of leukemic cells where cell stiffness increase leading to leukostasis (Fig. 

15 B) (148). In 2007, the same observations were published on cells directly taken from the 

body (pleural) fluids of patients with suspected lung, breast and pancreas cancer (149), 

validating the decrease of elasticity as a characteristic of cancerous cells, in vitro and in vivo 

(Fig. 15 C). These observations lead the authors to wonder why there was this particular 

change in elasticity and so to investigate the mechanics of the cancer cells. Rapidly the idea of 

the involvement of cytoskeleton in this measured softness was pointed out (150) and studied 

(151). Moreover, the changes in elasticity of melanoma cell lines have shown that the 

decrease in stiffness was directly correlated to the metastatic potential of the cells (152), the 

stiffness being the lowest for melanoma B16-F10 cells that produce a large number of foci, 

and the highest with a reduce number of foci (Fig. 16 A). The same relation has been shown 

for esophageal cells lines in different phases of premalignancy (153).  



249 
 

 

Figure 15: Cancer cell characteristics. (A) Elasticity of bladder cells lines, non-malignant ureter 
cells (HU609), non-malignant bladder urothelium (HCV29), bladder transitional cell carcinoma (T24), 
HCV29 cells transfected with v-ras oncogene (BC3726). (B) Increase in cell elasticity of leukemic 
cells (HL60) leading to leukostasis. (C) Elasticity of cancer cells collected from patients with 
suspected metastatic cancer from seven different clinical samples. Grey: measurement for all cells 
together. Dark blue: cancer cells. Light blue: normal cells. Reprinted with permission from references 
(144,148,149).  

All together, these data demonstrate that the nanomechanical properties of cancerous cells are 

linked to their condition, which enable them to change their elastic properties (deformability) 

in order to cross the cells barriers to create metastasis in the organism (leave the primary site, 

pass into circulation, stop at a secondary site and migrate again across the vascular barrier). 

Beyond this metastatic state, cancerous cells must be able to sense their environment to 

efficiently invade the right targeted-tissue. Firstly, the young modulus of cancer cells was 

shown to change when cultured on different substrates, indicating a perception of their 

environment, and yet different capacities depending on their “function” (144). For example 

elasticity of breast cancer cells decreases on fibronectin (154), which is related to the 

cancerous nature of the cells as shown on prostate cancer cells versus non-cancerous cells 

cultured on collagen (Fig. 16 B) (155). The extra cellular matrix is thus of importance in  



250 
 

 

Figure 16: Relation between stiffness and metastatic state. (A) Young’s modulus distribution of 
murine melanoma cell of decreasing metastatic potential (B16-F10, B16-BL6 and B16-F1cells). (B) 
Substrate related elasticity of PC3 and LNCaP cell when culture on collagen (COL1) or fibronectin 
(FN). (C) Invasion versus average stiffness for ovarian surface epithelial cells (IOSE), and ovarian 
cancer (HEY and HEY A8 cells are HEY A8 cells that are more tumorigenic). Reprinted with 
permission from (152,155,159). 

cancer cell phenotypes (156–158). Secondly, stiffness has been correlated to the capacity of 

invasion too as shown in Figure 16 C on ovarian cancer cells (159) or prostate cancer cells 

(160). These invasive properties were also determined by the cells ability to adhere differently 

to the substrate depending on its nature (155,160). Therefore, it was shown that the rigidity of 

the substrate influences the invasive cell response as the invasive mechanism implies the 

degradation of extracellular matrix: cells are then able to sense their environment and choose 

where to invade (161). Likewise, during their invasion process, cancer cells can adhere to 

other cells, and this can be measured by direct cell-cell interactions for example between 

prostate metastatic cells known to form bone metastases and bone cells (162). Reeves et al. 

have demonstrated the ability of prostate cancer cells fixed on the AFM tip to form contact 

with bone marrow endothelial cells fixed on the substrate (163). By blocking extracellular 

part of trans-membrane protein such as integrin and selectin using specific antibodies, they 

observed a decrease in adhesion events between the two cell types. This result has 

demonstrated that cell-cell interaction in invasive process is performed through these specific 

proteins (Fig. 17 A). Following the same idea, N-cadherin levels (calcium adhesion 

transmembrane proteins, that are characteristic of various cancers and involved in cell 

adhesive properties) have been measured on cancer and normal bladder cell surface with an 

antibody fixed on the AFM tip (164). Results showed an enhanced level of the protein in 
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cancer cells accompanied by higher unbinding forces, meaning that N-cadherin protein is 

more stable in cancerous cells (Fig. 17 B). Furthermore, the presence of cell referenced as 

good secondary site for metastasis may enhance the invasion capacities of the cancer cells, as 

shown by Jin et al. on breast cancer cells that change their shape and make specialized 

migration structures in presence of the bone morphogenetic protein 2 (Fig. 17 C) (165).  

Figure 17: Direct link between cancerous cell elasticity and their interaction with environment. 
(A) Effect of antibodies against specific cell adhesion molecule and zoledronic acid on tumor–
endothelial cell adhesive interactions, control: normal binding between the two type of cell. (B) 
Distribution of the unbinding force for N-cadherin–GC4 complex in non-malignant HCV29 cells and 
malignant T24 bladder cells. (C) Morphological changes of MCF-7 cells treated without (B, C) or 
with (F, G) 30 µg/L BMP2 for 24 h. Reprinted with permission from references (163–165). 

Cancerous cell changes in gene expression are directly related to the alteration of their 

function. The data presented above shows that morphological and force spectroscopy 

investigation help in resolving and understanding cancer cell mechanism and behavior. 

3.2.2 Treatment 

After the determination of cancer cell characteristics and its subsequent link to their behavior, 

the treatment of patient by eradication of tumor is a second challenge for scientists. We will 

describe in this section the benefice of AFM for treatment efficiency and mode of action 

studies.  

The first step regarding the efficiency of a therapeutic agent is the targeting of the cancer cells 

and its delivery. Indeed, most of the current chemical does not specifically affect the 

cancerous cells and thus need to be addressed. AFM can help in determining this targeting by 

the study of nanocarriers: nanoparticle interaction with melanoma cells (166) or 
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nanoliposomes containing the well-known cisplatin drug intra cellular delivery in ovarian 

cancer cells (167). These nanoliposomes have been shown to be well internalized in the 

cytoplasm in the size range of 100-300 nm (Fig. 18 A). Discrimination of chemical groups 

adhesion specificity to enhance the targeting of cancerous cell by these nanocarriers can be 

measured directly on cells by functionalizing the AFM tip with the molecule (168). The 

functionalization with these type of carriers can also be achieved through antibodies, for 

example against MUC-1, a cell surface marker for prostate, breast, and lung cancer (169). 

Some antibodies are able, not only to target the cancer cells, but also to provoke apoptosis of 

the cell. This is the case of antibodies against epidermal growth factor receptor HER2, namely 

Trastzumab and Pertuzumab, which inhibit the dimerization of HER2 with other epidermal 

growth factor (170). This method has also been used to study two cells interaction and helped 

to solve Zoledronic acid role on prostate cancer that reduced the adhesive interactions 

between cancer cells and bone marrow endothelial cells (163). 

 

Figure 18: Cancer treatment effects. (A) Internalization of small liposomes containing cisplatin in 
human ovarian cancer cell line (A2780) after 1h incubation, top left: contrast phase image, top right: 
fluorescence images nucleus in red and liposomes in green, bottom left: height image, bottom right: 
error image. Black arrow: pointing at liposomes on cell surface, red arrows: in the cytoplasm. (B) 
Root-mean-square roughness variation of cell Hela cell membrane along time depending on colchicine 
dose. (C) AFM topography data of control MCF-7 cells (top) and MCF-7cells treated with 40 µM 
alterporriol L (bottom). (D) Young’s modulus of patient lung metastatic tumor and normal mesothelial 
cells before (ctrl) and after treatment with Green Tea Extract (GTE) for 24 h. Reprinted with 
permission from references (167,174,178,183). 
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As stated in the previous section, interaction with their environment is of importance for 

cancerous cells. It is one of the effect of immune system on cancer cells, as shown by Braet et 

al that demonstrated that natural killer cells affect the adhesion to substrate properties of 

colon carcinoma cells (171). As membrane is the interface with cell’s environment, it is one 

of the key actors that scientist look at when investigating anti-cancer treatment effects. 

Imaging cell surface after treating them with new drugs gives access to the way that drugs 

affect the cell and can help improving it. Some ex-vivo studies performed on lipid bilayers 

helped in defining the mechanism of action of anti-cancer compounds by imaging breast 

cancer cell native membrane rafts (172) or Latarcin2a peptide lytic activity on model 

membranes (173). Several drug have been studied by imaging membrane on the complete 

cell: Colchicine on different organs carcinoma cells (dose dependent increase in roughness, 

Figure 18B) (174), Celecoxib on human colorectal cells (175), Paclitaxel on carcinoma cells 

(176,177), Alterporiol on breast cancer cells (dose dependent increase in membrane particule 

size, Fig. 18 C) (178), lithium unexpected effect on carcinoma cells (179) and curcumin anti-

cancer effect on liver cells (180). Membrane is also the site where interactions with the 

environment occur, and the drug Celastrol affecting the invading capacity of endothelial cell 

in angiogenesis has been shown to reduce adhesion/affinity to fibronectin protein (181). Ones 

must not forget that some drugs are affecting inner cell’s components, like the bacterial 

protein Azurin that stabilize the p53 protein and thus enable apoptosis. The molecular details 

of this interaction have been assessed by AFM (182). 

Of course the elasticity of the cell stays a good parameter to judge on the efficiency of a 

therapeutic molecule, as for example green tea extract that restores selectively the elasticity of 

cancerous cells thus confirming its anti-cancer non-destructive activity (Fig. 18 D) (183). 

However, depending on the effect or the cell, elasticity can show a different tendency. For 

example, elasticity can reflect the apoptotic effect of a drug, then ones must be looking at a 

decrease in Young modulus values as it is the case for Paclitaxel (176), and an increase in 

elasticity can label the resistance of tumor cells to an apoptotic agent like for the TRAIL 

(TNF-related apoptosis inducing ligand) (184).  

3.2.3 Futures applications 

We have described above the use of AFM for in vitro analysis of cancer cells, their properties, 

and their response to treatment. However the AFM can also be used as a diagnosis tool. In 

vitro, the discrimination between cancerous cells and healthy ones can be achieved by several 
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assays. First, imaging cells can give answers to the question “are these cells cancerous?”. The 

down-regulation of tumor suppressor protein as the matrix associated region protein SMAR1 

has been studied by roughness measurement at the surface of cancer cells, and an increase in 

roughness was shown on cancer cells allowing the differentiation between cancer cell and 

healthy ones (185). Secondly, adhesion measurements can inform on the glycosylation state 

of the cell, directly correlated to their cancer state (186). As previously mentioned, the 

elasticity of the cell is a reliable measurement that undoubtedly makes the difference between 

cancer and non-cancer cells. Cross et al. have been the first to study cells from patients and 

thus gave the first diagnosis on lung, breast, pancreas cells (Fig. 14 C) (149), and later 

adenocarcinoma (187). The last improvements are turned to biopsies (Fig. 19) (164,188,189) 

and allow the correlation between cancer phenotypes and stiffness. These studies open up the 

use of AFM for bio-medical application of interest for clinical applications, and recent 

advances in force-curve analysis may help to finely tune these features (190,191). 

 

Figure 19: Detection of cancerous cell from patient. (A) Top view of an oriented, immobilized 
biopsy with the cantilever positioned for AFM measurement. Scale bar, 500 µm. Elasticity of human 
breast tissue at different step of malignancy. (B) Stiffness distributions in tissues sections accompanied 
by the corresponding histological staining. (1) Nonneoplastic endometrium (gray columns) and well 
differentiated endometrioid carcinoma (black columns) of the uterine corpus. (2) Nonneoplastic breast 
tissue (gray columns) and infiltrating ductal carcinoma (black columns). (3) Vulvar cancer. Black 
columns denote cancer while gray ones, non-neoplastic parts of the tissue section separated by black 
line in the histological image. Reprinted with permission from references (188,189). 
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Conclusion 

Imaging cells at high resolution is of first importance in biology. The atomic force microscope 

can’t now be ignored because of its advantages. AFM works in liquid, thus potentialy on 

living cells, with a resolution close to the nanometer (depending on the application). But, as 

exposed in the review, AFM is more than an imaging tool. It is able to measure forces, and 

give acces to the nanomechanical properties of cells, and, or to the localization of proteins, 

receptors, at the cell surface. We have reviewed the main domain of application of AFM on 

living cells: fungal cells, bacteria, mammal cells. However, AFM is also useful to study 

isolated proteins, DNA, and other biomolecules. We have shown, by reviewing the literature, 

that AFM experiments give an original vision of cells. It is of first interest to combine AFM 

analysis with other imaging techniques (MET, SEM, optical microscope, confocal 

microscope) to get a better understanding of the structure – function relationships. For 

example, by combining force measurements and transmission electronic microscope, it is 

possible to make a link between a stiffer structure and the underlying organelles that are 

present in the cell. The combination with chemical analysis like XPS or SIMS (192) also 

enlightens the relation between surface structures and chemical compositions. 

AFM technologies are continuously improving. Among others, we should cite high speed 

AFM (193,194), or high speed force spectroscopies. These developments tend to increase our 

ability to track fast events occurring at cells surface and contribute to redefine our 

understanding of the living cell surface. 

In this review we specially addressed the contribution of AFM in pharmacology. We exposed 

results obtained on fungal cells, bacteria and mammal cells exposed to drugs or encountering 

diseases. This particular point of view demonstrate that AFM is not providing only 

fundamental knowledge on cells but is now more and more contributing to studies with 

medical relevance.  
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Millisecond and nanosecond pulsed electric field effects on cells and tissues 
 

Electropermeabilization is a physical technique first developed to transfer cytotoxic drugs in 

tumor. It consists in the transient permeabilization of the plasma membrane following electric field 

application. In specific electric conditions using long pulses of several milliseconds, the membrane 

destabilization can allow transferring plasmid DNA into the cell, thus allowing the development of 

gene therapy. For now, one clinical trial has been published using gene eletro-transfer and several 

others are ongoing. However the efficiency of the technique remains low compared to other transfer 

methods. 

 

This thesis gets interested in how pulsed electric fields affect cell membranes, in the concrete 

situation of gene transfer by electroporation. The comprehension of electro-gene transfer process need 

to be well understood in order to optimize it. In this context, we focus on the 3 barriers that DNA is 

confronted to during its transfer: first at the cell level: plasma membrane and nuclear envelope, second 

at the tissue level: the complexity of a multicellular environment. i) We first studied the efficiency of 

gene transfer on multicellular spheroid model. This work allowed the validation of this model for 

electro-transfection study, and the further optimization of the technique by raising some of the failures 

encountered in gene transfer in tissue. ii) The second part of the work has been dedicated to study 

plasma membrane destabilization due to electroporation by Atomic Force Microscopy. We used both 

innovating imaging modes and spectroscopy modes to analyze the effects on living cells, which 

resulted in the measurement of a decrease in elasticity, linked to side effects of electric fields on actin 

cytoskeleton destabilization. iii) The last part has been dedicated to the effects of nanopulses (nsEP) 

on both plasma membrane and the second barrier encountered by gene during its transfer, namely 

nuclear envelope. The effects of these very short (ns) and intense (several kV/cm) pulses have been 

indeed shown to affect both cell membrane and internal envelope (organelles ones). We first study 

their effect on membrane using patch-clamp to discriminate in the implication of actin cytoskeleton in 

nanopores formation. We secondly aimed to study how these nanopulses affect the special structure 

that is nuclear envelope during gene transfer, for validating their potential use on humans, and their 

possible role in optimization for gene transfer. P-clamp study revealed that actin is not involved in 

nanopores formation, and gene transfer one that nsEP do not affect positively transfection efficiency. 

 

Altogether this thesis brings new insights in electropermeabilization mecanisms understanding 

and barriers for gene transfer in tissue. Methods, models and tools have been set and validated. They 

are now usable for investigating electric field effect on living organisms. 

  

  


	First explanations for differences in electrotransfection efficiency in vitro and in vivo using spheroid model
	1 Introduction
	2 Materials and methods
	2.1 Cells
	2.2 Generation of spheroids
	2.3 Plasmid extraction
	2.4 Electropulsation
	2.5 Electropermeabilization
	2.5.1 Electropermeabilization of cells in suspension
	2.5.2 Electropermeabilization of spheroids

	2.6 Electrotransfection
	2.6.1 Electrotransfection of cells in suspension
	2.6.2 Electrotransfection of spheroids

	2.7 DNA/membrane interaction
	2.8 Viability
	2.8.1 Viability of cells in suspension
	2.8.2 Measure of spheroids growth


	3 Results
	3.1 Comparison between electropermeabilization of cells in suspension and in spheroids
	3.2 Observation of DNA/membrane interaction on single cells in suspension and cells in spheroids
	3.3 Comparison of electrotransfection between single cells in suspension and spheroids
	3.4 Viability of cells in suspension and spheroids growth

	4 Discussion
	5 Conclusion
	Acknowledgments
	References

	Imaging living cells surface and quantifying its properties at high resolution using AFM in QI™ mode
	1 Introduction
	2 Materials and methods
	2.1 Atomic force microscopy
	2.2 Bacterial sample preparation
	2.3 Yeast sample preparation
	2.4 Mammalian cell sample preparation
	2.5 Nucleus extraction
	2.6 Data analysis

	3 Results
	3.1 Imaging
	3.1.1 Loosely immobilized micro-organisms and organelle
	3.1.2 Mammalian cells

	3.2 Mechanical properties

	4 Discussion
	5 Conclusion
	Acknowledgements
	References

	Destabilization induced by electropermeabilization analyzed by atomic force microscopy
	1. Introduction
	2. Materiel and methods
	2.1. Sample preparation
	2.1.1. Fixed cells
	2.1.2. Living cells

	2.2. Electropermeabilization
	2.3. Resealing
	2.4. AFM measurements
	2.5. Data analysis

	3. Results
	3.1. Experiments on fixed cells
	3.2. Experiments on living cells
	3.2.1. Imaging
	3.2.2. Elasticity measurements


	4. Discussion
	5. Conclusion
	Acknowledgements
	Appendix A. Supplementary data
	References

	Nanosecond Electric Pulse Effects on Gene Expression
	Abstract
	Introduction
	Materials and Methods
	Cell Culture
	Gene Electrotransfection Protocols
	Nanosecond Electroporation
	Plasmid DNA
	nsEP Generators
	Permeabilization Assay
	Gene Expression
	Flow Cytometry and Data Analysis (Sets 1 and 2)
	Fluorescence Microscopy (Set 3)

	Results and Discussion
	Do nsEPs Improve Plasmid DNA Nuclear Envelope Crossing?
	Do nsEPs Affect Endogenous Expression?

	Conclusion
	Acknowledgments
	References


