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Liste des abréviations 

 

AFM : microscopie à force atomique (Atomic Force Microscopy) 

AH : alpha hémolysine 

AH-eGFP : alpha hémolysine-eGFP 

AqpZ : aquaporine Z 

CFPS : système d’expression protéique acellulaire  

CFPS « témoin » : système d’expression protéique acellulaire ne comportant pas le 
plasmide porteur du gène codant pour une protéine d’intérêt 

CFPS « AH » : système d’expression protéique acellulaire comportant le plasmide porteur du 
gène codant pour la protéine alpha hémolysine 

CFPS « AqpZ » : système d’expression protéique acellulaire comportant le plasmide porteur 
du gène codant pour la protéine aquaporine Z 

DOPC : 1,2-dioleoyl-sn-glycero-3-phosphocholine 

DOPS : 1,2-dioleoyl-sn-glycero-3-phospho-L-serine 

DOTAP : 1,2-dioleoyl-3-trimethylammonium-propane 

DPG : diphosphatidylglycérol 

DSPE-PEG(2000)PDP : 1,2-distearoyl-sn-glycero-3-phosphoethanolamine-N-
[PDP(polyethylene glycol)-2000] 

FRAP : Recouvrement de fluorescence après photoblanchiment (Fluorescence Recovery 
after photobleaching) 

GUV : vésicules géantes unilamellaires (giant unilamellar vesicle) 

ITO : oxyde d'indium dopé à l'étain 

LUV : large unilamellar vesicle (larges vésicules unilamellaires) 

MLV : multilamellar lipid vesicle 

NBD-PC : 1-oleoyl-2-{6-[(7-nitro-2-1,3-benzoxadiazol-4-yl)amino]hexanoyl}-sn-glycero-3-
phosphocholine 

PC : phosphatidylcholine 

PE : phosphatidyléthanolamine 

PEG-OCH3 :  1,2-dioleoyl-sn-glycero-3-phosphoethanolamine-N-[methoxy(polyethylene 
glycol)-2000] 

PEG-NH2 : 1,2-distearoyl-sn-glycero-3-phosphoethanolamine-N-[amino(polyethylene glycol)-
2000] 

PI : phosphatidylinositol 
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PG : phosphatidylglycérol 

PS : phosphatidylsérine 

POPC : 1-palmitoyl-2-oleoyl-sn-glycero-3-phosphocholine 

QCM-D : microbalance à quartz et à dissipation (Quartz Crystal Microbalance with 
Dissipation monitoring) 

RCIM : microscopie à contraste interférentiel en réflexion 

SLB : Bicouche lipidique supportée (Supported Lipid Bilayer) 

SPR : Résonance plasmonique de surface (Surface Plasmon Resonance) 

SUV : petites vésicules unilamellaires (small unilamellar vesicle) 

tBLM : bicouches lipidiques espacées et ancrées (tethered Bilayer Lipid Membrane) 

TiO2 : dioxyde de titane 
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Avant-propos 
 

 De tout temps, les hommes ont cherché à comprendre d’où provenaient les maladies 

dans le but de trouver des traitements curatifs. Ceci a amené les chercheurs à appréhender 

les processus de l’échelle humaine à l’échelle nanométrique grâce aux nombreuses 

découvertes qui se sont succédées depuis la découverte de la cellule au XVIIème siècle. 

L’une des découvertes fondamentales est celle au milieu du XIXème siècle par le chimiste 

Gerardus Johannes Mulder de macromolécules complexes appelées « protéines ». Les 

protéines sont des molécules biologiques composées d’une ou de plusieurs chaines d’acides 

aminés liés entre eux par des liaisons peptidiques. Ce sont des éléments essentiels à la vie 

cellulaire, assurant la majorité des fonctions cellulaires (rôle structurel, rôle de mobilité, …). 

Elles sont classées en trois catégories : les protéines solubles, les protéines membranaires 

périphériques (ou extrinsèques) et les protéines membranaires intégrales (ou intrinsèques). 

Afin de les identifier, de déterminer leur structure et d’étudier leur fonction mais également 

pour trouver des molécules capables de les bloquer à des fins thérapeutiques (dans le cas 

du « drug design ») de nombreuses méthodes biophysiques (spectroscopie RMN, 

cristallographie par rayons X, ..) et biochimiques (électrophorèse sur gel) peuvent être 

utilisées. L’étude à l’échelle protéique requiert la production de ces protéines in vitro. Celle 

des protéines membranaires intégrales est plus complexe et est dépendante de plusieurs 

composantes. D’une part, elles doivent être produites dans des cellules eucaryotes ou 

procaryotes. Néanmoins, leur production est parfois limitée par des problèmes de toxicité 

cellulaire mais peut également être limitée par leur structure complexe (faible rendement, 

agrégation protéique, mauvais repliement). Afin de limiter les problèmes de toxicité cellulaire 

ou de limitation de production de ces protéines, une alternative a été développée depuis une 

vingtaine d’années. Il s’agit des systèmes d’expression protéiques acellulaires basés sur 

l’utilisation d’extraits acellulaires.  

Notre travail s’inscrit dans la démarche d’intégrer des protéines membranaires intégrales 

dans un environnement propice afin qu’elles puissent être produites dans leur bonne 

conformation, l’objectif  ultime étant de créer un biodétecteur utilisable pour l’analyse 

fonctionnelle des protéines et la mise au point de traitements thérapeutiques (« drug 

delivery »). 

Le manuscrit de thèse est organisé en trois parties. Dans une première partie, nous 

décrirons l’état de l’art retraçant les notions de membrane biologique, de lipides et de 

protéines nécessaires à la compréhension des travaux réalisés dans cette thèse. Nous y 
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retracerons également les différents types de membranes « modèles » développées à ce 

jour ainsi que les différentes façons de produire des protéines membranaires. Dans une 

deuxième partie, je présenterai les techniques utilisées ainsi que les protocoles mis au point 

dans le cadre de cette étude. Les résultats obtenus au cours de ces travaux seront 

développés dans une troisième partie au travers de quatre chapitres. Dans le premier 

chapitre, l’incorporation de protéines membranaires dans une bicouche lipidique supportée 

(SLB) ainsi que l’optimisation des paramètres d’incorporation seront explicités. Dans le 

second chapitre, je montrerai qu’une bicouche lipidique espacée et ancrée (BLM) peut être 

mise au point par un procédé de fusion lipidique pour permettre l’incorporation de protéines 

membranaires. Dans un troisième chapitre, une comparaison dans l’incorporation de 

protéines membranaires dans des bicouches lipidiques purement synthétiques ou 

biomimétiques (c’est-à-dire proches de par leur composition des bicouches lipidiques de 

cellules vivantes) sera décrite et discutée. Enfin, dans un quatrième et dernier chapitre, 

j’aborderai la question de la fonctionnalité des protéines membranaires étudiées.     
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Partie I : Etat de l’Art, des membranes 

biologiques aux membranes biomimétiques 

intégrant des protéines membranaires 
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1. Contexte 
 
L’objectif général de cette partie est de situer notre problématique d’étude, à savoir la 

mise au point de l’insertion de protéines membranaires intégrales produites par un système 

d’expression protéique acellulaire dans une membrane biomimétique. Pour cela, je 

présenterai une étude bibliographique sur les membranes biologiques dont l’importance 

croissante en biotechnologie médicale a amené à la mise au point de différents types de 

membranes lipidiques biomimétiques. Je m’intéresserai ensuite plus en détail à un 

composant essentiel des membranes biologiques, les protéines membranaires. Deux 

protéines l’alpha-hémolysine (AH) et  l’aquaporine Z (AqpZ) utilisées dans le cadre de nos 

travaux seront décrites plus en détail. Nous verrons comment ces protéines, généralement 

produites de façon classique, peuvent être aussi produites en utilisant un système 

d’expression protéique acellulaire. J’aborderai ensuite les avantages de ces systèmes qui 

peuvent être couplés à des molécules lipidiques. Enfin, dans une dernière partie, le 

positionnement de nos travaux dans ce contexte d’état de l’art sera exposé. 

 

2. La membrane biologique 

2.1. Généralités 

2.1.1. Historique 

 

Les premiers travaux s’intéressant aux membranes biologiques datent de la fin du 

XIXème siècle. La structure des membranes cellulaires en bicouches lipidiques a été mise en 

évidence en 1925 par Gorter et Grendl1.  En 1935, Danielli et Davson2,  grâce à des données 

thermodynamiques, ont postulé que des protéines globulaires se trouveraient sur la surface 

externe de la membrane lipidique, par mesure de la tension de surface et de la perméabilité. 

Cette découverte a été étendue aux organelles par Robertson3 (Figure 1).  
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Figure 1 : Chronologie des études et découvertes sur les membranes d'après Edidin4. 
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Grâce aux connaissances acquises sur les protéines membranaires, Singer et 

Nicholson5 en 1972, ont émis l’hypothèse que les membranes biologiques pouvaient être 

décrites selon le modèle de la mosaïque fluide (Figure 2). Cette hypothèse, communément 

admise, a été enrichie par la mise en évidence de la distribution asymétrique des lipides 

entre les deux feuillets de la membrane4.  

 

Figure 2 : Représentation schématique d’une membrane lipidique6. 

 

2.1.2. Structure de la membrane biologique 

 

Les membranes biologiques sont composées de deux types de constituants principaux : 

les lipides et les protéines. Des résidus osidiques (ou carbohydrates) sont également 

présents. Ces résidus osidiques ne sont pas à proprement parler des constituants 

membranaires, ils sont toujours associés aux lipides et aux protéines sous forme de 

glycolipides ou de glycoprotéines. 

La diversité des membranes étant très grande, les compositions lipidiques diffèrent 

selon les organismes comme l’indique le Tableau 1. La variabilité peut être due à la diversité 

lipidique, certaines membranes pouvant être constituées d’une seule famille lipidique alors 

que pour d’autres plusieurs classes sont requises. Nous pouvons citer par exemple, la 

membrane cytoplasmique d’E.coli qui en terme de composition lipidique n’est constituée que 

d’une seule classe lipidique, les phospholipides. La diversité de composition membranaire 

peut également être due au ratio protéines/lipides présents dans la membrane. Certains 

systèmes biologiques ont une composition majoritaire en protéines comme E. coli, d’autres 

en lipides comme c’est le cas pour la myéline (Tableau 1)7. 
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 Myéline Erythrocyte Mitochondrie E. coli Chloroplaste 

Lipide/ Protéine  
(en poids) 3 : 1 1 : 3 1 : 3 1 : 3 1 : 1 

Phospholipide (%) 32 56 95 100 12 
dont PC 11 23 48   

PE 14 20 28 80  
PI  2 8   

PS 7 11    
PG    15 12 

DPG   11 5  
Glycolipide (%)     80 

dont MGDG     41 
DGDG     23 
SQDG     16 

Sphingolipide (%) 40 18    
Stérol (%) 25 25 5   

 

Tableau 1 : Composition lipidique et ratios lipides/protéines de différentes membranes biologiques7.  
 

Les membranes biologiques sont des structures asymétriques et dynamiques (d’où le 

terme de mosaïque fluide). L’asymétrie des membranes est due à la localisation 

préférentielle de certaines protéines sur l’un des deux feuillets de la membrane, à la 

disposition orientée des protéines dans la membrane mais aussi au positionnement extérieur 

des résidus osidiques liés aux protéines membranaires ou aux lipides. Le taux de 

renouvellement des différents lipides et protéines membranaires est un paramètre important 

qui contribue au dynamisme membranaire. En outre, deux types de diffusion participent au 

dynamisme cellulaire : une diffusion latérale et une diffusion transversale. La diffusion 

transversale concerne les lipides et certaines protéines qui peuvent diffuser latéralement 

dans le plan membranaire à la vitesse de plusieurs µm/s. La diffusion transversale (ou « flip-

flop ») s’effectuant entre les feuillets membranaires, est quant à elle un phénomène 

beaucoup plus lent qui se produit sur une durée de quelques heures à plusieurs jours8,9. 

 

2.1.3. Rôles de la membrane biologique 

 
Les membranes biologiques délimitent les cellules. Elles sont essentielles à la vie en 

assurant le maintien de l’intégrité cellulaire. Elles jouent un rôle indispensable de barrière 

entre l’intérieur d’une cellule (riche en ions notamment potassium, magnésium et phosphate) 

et l’extérieur (notamment riche en ions sodium, calcium et chlorure). Elles sont relativement 

imperméables et sélectives. Les différences de composition entre les deux compartiments 

doivent être maintenues et régulées. Cette régulation peut s’effectuer soit par diffusion libre 

(un soluté allant de sa concentration la plus forte vers la plus faible par agitation moléculaire 

thermique), soit par diffusion facilitée (transport passif d’un soluté à l’aide d’un transporteur 
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spécifique), soit par transport actif (nécessitant de l’énergie par l’utilisation d’un transporteur 

spécifique ou pompe). 

Outre ce rôle vital de barrière biologique, les membranes biologiques ont un rôle structural, 

un rôle de reconnaissance10. 

2.2. Les lipides 

 

Les lipides sont des éléments clés des membranes. Ils peuvent être classés selon 

leur rôle énergétique, structural ou fonctionnel. Le rôle énergétique est principalement lié aux 

triglycérides et acides gras qui permettent la constitution de réserves énergétiques. Les 

lipides structuraux, en majorité des phospholipides, contribuent à l’architecture membranaire. 

Enfin, les lipides fonctionnels peuvent jouer le rôle de récepteurs membranaires et de 

second messager intracellulaire. Ils peuvent également être impliqués dans des mécanismes 

d’adhésion et de régulation de la croissance cellulaire. 

Dans cette partie, la structure des différentes familles de lipides et leur organisation 

fonctionnelle en phase aqueuse sont décrites7. 

2.2.1. Structure des lipides 

 

Outre les triglycérides, lipides composés de trois chaines carbonées de longueur 

variable (10 à 18) reliées par une liaison ester à une molécule de glycérol, les autres lipides 

sont de petites molécules amphiphiles (Figure 3) c’est à dire composées d’une tête polaire 

(ou hydrophile) et d’une ou plusieurs queues apolaires (ou hydrophobes).  

 

Figure 3 : Représentation schématique d'un lipide. 
 

Il existe trois catégories principales de lipides : les phospholipides (ou 

diacylphosphoglycérides), les sphingolipides et les stérols. Selon les auteurs, les 

glycolipides (ou diacylglycoglycérides) sont parfois considérés comme une quatrième 

catégorie lipidique8,9. 
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Les phospholipides sont les lipides les plus abondants des membranes biologiques. 

Le phospholipide, le plus simple, appelé acide phosphatidique, est obtenu par estérification 

du glycérol par deux acides gras (en positions sn-1 et sn-2) et contient un acide 

phosphorique (en position sn-3). Il est l’intermédiaire de synthèse des autres phospholipides. 

La nature des phospholipides sera dépendante du substituant (choline, inositol, …) fixé au 

groupement phosphate de l’acide phosphatidique. Les plus fréquemment rencontrés sont : la 

phosphatidyléthanolamine, la phosphatidylcholine, la phosphatidylsérine, le 

phosphatidylinositol ou encore le phosphatidylglycérol (Figure 4).   

Les têtes polaires des phospholipides pourront être chargées (positivement, négativement) 

ou non. La charge globale du phospholipide est dépendante de la nature du substituant. 

Ainsi pour les plus répandus : le phosphatidylglycérol (PG), la phosphatidylsérine (PS) et le 

phosphatidylinositol (PI) sont chargés négativement, la phosphatidylcholine (PC) et 

phosphatidyléthanolamine (PE) ne sont pas chargés dans une solution à pH physiologique 

(pH 7,4)7. 

 
 

Figure 4 : Structures chimiques de phospholipides fréquemment rencontrés dans les membranes 
biologiques d'après http://avantilipids.com. 

 



16 
 

Les sphingolipides constituent la seconde famille en termes de présence dans les 

membranes biologiques. Ils sont obtenus par amidification de la fonction amine de la 

sphingosine par un acide gras à longue chaine. Le composé obtenu est un céramide, qui 

sert de base à tous les autres sphingolipides. L’addition d’un substituant sur la fonction 

alcool primaire du céramide détermine sa nature. Par exemple une sphingomyéline est 

obtenue par addition d’un groupement phosphate6. 

 

Figure 5 : Structure chimique d’une sphingomyéline d’après http://avantilipids.com. 

 

 

Les stérols sont des lipides composés d’un noyau stéroïde plan formé de 4 cycles 

fusionnés, 3 possédant 6 atomes de carbone et 1 avec 5 atomes de carbone (Figure 6). Les 

plus connus sont le cholestérol, le stigmastérol et l’ergostérol. A de rares exceptions près, 

les bactéries ne possèdent pas de stérols6. 

 

 

Figure 6 : Structure de base d'un stérol. 
 

2.2.2. Organisation des lipides en solution aqueuse 

 

Du fait de leur nature amphiphile, les lipides ont tendance, dans un environnement 

aqueux, à s’auto-organiser en une forme permettant de minimiser les interactions 

défavorables d’un point de vue énergétique entre les groupements hydrophobes des lipides 

et le milieu aqueux. Selon la nature moléculaire des constituants, cet auto-assemblage 

pourra former des micelles (têtes polaires hydrophiles en contact avec le milieu aqueux et 

queues hydrophobes à l’abri du milieu aqueux) (Figure 7a) ou bien des bicouches lipidiques 

(deux monocouches de lipides associées renfermant les queues hydrophobes des lipides, 

les têtes polaires se trouvant en contact avec la solution aqueuse) (Figure 7b).  
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Figure 7 : Différents auto-assemblages lipidiques en solution aqueuse. a) une micelle, b) une 
bicouche lipidique, c) une vésicule lipidique6. 

  
Les phospholipides s’assemblent le plus fréquemment en solution aqueuse sous forme de 

liposomes (appelés également « vésicule lipidique ») (Figure 7c).   

2.3. Les protéines membranaires 

2.3.1. Les deux catégories de protéines membranaires 

 

Les bicouches lipidiques renferment des protéines membranaires. La quantité de 

protéines membranaires présente dans les bicouches lipidiques est variable selon le type de 

membrane et d’organisme (Tableau 1)7.  

Les protéines membranaires peuvent être séparées en deux catégories : les 

protéines intégrales (ou intrinsèques) et les protéines périphériques (ou 

extrinsèques)8,10. 

- Les protéines intégrales sont les plus nombreuses (Figure 8). Elles sont 

composées de deux extrémités hydrophiles séparées par une région hydrophobe. En 

général, elles traversent totalement la membrane biologique, à l’aide de leur région 

hydrophobe. Les interactions entre les protéines et les parties apolaires des lipides sont des 

interactions hydrophobes. Certaines protéines ont plusieurs segments transmembranaires, 

traversant à plusieurs reprises la membrane alors que d’autres n’en possèdent qu’un seul. 

Les structures en 3D des protéines peuvent être localisées en dehors de la membrane, d’un 

seul côté ou des deux11. 
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Figure 8 : Représentation schématique des différents types de protéines membranaires intégrales. Les 
types I et II possèdent une simple hélice membranaire. Les protéines de type III correspondent à un polypeptide 
simple et ont plusieurs hélices transmembranaires. Les protéines de type IV possèdent des domaines 
transmembranaires de différents polypeptides assemblés pour former un canal à travers la membrane. Les 
protéines de type V sont détenues à la bicouche principalement par les lipides liés de manière covalente. Les 
protéines de type VI ont à la fois des hélices transmembranaires et des ancres lipidiques12. 

 

- Les protéines périphériques sont quant à elles liées aux têtes polaires des 

phospholipides membranaires ou à des parties polaires de protéines intégrales spécifiques. 

Elles sont associées à la membrane soit de manière relativement faible par des interactions 

électrostatiques de type liaison hydrogène et liaisons de Van der Waals, soit par des 

interactions covalentes à certains lipides (acide palmitique et acide myristique), soit ancrées 

sur des glycophosphatidylinositol (GPI) (Figure 9)10. 

 
Figure 9 : Représentation schématique des protéines membranaires périphériques, librement inspiré 
d’après12. 

 



19 
 

2.3.2. Rôles des protéines membranaires 

 

Les protéines, second constituant principal des membranes biologiques, sont des 

macromolécules complexes participant à de nombreuses fonctions essentielles au sein des 

membranes biologiques. Elles peuvent être réparties en trois catégories:  

- transport de matière. Cette fonction de transport est réalisée par des transporteurs 

et des canaux ioniques, permettant le transfert de molécules biologiques d’un compartiment 

à un autre.7 

- transfert d’information. Ce transfert d’information est médié par des récepteurs 

fixant les messagers extracellulaires (hormones, neurotransmetteurs, immunoglobulines).7  

On dénombre trois catégories de récepteurs membranaires : les récepteurs-canaux (dont la 

fixation d’un ligand augmente la probabilité d’ouverture du canal), les récepteurs couplés aux 

protéines G et les récepteurs à activité enzymatique (possédant un domaine extracellulaire).  

-  transformation d’énergie. Cette fonction provient de la capacité à transformer de 

l’énergie pour effectuer des transports actifs de solutés et d’ions contre leur gradient de 

concentration7. 

2.3.3. Les protéines étudiées  

 
 Dans le cadre de ces travaux, deux protéines intégrales ont été particulièrement 

étudiées : l’Alpha-hémolysine et l’Aquaporine Z. Il est donc intéressant de détailler la 

structure et le rôle de ces deux protéines membranaires. 

2.3.3.1. L’alpha Hémolysine : une protéine modèle 

 
L’Alpha-hémolysine est une protéine présente dans la membrane de la bactérie 

Staphylococcus aureus. Cette bactérie est impliquée dans la survenue d’infections 

résistantes aux antibiotiques chez l’homme. Une fois qu’elle a envahi une cellule hôte, la 

bactérie peut sécréter des facteurs d’adhésion, des toxines ou des enzymes13. Dans ces 

travaux de thèse, nous nous intéresserons uniquement à l’alpha-hémolysine (ou alpha-

toxine) secrétée et formant des pores. L’alpha-hémolysine est une protéine dont la masse 

moléculaire est de 31 kDa, possédant de 65 à 75% de brins bêta appartenant de ce fait à la 

catégorie des toxines à brin bêta13,14. 

Son activité hémolytique a été mise en évidence chez plusieurs mammifères, avec une 

efficacité variable selon l’espèce. Ainsi les érythrocytes d’un lapin sont lysés avec de faibles 

doses de toxine (de l’ordre de 1 nM), tandis que des cellules sanguines humaines le sont 

avec une concentration plus importante (de l’ordre de 1 μM)13,14. 
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-  Structure de l’alpha hémolysine 

Par l’utilisation combinée de multiples techniques, notamment la microscopie 

électronique et l’AFM (Figure 10)15, il est établi que la bactérie secrète les protéines sous 

forme de monomères (protéines libres hydrosolubles). Ces monomères se lient à la 

membrane avant de se concentrer par un phénomène d’oligomérisation qui s’effectue à la 

surface membranaire des cellules cibles pour former un état « pré-pore » puis un pore 

membranaire heptamérique16. 

 

 
Figure 10 : Structure de l’alpha-hémolysine déterminée par AFM. Les barres d’échelles représentent a)  
100 nm, b) 7,5 nm15. 
 

Ce pore a une masse moléculaire de 232 kDa et ressemble à un champignon17 (Figure 11). 

Chaque heptamère mesure 100 Å de hauteur et a un diamètre de 100 Å. Il est constitué de 

différents domaines : le capuchon, les 7 anneaux et une queue. La queue est la partie 

définissant le canal transmembranaire, le capuchon, celle formant un domaine hydrophile 

au-dessus de la surface extracellulaire. Les anneaux se situent entre les deux éléments 

décrits précédemment. 

 

 
Figure 11 : Représentation en ruban de l'alpha-hémolysine heptamérique. La bicouche membranaire ainsi 
que le domaine du capuchon, les 7 domaines de l’anneau et celui de la queue sont positionnés sur l’image16. 
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Cette protéine est très étudiée comme modèle à la fois pour comprendre les propriétés 

biophysiques des pores17, mais aussi dans un but de thérapie antibactérienne13. D’autres 

applications sont à l’étude, comme celles de son utilisation dans le séquençage de génome 

à travers ce pore, car le pore formé par cette protéine peut contrôler le passage de 

molécules d’ADN à l’unité. Dans cette application, la molécule d’ADN à séquencer bouche le 

pore lors de son passage et affecte la conductance ionique du pore qui est mesurée en 

temps réel. Ces modulations de courant pourraient être mises à profit pour séquencer les 

bases de l’ADN engagées au niveau de la constriction du pore18. 

 

2.3.3.2. L’Aquaporine Z 

 

L’Aquaporine Z fut la première aquaporine bactérienne identifiée produite par la 

bactérie E. coli19. Cette protéine fait partie de la grande famille des Aquaporines (parfois 

appelées « aquaglycéroporines »)20 que l’on retrouve chez des organismes vivants allant de 

la bactérie aux mammifères en passant par les plantes et les levures. Elle joue un rôle 

physiologique central en régulant les mouvements d’eau et d’alcools aliphatiques à travers 

les membranes cellulaires20,19. Les rôles des différentes aquaporines sont hautement 

spécialisés20. Les Aquaporines Z sont des transporteurs passifs hautement sélectifs21. Elles 

sont impliquées dans de nombreux processus tels que l’osmorégulation et l’expansion de 

volume dans une croissance rapide de cellules19. 

 

- Structure de l’Aquaporine Z 

De nombreuses études ont permis de mieux connaitre sa structure, notamment des 

études par cryo-microscopie électronique22,23 (Figure 12 c), analyse par rayon X haute 

résolution21 et par AFM24 (Figure 12 a,b). L’Aquaporine Z possède 6 domaines 

transmembranaires et 5 boucles de connexions (Figure 13). Le canal qu’elle constitue est 

long (28 Å) et étroit et son diamètre est inférieur à 4 Å. Ce canal s’élargit au niveau de ses 

vestibules périplasmiques et cytoplasmiques.  

L’AFM a par exemple permis d’obtenir des données structurales complémentaires de l’AqpZ 

dans un environnement natif (Figure 12). Pour cela des cristaux de 10-His-AqpZ (Aquaporine 

Z portant une étiquette poly-histidine) ont été construits puis l’étiquette histidine a été 

éliminée par digestion à la trypsine afin de mener les observations. 
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Figure 12 : a,b) Images d’aquaporine Z obtenues avec la technique de microscopie à force atomique 
(AFM) (images 150 Å x 150Å)24. c) Carte de projection cryo-électronique de l’AqpZ (image 47,5Å x 47,5Å)22. 

 

 

Figure 13: Topologie prédictive de la protéine Aquaporine Z d'E.coli19. 
 

 L’Aquaporine Z est une protéine modèle pour des recherches en Biophysiques22. Elle 

est notamment très étudiée pour des applications potentielles de purification de l’eau 

(désalinisation)25.   
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3. Des membranes biologiques aux modèles membranaires 

3.1. Généralités 

 

L’intégrité des membranes est importante et doit donc être maintenue afin d’assurer 

le fonctionnement normal des cellules et plus largement des êtres vivants. Des altérations ou 

des déficits de certains composants membranaires peuvent avoir d’importantes 

conséquences sur les processus se déroulant à l’intérieur de la cellule. A titre d’exemple, 

nous pouvons citer la mucoviscidose, maladie due à des mutations dans le gène codant la 

protéine CFTR (Cystic Fibrosis Transmembrane conductance Regulator), transporteur d’ions 

chlorure10. Du fait de leur importance biomédicale, les membranes (et les éléments qui les 

composent) sont par conséquent très étudiées. 

Afin d’appréhender plus en détail certains processus biologiques (mécanismes de 

transport, maintien de gradient chimiosmotique, transduction d’énergie notamment) des 

« bicouches lipidiques artificielles » peuvent être utilisés en tant que modèle de 

membranes biologiques. Elles sont généralement composées d’un ou plusieurs 

phospholipides d’origine naturelle ou synthétique qui peuvent être soient utilisés sous forme 

de liposomes, de monocouches lipidiques ou de bicouches phospholipidiques planes. Dans 

de tels systèmes, le contenu lipidique peut par exemple être modifié permettant d’observer 

les effets des compositions lipidiques sur certaines fonctions biologiques. Il est également 

possible d’y incorporer des protéines membranaires ou encore de contrôler l’environnement 

en modifiant notamment la concentration ionique du milieu. 

 

3.2. Les liposomes  

3.2.1. Structure des liposomes ou  vésicules 
 

Les liposomes proposés en tant que modèles membranaires sont des vésicules 

lipidiques closes (Figure 7c), qui se forment spontanément quand les lipides sont dispersés 

dans un milieu aqueux. Les interactions entre les têtes lipidiques et l’eau entrainent la 

formation de systèmes multilamellaires et unilamellaires. Une variété de phospholipides 

naturels et synthétiques est disponible pour la préparation de liposomes. Les liposomes 

peuvent être classés selon leur nombre de bicouches (unilamellaire ou multilamellaire) ou 

selon leur taille généralement comprise entre 10 nm et 50 µm. On parle alors de petites 

vésicules pour des tailles allant de 10 à 100 nm26 (Small Unilamellar Vesicles : SUV), de 

vésicules larges pour des diamètres de 100 nm à 1 µm26 (Large Unilamellar Vesicles : LUV) 

ou de vésicules géantes de taille supérieure à 1 µm26 (Giant Unilamellar Vesicles : 

GUV)8,9,27. 
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3.2.2. Intérêts de l’utilisation de liposomes 

 
Les liposomes sont utilisés dans de nombreuses applications biotechnologiques. Parmi 

les applications possibles les plus fréquentes, nous pouvons citer : 

- Les études de perméabilité d’une bicouche lipidique. Pour cela, les liposomes 

sont préparés avec une solution donnée. Il suffit ensuite de changer la solution aqueuse 

externe et de mesurer la vitesse à laquelle la solution renfermée dans les liposomes diffuse 

à travers la bicouche lipidique28. 

- Les études portant sur la fonctionnalité de protéines. Des protéines 

membranaires purifiées sont insérées dans les liposomes formant ainsi des 

protéoliposomes. Ceci permet par exemple de mimer l’incorporation des protéines dans les 

membranes29,30. 

- La délivrance de médicaments (« drug design »).  Des médicaments solubles ou 

non peuvent être encapsulés dans des liposomes unilamellaires qui sont véhiculés dans 

l’organisme après injection27. Les liposomes peuvent fusionner avec des membranes 

cellulaires ou être intégrés dans des cellules par un phénomène d’endocytose. La principale 

limitation de cette technique est le temps de survie limité des liposomes dû au fait qu’ils sont 

rapidement éliminés par les cellules phagocytaires. De plus, ils s’accumulent principalement 

dans le foie et la rate au lieu de se rendre à leur destination. Pour y remédier, des 

techniques modifiant les liposomes, par exemple par l’ajout de polyéthylène glycol, ont été 

mises en place. Ces nouveaux types de liposomes trouvent par exemple des applications 

dans le traitement de chimiothérapies anticancéreuses. 

- La thérapie génique. Des gènes ou plasmides peuvent être encapsulés dans des 

liposomes. L’intérêt de cette encapsulation d’ADN le rend moins sensible à l’attaque des 

nucléases présentes dans les cellules7. 

- La cosmétique. Des principes actifs peuvent être encapsulés dans les liposomes7. 

 

3.2.3. Méthodes de fabrication des liposomes 

 

De nombreuses méthodes peuvent être employées pour former des liposomes. Le 

choix de la méthode est dépendant de la taille de liposome attendue et de l’application 

biotechnologique pour laquelle des liposomes sont requis.  

Les méthodes les plus communément employées pour former des liposomes 

sont l’extrusion, la sonication, la technique gel-dégel, l’électro gonflement. Ces procédés 

sont décrits brièvement ci-après9. 
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électrique alternatif est appliqué (Figure 15). Sous l’influence de ce courant électrique, les 

vésicules se forment. Cette méthode permet d’augmenter le rendement en liposomes et de 

réduire le temps de préparation en évitant les hautes températures pouvant endommager les 

composants biologiques36. 

 
Figure 15 : Schéma montrant la technique d’électro-gonflement permettant l’obtention des GUVs36. Un film 
lipidique est appliqué sur deux surfaces conductrices. Ces surfaces sont ensuite placées dans une cuve. Cette 
cuve est ensuite remplie d’une solution aqueuse. L’application d’un courant électrique entre les deux surfaces 
induit la formation de vésicules. 

 

Une approche alternative basée sur l’electro-gonflement peut également être utilisée (Figure 

16). L’électrode est remplacée par un substrat de silicium micro-structuré permettant un 

dépôt contrôlé de lipides dans des trous de 400 nm de diamètre. Après évaporation du 

solvant, un film muticouche de phospholipides est obtenu. Un courant alternatif est ensuite 

appliqué provoquant la formation de liposomes36,37. 

 

Figure 16 : Schéma du système expérimental d'électrogonflement. Un film multicouche de phospholipides 
est formé sur un substrat de silicium micro-structuré. L’application d’un courant alternatif permet la formation de 
liposomes. Après leur formation, les liposomes se trouvent dans une solution de sucrose37.  
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- Le jet microfluidique 
Dans cette méthode, le piston d’une seringue est poussé pour produire et contrôler 

un jet fluidique visant une bicouche lipidique plane préformée. La bicouche lipidique se 

déforme permettant la formation d’un liposome sous l’impulsion du jet36. 

  

- La double-émulsion 
Cette méthode utilisée pour la fabrication de GUVs se fait en deux étapes. Des 

doubles émulsions (de l’eau dans de l’huile puis dans l’eau) sont générées en utilisant un 

dispositif microfluidique combinant deux flux. Les liposomes sont obtenus à partir de ces 

émulsions en supprimant le solvant par évaporation ou dialyse (Figure 17)36.  

 

Figure 17 : Schéma descriptif de la méthode double-émulsion permettant de former des liposomes38.  

 

3.2.4. Caractérisation des liposomes 

 

 La vérification de la distribution de la taille des liposomes pourra être caractérisée par 

cryofracture et microscopie électronique ou par diffusion dynamique de la lumière (DLS). La 

méthode DLS est privilégiée car la technique de cryofracture est relativement longue et ne 

permet pas en général une bonne reproductibilité et fiabilité des mesures27. Les méthodes de 

caractérisation utilisées pour l’étude des liposomes diffèrent selon leur taille. Ainsi les GUVs 

de taille proche des cellules pourront être étudiées par microscopie à fluorescence26, par 

microscopie à contraste interférentiel en réflexion (RICM39) permettant de mieux comprendre 

les phénomènes d’adhésion, par pinces magnétiques40 ou encore par microscopie à force 

atomique (AFM)36. 

3.3. Les membranes planes 

 
Une alternative aux liposomes pour fabriquer des membranes biomimétiques est 

l’utilisation de bicouches lipidiques planes. Ce type de membranes biomimétiques fera l’objet 

d’une étude privilégiée dans nos travaux. Plusieurs types de membranes lipidiques planes 

ont été développés. Selon le type de membrane biomimétique utilisé, différentes techniques 

de formation pourront être employées. 
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3.3.1. Formation des membranes lipidiques planes  

3.3.1.1. Technique dite du pinceau (« Painting technique ») 
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3.3.1.2. Technique de Langmuir-Blodgett 

 
Dans le cas de la formation d’une bicouche lipidique par la technique de Langmuir-

Blodgett44,45, les molécules lipidiques s’orientent spontanément à l’interface air-eau. Le film 

de lipides ainsi formé est comprimé de chaque côté. Quand la cohésion du film est 

suffisante, l’application d’un support solide hydrophile ou hydrophobe traversant 

verticalement le film permet de prélever une monocouche lipidique. Si le support est 

hydrophile, les « têtes » seront en contact avec le support, à l’inverse pour un support 

hydrophobe, ce seront les « queues » des lipides qui interagiront avec le support. Selon le 

nombre de passage du support dans l’interface, des monocouches successives pourront être 

empilées (Figure 19)9. 

 

 

Figure 19 : La technique de Langmuir-Blodgett44. 
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3.3.1.3. Technique de Langmuir-Schaëffer 

 

Dans le cadre de la formation d’une bicouche lipidique, l’utilisation de la technique de 

Langmuir-Blodgett peut être couplée avec la procédure de Langmuir-Schaëffer46 pour le 

transfert de la couche lipidique supérieure (Figure 20). Dans cette méthode, le support 

contenant la monocouche lipidique est déposé horizontalement au niveau de l’interface eau-

lipides. Cette technique couplant les procédés de Langmuir-Blodgett et de Langmuir-

Schaëffer permet de préparer des bicouches lipidiques asymétriques. 

 

Figure 20 : Technique de Langmuir-Schäfer46 

 

3.3.1.4. Technique Montal-Mueller 
 

 Une technique alternative à la formation d’une bicouche lipidique asymétrique ou non 

par la technique de Langmuir-Blodgett est la technique de Montal-Mueller47. Cette formation 

de bicouche plane en l’absence de solvant organique par apposition de deux monocouches 

lipidiques à l’interface air-eau permet de séparer deux compartiments aqueux. Les deux 

monocouches sont séparées par un septum déplaçable verticalement contenant en son 

centre un trou de 1 cm de diamètre recouvert la plupart du temps par un film fin de téflon 

(tetrafluoroéthylène) hydrophobe d’environ 25 µm d’épaisseur favorisant le contact avec les 

chaines hydrocarbonées des lipides. Ce septum peut être déplacé à l’aide d’un moteur. 

L’ouverture bouge du haut vers le bas jusqu’à la surface de la solution aqueuse (Figure 

21)47. 
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Figure 21 : a) Schéma simplifié du dispositif de formation de la bicouche lipidique. b) Principe de 
formation d’une bicouche lipidique par apposition de deux monocouches lipidiques à l’interface eau-air47.  
     

3.3.1.5. Fusion lipidique 

 
La technique de fusion lipidique est une méthode permettant la formation de bicouches 

lipidiques planes43. Cette fusion est initiée par la mise en contact d’une solution lipidique 

avec une surface plane. La chimie de surface, la charge du support, la pression osmotique et 

la taille des vésicules sont des facteurs importants pour contrôler l’adsorption de vésicules et 

leur rupture sur une surface plane42,43. 

Pour les vésicules qui ont une charge superficielle opposée à celle de la surface du support, 

une fois qu’elles ont adhérées à la surface, il est présumé qu’elles sont aplaties sur la 

surface par des interactions électrostatiques et de Van der Waals et adoptent une forme de 

disque43. Dès que la concentration en liposomes sur la surface atteint un seuil critique, les 

liposomes commencent à se rompre et s’assemblent en une bicouche lipidique plane (Figure 

22)43. 
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Figure 22 : Fusion de vésicules sur un substrat solide.  A) Vésicules avec une charge opposée à la charge de 
surface sont attirées sur la surface. B) Les vésicules adhèrent à la surface et les vésicules sont déformées. C) 
Après avoir atteint un certain seuil de concentration sur la surface, les vésicules se rompent pour former une 
bicouche lipidique43. 
 

Plusieurs mécanismes de rupture de liposomes ont été décrits selon les conditions 

expérimentales (Figure 23)31 :  

- Les liposomes peuvent se rompre spontanément suite à leur déformation sur la 

surface (Figure 23 a). 

-  Les vésicules peuvent fusionner entre elles avant de se rompre (Figure 23 b). 

-  Le bord d’un domaine lipidique peut induire la rupture d’un liposome (Figure 23 c). 

 - Plusieurs liposomes peuvent avoir une action coopérative, un premier liposome se 

rompt entrainant la rupture des autres liposomes (Figure 23 d). 

 

 

Figure 23 : Les différentes voies de dépôt des liposomes48. 
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3.2.2. Les différents modèles de membranes planes 

3.2.2.1. Les bicouches lipidiques supportées  

 
 Les bicouches lipidiques supportées (SLBs) formées sur un support solide, aussi 

appelées bicouches phospholipidiques supportées (SPBs), sont des modèles membranaires 

très utilisés depuis les travaux de l’équipe de Mc Connell dans les années 8049,50. Ils ont été 

les premiers à observer que de telles structures se forment spontanément lorsque des 

suspensions de liposomes ou de membranes biologiques sont déposées sur des lamelles de 

verre (Figure 24).  

 

Figure 24 : Schéma d'une bicouche phospholipidique supportée solide, la membrane est séparée du 
substrat par une couche mince d’eau31. 

Plusieurs méthodes peuvent être utilisées pour former des bicouches 

phospholipidiques supportées (cf. 3.3.1). Les plus couramment utilisées sont la technique 
de Langmuir-Blodgett couplée à celle de Langmuir-Schaëfer , la fusion de vésicules ou 

une combinaison de ces techniques (technique de Langmuir-Blodgett  et fusion de 
vésicules) (Figure 25)8,9,31,51. 

 

Figure 25 : Techniques couramment utilisées pour la formation de bicouches lipidiques supportées. a) La 
technique de Langmuir-Blodgett, b) L’adsorption de vésicules en solution suivie de la fusion spontanée de ces 
vésicules sur la surface pour former une bicouche lipidique supportée, c) Une combinaison des procédés de 
Langmuir Blodgett et de fusion de vésicules31. 



34 
 

La technique de fusion de vésicule est très souvent privilégiée puisque cette technique 

présente l’avantage de former par une méthode relativement simple des bicouches lipidiques 

planes.  

- Les bicouches lipidiques supportées par fusion lipidique 

Les bicouches lipidiques supportées formées par fusion lipidique font l’objet d’une étude plus 

approfondie dans le cadre de ces travaux de thèse. Pour leur formation, plusieurs types de 

supports plans dont la surface est rendue hydrophile, peu rugueuse et propre31 peuvent être 

utilisés. Les meilleurs substrats en termes de fusion de vésicules sont la silice,52,53, le 

mica54,55, le silicium oxydé56,57,58,59.  D’autres substrats peuvent également être utilisés, c’est 

le cas de l’or (Au)56,58,60,61, du dioxyde de titane (TiO2)57,58,62, de l’oxyde d'indium dopé à 

l'étain (ITO)63, de l’argent, du quartz64, du platine31, de polymères (PDMS, …). 

 - Modes de formation des bicouches lipidiques supportées par fusion lipidique 

Suite au développement de nouvelles méthodes de caractérisation des processus 

moléculaires de surface telles que des méthodes d’imagerie (microscopie à force atomique 

(AFM), recouvrement de fluorescence après photo-blanchiment (FRAP), microscopie de 

fluorescence par réflexion totale interne (TIRF)) et des méthodes permettant de suivre en 

temps réel l’adsorption de molécules sur un support (QCM-D, SPR, ellipsométrie), de 

nombreux travaux ont permis de mieux appréhender la compréhension des mécanismes de 

formation des bicouches lipidiques supportées par fusion lipidique.  

Selon le type de surface et les conditions expérimentales, le comportement des 

liposomes sur la surface diffère considérablement. A titre d’exemple, sur dioxyde de silicium 

(SiO2), surface très utilisée pour la formation de bicouches lipidiques supportées, Keller et 

coll65. ont émis l’hypothèse que les vésicules commencent à se rompre sur cette surface 

après qu’un seuil de recouvrement critique de liposomes soit atteint65. 

Au total, quatre modes de formation d’une SLB différents selon le support plan utilisé ont été 

distingués (Figure 26) : 

-  Formation de vésicules supportées (c’est-à-dire une monocouche de vésicules 

intactes sur la surface) (Figure 26 a). 

- Formation d’une bicouche lipidique supportée après adsorption à faible 

recouvrement critique (Figure 26 b). 

-  Formation d’une bicouche lipidique supportée après l’adsorption de vésicules 

jusqu’à un haut niveau de recouvrement critique (Figure 26 c). 

-    Pas d’absorption de vésicules sur la surface (Figure 26 d). 
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Figure 26 : Mécanismes de formation des SLBs : a) Formation de vésicules supportées (c’est-à-dire une 
monocouche de vésicules intactes sur la surface) ; b)  Formation d’une bicouche lipidique supportée après 
adsorption à faible recouvrement critique ; c) Formation d’une bicouche lipidique supportée après l’adsorption de 
vésicules jusqu’à un haut niveau de recouvrement critique ; d) Pas d’absorption de vésicules sur la surface48. 

 

Ces modes de formation de bicouche lipidique supportée dépendent de nombreux 

paramètres tels que le type de support utilisé (composition chimique, charge, rugosité, 

hydrophilie), le type et la concentration d’ions en solution55, l’utilisation d’agents 
facilitant la fusion, la charge des vésicules, le pH de la solution53, la température, la 

pression osmotique66. L’influence de certains de ces paramètres sur la formation de 

bicouches lipidiques est décrite plus en détail dans la suite. 

 - Le support 

 Selon le type de surface choisie, des bicouches lipidiques planes pourront ou non 

être formées. En 1998, Keller et Kasemo67 ont caractérisé par la technique de microbalance 

à cristal de quartz et dissipation (QCM-D) les différences d’adsorption de liposomes de 25 

nm de diamètre sur trois différentes surfaces : SiO2, Au « oxydé » et Au fonctionnalisé par 

des monocouches auto-assemblées (SAM) possédant une extrémité thiol et une terminaison 

méthyl (Figure 27). Ils ont ainsi montré que sur SiO2 il y a formation d’une SLB en deux 

phases (adsorption de vésicules intactes puis formation d’une SLB) avec une valeur 

caractéristique de variation de fréquence (ΔF) de - 25 Hz quand la bicouche lipidique est 
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formée. Sur Au oxydé, les vésicules intactes sont adsorbées tandis que sur les SAM, une 

adsorption d’une monocouche lipidique est obtenue (ΔF – 13 Hz)67. 

 

Figure 27 : Adsorption de liposomes sur différentes surfaces. a) surface Au recouverte de SAM, b) SiO2, c) 
Au oxydé67. 

 
Sur SiO2 les bicouches lipidiques se forment spontanément suite au dépôt de 

liposomes en solution sur la surface. En revanche, sur TiO2 les résultats obtenus sont 

similaires à ceux obtenus sur Au oxydé56, à savoir une monocouche de vésicules adsorbées. 

Les cinétiques d’adsorption de vésicules sur SiO2 et TiO2 ne sont pas fortement dépendantes 

de la taille des vésicules. La principale différence réside dans le fait que les vésicules sont 

plus aplaties sur SiO2 que les vésicules adsorbées sur TiO2. Ceci est dû à une interaction 

plus importante sur SiO2 entre les vésicules et la surface57. 

 - Les agents facilitant la fusion 

  * Les ions monovalents et divalents 
L’utilisation d’ions peut permettre la formation de bicouches lipidiques planes sur des 

surfaces initialement non favorables à la fusion lipidique. Il a ainsi été démontré que des 

bicouches lipidiques supportées peuvent être formées à partir de vésicules anioniques en 

présence de Ca2+ sur de l’oxyde d'indium dopé à l'étain (ITO)63. De même sur TiO2, des 

liposomes composés de 1,2-dioleoyl-sn-glycero-3-phosphocholine (DOPC) et 1,2-dioleoyl-

sn-glycero-3-phospho-L-serine (DOPS) se rompent en présence de Ca2+ 68,69. 

Il a été montré que la présence de calcium a une influence plus prononcée sur le 

procédé de fusion des liposomes sur certains types de surface tel que le mica55. Par 

l’utilisation combinée de la QCM-D, de l’AFM et de l’ellipsométrie, il a été montré qu’en 
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variant la composition des vésicules et la balance calcium-EDTA, tous les modes de 

formation de bicouches lipidiques par fusion de liposomes peuvent se produire sur le mica54. 

 D’autres cations mono et divalents ont été testés afin de connaître leur influence sur 

la formation de bicouches lipidiques supportées suite au dépôt de vésicules de 1-palmitoyl-2-

oleoyl-sn-glycero-3-phosphocholine (POPC) sur une surface de SiO2. A l’aide de la 

technique de QCM-D, il a été montré que les cations divalents causent une forte réduction 

de la couverture critique de surface vésiculaire à partir de laquelle la fusion de vésicules a 

lieu. Cet effet augmente dans l’ordre Sr2+<Ca2+<Mg2+. Les cations monovalents donnent des 

résultats similaires dans l’ordre Li+>Na+>K+, néanmoins, leur action est de moindre 

importance. La présence d’ions augmentent les interactions entre la surface et les vésicules 

ainsi que les interactions répulsives entre les vésicules70. 

 

  * Les molécules facilitant la fusion 

 Plusieurs types de molécules ont été répertoriés pour leur capacité d’induction de la 

fusion de liposomes. Le plus connu et le plus communément employé d’entre eux est le 

polyéthylène glycol (PEG)31,71,72. D’autres tels le Triton X-10060 ou plus récemment l’alpha 

peptide58,73 peuvent également être utilisés.  

Dans le cadre de nos travaux, nous nous focaliserons plus en détail sur le mécanisme de 

fusion induit par l’alpha peptide sur des surfaces planes recouvertes d’or.  

  - L’alpha peptide : 

 Jusqu’au milieu des années 2000, on considérait que les vésicules s’adsorbaient en 

une monocouche de liposomes sans fusionner sur une surface d’or. Cho et coll.73 ont montré 

et caractériser à l’aide de la technique de QCM-D que l’ajout d’un alpha peptide sur des 

vésicules de POPC adsorbées sur l’or permettait de provoquer la fusion des vésicules et de 

former une bicouche avec des signaux caractéristiques connus en QCM-D, soit une variation 

de fréquence ΔF de -25 Hz73. Cet alpha peptide est un peptide amphipatique, hélicoïdal issu 

de la protéine NS5A (« non structural 5A protein ») provenant du virus de l’hépatite C dont la 

séquence est la suivante : SWLRDVWDWICTVLTDFKTWLQSKLDYKD.                                                                                       

 En combinant l’utilisation de l’ellipsométrie et de la QCM-D, les auteurs ont proposé 

une hypothèse du mécanisme de fusion des vésicules sur l’or à l’aide de l’alpha peptide 

(Figure 28). Après la formation d’une monocouche de vésicules intactes sur la surface d’or, 

l’alpha peptide ajouté se lie aux vésicules, conduisant au gonflement de celles-ci et à des 

évènements de fusion. Les vésicules commencent ensuite à se rompre du fait de leur 

gonflement. Durant cette étape des molécules d’alpha peptide, des lipides et des vésicules 

désorbent. Les vésicules partiellement rompues se répandent sur la surface. Les fragments 
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de bicouches adsorbés induisent la rupture des vésicules non rompues pour ainsi former une 

bicouche lipidique supportée complète sur la surface74. 

 Suite à ces travaux sur l’or, l’alpha peptide a également été utilisé sur l’oxyde de 

titane (TiO2) pour former des bicouches à partir de vésicules lipidiques zwitterionique58. Plus 

récemment, des vésicules avec une composition lipidique plus complexe 1-palmitoyl-2-

oleoyl-sn-glycero-3-phosphocholine (POPC) / 1-palmitoyl-2-oleoyl-sn-glycero-3-

phosphoethanolamine (POPE) / 1-palmitoyl-2-oleoyl-sn-glycero-3-phospho-L-serine (POPS) 

/ Sphingomyéline (SM) ont été formées par fusion en utilisant l’alpha peptide75. 

 

Figure 28 : Mécanisme possible de la formation d'une bicouche lipidique sur or en utilisant l'alpha 
peptide76 
 

 - Le pH 

 Le pH de la solution tampon peut également avoir son importance. Ainsi une 

bicouche plane fluide zwitterionique peut être formée par auto-assemblage sur une surface 

par simple modification du pH. Pour provoquer la fusion de liposomes, il suffit le plus souvent 

d’abaisser le pH. En guise d’illustration il a été mis en évidence sur une surface de TiO2 une 

fusion de liposomes induite par un changement de pH de 7,5 à 3,562. 
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 - La composition des liposomes 

 Les liposomes peuvent être composés de molécules lipidiques chargées 

(positivement, négativement) ou non. Selon les molécules lipidiques choisies l’adsorption et 

la rupture de liposomes diffèrent. Des études menées par Richter et coll.77 ont montré des 

différences significatives selon la charge des liposomes modifiant les interactions entre le 

support solide et la bicouche lipidique (Figure 29). Dans le cas de liposomes chargés 

positivement (1,2-dioleoyl-3-trimethylammonium-propane : DOTAP), ils s’adsorbent et se 

rompent individuellement jusqu’à ce que le support soit complètement recouvert d’une 

bicouche lipidique supportée, pour laquelle la valeur caractéristique de variation de 

fréquence de -25 Hz en QCM-D est retrouvée. Dans le cas contraire, pour des liposomes 

fortement chargés négativement (50% DOPC/ 50% DOPS), aucune rupture n’est observée 

après l’adsorption sur la surface. En revanche, une rupture de liposomes est constatée avec 

un pourcentage plus faible de liposome chargé négativement (80% DOPC /20% DOPS)77. 

 

Figure 29 : Adsorption de vésicules de différentes compositions suivie par QCM-D. A) DOTAP, B) 50% 
DOPC 50% DOPS, C) 80% DOPC 20% DOPS77. 

 Les bicouches lipidiques supportées (SLBs) de diverses compositions sur de 

nombreux supports ont été développées et bien caractérisées. Elles sont utilisées comme 

modèles simplifiés de membranes biologiques. 
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3.2.2.2. Les bicouches lipidiques espacées et ancrées (tBLMs) 

 

Malgré l’utilisation fréquente de SLBs due principalement à leur robustesse et au 

maintien de la fluidité, deux inconvénients majeurs des SLBs sont observés. 1) Leur faible 

espacement entre le support et la membrane compris entre 1 et 2 nm qui limite fortement 

l’insertion de protéines intégrales78. 2) Ce faible espace entre la surface et la bicouche 

lipidique nuit aux mesures électrochimiques car seulement un nombre limité d’ions peut être 

transporté vers l’électrode à travers la membrane43. 

Cette limitation a nécessité le développement de nouveaux types de bicouches lipidiques. 

Dans un premier temps des bicouches hybrides SAM/lipides ont été mises au point (Figure 

30), ces bicouches ne répondent pas au besoin d’espacement de la bicouche de la surface 

puisqu’ils comportent un faible compartiment aqueux de 1 à 2 nm en dessous de la 

membrane. Ces bicouches hybrides ont permis de mettre au point de nouvelles stratégies de 

formation de membranes lipidiques planes. Il en résulte des bicouches lipidiques ancrées, 

espacées de la surface, possédant un réservoir aqueux plus important et mimant certaines 

des propriétés fondamentales de membranes cellulaires naturelles (fluidité, isolement 

électrique, insertion de protéines intégrales)79. Ce type de membranes biomimétiques 

présente l’avantage d’augmenter la stabilité des bicouches à plus ou moins long terme 

(allant de la journée à plusieurs mois).  

 

Figure 30 : Schéma représentant une bicouche hybride SAM/lipides79. 
 

Plusieurs alternatives de bicouches lipidiques espacées ont été développées, 

chacune présentant leurs avantages et inconvénients selon l’application biotechnologique à 

laquelle ils sont destinés (domaine de la santé, suivi environnemental, stockage d’énergie)79. 

Certaines vont privilégier l’utilisation de couches s’intercalant entre le substrat et la bicouche 

lipidique (dites « coussin »), d’autres l’utilisation d’espaceurs moléculaires pouvant posséder 

une extrémité lipidique ainsi qu’une extrémité moléculaire permettant l’ancrage sur une 

surface adaptée, d’autres des alternatives plus inhabituelles comme les peptides ou encore 

les protéines48. 
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3.2.2.2.1. Bicouches sur coussins de polymères 

 

 Les bicouches lipidiques sur « coussin » sont formées sur des couches de 

macromolécules ancrées à un support solide. Cette catégorie de bicouche lipidique n’est pas 

à proprement parler une bicouche lipidique « ancrée » mais plutôt supportée sur un coussin 

souple de polymères qui est lui ancré au support (Figure 31). La distance entre le support et 

la bicouche peut être de plusieurs nanomètres et est donc suffisante pour l’intégration de 

protéines membranaires79. Les macromolécules espaceurs utilisées peuvent être des 

chaines de polymères, des couches de polyélectrolytes, des carbohydrates, des peptides. La 

macromolécule choisie doit répondre à de nombreux critères importants. Parmi ceux-ci, la 

membrane lipidique supportée sur « coussin » doit être thermodynamiquement et 

mécaniquement stable. De plus, le polymère doit être hydrophile et relativement inerte 

chimiquement afin de ne pas causer de réactions annexes non souhaitées46. 

Les méthodes pour préparer les supports avec polymères incluent soit le greffage de 

polymères directement sur la surface (cellulose, dextran, …), soit leur dépôt par 

centrifugation (« spin coating »), soit leur dépôt par trempage séquentiel.  

La bicouche lipidique est déposée par Langmuir-Blodgett, Langmuir-Schaëffer, un 

système hybride monocouche / fusion de liposomes ou par fusion de liposomes sur le 

« coussin » 46. 

Plusieurs types de substrats peuvent être utilisés : SiO2, phosphate de zirconium, or. 

Il est à noter que l’or est le substrat le plus souvent choisi pour sa fonctionnalisation facile et 

bien connue de la surface via des liaisons covalentes Au-S. De plus, l’or présente l’avantage 

d’être un substrat facilitant l’utilisation de nombreuses techniques de caractérisations telles 

que la microbalance à quartz et à dissipation (QCM-D), la résonance plasmonique de 

surface (SPR), les méthodes électrochimiques.  

Nous aborderons plusieurs exemples de polysaccharides et de polyélectrolytes 

pouvant être utilisés comme « coussin ». 

 

Figure 31: Schéma représentatif d’une « coussin » de polymères 79. 
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L’une des familles de macromolécules utilisées pour former des « coussins » est celle 

des polysaccharides. Ce sont des polymères d’oses reliés entre eux par des liaisons 

osidiques. Parmi ceux-ci les plus répandus sont :  

 - La cellulose, polysaccharide hydrophile inerte formé à partir de dextrose 

déshydraté. Elle est naturellement présente dans les cellules de plantes. Une variété de 

dérivés de la cellulose existe tel que le triméthylsilylcellulose (TMSC) ou 

l’isopentylcellulosecinnamate (IPCC)46,80. Ce polysaccharide peut être arrangé en couches 

fines avec une épaisseur flexible ajustable servant de support de bicouche lipidique. Les 

films ainsi formés sont des isolants électriques permettant la génération de surfaces 

électrolyte/isolant/semiconducteur (EIS). Les bicouches lipidiques constituées sur ce type de 

polymère montrent une haute fluidité et autorise donc la reconstitution de canaux ioniques 

actifs comme la gramicidine80. 

 - L’agarose, qui est un polymère simple, très communément trouvé dans l’agar, 

substance gélatineuse utilisée pour la culture de bactéries. Il est utilisé comme un support de 

bicouche lipidique depuis une quinzaine d’années46,81. L’agarose permet d’obtenir des 

bicouches lipidiques sur support polymères possédant des propriétés électriques 

comparables à celles des membranes lipidiques suspendues81. 

- Le chitosan, polysaccharide, est une alternative à l’utilisation d’agarose. Par 

l’utilisation de la microscopie à fluorescence, il a été montré que les membranes lipidiques 

formées sur des films fins de chitosan ont une stabilité importante81. 

 - Le dextran qui est un polysaccharide de poids moléculaire élevé. Il peut être couplé 

de façon covalente au verre et à des surfaces de Si/SiO2 par fonctionnalisation époxysilane 

ou par fonctionnalisation photoréactive de la surface solide. Les coussins de polymères de 

ce type peuvent être caractérisés par de nombreuses techniques (RICM39, ellipsométrie, 

FRAP, mesures d’angles de contact)82. 

 

Des polyélectrolytes peuvent également être employés. Ce sont des polymères 

chargés possédant soit des charges positives soit des charges négatives46. Le dépôt de 

polyélectrolytes se fait par couches successives. Le substrat est trempé dans 2 solutions de 

polyélectrolytes (polycationiques, polyanioniques). La couche de polycations peut être 

composée de chlorure de poly(dialhyldimethylammonium), la couche de polyanions peut être 

composée d’acide sulfonique de poly(4-venyl-benzene). Cette méthode de dépôt couche par 

couche est peu coûteuse, facile à mettre en œuvre et permet un bon contrôle de 

l’épaisseur46.  

L’un des polyélectrolytes les plus utilisés est le polycation appelé polyéthylène imine (PEI) : 
Ce polyélectrolyte peut être déposé sur plusieurs types de support (quartz83, mica84,..). Il 

peut être utilisé en multicouches couplé au « poly(4-styrenesulfonicated) sodium salt » (PSS) 
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ou au « chlorure de poly(allylamine)» (PAH). Ces multicouches permettent de reproduire les 

propriétés des membranes (fluidité latérale et recouvrement de la surface membranaire), tout 

en respectant les forces d’interaction entre la membrane chargée et le support85. 

 

 Nous pouvons également citer d’autres polymères comme le polyacrylamide et 

l’Acide Poly-L Lactique (PLLA). Le polyacrylamide est un polymère utilisé classiquement 

en biologie pour former des gels d’électrophorèse. Pour être utilisé comme « coussin », ce 

polymère requiert que le support solide soit recouvert avec un agent de liaison tel un 

alkylsilane permettant de former une liaison covalente du polymère avec le verre46. Quant au 

Poly-L Lactic Acid (PLLA), c’est un polymère hydrophile et assez inerte présentant toutes 

les caractéristiques d’un support adapté pour des études biologiques46. 

 

3.2.2.2.2. Bicouches lipidiques espacées et ancrées 

 
Les coussins de polymères présentent l’avantage de pouvoir mimer la matrice 

extracellulaire. En revanche, ces membranes ne possèdent pas en général de propriétés 

électriques isolantes suffisantes pour une caractérisation quantitative des activités des 

canaux ioniques79. Pour des applications biotechnologiques qui nécessitent une mesure de 

conductivité ionique, un autre type de membrane lipidique espacée devra être choisie 

(Figure 32). 

La fabrication des tBLMs se fait le plus souvent en deux étapes, formation d’une 

monocouche auto-assemblée suivi de la formation de la bicouche, mais la formation de la 

tBLM peut se faire aussi directement par fusion de vésicules9. 

                               
Figure 32 : Schéma de différentes tBLM79. 

 
 Les molécules permettant d’ancrer des bicouches lipidiques espacées à une surface 

peuvent être réparties en plusieurs catégories : les thiolipides, les lipopolymères, les 

peptides et les protéines. 

Ancrage par  polymères Ancrage par thiolipides 
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 - Les thiolipides sont des éléments combinant un groupement thiol, un espaceur 

macromoléculaire et une extrémité phospholipidique. Le groupement thiol permet une 

immobilisation covalente de l’espaceur sur une surface d’or46. La grande majorité des 

travaux de la littérature ont été réalisés avec des espaceurs oligo éthylène glycol. Parmi les 

différents lipides de cette classe, nous pouvons citer le « tetra-ethylene-oxy » espaceur et 

ancreur aux supports solides par 2 liaisons métal-souffre (DPTL)79,86 (Figure 33) et 

l’ « hexa ethylene oxy » espaceur qui utilise une liaison métal-souffre pour l’immobilisation 

(DPHT)79. Les tBLMs ainsi formées sont très résistantes.  

 

Figure 33 : Structure chimique du DPTL (2,3-di-O-phytanyl-sn-glycerol-1-tetraethylene glycol-d,l-a-lipoic 
acid ester lipid)86. 

L’utilisation de thiolipides pour la formation d’une tBLM sur des surfaces métalliques 

conductrices telles que l’or permet de faire des mesures électriques en convertissant les 

signaux biologiques en signaux électriques, le support solide servant d’électrode. Ceci 

permet la mesure de conductivité ionique et donc l’étude des canaux ioniques ou pores 

membranaires79. Quelques rares études utilisent des molécules proches des thiolipides pour 

former des tBLMs sur d’autres surfaces comme le SiO2. Pour cela, le groupement fonctionnel 

thiol est remplacé par un autre groupement chimique silane51,79,87. 
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 - Les lipopolymères ancreurs sont des polymères possédant une structure lipidique 

en fin de chaine. Cette partie lipidique permet l’insertion de la molécule dans une bicouche 

lipidique. Afin d’obtenir un recouvrement total de la bicouche lipidique, l’autre extrémité du 

polymère doit avoir un domaine réactif permettant la liaison covalente à la surface plane. 

Sans ce point d’ancrage, les polymères ont naturellement tendance à se positionner dans la 

couche supérieure de la bicouche lipidique, ce qui empêche la formation d’une bicouche 

lipidique espacée46. Plusieurs lipopolymères peuvent être choisis, ils doivent avoir les mêmes 

propriétés que celles décrites pour les coussins de polymères. Il peut s’agir du Poly (2-
Methyl-2-Oxazoline) PMOXA qui est hydrophile, induit la répulsion de protéines et de 

nature non ionique. Le PMOXA peut aussi être modifié durant sa synthèse pour inclure des 

groupes terminaux pour l’accrochage sur support46.  

 

 

Figure 34 : Structure chimique du PMOXA (Poly (2-Methyl-2-Oxazoline))46. 

 

Le polyéthylène glycol est un polyéther qui peut être linéaire ou branché et qui porte soit de 

faibles charges, soit aucune. Il n’est pas toxique et présente d’excellentes caractéristiques 

de mouillage. Les groupements hydroxyle de la molécule de PEG lui permettent de se lier 

via des liaisons hydrogène à un grand nombre de groupes terminaux (amides, esters et 

aldéhydes). Pour son utilisation dans des bicouches lipidiques, le PEG doit être 

fonctionnalisé et les groupes réactifs différents requis usuellement sont les : amine, 

maléimide, disulfure, acides carboxyliques46. L’espacement entre le support et la bicouche 

lipidique peut être modulé en modifiant la densité et la masse moléculaire du PEG incorporé 

dans les bicouches lipidiques. 

 

 

 

 

 

 

 



46 
 

 - Les Peptide BLM sont une alternative à l’utilisation des espaceurs 

macromoléculaires ancreurs (peptBLM). A l’origine ces bicouches lipidiques peptidiques ont 

été préparées sur des billes de polymères avant d’être utilisées sur des surfaces d’or planes.  

 
Figure 35 : Schéma d’une bicouche lipidique espacée peptidique (peptBLM)88. 

 

Le peptide est attaché à un substrat d’or grâce à des liaisons covalentes S-Au. Pour cela, les 

monocouches auto-assemblées (SAM) sont préparées à partir de thiopeptides ou 

thiolipopeptides hydrophiles possédant un groupement sulfate terminal se liant de façon 

covalente à la surface d’or. L’autre extrémité du peptide (groupement carboxy terminal) est 

liée à une molécule lipidique tel le 1,2-ditetradecanoyl-sn-glycero-3-phosphoethanolamine 

(DMPE) couramment utilisé. Une bicouche lipidique est ensuite formée par fusion de 

liposomes ou de protéoliposomes (avec des protéines incorporées dans les liposomes) 

(Figure 35). De nombreuses méthodes analytiques optiques et électrochimiques pourront 

être employées telles que la SPR, la Spectroscopie par fluorescence renforcée par champ 

de plasmon de surface (SFPS), la spectroscopie d’impédance électrochimique (EIS), la CV 

(Cyclic Voltametry). Par exemple, à l’aide des techniques EIS, CV et SPR, l’incorporation de 

récepteurs acétylcholine nicotinique ou l’H+-ATPase de chloroplaste ont pu être montré89. 

L’avantage des peptBLM est de fournir un espaceur biocompatible très rigide présentant une 

couche aqueuse entre la membrane et le support suffisante pour l’incorporation de protéines 

mais également de préserver l’intégrité et la fonctionnalité des protéines membranaires 

complexes et issues de différentes espèces. En revanche, les systèmes ne sont pas très 

adaptés pour les mesures électrochimiques90. 

 

- Une autre alternative pour former une bicouche lipidique espacée de la surface est 

d’utiliser des protéines comme molécule d’ancrage. La stratégie de formation d’une protéine 
BLM (protBLM) a été développée par Geiss91 afin de pallier la capacité d’intégration limitée 

dans certaines tBLMs de certaines protéines membranaires, en particulier celles composées 

de larges sous-unités alors que pour l’insertion de certains peptides (melittine, gramicidine) 

les tBLMs suffisent90. Le support solide est fonctionnalisé avec du N-Hydroxysuccinimide 
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(NHS) et les protéines sont étiquetées avec une poly-histidine, permettant leur 

immobilisation sur un support solide. La protéine est produite et solubilisée à l’aide de 

détergent. Ensuite, les molécules phospholipidiques remplacent les molécules de détergents 

à travers une dialyse in situ permettant la reconstitution d’une bicouche lipidique autour des 

protéines liées au substrat. Une protBLM est ainsi formée (Figure 36)79,90. 

 

Figure 36 : Schéma représentatif d’une protBLM 79 

 

 L’utilisation des protBLM permet d’immobiliser les protéines préalablement étiquetées 

dans une orientation définie. Par exemple, l’enzyme cytochrome c oxydase (CcO) peut être 

immobilisée avec le site liant le cytochrome c soit à la sous-unité I, soit à la sous-unité II 

(Figure 37)90,92. 

 
Figure 37 : Intégration de l’enzyme cytochrome oxydase c dans une protBLM. A gauche, immobilisation via 
la Sous-Unité II. A droite, immobilisation via la Sous-Unité I 90,93,94. 
 

Des techniques spectroscopiques et électrochimiques dont le SEIRAS (Surface Enhanced 

Infra Red Adsorption Spectroscopy) et SERRS (Surface Enhanced Resonance Raman 

Spectroscopy) utilisées sous l’effet d’un champ électromagnétique défini mais également 
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l’EIS ou la CV peuvent servir à étudier les procédés de transfert de protons et d’électrons à 

travers les sites protéiques multi redox comme pour le CcO90. 

 

 - Nous pouvons noter que d’autres systèmes peu habituels peuvent être utilisés, 

certaines tBLM sont notamment ancrées à l’aide de molécules d’ADN95. 

 

3.2.2.3. Les membranes suspendues  

 
Les membranes suspendues sont des bicouches lipidiques formées à travers une 

ouverture entre deux environnements aqueux. Ces bicouches lipidiques sont accessibles 

des deux côtés. Ceci constitue le principal avantage de ces bicouches lipidiques. Il existe 

plusieurs approches pour les fabriquer. La plus utilisée et aussi la plus ancienne est la 

technique dite de « painting »42 dont l’explication a été donné précédemment (cf. 3.3.1.1)9. 

 
Figure 38 : Représentation schématique d’une membrane suspendue sur un trou formée dans un support 
hydrophobe. La membrane lipidique s’étend sur une surface comprise entre 100µ et 1mm31. 

 

Les dispositifs peuvent être fabriqués avec du téflon ou même du polyméthacrylate de 

méthyle (PPMA) séparé par un film de parylène, la bicouche lipidique se formant sur 

l’ouverture (Figure 38)41. La conductivité de protéines insérées dans ces bicouches lipidiques 

peut être mesurée. Pour cela, un système d’électrodes, le plus souvent argent (Ag)/ chlorure 

d’argent (AgCl) dont l’une est située dans le compartiment situé au-dessus de la bicouche 

lipidique (la chambre) et l’autre dans le compartiment du dessous (le canal fluidique)96. Si un 

courant ionique est mesuré, la fonctionnalité des protéines membranaires insérées au sein 

de la bicouche lipidique peut être démontrée lorsqu’il s’agit de pores et de canaux 

membranaires tel l’OprM (protéine de la membrane externe de la bactérie Pseudomonas 

aeruginosa)96, l’alpha-hémolysine97,98. 
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Figure 39 : Dispositif microfluidique utilisé pour la formation d’une bicouche lipidique suspendue. A) Vue 
au microscope du dispositif; C) Représentation schématique en coupe transversal d’un canal ionique reconstitué 
dans une bicouche lipidique suspendue et du suivi électrique à l’aide d’un amplificateur patch clamp96. 

 
Une alternative basée sur les travaux de l’équipe de Suzuki98,99,100 a permis la mise 

au point de dispositifs multi-puits. Ces dispositifs permettent l’enregistrement en parallèle de 

courants ioniques à travers les pores membranaires reconstitués sur des bicouches 

lipidiques planes formés avec la technique dite de « painting » (Figure 40). 
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Figure 40 : Système de nanopores multicanaux. a) Vue globale du dispositif ; b,c) Coupes transversales du 
dispositif ; d) Images obtenues par microcopie des membranes suspendues formées sur 4 ouvertures obtenues ; 
e) Dispositif expérimental d’enregistrement multicanaux98. 
 

 De nombreuses variantes existent utilisant de nouveaux matériaux et leurs 

propriétés. A titre d’illustration, une procédure proposée par Malmstadt et coll97 permet la 

formation d’une bicouche lipidique suspendue par extraction de solvant dans un canal 

microfluidique par la mise en contact de la phase organique avec du Polydiméthylsiloxane 

(PDMS), matériau sélectivement adsorbant (Figure 41). Une fois le solvant évaporé, une 

bicouche lipidique contenue dans la phase aqueuse est obtenue97. 
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Figure 41 : Méthode de formation d’une bicouche phospholipidique par extraction de solvant dans un 
canal microfluidique. a) Représentation schématique en coupe transversale du dispositif. b) Mécanisme de 
formation de la bicouche lipidique ; 1) Une goutte de solvant organique et des lipides dissous est formée sous un 
flux aqueux ; 2) Le solvant pénètre dans le PDMS, les 2 interfaces se rapprochent ; 3) La bicouche lipidique est 
formée97. 
 



52 
 

 D’autres techniques basées sur la fabrication de micro/nano-pores structurés dans 

des matériaux comme l’oxyde de silicium ou le nitrure de silicium sont de plus en plus 

développées42,101. Lors de l’utilisation de matériau conducteur du type silicium, la 

capacitance et le bruit sont amplifiés. Afin de les réduire, il est nécessaire d’oxyder la surface 

des matériaux102. La formation de bicouches lipidiques sur ces nanotrous utilisera 

préférentiellement les techniques couplées de Langmuir-Blodgett et Langmuir Schaëffer (ou 

fusion de liposomes pour la formation de la seconde monocouche lipidique) ou alors les 

techniques de fusion directe de liposomes dont la taille devra être adaptée aux dispositifs par 

le biais des méthodes que nous avons décrites précédemment (cf. 3.2.3). Néanmoins, cela 

n’empêche pas l’utilisation de la technique de Mueller-Montal (cf. 3.3.1.4) sur des surfaces 

de type silicium. 

Il a été montré que l’utilisation de la technique de Montal-Mueller sur des pores de silicium a 

les mêmes propriétés que celles à travers les ouvertures en téflon en termes de capacitance, 

de conductance, de bruit et d’insertion de protéines. De plus, ces membranes suspendues 

présentent l’avantage d’être stables à plus hauts potentiels transmembranaires que les 

bicouches lipidiques formées dans le téflon (Figure 42).  

 

Figure 42 : Coupe transversale du dispositif sur lequel une bicouche lipidique peut être formée102. 
 
 Si la fusion directe de liposomes est requise pour la formation d’une bicouche 

lipidique, nous pouvons constater l’existence de plusieurs variantes selon la taille des pores. 

Si des SUVs ou des LUVs (petites ou larges vésicules) sont utilisées, les trous fabriqués 

pourront avoir un diamètre de l’ordre de la centaine de nanomètres sur une surface de 

silicium103. A contrario, si des GUVs sont utilisées, des réseaux de trous auront une taille 

pouvant être comprise entre 0,6 µm et 8 µm104. La condition commune à ces deux exemples 
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est la nécessité que la surface de silicium soit rendue suffisamment hydrophile (que ce soit 

par oxydation par voie chimique ou thermique) pour induire la fusion.  

Dans le cadre de la formation de bicouches lipidiques par la technique de Langmuir-Blodgett, 

la taille des trous requise est moins critique. Des systèmes expérimentaux contenant des 

trous de taille comprise entre 0,3 µm et 2 µm formés sur SOI avec dépôt de nitrure de 

silicium peuvent être utilisés (Figure 43)105,106. 

 

Figure 43 : Membrane de silicium poreux105. 

 

Une étude bibliographique des différentes bicouches lipidiques modèles (liposomes 

ou bicouches lipidiques planes) a été présentée. Dans le but d’étudier l’incorporation de 

protéines membranaires dans des membranes modèles, il nous faut nous intéresser aux 

différents modes de productions de protéines. 
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4. Reconstitution des protéines  
 

4.1. Production classique de protéines recombinantes 

 

Les protéines membranaires sont produites naturellement dans des cellules ou des 

microorganismes. L’utilisation de méthodes de génie génétique, permettant de cloner et de 

sur-exprimer des gènes codant pour des protéines d’intérêt, permet l’obtention de plus 

grandes quantités de protéines et facilite les étapes de purification notamment si une 

étiquette a été rajoutée à la protéine (par exemple His ou G3T) en N ou C-terminal.  

Le choix de l’hôte (cellule de mammifère, bactérie, levure, champignon, insecte) pour 

la production de protéines est important. Il est dépendant des modifications post-

traductionnelles nécessaires à de nombreuses protéines membranaires. Les bactéries 

n’étant pas capables de faire ce type de modifications, le choix de cellules eucaryotes peut 

être préféré. 

  

4.1.1. Production de protéines recombinantes 

 

Les protéines recombinantes sont couramment produites dans des microorganismes 

(bactéries, levures) (Figure 44). Le gène codant pour la protéine d’intérêt est inséré dans un 

vecteur de clonage. Les vecteurs de clonages sont en général issus de molécules naturelles 

tels les plasmides de bactéries ou les bactériophages, les plasmides étant les plus 

fréquemment employés. 

Le plasmide utilisé comme vecteur de clonage comporte une origine de réplication spécifique 

de l’hôte dans lequel sera inséré le fragment d’ADN, un gène de résistance (voire deux dans 

certains cas) à un antibiotique donné permettant la sélection des cellules contenant le 

plasmide et un site multiple de clonage (polylinker) reconnu par un certain nombres 

d’enzymes de restriction permettant d’ouvrir et de linéariser le plasmide circulaire.  

La protéine est produite dans l’hôte lorsque les conditions sont établies pour induire 

l’expression du gène correspondant. Une fois produites, les protéines doivent être purifiées 

afin de pouvoir étudier leurs propriétés biochimiques et enzymatiques107. 

 

4.1.2. Purification des protéines recombinantes 

 
Plusieurs étapes de purification sont en général nécessaires pour obtenir une 

protéine donnée. Le nombre d’étapes dépend de la protéine mais aussi du degré de 

purification souhaité.  En effet, des protéines utilisées à des fins thérapeutiques ou en 
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cristallographie devront être extrêmement pures alors que pour l’étude cinétique d’une 

enzyme, un échantillon moins sélectif pourra être utilisé. 

L’étape initiale de toute purification cellulaire est d’extraire les protéines des cellules 

qui les contiennent. Elle consiste à casser les cellules contenant les protéines d’intérêt à 

l’aide de méthodes de broyage telle que la sonication avec des billes de verre ou la filtration. 

Cette étape de broyage est suivie d’une centrifugation à basse vitesse pour récupérer 

l’extrait cellulaire total » comprenant membranes et partie soluble.  

Les étapes suivantes sont dépendantes du type de protéines membranaires (intégrales ou 

périphériques) que l’on veut purifier. L’extraction est plus aisée dans le cas des protéines 
périphériques pour lesquelles les liaisons les reliant aux protéines intrinsèques ou aux 

lipides sont relativement faibles. Dans ce cas, une augmentation de la concentration ionique 

du tampon ou un changement de pH pourront par exemple être employés. Une fois cette 

extraction réalisée, les protéines extraites présentent les caractéristiques des protéines 

solubles, il est donc possible de les purifier avec des techniques de chromatographies 

conventionnelles adaptées à leurs propriétés (solubilité, charge, poids moléculaire, affinité, 

etc.).  

Les protéines intégrales, quant à elles, nécessitent pour leur extraction des membranes 

l’utilisation de détergents afin de maintenir un environnement hydrophobe semblable à celui 

présent dans la membrane, tels que du sodium dodécyl sulfate (SDS), du sodium 

deoxycholate, du triton X-100. Une fois extraites elles pourront également être purifiées avec 

les mêmes techniques de chromatographies conventionnelles que celles utilisées pour les 

protéines périphériques. Néanmoins, dans leur cas, afin de maintenir la solubilité protéique, il 

est nécessaire d’inclure des détergents dans toutes les étapes du procédé de purification107. 

 

4.2. Système d’expression acellulaire 

 

Lors de la production classique de protéines recombinantes, des problèmes de 

toxicité cellulaire peuvent survenir. S’ajoutent d’autres difficultés liées à leur structure 

complexe quand il s’agit de produire des protéines membranaires (faible rendement, 

agrégation protéique, mauvais repliement).  

Grâce aux avancées en biochimie et biologie moléculaire, une alternative à la 

synthèse classique de protéines recombinantes existe (Figure 44). Il s’agit de systèmes de 

transcription et de traduction acellulaires qui vont directement permettre la production de 

protéines sans nécessiter la conservation de cellules et la croissance cellulaire. Ainsi, les 

systèmes d’expression acellulaire ne sont pas affectés par la physiologie des cellules 

vivantes. En outre, ils permettent un accès plus facile à l’étude de plusieurs mécanismes 



56 
 

cellulaires, de nombreux paramètres (concentrations de gènes, de polymérases, …) pouvant 

être contrôlés. 

 

 

Figure 44 : Les deux modes de production de protéines. A gauche, système classique de production de 
protéines recombinantes. A droite, le système d’expression protéique acellulaire. Des exemples de protéines 
pouvant être produits avec ces systèmes sont indiqués (particule de type virus (VLP), un seul fragment de chaîne 
variable d'anticorps (scFv), et d'une protéine liée à la membrane (MBP))108. 
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4.2.1. Principe du système d’expression acellulaire 

 

Les premiers travaux sur la synthèse protéique remontent aux années 50. Dans les 

années 60, Niremberg et Matthaei ont mis au point un système traductionnel acellulaire basé 

sur l’utilisation d’ARNm ou de polyribonucléotides synthétiques. Puis des systèmes couplant 

les étapes de transcription et de traduction à partir d’ADN ont été développés pour atteindre 

à la fin des années 80, la forme que nous connaissons aujourd’hui. Ce système d’expression 

protéique acellulaire (CFPS) basé sur l’utilisation d’extraits cellulaires a d’abord été utilisé 

pour la production de protéines solubles109. Son utilisation s’est démocratisée dans les 

années 2000 avec la commercialisation des kits RTS par la société Roche. C’est un système 

dont le haut potentiel ne cesse d’être démontré. En effet, depuis les années 2000, la 

capacité de produire des protéines membranaires a été mise en évidence. Plus récemment, 

la possibilité de synthétiser entièrement le bactériophage T7 a été démontrée par l’équipe de 

V. Noireaux110. Ces systèmes dédiés à l’origine à une utilisation en laboratoire pour des 

raisons de coûts de production, peuvent depuis presque une décennie être utilisé en tant 

que plateforme de production de protéines à l’échelle industrielle111,108,112. 

Pour que les gènes soient exprimés, un système efficace in vitro pour les étapes de 

transcription d’ADN et de traduction d’ARNm est nécessaire. L’étape de traduction est la plus 

délicate puisqu’elle nécessite environ une centaine de composants (ribosomes, facteurs de 

traduction, ARNt, acides aminés, ATP, …) et des conditions de réactions dépendantes de 

l’ajustement des paramètres tels que les concentrations de magnésium et de potassium.  

Dans les systèmes d’expression protéique acellulaire, l’ADN sert de support de l’information 

génétique. Selon les équipes travaillant sur ces systèmes d’expression protéique, des 

différences peuvent être constatées. Certains systèmes utilisent des promoteurs T7, d’autres 

des promoteurs sigma 28. Les conditions expérimentales peuvent aussi varier. En guise 

d’illustration, des températures différentes peuvent être observées (29°C dans certains 

systèmes tandis que d’autres nécessitent une température de réaction de 37°C).  

Plusieurs types de production sont utilisés : le mode batch et le mode en flux continu. 

La forme traditionnelle, mode batch, est le format de production le plus limité dans le temps. 

En effet, l’expression s’arrête au bout de quelques heures quand toutes les sources 

d’énergie nutritionnelles apportées en début de réaction ont été consommées, ceci a pour 

conséquence directe un rendement plus faible qu’un système en flux. Dans ce système, 

deux compartiments sont séparés par une membrane de dialyse de taille adaptée aux 

petites molécules. La solution tampon contient les substrats nutritionnels et énergétiques qui 

alimentent le compartiment dans lequel a lieu la réaction. Le système est donc supplémenté 

en énergie et en substrats. En outre, ce mode de production permet l’élimination des co-
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produits de réaction qui sont des « déchets » métaboliques se retrouvant dans le 

compartiment d’alimentation113. 

4.2.2. Les différents systèmes d’expression acellulaire 

 
Plusieurs groupes de recherche à travers le monde travaillent sur le système 

d’expression protéique acellulaire avec des approches différentes. Les systèmes 

d’expression acellulaires pour la plupart sont basés sur des extraits cellulaires bruts. Une 

alternative basée sur l’utilisation de composants purifiés existe. Une brève description de ces 

systèmes d’expression protéique acellulaire est présentée ci-après. 

 
4.2.2.1. Système d’expression alternatif (le système « Pure ») 

 
Le système d’expression protéique acellulaire dit «PURE » (Protein synthesis Using 

Recombinant Element) comporte une machinerie de traduction reconstituée dont tous les 

composants notamment les aminoacyl ARNt synthétases, les facteurs de traduction 

(initiation, élongation, recyclage des ribosomes) sont produits et purifiés à partir de leur 

expression in vivo dans la bactérie E. coli. Les ribosomes, assurant la traduction de l’ARNm, 

sont isolés à partir d’un extrait d’E. coli mais avec un haut niveau de pureté obtenu après 

une centrifugation à 100 000 g114. En outre, tous les autres éléments nécessaires à la 

synthèse protéique sont ajoutés y compris le plasmide d’ADN portant le gène codant pour 

une protéine d’intérêt115. 

Ces systèmes d’expression protéique sont commercialisés sous les appellations 

« PURESYSTEM® » par la société CosmoBio et « PURExpress® » par la société New 

England Biolabs.  

Leur utilisation peut être privilégiée pour certaines études comme celles concernant 

les voies de repliement ou les cinétiques de traduction du fait de leurs nombreux avantages. 

En effet, la contamination due aux protéases, nucléases et phosphatases peut être 

réduite114.  En outre, les facteurs de traduction peuvent être taggués (avec des tags poly-

histidine), permettant de purifier facilement par ultrafiltration les protéines produites dans leur 

forme native (sans tag)116. En revanche, les rendements d’expression obtenus sont 

relativement plus faibles qu’avec les autres systèmes d’expression114. 

 

4.2.2.2. Les différentes sources d’extraits bruts 

 
 Un autre système d’expression protéique acellulaire est basé sur « l’extrait » 

cellulaire brut. Ce qui est communément appelé « extrait » correspond à des extraits 

cytoplasmiques préparés à partir de cellules riches en ribosomes. Les plus répandus de ces 

systèmes sont commercialisés. Le système d’expression protéique le plus populaire est un 
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système procaryote basé sur un extrait issu de cellules d’E.coli. Ce système présente 

l’avantage de pouvoir être produit en grandes quantités dans un milieu de culture bas coût. Il 

permet d’obtenir de hauts rendements protéiques allant de la centaine de microgrammes par 

millilitre au milligramme par millilitre dans un système batch (non réalimenté) selon la 

protéine d’intérêt produite108. 

D’autres systèmes, essentiellement eucaryotes, sont couramment utilisés comme le 

germe de blé, les réticulocytes de lapins117 mais également les cellules d’insectes118,119. Ces 

systèmes sont plus coûteux et les rendements protéiques obtenus sont plus faibles. Le choix 

de ces systèmes eucaryotes est souvent lié aux modifications post-traductionnelles 

nécessaires à la protéine d’intérêt produite mais également à l’usage de codons différents 

entre des systèmes bactériens ou eucaryotes.  

Les avantages et inconvénients de ces trois systèmes eucaryotes ainsi que ceux du système 

bactérien E. coli sont résumés dans le Tableau 2108.  
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Type Avantages Inconvénients 
 

Extrait d’E.coli 
 

1. Préparation de l’extrait simple et 
peu coûteuse 
2. Haut rendement de synthèse 
protéique 
3. Haut taux de synthèse protéique 
4. Connaissances biochimiques 
clairement élucidées et outils bien 
établis pour les modifications 
génétiques 
5. Source d’énergie bas coût 
6. Capable de replier des protéines 
complexes 
 

 

1. Modifications post-traductionnelles 

limitées 
 

 

Extrait de germe de blé 
 

1. Expression à large spectre de 
protéines eucaryotes a été atteinte à 
plusieurs reprises 
2. Haut rendement de protéines 
complexes 
3. Méthode sophistiquée à haut débit 
pour la protéomique 
 

 

1. Faible rendement d’extraits obtenu à 
partir de cellules 
2. Préparation de l’extrait très long et 
complexe 
3. Outils de modifications génétiques 
faibles 

 

Lysat de réticulocyte de lapin 
 

1. Cassage des cellules facile et 
préparation rapide d’extrait 
2. Modification post-traductionnelles 
spécifiques des eucaryotes 

 

1. Manipulation complexe des tissus 
animaux requise 
2. Spectre étroit de protéines exprimées 
3. Bruit de fond élevé en ARNm de 
globine endogène et abondance de 
RNAse M 
4. Outils de modifications génétiques 
faibles 
5. Faibles rendements de synthèse 
protéique 
 

 

Extrait de cellules d’insectes 
 

1. Cassage des cellules facile et 
préparation rapide d’extrait 
2. Modifications post-traductionnelles 
spécifiques des eucaryotes 
3. Traitement de la séquence signal 
 

 

1. Culture cellulaire coûteuse et longue 
2. Outils de modifications génétiques 
faibles 

 

Tableau 2 : Comparaison de 4 différents systèmes d'expression protéique acellulaire108. 

 

4.2.3. Cas particulier des protéines membranaires 

 
Comme indiqué précédemment, les systèmes d’expression protéique acellulaires ont 

dans un premier temps été utilisés pour produire des protéines solubles avant de montrer 

dans les années 2000 leur utilité pour la production des protéines membranaires. En effet, 

ces systèmes CFPS facilitent leur production du fait que l’environnement de l’hôte soit 

éliminé114. 

Lorsque les protéines membranaires sont produites de façon standard (Precipitate cell free : 

P-CF), il se forme des précipités. L’environnement idéal pour produire des protéines 

membranaires n’est pas de former des précipités mais de travailler dans un environnement 

amphiphile utilisant des détergents ou des molécules lipidiques, point que nous aborderons 

dans la partie 4.3.  



61 
 

La principale difficulté rencontrée lors de la production de protéines membranaires vient de 

la nécessité du repliement correct de ces protéines, mais également de leurs modifications 

post-traductionnelles, dans le cas où les protéines en sont pourvues. Afin d’améliorer 

l’efficacité du repliement protéique permettant d’atteindre un état de conformation natif, des 

chaperonnes peuvent être ajoutées au milieu réactionnel115. Il a ainsi été montré que l’ajout 

de DnaK, DnaJ120, GroEL, GroES purifiées peuvent être bénéfiques à certaines protéines. 

D’autres, en revanche, telle la luciférase, ne semblent pas nécessiter d’ajout de 

chaperonne113,121.  

Il a été montré la possibilité de réaliser avec ces systèmes d’expression protéique acellulaire 

de nombreuses modifications post-traductionnelles, notamment des glycosylations118,119, des 

isoprénylations, des acétylations, des N-myristoylations, des phosphorylations.108  

Le besoin de produire des protéines membranaires avec de multiples ponts disulfure 

permettant la stabilisation de la structure de certaines protéines a été pendant longtemps 

une sérieuse limitation à l’utilisation des systèmes d’expression acellulaires. En effet, le 

milieu réactionnel est supplémenté en agents réducteurs. De nombreux progrès ont été 

réalisés afin de faciliter le repliement protéique. Depuis 2004, de nombreuses études ont 

permis de pallier ce problème122. En 2008, l’équipe de Swartz123 a montré la possibilité de 

produire un complexe de 9 protéines, chacune contenant un pont disulfure124. L’extrait utilisé 

requiert l’utilisation de faible concentration d’iodoacétamide (IAM) pour stabiliser 

l’environnement oxydant et de grandes quantités de vésicules membranaires disponibles. 

Dans le cas de l’intégration directe de protéines membranaires dans des bicouches 

lipidiques, certains auteurs ont révélé qu’il n’y a pas de facteurs cytosoliques facilitant 

l’insertion autres que SRP (Signal Recognition Particle) et SecA requis pour l’intégration de 

protéines membranaires125. Lors de la préparation des systèmes d’expression protéique 

acellulaire, de nombreux composants (y compris les facteurs cytosoliques) ne sont pas 

éliminés123. Ceci explique qu’une grande partie des protéines membranaires produites par le 

CFPS ne nécessitent pas l’ajout de protéines cytoplasmiques de type Sec ou SRP. 

Néanmoins, lors de l’utilisation de système « PURE », dans lequel tous les composants 

ajoutés sont contrôlés, le système peut nécessiter une complémentation de ces facteurs 

facilitant l’insertion. 
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4.3. Intégration des protéines produites par CFPS dans des systèmes liposomes 

 

Afin de synthétiser des protéines membranaires de conformation correcte, l’ajout d’un 

environnement amphiphile est souvent requis. Plusieurs stratégies ont été mises au point 

(Figure 45). Les protéines membranaires peuvent être synthétisées en présence de 

détergents aidant à leur solubilisation mais aussi en présence de molécules lipidiques 

synthétiques ou naturelles. Dans le cas de la présence de molécules lipidiques, des 

systèmes plus rares peuvent être utilisés comme les nanodisques108 ou encore les vésicules 

phospholipidiques pouvant encapsuler les réactions de synthèse protéique acellulaire126. 

 

Figure 45 : Les différents systèmes de production par un système d’expression protéique acellulaire114. 

  

4.3.1. Techniques utilisant des détergents 

 

Afin de réduire la précipitation des protéines membranaires produites par le système 

d’expression acellulaire, des environnements amphiphiles artificiels peuvent être apportés 

directement dans le milieu réactionnel. Cet environnement amphiphile est très souvent 

généré grâce à l’ajout de détergents (Figure 45) permettant de former des protéomicelles. 

Les protéines membranaires pourront interagir avec les détergents durant l’étape de 

traduction ou peu de temps après cette étape via des interactions hydrophobes non 

spécifiques et ne requérant pas de machinerie de translocation127. 

Il est à noter que tous les détergents ne sont pas compatibles avec le système d’expression 

protéique acellulaire. En effet, certains détergents avec une haute concentration micellaire 

critique (CMC) comme l’Octyl beta Glucoside (β-OG) ou le 3-[(3-

Cholamidopropyl)dimethylammonio]-1-propanesulfonate (CHAPS) inhibent la transcription et 
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la traduction. En revanche, si la CMC des détergents est petite ils peuvent être tolérés, c’est 

le cas pour les dérivés polyoxyethylene-alkyl-ether (Brij), le Triton X-100, le n-dodecyl-β-D-

maltoside (DDM) ou encore la digitonine (Tableau 3)114,125. Toutefois, il existe de rares 

exceptions comme pour les protéines PomA et PomB de Vibrio alginolyticus qui sont 

exprimées en présence de CHAPS128. 

 
Tableau 3 : Les environnements hydrophobes pour l'expression protéique acellulaire114. 

 

4.3.2. Les différents systèmes lipidiques permettant l’intégration de protéines 

produites par CFPS 

 
Les systèmes utilisant des molécules lipidiques vont de l’utilisation classique de 

liposomes aux membranes reconstituées en passant par des systèmes plus rares comme 

les nanodisques ou les microgouttes. 

 

4.3.2.1. Les liposomes 

 

 Les liposomes, composés de lipides uniques, de mélanges de lipides ou même de 

fractions microsomales (vésicules provenant des fragments de cellules lysées)114, sont le 

plus fréquemment utilisés.  
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Une orientation préférentielle des protéines peut être espérée lors de l’utilisation de ces 

liposomes puisque la machinerie de synthèse lipidique est seulement présente en dehors 

des vésicules114. 

De nombreuses protéines ont ainsi pu être produites129–131. Le repliement fonctionnel de 

certaines protéines a pu être montré. C’est le cas de la bactériorhodopsine intégrée dans la 

membrane après addition de liposomes artificiels de composition définie dans les extraits 

E.coli132. 

 

4.3.2.2. Bioréacteurs vésiculaires 

 

Il est également possible de créer un « réacteur artificiel » comprenant un génome 

synthétique composé de plusieurs gènes, encapsulé dans une vésicule lipidique. Ce 

système d’expression développé par V. Noireaux133, permet également de caractériser la 

fonctionnalité des protéines membranaires. Le CFPS est encapsulé dans une vésicule126. 

Pour cela, une émulsion est réalisée entre le système d’expression et de l’huile, les 

microgouttes de la solution d’expression protéique acellulaire étant stabilisées à l’aide d’une 

monocouche de phospholipides. Cette émulsion est placée au-dessus d’une solution dite 

d’alimentation, les vésicules y sont transférées, ceci formant au final une bicouche 

phospholipidique (Figure 46). 

 

 

Figure 46 : Préparation d’un « réacteur artificiel ». Une émulsion est réalisée entre le système d’expression et 
de l’huile, les microgouttes de la solution d’expression protéique acellulaire étant stabilisées à l’aide d’une 
monocouche de phospholipides. L’émulsion est placée au-dessus d’une solution dite d’alimentation dans laquelle 
les vésicules sont transférées par centrifugation. Ceci permet l’encapsulation de CFPS dans une vésicule134. 
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4.3.2.3. Les membranes lipidiques planes 

 

De nouvelles stratégies permettant l’insertion directe des protéines membranaires 

dans des membranes lipidiques planes ont émergé ces dernières années. Cette alternative 

est toutefois moins fréquente que celle utilisant les liposomes décrite précédemment. Pour 

illustrer nos propos, nous pouvons citer deux exemples caractéristiques. Le premier, 

développé par l’équipe de Sinner (Figure 47), montre une incorporation d’un récepteur 

odorant OR5 faisant partie de la famille des GPCR (récepteurs couplés aux protéines G) 

dans une peptideBLM (peptBLM) caractérisée par la technique de Spectroscopie par 

fluorescence à plasmons de surface (SPFS)90,135. Les auteurs ont également montré la 

possibilité d’insérer une autre protéine, la Cyt-bo3
88

. Pour cela, une peptBLM est formée par 

incubations successives d’un peptide alpha-laminine (P19), d’une solution lipidique pour 

former la première monocouche lipidique, d’une seconde solution lipidique pour former la 

seconde monocouche par fusion lipidique. Le système d’expression acellulaire est ensuite 

incubé sur cette peptBLM. 

 

Figure 47 : Schéma représentatif du concept d’expression protéique acellulaire (CFPS) permettant la 
production de protéines membranaires ainsi que leur insertion immédiate dans une tBLM136. 

 

L’autre exemple n’utilise pas une peptBLM mais une bicouche lipidique supportée 

(SLB). La production de l’alpha hémolysine par le système d’expression protéique et son 

insertion directe dans une bicouche lipidique supportée par incubation du système 

réactionnel sur la bicouche lipidique (Figure 48) a été caractérisé à l’aide de la QCM-D par 

Chalmeau et al137. 
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Figure 48 : Schéma représentatif de l’incorporation de l’alpha Hémolysine dans une bicouche lipidique 
supportée. 1) Formation du pore Alpha Hémolysine; 2) le monomère soluble interagit avec la bicouche ; 3) pour 
former un pré-pore composé de 7 monomères ; 4) avant la formation du pore à travers la membrane138. 

 
 Ces insertions directes de protéines membranaires dans une bicouche lipidique 

plane, ouvrent le champ des applications possibles même si de nombreuses limitations, 

telles que la purification des protéines membranaires subsistent encore aujourd’hui.  

 

4.3.2.4. Les microgouttes 

 

Des travaux débutés au milieu des années 2000 ont laissé entrevoir une autre 

alternative à l’étude de protéines membranaires tout en permettant une miniaturisation des 

systèmes classiques de mesure de conductivité ionique.  

Dans ce système, une microgoutte, pouvant être créée manuellement par pipetage d’une 

solution aqueuse dans l’huile ou par un système microfluidique, est immergée dans un 

mélange huile-lipides. Une monocouche lipidique auto-assemblée se forme alors 

spontanément autour de la microgoutte. Si deux microgouttes entourées chacune d’une 

monocouche lipidique sont amenées en contact l’une de l’autre, l’huile entre les 

monocouches se déplace et une bicouche lipidique se forme à l’interface.  

Des protéines membranaires dispersées dans l’une des deux microgouttes 

permettent d’appliquer un potentiel et de mesurer le courant ionique passant à travers des 

canaux ou des pores membranaires intégrées à la bicouche lipidique (Figure 49)139. 
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Figure 49 : Méthode de formation de bicouches lipidiques. a) monocouches lipidiques entre deux gouttes qui 
se lient spontanément entre elles quand elles sont amenées à proximité. b) Des électrodes peuvent être insérées 
dans les gouttes139. 

 
 

4.3.2.5. Les nanodisques 

 

Une dernière alternative utilise des nanodisques constitués de bicouches lipidiques 

comportant entre 130 et 160 molécules lipidiques entourées d’une lipoprotéine hélicoïdale 

bipolaire140. Dans le cas de l’intégration de protéines membranaires produites par le système 

d’expression acellulaire, les nanodisques doivent être ajoutés au milieu réactionnel. Cet ajout 

de nanodisques, préformés ou vides, fourni un environnement hydrophobe aux protéines 

membranaires sans inhiber les étapes de transcription et de traduction (Figure 50). Il a été 

montré que les nanodisques augmentent efficacement la solubilité de nombreuses protéines 

membranaires produites avec ce système. 

 

Figure 50 : Complexe formé entre un nanodisque et une protéine membranaire125 
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5. Positionnement des travaux 
 

L’état de l’art proposé montre l’intérêt de l’étude des protéines membranaires 

intégrales, l’un des deux composants des membranes biologiques avec les molécules 

lipidiques.  

Pour l’étude de ces protéines membranaires, il nous a paru intéressant de construire 

un biocapteur comportant des protéines membranaires ayant pour objectif l’analyse 

fonctionnelle de ces protéines. Les applications de ces développement peuvent être d’ordre 

biomédicale et biotechnologique, comme celui du criblage de biomolécules, mais également 

plus fondamentale pour permettre une meilleure compréhension des processus biologiques 

telle que la transduction141–143. 

Pour cela, nous avons comme objectif de mettre au point l’insertion de protéines 

membranaires intégrales dans une membrane modèle biomimétique. Pour atteindre cet 

objectif, il nous faudra résoudre le problème de production et d’insertion des protéines 

membranaires. Nous pouvons entrevoir les difficultés rencontrées lors de la production de 

ces types de protéines. En effet, lors de la production classique de protéines membranaires 

recombinantes, des problèmes liés à leur structure complexe (besoin d’un repliement correct 

et parfois même de modifications post-traductionnelles), à leur faible rendement et à des 

problèmes de toxicité cellulaire peuvent survenir. La méthode proposée pour pallier ces 

difficultés est l’utilisation d’un système d’expression protéique acellulaire dont les avancées 

considérables au cours de la dernière décennie ont permis la production de protéines 

membranaires. Dans le cadre de la production de protéines membranaires par CFPS, 

l’utilisation d’un environnement hydrophobe (détergents, molécules lipidiques) est nécessaire 

pour obtenir une conformation correcte. Les molécules lipidiques choisies peuvent être 

apportées sous diverses formes (liposomes, nanodisques, bicouches lipidiques planes). 

Dans l’objectif de la mise au point de biocapteurs, les membranes biomimétiques de type 

bicouches lipidiques planes sont préférentiellement adoptées (cf. partie III). Leur utilisation 

combinée à celle du CFPS n’a été que très récemment dévoilée dans de rares travaux dont 

ceux de Chalmeau et coll.114. Dans un premier chapitre, d’une part, nous mettrons au point 

une bicouche lipidique supportée (SLB) sur une surface de SiO2 dans laquelle des protéines 

membranaires seront incorporées. D’autre part, nous optimiserons les paramètres de 

production et d’incorporation de protéines produites par le CFPS sur une SLB. Certaines 

protéines nécessitant un espace plus important entre la surface et la bicouche lipidique, dans 

un second chapitre, nous mettrons au point une bicouche lipidique espacée et ancrée (tBLM) 

par un procédé de fusion lipidique pour permettre l’incorporation de protéines membranaires. 

Dans un troisième chapitre, nous étudierons l’impact de la composition lipidique de la 

membrane modèle, que nous formerons, sur l’incorporation de protéines membranaires 
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intégrales. Enfin, dans un dernier chapitre, nous vérifierons la fonctionnalité de protéines 

membranaires produite par le CFPS dans une bicouche lipidique suspendue. 
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1. Préparation des plasmides 

1.1. Souches et plasmides 

1.1.1. Plasmides 

 

 Les plasmides utilisés ont été construits à partir du plasmide pBEST-Luc (Promega 

Corporation Madison, WI). Le facteur sigma 28 d’E. coli a été cloné sous un promoteur 

Lambda (plasmide pBEST-p15A-OR2-OR1-Pr-UTR1-Sigma28-T500). Les autres fragments 

d’ADN codant pour les protéines d’intérêt ont été clonés sous la dépendance d’un promoteur 

Ptar spécifique du facteur sigma 28 d’E. coli. 

 

 Les cartes plasmidiques des plasmides d’ADN utilisées dans nos travaux pour 

produire les protéines d’intérêt (Alpha-Hémolysine, Alpha-Hémolysine-eGFP et Aquaporine 

Z) ainsi que celle de sigma 28 sont répertoriées ci-après : 

- Sigma 28 

 

Figure 51 : Carte plasmidique de Sigma 28. 

 

 

 

 

T500 782..811

p15A ori 1752..844

AmpR 2517..1858

pBEST-p15A-OR2-OR1-Pr-UTR1-Sigma28-T500

3265 bp

OR2-OR1-Pr 3205..3259

sigma28 36..755
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- Alpha Hémolysine (AH) 

 

Figure 52 : Carte plasmidique de l'alpha hémolysine. 

 

- Alpha Hémolysine-eGFP (AHeGFP) 

 

Figure 53 : Carte plasmidique de l'alpha hémolysine eGFP. 

 

 

AH 36..920

ColE1 origin 2144..1462

AmpR 2901..2242

pBEST-Ptar-AH
3650 bp

Ptar promoter 3599..3644

AH  36..917

eGFP 945..1664

ColE1 origin 2916..2234

AmpR 3673..3014 pBEST-Ptar-AH-eGFP
4422 bp

Ptar promoter 4371..4416
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- Aquaporine Z (AqpZ) 

 

Figure 54 : Carte plasmidique de l'Aquaporine Z. 

 

1.1.2. Souches 

 

 Les souches E. coli JM109 et KL740, rendues au préalable compétentes ont été 

utilisées dans le cadre de nos travaux. Le protocole utilisé pour la préparation des cellules 

compétentes est décrit ci-dessous. 

- Protocole expérimental : préparation de cellules compétentes 

Le protocole de préparation de cellules compétentes est basé sur celui décrit par Li et coll.1  

Au préalable, un tampon de transformation composé de 80 mM de CaCl2 et de 15% de 

glycérol est préparé et autoclavé.  

Des cellules JM109 (37°C) ou KL740 (29°C) sont mises en culture jusqu’à une densité 

optique mesurée à 600 nm comprise entre 0,35 et 0,45. Une heure avant le début de la 

préparation de cellules compétentes, le tampon et les tubes de centrifugation sont stockés 

dans de la glace. En outre, la température de la centrifugeuse est fixée à 4°C. 

25 mL de cellules sont ensuite collectés dans un tube froid de 50 mL. Après 5 minutes de 

stockage du tube dans de la glace, les cellules sont centrifugées (1000 g, 4°C, 5 minutes). 

Le surnageant est ensuite éliminé et le liquide résiduel est enlevé en retournant le tube sur 

du papier adsorbant pendant 1 minute. Le culot de bactéries est resuspendu 

précautionneusement sous agitation (vortex) dans 10 mL de tampon de transformation. 

ColE1 origin 1955..1273

AmpR 2712..2053

pBEST-Ptar-UTR1-AqpZ
3461 bp

Ptar promoter 3410..3455

AqpZ sequence 36..731
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Après 5 minutes, les cellules sont centrifugées (3000 g, 5 minutes, 4°C). Le surnageant est 

ensuite aspiré puis le tube est retourné sur du papier adsorbant pendant 1 minute. Le culot 

de bactéries est ensuite resuspendu dans 2 mL de tampon de transformation en agitant au 

vortex doucement. Des aliquots de 20 µL sont enfin réalisés, ils sont ensuite congelés (azote 

liquide) et stockés (- 80°C). 

 

1.2. Amplification plasmidique 

1.2.1. Transformation bactérienne 

 

 La première étape de l’amplification plasmidique est la transformation bactérienne. 

Pour la réaliser, deux types de cellules bactériennes KL740 et JM109 sont utilisées. Les 

cellules KL740 servent exclusivement à l’amplification du plasmide codant pour σ28, les 

cellules JM109 quant à elles sont utilisées pour tous les autres plasmides à amplifier. 

 Les cellules compétentes stockées à -80°C sont placées dans de la glace pendant 5 

minutes. 1,5 µL de plasmides d’ADN d’intérêt sont ensuite ajoutés avec précaution dans un 

tube contenant 20 µL de cellules (le tube est « tapoté » 2 à 3 fois). Un choc thermique 

permettant d’accroître la perméabilité de la membrane bactérienne est ensuite réalisé. Pour 

cela, le tube est stocké pendant 10 minutes dans de la glace avant d’être placé pendant 20 

secondes dans un bain-marie stabilisé à température adaptée (28°C pour les cellules KL740 

et entre 42 et 43° pour les cellules JM109). Les tubes sont à nouveau stockés dans de la 

glace pendant 5 minutes. 500 µL de milieu Luria Broth (10 g/L Tryptone, 10 g/L NaCl, 5 g/L 

extraits de levure)  sont ensuite ajoutés dans le tube suivi d’une étape d’incubation de 40 min 

à 20°C pour KL740 et à 37°C pour JM109 afin de restaurer le métabolisme et la croissance 

des bactéries. Le tube est ensuite centrifugé pendant 1min30 à 7300 g. Le surnageant est 

supprimé. Le volume final du culot est de 20-30 µL. Sous Poste de Sécurité Microbiologique 

(PSM), quelques microlitres de solution sont déposés au milieu d’une boîte de Pétri LB-Agar 

contenant de l’ampicilline, antibiotique permettant de séparer les bactéries comportant des 

plasmides portant le gène de résistance à cet antibiotique de celles sans plasmides qui ne 

pourront pas croître. L’ampicilline est ajoutée à la concentration finale de 100 µg/mL. Les 

quelques µL de solutions sont étalés à l’aide d’un râteau. La boite est ensuite placée dans un 

incubateur à 28°C pour KL740 ou à 37°C pour JM109 pendant au minimum 1 nuit afin de 

permettre aux bactéries de croître. 
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2.2.2.  Mini culture bactérienne 

 

La seconde étape consiste en une préparation d’une mini-culture bactérienne 

permettant l’amplification des plasmides d’ADN. 

Un clone (colonie) est sélectionné sur la boite de culture à l’aide d’un cône. Ce clone 

est placé dans un tube de 15 mL contenant 5 ml de milieu LB additionné de 2,5 µL 

d’ampicilline à la concentration finale de 50 µg/ml. La mini-culture ainsi préparée est placée 

dans  un incubateur-agitateur à 37°C pour JM109 pendant 8 heures ou à 28°C pour KL740 

pendant 10 heures. Une fois le temps écoulé, la solution ne doit plus être transparente. La 

solution contenue dans ce tube est ensuite transférée dans un tube eppendorf. Ce tube est 

ensuite centrifugé pendant 1min30 à 7300 g. Après la dernière centrifugation, le surnageant 

est éliminé afin de ne récupérer que le dépôt bactérien. Les préparations sont ensuite 

stockées à 4°C. 

 

1.3. Extraction plasmidique 

 

 L’étape suivante consiste en l’extraction et la purification des plasmides d’ADN. Pour 

cela un kit de préparation contenant des solutions de resuspension, lyse, neutralisation, 

lavage optionnel, lavage (GenElute, Plasmid Mini prep kit, PLN350-1KT, Sigma) est utilisé. 

Les tubes stockés à 4°C sont placés à température ambiante. 200 µL de la solution 

de resuspension sont ajoutés dans chaque tube et le culot est resuspendu par 

aspirations/refoulements à l’aide d’une pipette. 200 µL de solution de lyse, permettant la 

libération de l’ADN plasmidique contenu dans les bactéries, sont ajoutés dans les tubes 

avant de les refermer. Les tubes sont ensuite retournés 5 à 6 fois. Au bout de 4 minutes, les 

tubes sont ouverts rapidement et 350 µL de tampon de neutralisation sont ajoutés dans 

chaque tube qui sont à nouveau fermés et retournés 5 à 6 fois. Après avoir laissé les tubes 

reposer quelques secondes, les tubes sont à nouveau retournés avant d’être centrifugés 

pendant 10 minutes à 16000 g. 

Pendant ce temps, les colonnes d’extraction sont placées dans des tubes eppendorf et 500 

µL de solution de préparation par colonne sont ajoutés. Les tubes sont centrifugés 1 minute 

à 16000 g puis le liquide qui est passé à travers la colonne est éliminé. Après 10 minutes de 

centrifugation (16000 g) des cellules, le surnageant est prélevé et placé sur les colonnes 

d’extraction. Les tubes sont ensuite centrifugés 1 minute à 16000 g. Le liquide passé à 

travers les colonnes d’extraction est éliminé. Cette étape permet à l’ADN plasmidique de se 

fixer dans la colonne d’extraction pour laquelle il présente une forte affinité. L’ADN 

plasmidique adsorbé est ensuite purifié, à l’aide de deux tampons de lavage. Le premier 

tampon dit « tampon de lavage optionnel » permet d’éviter la contamination par des 
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nucléases tandis que le second contenant de l’éthanol 99% va permettre d’éliminer les 

molécules adsorbées dans la colonne d’extraction à l’exception de l’ADN plasmidique qui est 

insoluble dans l’éthanol. Pour cela, 500 µL de la solution de lavage optionnel sont ajoutés. 

Le tube est centrifugé 1 minute à 16000 g puis le liquide passé à travers les colonnes est 

éliminé. Cette étape de lavage est répétée à deux reprises avec la solution de lavage. 

Toutefois, lors du dernier lavage, une attente de deux minutes est nécessaire avant 

d’effectuer la centrifugation. Les tubes sont ensuite centrifugés 3 minutes à vitesse maximale 

afin de sécher les colonnes d’extraction et d’éliminer l’excès d’éthanol présent dans le 

tampon de lavage. Afin d’éluer l’ADN plasmidique purifié contenu dans les colonnes 

d’extraction, ces dernières sont placées dans de nouveaux tubes eppendorf avant d’y ajouter 

100 µL d’eau. Après 10 minutes, les tubes sont centrifugés pendant 2 minutes à vitesse 

maximale. Dans cette étape finale, le liquide passé à travers les colonnes d’extraction est 

récupéré. 

 
Remarques :  

 (1) Dans le cas d’une importante amplification de plasmides, une seconde 
centrifugation de 10 minutes suivie de la récupération du surnageant peut être effectuée. 

 (2) Dans le cas où la solution d’ADN plasmidique obtenue n’est pas assez 
concentrée, un évaporateur rotatif (sans séchage total) peut être utilisé pour concentrer la 
solution. 

 
1.4. Vérification de la taille des ADN plasmidiques 

 
 Pour vérifier la taille des ADN plasmidiques un mini gel est préparé à partir d’une 

solution d’agarose à 1% (v/v) diluée dans du tampon TAE (40 mM Tris-Acétate, 1 mM EDTA) 

1X, pH 8,3. Le gel est coulé dans le support de gel adapté dans lequel un peigne a été 

ajouté. Afin de réticuler, le gel est laissé à température ambiante durant 3 à 4h ou stocké à 

4°C. Le peigne est ensuite retiré et le gel est installé dans la cuve de migration avant d’être 

recouvert de tampon TAE 1X.  

Les échantillons d’ADN plasmidique de 10µL sont préparés à la concentration de 150 ng/µL 

en y ajoutant 1,5 µL de marqueur de taille d’ADN (1 kb, Référence : N3232S, New England 

Biolabs Inc). Les échantillons sont déposés dans les puits. 

La migration des échantillons et du marqueur de taille est ensuite réalisée. Une fois la 

migration terminée, le gel est démoulé puis placé dans un bain de BET avant d’être rincé 

dans de l’eau milliQ. Le gel peut ensuite être observé et pris en photographie. 
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1.5. Détermination de la masse molaire des solutions plasmidiques 

 

 Les plasmides d’ADN ainsi obtenus sont ajoutés dans les systèmes d’expression 

protéique acellulaire à une concentration finale de 5 nM. Il est donc nécessaire de 

déterminer la concentration molaire des plasmides que nous avons extraits lors de la 

précédente étape.  

Il existe deux méthodes que nous avons utilisées. La première utilise une solution de 

Picogreen et la seconde utilise un spectrophotomètre UV appelé « nanodrop » 

(TermoScientific). Les deux méthodes donnent des résultats similaires. 

 

Protocole “Picogreen” (Quant-iT Picogreen dsDNA-Assay Kit, P11496, Invitrogen): 

 Afin de déterminer la concentration molaire des solutions plasmidiques, un kit 

Picogreen et un tampon TE (Tris EDTA) 1X sont requis.  

Une courbe de calibration est réalisée à partir du tube d’ADN de concentration 1250 ng/mL 

compris dans le kit. 4 tubes de calibration de 0, 1, 10 et 100 ng/mL de concentration d’ADN 

sont préparés. 

Pour chaque échantillon de plasmide d’ADN dont nous souhaitons déterminer la 

concentration, 3 tubes sont préparés. Un premier tube dans lequel le plasmide d’ADN est 

dilué 40 fois. A partir de ce tube, deux tubes sont préparés, l’un dont la dilution finale du 

plasmide d’ADN est de 2500 et l’autre de 1250. Le réactif Picogreen est ajouté dans chaque 

tube avant d’être mélangé pour obtenir une bonne homogénéité. Après 15 minutes à 

température ambiante, 200 µL de chaque tube sont placés dans une plaque de 384 puits 

puis lus à l’aide d’un lecteur de fluorescence pour microplaques. La concentration 

déterminée en ng/µL par le spectrophofluorimètre est convertie en nM en utilisant la valeur 

de la masse molaire des plasmides utilisés liée à leur taille en nombre de paires de bases. 

 
Protocole de mesure de la concentration d’ADN plasmidique à l’aide du « nanodrop » : 

 Le « nanodrop » est un appareil permettant de mesurer la quantité d’ADN en ng/µL 

présente dans un échantillon. L’avantage de ce spectrophotomètre est qu’il nécessite le 

dépôt d’une quantité faible (entre 0,5 et 2 µL) de l’échantillon analysé. 

La cellule de mesure du « nanodrop » est d’abord rincée avec de l’eau milliQ et essuyée 

délicatement. 2 µL de solution de plasmide d’ADN sont ajoutés dans la cellule de mesure. 

Cette dernière est ensuite fermée et la mesure est alors effectuée. Après mesure, la cellule 

de mesure est rincée et la concentration déterminée en µg par le spectrophotomètre est 

convertie en nM en utilisant la valeur de la masse molaire des plasmides utilisés. 
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2. Expression de protéines in vitro  
 

 Le système d’expression protéique acellulaire utilisé pour la production de protéines 

in vitro nécessite la préparation indépendantes de trois principales solutions : un extrait 

cellulaire bactérien, une solution appelée PGA en raison de son principal composant l’acide 

3-phosphoglycérique (PGA) et une solution d’acides aminés. Les protocoles d’obtention des 

différentes solutions sont décrits ci-après. 

2.1. Extrait cellulaire utilisé 

 

 L’extrait cellulaire nous a été fourni par l’équipe de Vincent Noireaux (Université du 

Minnesota, Minneapolis) dans le cadre d’une collaboration. L’extrait brut est préparé avec 

des cellules Escherichia coli BL21 Rosetta 2 selon le protocole décrit par Shin et Noireaux2. 

Nous le décrivons succinctement. Dans un premier temps les cellules croissent à 37°C dans 

un milieu 2xYT-Broth (16 g tryptone, 10 g yeast extract, 5 g NaCl) jusqu’à une densité 

optique mesurée à 600 nm de 1,5 (u.a). Les cellules sont lavées à deux reprises et 

resuspendues dans un tampon S30 A (50 mM Tris, 60 mM glutamate de potassium, 14 mM 

de glutamate de magnésium, pH 7,7 et 2 mM de DTT). Les cellules sont ensuite cassées 

avec un agitateur-secoueur (bead-beater) en utilisant des billes de verre. Cette étape est 

suivie d’une centrifugation à 30000 g pendant 25 minutes. Le surnageant est pré-incubé 

pendant 80 minutes à 37°C puis centrifugé à 30000 g pendant 10 minutes. Le surnageant 

est ensuite dialysé pendant 3 heures à l’aide d’un tampon S30 B  (5 mM Tris, 60 mM 

glutamate de potassium, 14 mM glutamate de magnésium, pH 8.2, 1 mM DTT). L’extrait brut 

est ensuite aliquoté et stocké à -80°C. Il est stable pendant au moins 1 an dans ces 

conditions2. 

 

2.2. Préparation PGA 

 

 Les différents composants nécessaires pour préparer une solution de PGA sont les 

suivants : Hepes (Sigma H6147), ATP (Sigma, A8937-1G), GTP (USB, 16800), UTP (USB, 

23160), CTP (USB, 14121), Hydroxyde de potassium 45% (Sigma 417661), E. Coli ARNt 

(Roche 109541), Coenzyme A (Sigma C4282), Beta-nicotinamide adénine dinucléotide 

(Sigma N6522), Adénosine 3’,5’ cycli monophosphate monohydrate (Sigma A9501), Acide 

folinique (Sigma F7878), Spermidine (Sigma 85558), Acide 3-phosphoglycérique (Sigma 

P8877). 

La solution de KOH à 15% (v/v) et le tampon Hepes 2 M, pH 8 ajusté avec la solution de 

KOH 15% sont préparés au préalable. Les composants sont ensuite préparés 
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indépendamment avant de réaliser le mélange selon les proportions répertoriées dans le 

Tableau 4. 

Composants du PGA Concentration finale 
Hepes pH 8 50 mM 
Nucléotides  
           ATP&GTP 1,5 mM 
           CTP&UTP 0,9 mM 
ARNt 0,2 mg/ml 
CoA 0,26 mM 
AMPc 0,33 mM 
Acide folique 0,75 mM 
Spermidine 1 mM 
3-PGA 30 mM 

 
Tableau 4 : Répartition des différents composants de la solution de PGA. 

La solution est ensuite aliquotée puis congelée dans de l’azote liquide avant d’être stockée à 

-80°C. 

 

2.3. Préparation AA 

 

 Les acides aminés sont préparés à l’aide du kit RTS Amino Acid Sampler (5PRIME). 

Pour la préparation, la moitié d’un kit est nécessaire. Les acides aminés Cystéine, 

Phénylalanine et Asparagine sont placés à température ambiante. 

Les 20 tubes d’acides aminés sont mélangés à l’aide d’un vortex toutes les 10 minutes 

jusqu’à décongélation complète puis ils sont chauffés à 37 °C. 6 mL d’eau sont ajoutés dans 

un tube de 15 mL. Dans l’ordre sont ensuite ajoutés 750 µL de chaque acide aminé de 

concentration 168 mM à l’exception de la Leucine dont la concentration est de 140 mM 

(Alanine, Arginine, Asparagine, Acide Aspartique, Glutamine, Acide Glutamique, Glycine, 

Histidine, Isoleucine, Lysine, Méthionine, Phénylalanine, Proline, Sérine, Thréonine, Valine, 

Leucine, Tryptophane, Tyrosine, Cystéine). La solution est chauffée entre les mains jusqu’à 

devenir transparente. Des aliquots sont ensuite préparés à partir de cette solution puis 

congelés dans de l’azote liquide et enfin stockés à -80°C. 
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2.4. Préparation du système d’expression protéique acellulaire 

 

 Les différents composants préparés comme nous l’avons précédemment décrit sont 

mélangés en laissant les tubes dans de la glace selon les proportions répertoriées dans le 

Tableau 5. 

 

 

Composants Concentration finale 
Extraits bruts 33% du volume final 
Glutamate de magnésium 2 mM 
Glutamate de potassium 60 mM 
Acides aminés 1 mM 
PGA 7,15% 
PEG8000 à 40% 2 % 
Plasmide σ28 0,5 nM 
Plasmide d’ADN 5 nM 
Eau  
  

Tableau 5 : Répartition des différents composants utilisés dans le système d'expression protéique 
acellulaire. 

 

2.5. Vérification de la production de protéines 

 

 La production de protéines peut être contrôlée par utilisation d’un gel de protéines. Le 

kit utilisé est le kit NuPage Bis Tris 4-12% d’Invitrogen. 
Au préalable les échantillons sont préparés comme suit : 3 µL de solution protéique produite 

par le système d’expression protéique acellulaire auxquels sont ajoutés 2,5 µL de LDS 

(tampon de charge), 1 µL d’agent réducteur (NuPAGE® Reducing Agent) 10X de formule 

chimique 2,3-Butanediol, 1,4-dimercapto- (theta, theta)-(+/-)- ainsi que 3,5 µL d’eau stérile. 

Les échantillons sont ensuite dénaturés par chauffage durant 5 min à 95°C. 

Le gel de protéines est placé dans la cuve de migration et du tampon de migration MOPS 

SDS Running Buffer 20X (50 mM MOPS, 50 mM Tris Base, 0.1% SDS, 1 mM EDTA, pH 

7.7), dilué à 1X est ajouté. 10 µL de chaque échantillon sont ajoutés dans les puits. 8 à 9 µL 

du marqueur de taille SeeBlue@Plus 2 d’Invitrogen sont ajoutés dans 2 autres puits. La 

migration des échantillons est ensuite réalisée. A la fin de la migration, le gel est démoulé 

puis rincé à trois reprises avec de l’eau milliQ, sur une table d’agitation. Le gel est ensuite 

recouvert avec la solution Simply Blue SafeStrain et agité pendant 1 h avant d’être rincé 

dans de l’eau milliQ sous agitation durant une nuit. Le gel est ensuite observé et une 

photographie est prise. 
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3. Préparation des solutions de liposomes 
 

3.1. Lipides 

 
 Les lipides utilisés dans le cadre de ces travaux sont des lipides commerciaux que 

nous nous sommes procurés auprès de la société « Avanti Polar Lipids ». La liste des lipides 

que nous avons employé est décrite ci-après : 

- POPC 

Ce lipide est le 1-palmitoyl-2-oleoyl-sn-glycero-3-phosphocholine (Référence : 850457) : 

 

Figure 55 : Formule du POPC. 

- NBD-PC 

Ce lipide est le 1-oleoyl-2-{6-[(7-nitro-2-1,3-benzoxadiazol-4-yl)amino]hexanoyl}-sn-glycero-

3-phosphocholine (Référence : 810132)  : 

 

Figure 56 : Formule du NBD-PC. 

Cette molécule fluorescente a une longueur d’onde d’excitation de 460 nm et une longueur 

d’onde d’émission de 534 nm. 

- E.coli total extract 

Ce mélange de lipides (Référence : 100500) est composé de 57,5 % de 

phosphatidyléthanolamine (PE), 15,1% de phosphatidylglycérol (PG), 9,8% de cardiolipides 

et 17,6% de composants inconnus. 
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- DSPE-PEG(2000)PDP 

Ce lipide est le 1,2-distearoyl-sn-glycero-3-phosphoethanolamine-N-[PDP(polyethylene 

glycol)-2000] (ammonium salt) (Référence : 880127) : 

 

Figure 57 : Formule du DSPE-PEG(2000)PDP. 

 

 

- DSPE-PEG(2000)OCH3 

Ce lipide est le 1,2-dioleoyl-sn-glycero-3-phosphoethanolamine-N-[methoxy(polyethylene 

glycol)-2000] (ammonium salt) (Référence : 880130) : 

 

Figure 58 : Formule du DSPE-PEG(2000)OCH3. 

 
 
- DSPE-PEG(2000)NH2 

Ce lipide est le 1,2-distearoyl-sn-glycero-3-phosphoethanolamine-N-[amino(polyethylene 

glycol)-2000] (ammonium salt) (Référence : 880128) : 

 

Figure 59 : Formule du DSPE-PEG(2000)NH2. 
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3.2. Tampons utilisés pour la préparation des suspensions de liposomes 

 

 Pour la préparation des suspensions de liposomes, deux tampons ont été utilisés : 

- le tampon Phosphate Buffer Saline (PBS) de composition : 10 mM Na2HPO4, 137 mM 

NaCl, 2.7 mM KCl ,pH 7,4 

- le tampon HEPES 10 mM, NaCl 150 mM, CaCl2 2mM, pH 7,4 

 

3.3. Préparation des solutions lipidiques 

 
 Les lipides sont préalablement dissous dans du chloroforme et stockés à -20°C.  

A l’aide de seringues en verre (Hamilton), les volumes désirés sont prélevés et déposés 

dans des tubes en verre. Le chloroforme est ensuite évaporé par chauffage (les tubes sont 

introduits dans un bain à sec dont la température est de 55°C) combiné à un flux d’azote 

introduit dans le tube. Des traces de séchages sont alors visibles. Afin d’être certain que tout 

le chloroforme contenu dans le tube est évaporé, le tube est placé au minimum pendant 2h 

dans un dessicateur. Les tubes sont ensuite fermés et stockés à 4°C. 

 

3.4. Préparation des liposomes 

 

 Un volume défini de tampon (HEPES 10 mM, NaCl 150 mM et CaCl2 2 mM (utilisé 

lors de l’utilisation de lipides E.coli)) ou PBS préalablement filtré est ajouté dans le tube 

contenant les lipides. La solution tampon et les lipides sont mélangés à l’aide d’un vortex, la 

solution devenant alors trouble. 

A l’issu de cette étape, deux méthodes pour former des liposomes de petites tailles (SUVs) 

ont été utilisées dans le cadre de nos travaux. Il s’agit de la sonication et de l’extrusion. 
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3.4.1.  Première méthode : la sonification 

 
 Dans le cas de la méthode de sonication, nous avons utilisé un sonicateur de 500W 

(Sonics Materials) (Figure 60).  

 

Figure 60: Photographie du sonificateur de 500W utilisé. 
 

 Le tube est placé dans un récipient contenant de la glace et de l’eau, puis la sonde à 

ultrasons est positionnée dans le tube. Les paramètres du sonificateur sont ajustés 

(puissance de 40%, 20 minutes). Une fois cette étape terminée la suspension lipidique 

contenue dans le tube est transférée dans des tubes eppendorfs qui sont centrifugés à deux 

reprises à 16000 g afin de supprimer les nanoparticules de titane provenant de la sonde à 

ultrasons en titane. 

En fin d’expérimentation, la suspension de liposomes contenue dans le tube de verre doit 

être limpide (Figure 61). 

 

Figure 61: Tubes de verre contenant des solutions lipidiques avant (à droite) et après (à gauche) 
sonication. 
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3.4.2.  Deuxième méthode : l’extrusion  

 

 Dans le cas de l’extrusion de solutions lipidiques, nous utilisons un kit d’extrusion 

(Avanti Polar Lipids, Inc.). Le kit d’extrusion est présenté dans la Figure 62.   

 

Figure 62 : Kit d'extrusion (Avanti Polar Lipids Inc). 
 

 Le protocole d’extrusion suivi est le suivant : 2 seringues Hamilton et 2 supports de 

membrane sont nettoyés à l’éthanol et à l’eau déionisée. Les 4 supports de filtre sont 

imbibés du tampon utilisé pour reprendre la solution de lipides. 2 supports de filtre sont 

positionnés sur un support de membrane et les 2 autres sur le deuxième support de 

membrane. La membrane de polycarbonate de taille désirée est ensuite positionnée sur un 

des supports de membrane puis l’autre support de membrane est ajouté. L’ensemble est 

installé dans l’enveloppe externe métallique puis dans le support d’extrusion. Une seringue 

Hamilton est placée à une des extrémités. L’autre seringue est remplie de solution lipidique 

puis positionnée à l’autre extrémité. La solution est transférée à plusieurs reprises d’une 

seringue à l’autre jusqu’à obtention de la taille désirée. En fin d’expérience, comme pour la 

sonication, la solution doit être limpide (Figure 63). 

Nota Bene : dans le cadre de ces travaux, la solution est passée 31 fois à travers chacune 

des membranes de 100 nm, puis de 50 nm et enfin de 30 nm. 

 

 

Figure 63: Tubes de verre contenant des solutions lipidiques avant (à droite) et après (à gauche) 
extrusion. 
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3.5. Caractérisation de la taille des liposomes 

 

3.5.1.  La technique de diffusion dynamique de la lumière (DLS) 

 

 La diffusion dynamique de la lumière (DLS) est une technique également appelée 

spectroscopie à corrélation de photons (PCS) permettant de caractériser la taille de 

molécules, de particules ou de colloïdes présentes en suspension dans un liquide. 

3.5.1.1. Principe : 

 

 Cette technique mesure le mouvement brownien (mouvement désordonné 

qu’effectuent des molécules ou particules en suspension) et le relie à la taille des molécules 

ou particules par le biais de l’équation de Stokes-Einstein.  

Cette équation est la suivante : 

   
    

     
 

Avec :  

- kb, la constante de Boltzmann (kb = 1,3806488 × 10-23 m2 kg s-2 K-1) 

- T la température 

- η la viscosité 

- Dt le coefficient de diffusion 

- Dh : le diamètre des particules ou molécules 

3.5.1.2. Le système DLS 

 

 Le système DLS fonctionne à l’aide d’une source de lumière pour éclairer l’échantillon 

(Figure 64.2). Pour cela, un faisceau laser HeNe à une longueur d’onde de 633 nm (Figure 

64.1) est utilisé. Une partie du faisceau laser traverse directement l’échantillon et une autre 

partie est diffusée par les particules de l’échantillon. Un détecteur positionné à 90° (Figure 

64.3A) ou 173° (Figure 64.3B) permet de mesurer l’intensité de la lumière diffusée. Un 

atténuateur (Figure 64.4) permet de réduire ou d’augmenter l’intensité du laser et donc 

l’intensité de la diffusion. Par exemple, pour des échantillons ne dispersant pas beaucoup la 

lumière, la quantité de lumière émise par le laser à travers l’échantillon doit être augmentée. 

Le signal d’intensité de diffusion est transmis à un traitement de signal numérique appelé le 

corrélateur (Figure 64.5) qui transmet ensuite l’information de corrélation à un ordinateur 

(Figure 64.6). 
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 Les détecteurs sont classiquement positionnés à 90°. Néanmoins, le développement 

de la détection de rétrodiffusion (Non Invasive Back Scatter) pour la mesure de la diffusion 

de la lumière nécessite l’utilisation d’un positionnement à 173°. Cette variante, que nous 

avons utilisée au cours de ces travaux via le Zetasizer (Malvern), présente de nombreux 

avantages. Le faisceau incident n’ayant pas besoin de traverser l’ensemble de l’échantillon, 

de plus fortes concentrations d’échantillon peuvent être mesurées. De plus, l’effet de 

diffusion multiple (lumière diffusée d’une particule à son tour dispersée par d’autres 

particules) peut être évité et l’effet lié aux particules volumineuses de poussières présentes 

dans l’échantillon peut être réduit. 

 

 

Figure 64 : Schéma représentatif du système DLS. 
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3.5.2.  Protocole expérimental 

 

 100 µL de la suspension de liposomes extrudés ou soniqués sont prélevés et placés 

dans une micro cuve d’analyse neuve. Une mesure DLS de taille est amorcée pour contrôler 

la taille des liposomes et la pureté de la solution. A la fin de la mesure, la solution est 

récupérée. Un flux d’azote est ajouté dans le tube contenant la solution de liposomes avant 

de refermer le tube et de le stocker à 4°C pour quelques jours. 

 

4. Formation d’une bicouche lipidique et incorporation de protéines 

produites par le système d’expression protéique acellulaire (CFPS) 
 

4.1. Tampons utilisés 

 

 Pour la formation d’une bicouche lipidique supportée (SLB) ou espacée et ancrée 

(tBLM) trois différents tampons ont été utilisés : 

 - le tampon Phosphate Buffer Saline (PBS) de composition : 10 mM Na2HPO4, 137 

mM NaCl, 2.7 mM KCl ,pH 7,4 

 - le tampon HEPES 10 mM, NaCl 150 mM, CaCl2 2mM, pH 7,4 (HEPES NaCl CaCl2) 

 - le tampon HEPES 10 mM, NaCl 150 mM, pH 7,4 (HEPES NaCl) 

 En revanche pour l’incorporation de protéines produites par le système d’expression, 

acellulaire seul le tampon Phosphate Buffer Saline (PBS) a été utilisé. 

 

4.2. Caractérisation de la formation d’une bicouche lipidique par QCM-D 

 

4.2.1.  Technique de microbalance à quartz et à dissipation (QCM-D) 

 

 La microbalance à cristal de quartz (QCM) est une technique servant à mesurer la 

masse d’un film mince déposée sur une surface (Figure 65). Son principe repose sur la 

variation de fréquence de résonance d’une lame de quartz, cette variation étant due à une 

augmentation de la masse déposée sur la surface. 

A l’origine, cette technique a été développée pour des mesures dans l’air ou dans le vide, 

permettant ainsi de mesurer la masse d’un dépôt rigide comme un film métallique. Cette 

technique a considérablement évoluée dans les années 90 suite au développement de la 

microbalance à quartz et à dissipation (QCM-D) par Rodahl et coll3,4 permettant des mesures 

en milieu liquide et de ce fait ouvrant l’accès à un champ considérable d’applications 

nouvelles. La première commercialisation par QSense en 1996, a permis petit à petit une 
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démocratisation de cette technique dans le domaine de la biologie avec la possibilité 

d’étudier en temps réel l’adsorption de molécules (protéines, polymères, lipides, …), de 

mesurer quantitativement des interactions entre biomolécules, de caractériser la formation 

de bicouches supportées (cas qui nous intéresse dans le cadre de ces travaux), de mieux 

comprendre les mécanismes d’adhésion cellulaire4,5. 

 

Figure 65 : Photographie de la microbalance à quartz et à dissipation à 4 chambres (QSense). 
 

 La QCM-D permet non seulement de quantifier les masses déposées mais également de 

caractériser les propriétés viscoélastiques des couches adsorbées en surface. Ce paramètre 

permet de suivre des transitions de phase, de distinguer les différents états du matériel 

déposé sur la surface3. 

Cette technique présente l’avantage, contrairement à d’autres techniques, de ne pas requérir 

l’utilisation de marquage spécifique6. Elle a une limite de détection de 1,8 ng/cm². 

 

4.2.1.1. Principe du fonctionnement de la QCM-D 

  

 Un cristal de quartz de 14 mm de diamètre et 0,3 mm d’épaisseur est utilisé pour les 

mesures par QCM-D. Il est positionné entre deux électrodes en or. C’est un oscillateur 

harmonique amorti qui vibre transversalement à sa surface. 

Du fait de ses propriétés piézo-électriques, l’application d’un courant électrique alternatif à 

travers le cristal de quartz va induire des oscillations mécaniques. Les oscillations 

mécaniques peuvent être enregistrées en mesurant l’amortissement de l’oscillation. La 

variation de ces oscillations mécaniques dans le temps permet d’en extraire la fréquence de 

résonance (f) et la dissipation (D). Lorsqu’une masse est ajoutée, il est observé une 
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diminution de la fréquence de résonance. Plus le film est viscoélastique, plus il dissipe, d’où 

une comparaison possible des propriétés d’un film mince. 

4.2.1.2.  Détermination de la masse adsorbée 

 

 A l’origine de cette technique, ce système a été modélisé par une équation établie par 

Sauerbrey en 1959. Cette relation linéaire relie la fréquence de résonance Δf et la masse 

ajoutée à la surface du quartz Δm3,4. Cette relation est la suivante : Δm=C/n.Δf 

Pour une fréquence fondamentale f0 de 5 MHz, elle prend en considération la masse 

adsorbée (Δm), la sensibilité constante du détecteur (C) de 17,7 ng.cm-2.Hz-1 indépendante 

du matériel adsorbé, l’harmonique de fréquence (n) et le déplacement de fréquence (Δf). 

Tous les harmoniques (3,5,7,…) peuvent être utilisés pour les mesures à l’exception du 

premier, écarté  de par son manque de sensibilité3. 

Cette relation de Sauerbrey est principalement utilisée pour des applications dans l’air ou 

dans le vide. En effet cette relation n’est valide que si plusieurs conditions sont respectées. Il 

est nécessaire que les masses adsorbées soient petites (par rapport à la masse du cristal), 

uniformément réparties et rigides. 

Dans le cadre d’applications biologiques, la contrainte de rigidité requise pour une utilisation 

correcte de cette équation, n’est le plus souvent pas obtenue. Si cette équation est utilisée 

alors qu’il existe un comportement viscoélastique des couches adsorbées, la masse réelle 

sera sous-estimée. Il a été montré que cette équation n’est plus valide quand ΔD/ΔF > 

0.2.10-6 Hz-1. 

D’autres modèles plus complexes (modèle de Voight-Voinova7 ou modèle de Maxwell7), 

prenant en compte les propriétés viscoélastiques des couches de surfaces, devront être 

utilisés. Dans notre étude nous avons utilisé le modèle de Voight-Voinova7 qui permet de 

modéliser le matériel viscoélastique ajouté sur la surface du quartz en un circuit mécanique 

en parallèle constitué d’un ressort et d’un amortisseur (Figure 66). 

 

Figure 66 : Représentation schématique d'un élément viscoélastique dans le modèle de Voight7. 
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4.2.2.  Protocoles expérimentaux : formation d’une bicouche lipidique supportée 

(SLB) ou espacée (tBLM) 

 

4.2.2.1. Préparation des surfaces 

 
- Surfaces de SiO2 

 Les surfaces commerciales de quartz recouvertes de SiO2 (QSX 303) sont nettoyées 

avec de l’éthanol puis rincées avec de l’éthanol 99% puis de l’eau milliQ. Elles sont enfin 

séchées sous un flux d’azote avant d’être rendues hydrophiles par utilisation d’un plasma à 

oxygène Tepla (800 W, 5 minutes, 1,5mBar) ou Diener (95%, 5 minutes, 1,5 mBar). 

 
- Surfaces d’or 

 Les surfaces commerciales de quartz recouvertes d’or (QSX 301) sont nettoyées 

dans un mélange H2O :NH3 :H2O2 (5 :1 :1, v : v : v) pendant 5 minutes puis rincées avec de 

l’eau milliQ. Elles sont ensuite séchées sous un flux d’azote. 

Dans le cas où des bicouches lipidiques supportées (SLB) sont formées sur des surfaces 

d’or, la surface est rendue hydrophile à l’aide d’un plasma à oxygène (Tepla 200 W, 5 

minutes, 1,5 mBar avec cage de Faraday).  

 

4.2.2.2. Protocole expérimental sur surface de SiO2 

 

 Après préparation de la surface des quartzs recouverts de SiO2, les quartzs sont 

placés dans les chambres de QCM-D. Le tampon filtré et dégazé, afin d’éviter la formation 

de bulles dans le système fluidique de la QCM-D, est injecté dans les chambres par le 

système fluidique à la vitesse de 250 µL/min jusqu’à ce que les signaux soient stabilisés. La 

vitesse de passage du tampon est abaissée à 100 µL/min. 1 mL de suspension lipidique à la 

concentration de 0,1 mg/mL est injecté dans chaque chambre à la vitesse de 100 µL/min. Du 

tampon est ensuite ajouté (100 µL/min) afin d’enlever l’excédent de la surface. 

 

4.2.2.3. Protocole expérimental sur surface d’or 

 

 Après préparation de la surface décrite dans la partie 4.2.2.1, les quartzs recouverts 

d’or sont placés dans les chambres de QCM-D. Le tampon filtré et dégazé est injecté à la 

vitesse de 250 µL/min par le système fluidique jusqu’à ce que les signaux soient stabilisés. 

La vitesse est abaissée à 100 µL/min. 1 mL de solution de liposomes à la concentration de 

0,1 mg/mL est injecté dans chaque chambre à la vitesse de 100 µL/min. Du tampon est 

ajouté (100 µL/min) pour rincer la surface et éliminer le matériel non spécifique. Une solution 

d’alpha peptide (PEP1, référence 60430-1, Tebu-Bio) de concentration 0,05 mg/mL est 



 

99 
 

injectée à la vitesse de 50 µL/min (1mL par chambre). La solution d’alpha peptide, 

permettant l’ouverture des liposomes, est récupérée en sortie de tube et réinjectée dans les 

chambres de QCM-D. Du tampon est ensuite injecté à la vitesse de 100 µL/min quand 

l’alpha peptide ne semble plus avoir d’effet durant 15 à 20 minutes. 

 

4.2.3.  Protocole expérimental : incorporation de protéines produites par 

expression protéique acellulaire (CFPS) sur une bicouche lipidique supportée (SLB) ou 

une bicouche lipidique ancrée et espacée (tBLM) 

 

 Après préparation d’une SLB ou tBLM, la température est augmentée à 30°C. Une 

fois les signaux stabilisés, une nouvelle fenêtre de mesure est lancée. 180 µL de solution de 

CFPS sont injectés dans chaque chambre de QCM-D à une vitesse de 40 µL/min. Une fois 

que la solution est dans la chambre, le flux est abaissé à 20 µL/min durant 5 minutes afin 

que toute la chambre soit remplie de la solution de CFPS. Le flux est ensuite stoppé pour 3 

heures. Une fois la période d’incubation terminée, du tampon filtré et dégazé est injecté à la 

vitesse de 20 µL/min pendant 20 minutes puis à 40 µL/min pendant 20 minutes et enfin 80 

µL/min pendant 20 minutes.  

 

4.3. Caractérisation de la formation d’une bicouche lipidique par SPR 

 

4.3.1. La technique de Résonance plasmonique de surface (SPR) 

 

 La technique de résonance plasmonique de surface (SPR) s’est imposée dans les 

laboratoires comme une technique de référence dans les années 90 pour l’étude des 

interactions moléculaires en surface5.  

Cette méthode permet de caractériser la formation de monocouches auto-assemblées sur 

des surfaces, des interactions protéines-protéines, l’hybridation d’ADN en temps réel des 

interactions entre molécules et d’obtenir des cinétiques de réaction (constantes d’association 

et de dissociation)8. 

Cette technique présente l’avantage comme la QCM-D de ne pas requérir de marquage des 

molécules5. 

- Principe de fonctionnement de la SPR 

 La technique SPR est une technique sensible aux changements de propriétés 

optiques de la solution en contact avec une surface métallique. Cette surface métallique peut 

être de l’or ou de l’argent. L’or étant plus stable dans les conditions d’utilisation, son usage 

est dans la majorité des cas privilégié5,8.  
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 Le système de détection SPR de la société  Biacore comprend plusieurs éléments : 

une source lumineuse polarisée et monochromatique, un prisme en verre recouvert d’un fin 

film métallique et un photodétecteur (Figure 67). 

Cette technique de résonance plasmonique de surface est basée sur l’utilisation d’ondes 

électromagnétiques évanescentes se propageant à proximité de la surface. 

En illuminant la surface du prisme recouverte d’un film fin métallique avec un rayon lumineux 

incident selon un angle de résonance dépendant de l’indice de réfraction de la surface, des 

plasmons de surface sont créés. L’intensité de la lumière réfléchie décroit et une partie est 

transférée aux plasmons de surface. L’ajout d’une solution biologique (contenant des 

protéines, de l’ADN, …) induit une variation de l’angle de résonance. La valeur de l’angle de 

résonance dépend de l’indice de réfraction, lui-même étant la résultante de l’indice optique 

des molécules en surface et de leur densité. Cet angle de résonance au cours du temps est 

enregistré. La variation de l’angle de résonance au cours du temps est exprimée en unité 

arbitraire appelée « unité de résonance » (RU)5 9. 

Afin de relier l’unité de résonance mesurée à la masse adsorbée, des corrélations existent. 

Dans nos travaux, pour connaître la masse adsorbée de molécules lipidiques nous avons 

utilisé la relation suivante : 1 RU= 0.092 ± 0,005 ng/cm² 10. 

 

Figure 67 : Schéma du système expérimental de Résonance Plasmonique de Surface (SPR). 

 

4.3.2.  Protocole expérimental : formation d’une tBLM 

 

 Un BIAcore 3000 (GE Healthcare) a été utilisé. Il est équipé d’une puce de détection 

dont la surface est recouverte d’or. Les puces ont été nettoyées avec un mélange 

H20:H202:NH3 (5 :1 :1, v :v :v). Les puces de détection ont ensuite été montées sur des 

supports de puces selon le protocole fourni par GE Healthcare. La puce a été lavée avec du 
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tampon PBS à une température de 25°C. 100 µL d’une solution de liposomes de 

concentration 0,1 mg/mL ont été injectés dans les cellules fluidiques à la vitesse de 10 

µL/min. Les surfaces ont ensuite été lavées avec 150 µL de tampon PBS à la vitesse de 10 

µL/min. 100 µL d’une solution d’alpha peptide de concentration 0,05 mg/mL a été injectée à 

la vitesse de 5 µL/min. Les cellules fluidiques ont ensuite été rincées avec 200 µL de tampon 

PBS à la vitesse de 5 µL/min. 

 

4.3.3.  Protocole expérimental : production et incorporation de protéines dans une 

tBLM 

 

 Afin d’optimiser l’expression protéique par le système CFPS, après la formation de la 

tBLM décrite précédemment, la température est augmentée à 30°C. Après stabilisation des 

signaux, 80 µL de CFPS sont injectés à la vitesse de 5 µL/min. Le flux est arrêté pendant 3h 

et puis les cellules fluidiques sont nettoyées avec du tampon PBS (100 µL, 5 µL/min). 

 

4.4. Caractérisation de la formation d’une bicouche lipidique par FRAP 

 

4.4.1.  La technique de recouvrement de la fluorescence après photo-blanchiment 

(FRAP) 

 

 La technique de recouvrement de fluorescence après photo-blanchiment (FRAP) a 

été développée à la fin des années 70 suite à l’introduction de lasers dans le domaine de la 

microscopie11. 

Les molécules d’intérêt étudiées doivent être marquées à l’aide de divers fluorophores 

(fluorescéine, rhodamine, cyanine,…)5. 

4.4.1.1. Principe de la technique de FRAP 

 

 Cette technique consiste à mesurer le retour ou non du signal de fluorescence après 

l’extinction localisée du signal de fluorescence produit par une espèce fluorescente.  

La technique de FRAP repose sur le photo-blanchiment d’une espèce fluorescente à l’aide 

d’un faisceau laser focalisé sur une zone déterminée à une longueur d’onde donnée, 

adaptée aux molécules fluorescentes utilisées. La zone fluorescente déterminée est « photo-

blanchie ». Ce phénomène est dû à l’importante intensité lumineuse appliquée sur la surface 

couplée à la présence d’oxygène. Ceci provoque la rupture de liaisons covalentes sous 

l’effet d’une oxydation, provoquant des dommages irréversibles aux molécules fluorescentes. 

Ces molécules fluorescentes ne pourront donc pas contribuer au recouvrement de la 
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fluorescence. La réapparition de la fluorescence est donc liée à la diffusion des molécules 

fluorescentes provenant des régions proches de la région photo-blanchie (Figure 68).  

 

Figure 68: Représentation schématique des expériences de FRAP. Une région d’intérêt est sélectionnée puis 
photoblanchie avec un faisceau laser intense. Le recouvrement de fluorescence est mesuré au cours du temps12. 
 

 Les images de FRAP obtenues sont ensuite analysées et traitées permettant d’établir 

la cinétique du photo-blanchiment (intensité de fluorescence au cours du temps). Les 

fractions mobiles et immobiles pourront être déterminées en faisant le ratio entre la mesure 

d’intensité de fluorescence à un instant t et la mesure d’intensité de fluorescence au temps 

initial (Figure 69). La fraction mobile correspond aux molécules fluorescentes participant au 

recouvrement de la fluorescence, la fraction immobile correspond à toutes les autres 

molécules fluorescentes n’y participant pas5,12. 

 

Figure 69: Graphique représentant l’intensité de fluorescence en fonction du temps. Après le 
photoblanchiment d’une zone lipidique, le recouvrement de fluorescence est suivi. Par différence entre l’intensité 
mesurée avant le photoblanchiment et après recouvrement de fluorescence, les fractions mobiles et immobiles 
peuvent être obtenues13. 
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 La technique de FRAP peut de plus être utilisée pour mesurer la diffusion des 

molécules fluorescentes. Les coefficients de diffusion peuvent être calculés à l’aide de 

l’équation suivante : D=0,224.r²/t1/2 où t1/2 correspond au temps de demi-vie de recouvrement 

de la fluorescence et r le rayon de la zone photoblanchie14.  

4.4.1.2. Protocole expérimental 

 

 Les expériences de FRAP sont réalisées à l’aide d’un microscope confocal inversé 

(Zeiss LSM 510 NLO) avec un objectif de grossissement 63X à immersion dans l’eau. Une 

région de 20 µm ou 40 µm de diamètre est photoblanchie avec un laser de puissance 15 mW 

à la longueur d’onde de 488 nm. Les paramètres de photoblanchiment sont : une vitesse de 

5, un zoom de 2, 2 images enregistrées avant le photoblanchiment. 

Une image est prise toutes les 10 secondes pendant la première minute, puis une image est 

toutes les minutes pendant 4 minutes. 

Les images sont traitées avec le logiciel Image J (http://rsbweb.nih.gov/ij/). Pour chaque 

image obtenue, l’intensité de fluorescence est normalisée par rapport à l’image prise avant le 

photoblanchiment. 

4.5. Caractérisation de la formation d’une bicouche lipidique par AFM 

 

4.5.1.  Principe de la Microscopie à Force Atomique (AFM) 

 

 La microscopie à force atomique (AFM) est une technique dont la mise au point fait 

suite à l’invention du microscope à effet tunnel par Gerd Binning et Heinrich Rohrer en 

198115. A l’origine, utilisé dans l’air, cette technique permet d’obtenir une résolution 

atomique. La mise au point de cette technique en milieu liquide a permis l’étude structurale 

de membranes plasmiques de cellules procaryotes ou eucaryotes mais également la 

caractérisation de molécules uniques. Il peut aussi permettre d’évaluer les forces 

d’interactions intra ou inter moléculaires5. 

 

- Principe et fonctionnement de l’AFM 

 L’imagerie par AFM est une technique dans laquelle une pointe montée sur un 

cantilever flexible balaye ligne par ligne un échantillon adsorbé sur une surface de 

préférence atomiquement plane. L’un des supports le plus utilisé est le mica (surface 

hydrophile) en raison de ses grandes zones planes à l’échelle atomique. 

Un faisceau laser se réfléchit sur le cantilever. La déviation (ou flexion) du cantilever induit 

une déviation du rayon laser qui est détectée par une photodiode à quadrants puis convertie 
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en un signal électrique pour former les images. Un petit changement dans l’angle de flexion 

du cantilever est converti en une large déviation mesurable (Figure 70). 

 

Figure 70 : Principe de fonctionnement de l'AFM d’après JPK Instrument AG. 

 

Deux modes principaux d’imageries sont classiquement utilisés en biologie : le mode contact 

et le mode contact intermittent (« tapping mode »). 

Le mode contact est le mode dans lequel la pointe reste en contact avec la surface durant le 

balayage de l’échantillon. La force entre la pointe et l’échantillon reste constante et doit être 

la plus faible possible afin de limiter les dommages pouvant être causés à l’échantillon.  

Le mode contact intermittent (« tapping mode ») est un mode oscillant. La pointe oscille à 

haute fréquence, minimisant le contact entre la pointe et l’échantillon. Ceci permet de limiter 

les dommages causés à l’échantillon8. 

Il est également possible de réaliser des expériences d’indentation, permettant d’obtenir des 

courbes force-distance. Dans ces expériences, une force toujours croissante est appliquée 

en déplaçant la pointe vers la surface dans le but d’appliquer une consigne finale de force 

donnée. Au cours de ces cycles approche/rétraction, la déviation du cantilever traduit après 

étalonnage en une force est enregistrée. Ce traitement nécessite la connaissance précise de 

la constante de raideur du cantilever déterminée à l’aide de la méthode de bruit termique16  

et le calibrage du capteur de force, obtenue par la mesure du signal de la photodiode lorsque 

la pointe AFM est approchée sur une surface dure non-déformable. 
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Ces expériences d’indentation sont notamment utilisées lors de l’étude de bicouches 

lipidiques. Des évènements de déformation plastique peuvent alors être observés et être 

directement attribués à la perforation de la bicouche (Figure 71).  

 

Figure 71: Schéma du procédé d’indentation sur une bicouche lipidique à l’aide de la technique AFM. a, b 
et c montrent les différents scénarios se produisant quand le microlevier AFM est approché de la bicouche 
lipidique. a) La bicouche lipidique n’est pas transpercée ; b) La bicouche lipidique est partiellement transpercée ; 
c) La bicouche lipidique est totalement transpercée17. 
 

Au moment où le cantilever traverse la membrane, il en résulte un saut brutal de la pointe du 

cantilever, facilement visible sur la courbe force / distance (Figure 72). L'amplitude de ce 

saut donne des informations intéressantes sur la taille de la structure déformée 

plastiquement. Le saut pour une bicouche lipidique est comparable à l'épaisseur d'une 

bicouche (4-5 nm). Pour être quantitative un grand nombre de mesures (cycles de force / 

distance) est nécessaire. Des histogrammes d’amplitude des sauts peuvent ainsi être 

obtenus. Enfin, la méthode s'appuie également sur un ajustement adéquat de la force 

appliquée maximale17. 
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Figure 72 : Courbes de force sur une bicouche lipidique de DOPC présentant un saut de 4nm, montrant la 
pénétration de la pointe AFM dans la bicouche phospholipidique. Nous pouvons distinguer la courbe 
d’approche (rouge) et la courbe de rétractation (bleu)17.  

 

4.5.2.  Protocoles expérimentaux 

 

4.5.2.1. Préparation des échantillons 

 

- Préparation des échantillons sur surface de mica 

 Le mica (Jbg-Metafix, 24 x 32 mm) est clivé au préalable à 2 ou 3 reprises avec du 

scotch. 400 µL de suspension de liposomes sont incubés pendant 30 minutes. A deux 

reprises la surface est rincée avec du tampon de solution (dans le cas de l’utilisation de 

molécules lipidiques provenant d’un extrait d’E.coli, deux tampons sont utilisés : HEPES 10 

mM, NaCl 150 mM, CaCl2 2mM puis l’HEPES 10 mM, NaCl 150 mM. La surface peut ensuite 

être observée par AFM. 

- Préparation des échantillons sur surface d’or 

 Un film d’or de 100 nm est déposé par évaporation (Evaporator Eva 600, Alcatel) à la 

vitesse de 0,1 nm/s avec une température de dépôt maintenue à 150°C sur une surface de 

mica préalablement clivé comme indiqué précédemment3,7. La surface est ensuite nettoyée 

dans une solution de H20 :H202 :NH3 (5 :1 :1, v :v :v ) pendant 20 secondes avant d’être 

rincée dans de l’eau milliQ et séchée sous un flux d’azote. 400 µL de la suspension de 
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liposomes sont ensuite incubés pendant 30 minutes puis rincés à deux reprises avec du 

tampon.  

Dans le cas de la fusion induite par l’utilisation de l’alpha peptide, 400 µL de solution d’alpha 

peptide sont incubés pendant 1 heure sur la surface puis rincés à deux reprises avec du 

tampon PBS. La surface peut ensuite être étudiée par la technique de microscopie à force 

atomique. 

4.5.2.2.  Images AFM 

 

 Les images ont été réalisées en utilisant un AFM Nanowizard® III (JPK Instrument, 

Berlin, Germany) en mode contact. Des pointes AFM commerciales (MLCT-AUHW, Bruker) 

Si3N4 de forme pyramidale recouverte d’Au sur le côté réfléchissant du microlevier et une 

constante de ressort nominale de 0,01 N / m ont été utilisés. Les surfaces sont balayées à 

une vitesse de 1-2Hz.  

4.5.2.3.  Courbes d’indentation 

 

 Les courbes de force-distance ont été réalisées en utilisant un AFM Nanowizard® III 

(JPK Instrument, Berlin, Germany). Des pointes AFM commerciales (MLCT-AUHW, Bruker) 

Si3N4 de forme pyramidale recouverte d’or sur le côté réfléchissant du microlevier et une 

constante de ressort nominale de 0,01 N / m ont été utilisés. 

Les expériences d’indentation ont été réalisées à température ambiante dans un tampon 

PBS. Une force toujours croissante est appliquée en déplaçant la pointe vers la surface en 

utilisant le déplacement piézo à une vitesse de 1 µm/s. Deux forces maximales ont été 

appliquées, l’une à 1,5 nN et l’autre à 5 nN. 

Pour toutes les expériences 1024 courbes force-distance individuelles ont été collectées 

dans au moins 3 surfaces différentes et 2 zones différentes. 

 

 

 

 

 



 

108 
 

5. Références 
 

1. Xiaowei Li et al. An improved calcium chloride method preparation and transformation of 
competent cells. 9, 8549–8554 (2010). 

2. Shin, J. & Noireaux, V. Efficient cell-free expression with the endogenous E. Coli RNA 
polymerase and sigma factor 70. J. Biol. Eng. 4, 8 (2010). 

3. Richter, R. P. The Formation of Solid-Supported Lipid Membranes and Two-Dimensional 
Assembly of Proteins. A Study Combining Atomic Force Microscopy and Quartz Crystal 
Microbalance with Dissipation Monitoring. (2004). 

4. Dixon, M. C. Quartz Crystal Microbalance with Dissipation Monitoring: Enabling Real-Time 
Characterization of Biological Materials and Their Interactions. J. Biomol. Tech. JBT 19, 151–158 
(2008). 

5. Lahmani, M. Les nanosciences. (Belin, 2006). 
6. Irwin, E. F., Ho, J. E., Kane, S. R. & Healy, K. E. Analysis of Interpenetrating Polymer Networks via 

Quartz Crystal Microbalance with Dissipation Monitoring. Langmuir 21, 5529–5536 (2005). 
7. Voinova, M. V., Rodahl, M., Jonson, M. & Kasemo, B. Viscoelastic Acoustic Response of Layered 

Polymer Films at Fluid-Solid Interfaces: Continuum Mechanics Approach. Phys. Scr. 59, 391–396 
(1999). 

8. Surface design: applications in bioscience and nanotechnology. (Wiley-VCH, 2009). 
9. Stenberg, E., Persson, B., Roos, H. & Urbaniczky, C. Quantitative determination of surface 

concentration of protein with surface plasmon resonance using radiolabeled proteins. J. Colloid 
Interface Sci. 143, 513–526 (1991). 

10. Keller, C. A., Glasmästar, K., Zhdanov, V. P. & Kasemo, B. Formation of Supported Membranes 
from Vesicles. Phys. Rev. Lett. 84, 5443 (2000). 

11. Sprague, B. & Mcnally, J. FRAP analysis of binding: proper and fitting. Trends Cell Biol. 15, 84–91 
(2005). 

12. Ishikawa-Ankerhold, H. C., Ankerhold, R. & Drummen, G. P. C. Advanced Fluorescence 
Microscopy Techniques—FRAP, FLIP, FLAP, FRET and FLIM. Molecules 17, 4047–4132 (2012). 

13. Lippincott-Schwartz, J., Snapp, E. & Kenworthy, A. Studying protein dynamics in living cells. Nat. 
Rev. Mol. Cell Biol. 2, 444–456 (2001). 

14. Soumpasis, D. M. Theoretical analysis of fluorescence photobleaching recovery experiments. 
Biophys. J. 41, 95–97 (1983). 

15. Binnig, G., Rohrer, H., Gerber, C. & Weibel, E. Surface Studies by Scanning Tunneling 
Microscopy. Phys. Rev. Lett. 49, 57–61 (1982). 

16. Butt, H.-J. & Jaschke, M. Calculation of thermal noise in atomic force microscopy. 
Nanotechnology 6, 1–7 (1995). 

17. Garcia-Manyes, S. & Sanz, F. Nanomechanics of lipid bilayers by force spectroscopy with AFM: A 
perspective. Biochim. Biophys. Acta BBA - Biomembr. 1798, 741–749 (2010). 

  



 

109 
 

 

 

Partie III : Résultats et Discussion 
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Chapitre 1 : Incorporation de pores 

membranaires dans une bicouche 

phospholipidique supportée (SLB) 
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Remarques générales 
 

Comme décrit plus largement dans l’introduction, les protéines membranaires 

intégrales jouent un rôle essentiel dans le maintien de l’intégrité cellulaire (transports d’ions 

et de nutriments, transduction de signal, interaction cellule-cellule)1. Afin de les étudier, ces 

protéines doivent être produites in vitro. La production classique de ces protéines 

membranaires intégrales dans des microorganismes présente de nombreuses difficultés 

liées à leur structure complexe (faible rendement, agrégation protéique, mauvais repliement) 

mais aussi des problèmes de toxicité, empêchant la production de nombre d’entre elles2. En 

outre, pour être produites efficacement, ces protéines ont besoin d’un environnement 

hydrophobe instauré par l’utilisation de détergents ou de molécules lipidiques. Dans cette 

thèse, afin de pallier à ces difficultés, nous avons choisi d’une part d’utiliser un système 

d’expression protéique acellulaire (CFPS), non affecté par la physiologie des cellules 

vivantes2,3. En outre, nous avons choisi de les intégrer dans des bicouches lipidiques planes 

reconstituées artificiellement. La littérature fait état de plusieurs types de bicouches 

lipidiques planes existantes : les bicouches lipidiques supportées (SLB)4, les bicouches 

lipidiques espacées et ancrées (tBLM)5 mais également les bicouches lipidiques 

suspendues6 (cf. Partie I : Etat de l’art). Nous nous sommes intéressés aux bicouches 

lipidiques supportées formées par fusion de liposomes sur une surface de SiO2. Ce sont des 

bicouches lipidiques fluides et robustes espacées de la surface via une couche aqueuse de 

1 à 2 nm.  

 Le but de ce chapitre est de mettre au point une bicouche lipidique supportée et de 

déterminer les conditions expérimentales nécessaires à la bonne expression et 

caractérisation des protéines membranaires de type alpha hémolysine7 produites par un 

système d’expression protéique acellulaire en contact avec la SLB. 
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1. Stratégie de construction de la membrane 
 

 Dans ce chapitre nous avons choisi de former des bicouches phospholipidiques à 

partir d’une fusion de petits liposomes unilamellaires (Small Unilamellar Vesicles)7 sur 

différentes surfaces (SiO2, verre et mica). La suspension de liposomes sera composée 

exclusivement de POPC, molécule lipidique synthétique zwitterionique connue pour 

fusionner sur ces surfaces et fournir une bicouche lipidique supportée avec peu de défauts8. 

La formation de ces SLBs nécessite plusieurs étapes. Dans un premier temps, les 

suspensions de liposomes devront être préparées. Pour réaliser cette étape, la technique de 

sonication9 utilisant des ultrasons pour casser les liposomes multilamellaires qui se sont 

formés lors de la mise en solution des molécules lipidiques a été choisie. En effet, d’après 

les études menées dans la littérature, il a été mis en évidence que la taille des liposomes 

n’avait pas d’incidence sur la fusion des liposomes sur des surfaces de SiO2 et de TiO2 
10. La 

taille des liposomes présents en suspension dans un environnement aqueux est ensuite 

caractérisée à l’aide d’une technique de diffusion dynamique de la lumière (DLS)11 (cf. Partie 

II : Matériel et méthodes). Le diamètre moyen relevé est de 107 nm ± 5 nm.   

Dans un second temps, les surfaces sur lesquelles les SLBs seront formées doivent être 

préparées. Si des surfaces de SiO2 ou de verre sont utilisées, elles devront être rendues 

hydrophiles à l’aide d’un procédé oxydatif nécessitant l’utilisation d’un plasma à oxygène. En 

revanche, si c’est du mica, surface hydrophile chargée négativement12,13, qui est utilisé, un 

clivage préalable de cette surface doit être réalisé (cf Partie II : Matériel et méthodes).  

Les suspensions de liposomes obtenues précédemment seront ensuite déposées sur ces 

différentes surfaces. La formation des SLBs sera caractérisée par 3 techniques : la 

microbalance à cristal de quartz et à dissipation (QCM-D)14, le recouvrement de la 

fluorescence après photoblanchiment (FRAP)15 et la microscopie à force atomique (AFM)16. 

1.1. Caractérisation de la formation de membrane par QCM-D 

 

 Dans un premier temps, suite au traitement de surface du quartz recouvert d’une 

couche métallique de SiO2, une solution de tampon phosphate (PBS, Phosphate Buffer 

Saline) de pH 7,4 est injectée par un système microfluidique dans une chambre de QCM-D 

contenant les quartzs afin de  stabiliser les signaux de fréquence de résonance et de 

dissipation mesurés par cette technique. La température est ajustée à 25°C, condition 

optimale pour la production de SLBs par fusion de suspensions de liposomes17,18.   
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Afin de diminuer les coûts expérimentaux, il a été envisagé de réduire la concentration des 

suspensions de liposomes utilisées. Après une étude des travaux portant sur ce sujet, il 

s’avère que ceux menées par Richter et coll.19 ont montré la formation de SLB en utilisant 

des concentrations de liposomes (DOPC/DOPS 4 :1) de 0,1 mg/mL. Nous avons voulu 

vérifier que la fusion lipidique s’opérait avec une telle concentration de liposomes composés 

exclusivement de POPC (Figure 74).  

 

Figure 74: Formation de bicouches lipidiques supportées composées de molécules de POPC fusionnées 
sur SiO2. Concentration des liposomes de 0,25 mg/mL (A) et 0,1 mg/mL (B). 

 

 L’allure de la courbe obtenue avec une concentration de liposomes de 0,1 mg/mL est 

similaire à celle observée avec une concentration de 0,25 mg/mL. Ceci implique que le 

comportement des liposomes est le même que celui décrit précédemment pour 0,25 mg/mL. 

Comme les mêmes résultats sont obtenus avec une suspension de liposomes de 

concentration 0,1 mg/mL, cette dernière condition plus économique sera utilisée pour la suite 

de ces travaux. 

  

1.2. Caractérisation de la formation d’une SLB par FRAP 

 

 Dans le but de confirmer la présence d’une bicouche lipidique supportée, nous nous 

sommes intéressés à la diffusion latérale au sein de la bicouche lipidique20,21. Cette diffusion 

latérale peut être caractérisée par la technique de recouvrement de fluorescence après 

photoblanchiment (FRAP)20,21. Cette technique repose sur le photo-blanchiment d’une 

espèce fluorescente à l’aide d’un faisceau laser focalisé sur une zone déterminée à une 

longueur d’onde de 488 nm, adaptée aux molécules lipidiques fluorescentes (NBD-PC) 

utilisées. La zone fluorescente déterminée est « photo-blanchie » signifiant que la 

fluorescence est « éteinte » dans cette zone. La réapparition de la fluorescence est liée à la 
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diffusion des molécules fluorescentes provenant des régions proches de la région photo-

blanchie (cf. Partie II : matériel et méthodes). 

Pour effectuer la caractérisation de la formation de SLB par FRAP, 1% de molécules 

lipidiques fluorescentes NBD-PC ont été incorporées dans les liposomes lors de leur 

fabrication. Ces suspensions de liposomes ont été incubées durant 30 minutes sur une 

surface de verre rendue hydrophile à l’aide d’un traitement par plasma O2 (Diener (95%, 5 

minutes, 1,5 mBar)). Les images avant et après photoblanchiment d’une zone localisée de la 

bicouche phospholipidique supportée sont montrées à la Figure 75.  

 

Figure 75 : Images obtenues avec la technique de FRAP sur des suspensions de liposomes de 
composition 99% POPC / 1% NBD-PC incubées 30 minutes sur une surface de verre hydrophile. Des 
suspensions de liposomes ont été incubées 30 minutes sur la surface de verre rendue hydrophile par traitement 
oxydatif (plasma O2 Diener (95%, 5 minutes, 1,5 mBar)). La surface a ensuite été rincée à deux reprises avec une 
solution tampon de PBS. Une zone de 40 µm a ensuite été photo-blanchie à l’aide d’un faisceau laser de 
puissance 15 mW à une longueur d’onde de 488 nm. Des images (80 µm x 80 µm) ont été prises avant le photo-
blanchiment (pré-bleach), juste après (t=0s) puis à 5s, 35s, 95s et 215s. 6 expériences ont été réalisées sur 
différentes zones et différentes surfaces de verre incubées. 
 

 Le photo-blanchiment d’une zone (à t=0s) comportant des liposomes fait apparaitre 

une « tâche » noire indiquant une destruction de la fluorescence de cette région. L’image 

obtenue après 5 secondes montre la zone photo-blanchie dont les contours apparaissent 

flous. Après 35 secondes, la zone photo-blanchie n’est quasiment plus visible. Les images 

obtenues après 95 secondes et 215 secondes sont similaires à celle présentée avant le 

photo-blanchiment de la zone. Ceci indique qu’un recouvrement complet de la fluorescence 

a été opéré et donc que les molécules lipidiques déposées sur la surface de verre sont 

mobiles.  

Ces images ont été analysées et traitées à l’aide du logiciel Image J permettant de générer 

une courbe cinétique du photo-blanchiment (Figure 76). L’analyse de la cinétique de 

recouvrement de la fluorescence au cours du temps permet de calculer deux paramètres : la 

fraction mobile et le coefficient de diffusion latéral. La fraction mobile, correspondant aux 

molécules participant au recouvrement de la fluorescence, est obtenue en faisant le ratio 

entre la mesure d’intensité de fluorescence à un instant t et la mesure d’intensité de 

fluorescence initiale. Le coefficient de diffusion latéral, quant à lui, est lié à la vitesse de 

déplacement des molécules lipidiques. Il est calculé à partir de la relation D=0,224.r²/t1/2 avec 

« r » le rayon de la zone photoblanchie et t1/2 le temps de demi-vie de recouvrement de la 

fluorescence22 (cf. Partie II : matériel et méthodes). 
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Figure 76 : Cinétique de recouvrement de fluorescence d’une SLB avant et après photoblanchiment. 
L’intensité relative moyenne de fluorescence recouvrée en fonction du temps est obtenue à partir des images 
obtenues avec la technique de FRAP avant et après photoblanchiment d’une zone de 40 µm de liposomes de 
composition 100% POPC incubés 30 minutes sur une surface de verre rendue hydrophile par un traitement 
oxydatif effectué avec un plasma O2. La moyenne de 5 mesures a été réalisée et la courbe est tracée avec les 
écart-types (cf : partie II : matériel et méthodes). 

 

Pour une suspension de liposomes de composition 99% de POPC /1% NBD-PC incubée sur 

une lame de verre rendue hydrophile, une fraction mobile de 92 ± 4% a été relevée après 

400 secondes et un coefficient de diffusion de 1,4 ± 0,2 µm²/s a été calculé. Les données de 

la littérature indiquent que si des liposomes sont adsorbés intacts sur la surface, la fraction 

mobile relevée est nulle. A l’inverse, si une bicouche lipidique complète est formée, la 

fraction mobile est de 90-100%23.  

 Dans le cadre de nos expériences, une fraction mobile de 92% indique qu’il y a eu 

formation d’une SLB complète c’est-à-dire recouvrant toute la surface. En outre, un 

coefficient de 1 à 4 µm²/s est reporté pour des SLBs composées de molécules lipidiques de 

phosphatidylcholine24, gamme dans laquelle se trouve le coefficient de diffusion calculé dans 

le cadre de ces expériences. En confrontant nos résultats aux données de la littérature23,24, 

nous avons confirmé qu’une SLB est formée sur la surface. Les résultats obtenus avec cette 

technique de FRAP nous apprennent également que cette bicouche lipidique est fluide et 

qu’elle recouvre toute la surface. 
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1.3. Caractérisation de la formation d’une SLB par AFM 

 



 

118 
 

1.4. Formation d’une SLB : conclusion 

 

 La formation d’une SLB a été caractérisée par trois techniques : la QCM-D, le FRAP 

et l’AFM. Grâce à la QCM-D, nous avons obtenu une valeur de fréquence de résonance de -

25 Hz ± 1 Hz, correspondant à une valeur caractéristique de la formation d’une bicouche 

lipidique supportée8. La technique de FRAP a confirmé que les molécules lipidiques sont 

extrêmement mobiles (92 %), ce qui est caractéristique d’une bicouche lipidique plane 

complète. Enfin, la microscopie par force atomique a montré que la surface est homogène et 

plane.  

 

2. Insertion de pores membranaires dans une bicouche lipidique supportée 

(SLB)  

2.1. Choix de l’Alpha Hémolysine et de l’Alpha Hémolysine-eGFP 

 

Ayant atteint notre premier objectif de formation d’une bicouche lipidique supportée 

(SLB) sur une surface de SiO2,  nous nous sommes ensuite intéressés à l’insertion de 

protéines membranaires produites par un système d’expression protéique acellulaire 

(CFPS), qui nous a été fourni par Vincent Noireaux (Université du Minnesota, Minneapolis), 

dans ces SLBs. Pour rappel, ce système d’expression protéique acellulaire permet de 

coupler les étapes de transcription et de traduction qui vont directement synthétiser les 

protéines sans nécessiter la conservation de cellules et la croissance cellulaire. Du fait de la 

faible distance entre la bicouche phospholipidique supportée et le support plan de 1 à 2 

nm24, nous avons choisi de produire l’alpha hémolysine qui est une protéine formant des 

pores, dont la structure en 3D de la protéine se trouve localisée d’un seul côté de la 

bicouche lipidique. Comme le montre la Figure 78, cette protéine de 35 kDa présente une 

structure qui se compose d’un capuchon situé dans la partie extracellulaire et d’une queue 

intégrée dans la membrane. La même protéine fusionnée à la protéine eGFP (alpha-

hémolysine-eGFP) de masse moléculaire de 61,4k a également été utilisée dans ce travail.  
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Figure 78 : Représentation de la structure de l'alpha hémolysine27. La bicouche membranaire est localisée 
ainsi que le domaine du capuchon, les 7 domaines de l’anneau et celui de la queue 
 

2.2. Production et incorporation de protéines membranaires 

2.2.1. Vérification de la production des protéines 
 

 Nous avons vérifié que les protéines d’intérêt étaient exprimées. Pour cela, nous 

avons réalisé plusieurs solutions de CFPS dans des tubes eppendorf en ajoutant ou non 

l’ADN plasmidique portant le gène codant pour la protéine d’intérêt. Ces tubes ont été placés 

pendant 12 heures dans un incubateur à 30°C qui est la température optimale pour 

l’expression protéique par le système CFPS28. Un aliquote des solutions d’alpha hémolysine, 

d’alpha hémolysine-eGFP et d’un témoin (sans ADN plasmidique ajouté) a été déposé sur 

un gel de polyacrylamide, selon le protocole décrit dans la Partie II : matériel et méthodes. 

Le résultat de cette expérience est illustré à la Figure 79. 
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2.2.2. Caractérisation de la production et de l’incorporation des pores 

membranaires par QCM-D. 

 

 Nous avons confirmé à l’aide de l’électrophorèse sur gel de polyacrylamide que les 

protéines (alpha hémolysine et alpha hémolysine-eGFP) sont produites par le système 

CFPS. A l’aide de la technique de QCM-D, nous devons ensuite déterminer si ces protéines 

sont produites et peuvent s’incorporer dans la bicouche phospholipidique supportée 

préalablement formée (Figure 80).  

 

Figure 80 : Schéma représentatif de l’insertion d’une protéine d’alpha hémolysine dans une bicouche 
lipidique supportée (SLB) 

Après la formation de la bicouche phospholipidique, la température des chambres de QCM-

D est ajustée à 30°C correspondant à la température optimale d’expression protéique du 

CFPS lors des conditions de production protéique en mode batch, c’est-à-dire sans addition 

supplémentaire de milieu réactionnel28. Les deux solutions d’expression (alpha-hémolysine 

et alpha-hémolysine-eGFP) sont injectées dans deux chambres de la QCM-D. Une solution 

témoin, contenant le système d’expression protéique acellulaire sans ajout de d’ADN 

plasmidique, est également injectée dans une troisième chambre. Dès que la solution est 

dans la chambre de QCM-D, le flux est stoppé durant 3 h laissant la solution de CFPS sur la 

bicouche lipidique afin de permettre la production de la protéine.  

Les changements de la fréquence de résonance ont été enregistrés en temps réel. Les 

informations recueillies sont montrées dans la Figure 81.  
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d’expérience sont pour l’AH de 18.10-6, pour l’AHeGFP de 33.10-6 et pour le témoin de 4.10-6. 

Le lavage induit donc un changement de dissipation. Ces résultats indiquent des 

modifications viscoélastiques de la surface. Afin de mieux appréhender les changements de 

propriétés viscoélastiques, la variation de dissipation est exprimée en fonction de la variation 

de fréquence de résonance (Figure 83). 

  

 

Figure 83 : Variation de la dissipation en fonction des fréquences de résonances enregistrées par la 
QCM-D. En rouge : le contrôle, en vert : l’AH et en bleu : l’AH-eGFP. 
 

 Cette représentation (Figure 83) permet d’appréhender les propriétés viscoélastiques 

du matériel ajouté sur la surface du quartz. Dans ce type de graphique, lorsque la variation 

de la dissipation varie moins que celle de la fréquence de résonance (faible pente), cela 

indique l’existence d’une couche plus faiblement viscoélastique que l’on pourrait qualifier de 

plus « rigide ». Dans le cas contraire, une augmentation de la pente est synonyme d’une 

couche plus « molle ».  

Sur le graphique correspondant au témoin (Figure 83 A), une pente (de 0 à -150 Hz) pour 

laquelle la variation de la dissipation varie plus que celle de la fréquence de résonance est 

observée indiquant la présence d’une couche fortement viscoélastique. En revanche, sur les 

graphiques correspondant à l’AH et l’AH-eGFP deux phases peuvent être distinguées : une 

première phase (de 0 à -100 Hz pour l’AH et de 0 à -80 Hz pour l’AH-eGFP) dans laquelle la 

variation de dissipation augmente rapidement et une seconde phase (de -100 à -210Hz pour 

l’AH et de -80 à -200 Hz pour l’AH-eGFP)) où une augmentation faible de la dissipation est 

constatée. Pour ces deux graphiques, une phase fortement viscoélastique dite « molle » est 

donc observée suivie d’une phase de « rigidification » de la surface (de la masse étant 

ajoutée sur la surface mais sans réel changement de la dissipation). Cette seconde phase 

est interprétée comme étant la signature de l’incorporation des complexes protéiques d’alpha 

hémolysine et d’alpha hémolysine-eGFP au sein de la bicouche phospholipidique. En effet, 

l’incorporation de protéines dans la bicouche lipidique supportée semble contraindre la 

bicouche lipidique, celle-ci devenant « rigide ». 
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2.3. Optimisation des paramètres du CFPS 

 

2.3.1. Temps d’incubation du CFPS sur une SLB 
 

 Nous avons montré que la production de protéines par un système de CFPS ainsi 

que leur incorporation dans une SLB peuvent être suivies en temps réel par la technique de 

QCM-D. Nous nous sommes ensuite intéressés à l’influence du temps d’incubation du 

système d’expression protéique sur la production de protéines et leur incorporation dans la 

SLB. Pour y répondre, des expériences à trois temps d’expression protéiques (3 h, 7 h 30 et 

16 h) ont été réalisées et les mesures de variation de fréquence de résonance ont été 

effectuées (Tableau 6). 

 Protéines : mesures avant lavage Protéines : mesures après lavage 

Temps 
d’expression 

AH AH-eGFP 
Rapport 
AH-eGFP 

/ AH 
AH AH-eGFP 

Rapport 
AH-eGFP 

/ AH 

3h -201 Hz -303 Hz 1,5 -53 Hz -200 Hz 3,7 

7h30 -250 Hz -404 Hz 1,6 -135 Hz -305 Hz 2,3 

16h -277 Hz -436 Hz 1,6 -144 Hz -333 Hz 2,3 

 
Tableau 6: Comparaison des résultats d’expression et incorporation de protéines à une température de 
30°C pour trois temps d’incubation différents (3h, 7h30 et 16h). Les valeurs présentées dans ce tableau sont 
celles mesurées avec la technique de QCM-D après 3h d’expression protéique et celles après le lavage effectuée 
avec une solution tampon de PBS, pH 7,4. 

 Après 3 h, 7 h 30 et 16 h d’incubation du CFPS, il est observé que plus le temps 

d’expression augmente et plus la fréquence de résonance mesurée est grande (ΔF de -201 

Hz à -277 Hz pour l’AH et ΔF de -303 Hz à -436 Hz pour l’AHeGFP). Le temps d’expression 

a de ce fait une incidence sur les fréquences de résonance mesurées. Ceci signifie que la 

masse adsorbée est plus importante et donc que la quantité de protéines produites par le 

système CFPS peut s’étendre sur 16h.  

Nous notons qu’entre 3 h et 7 h 30 les valeurs de fréquences de résonance mesurées pour 

les deux protéines augmentent d’un facteur 1,3 fois tandis qu’entre 7 h 30 et 16 h, elle 

augmente d’un facteur 1,1 indiquant que l’efficacité du système d’expression protéique 

acellulaire diminue quand le temps d’incubation sur la SLB est plus important. Cette 

observation pourrait s’expliquer par une limitation du système d’expression en éléments 

énergétiques nécessaire à l’expression. En effet, aucune réalimentation n’est opérée au 

cours de l’expérience, le système pouvant être qualifié de « fermé ». Il y a donc un 

appauvrissement en éléments essentiels aux étapes de transcription et de traduction.  
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Nous constatons que la fréquence de résonance de l’AH-eGFP est 1,6 fois plus importante 

que pour l’AH. Il y a donc plus de masse adsorbée pour l’AH-eGFP. Ce ratio est comparable 

à celui calculé de 1,7 pour le rapport de leurs masses molaires (les masses moléculaires 

étant de 35 kDa pour l’AH et de 61,4 kDa pour l’AH-eGFP). La différence de fréquence de 

résonance observée est donc liée à leur masse molaire. La quantité de protéines produites 

est donc du même ordre de grandeur. 

 Après le lavage des surfaces avec une solution tampon de PBS, l’augmentation du 

temps d’expression protéique induit une augmentation de la fréquence de résonance (ΔF de 

-53 Hz à -144 Hz pour l’AH et ΔF de -200 Hz à -333 Hz pour l’AHeGFP). Ceci signifie que la 

masse adsorbée est plus importante quand le temps d’incubation est allongé et donc que la 

quantité de protéines incorporées dans la SLB est plus grande.  

 

 En conclusion, ces résultats montrent que la production et l’incorporation de protéines 

dans la bicouche phospholipidique sont affectées par ce changement de temps d’expression. 

Néanmoins, les mesures effectuées pour un temps d’expression de 3 heures avec la QCM-D 

étant suffisantes pour obtenir des résultats exploitables, nous avons choisi ce temps 

d’expression dans la suite de ce travail.  

2.3.2. Température d’expression protéique 

 

 La température de 30°C avait été choisie pour respecter la gamme de température de 

connue pour être optimale dans des conditions d’expression en mode batch. Néanmoins, la 

question de la température optimale d’expression protéique dans les conditions d’incubation 

sur une SLB se pose. C’est pourquoi des expériences de QCM-D ont été menées à 25°C, 

30°C et 37°C pour des temps d’expression de 3 h (Tableau 7). Toutefois, une limite 

technique est atteinte à 37°C en raison de la formation de bulles qui apparaît dans les tuyaux 

amenant le flux à la chambre de mesure.  

 

 Protéines : mesures avant lavage Protéines : mesures après lavage 

Température AH AH-eGFP 
Rapport 
AH-eGFP 

/ AH 
AH AH-eGFP 

Rapport 
AH-eGFP 

/ AH 

25°C -213 Hz -246 Hz 1,2 -62 Hz -117 Hz 1,9 

30°C -201 Hz -303 Hz 1,5 -53 Hz -200 Hz 3,7 
 
Tableau 7: Comparaison des résultats d’expression et incorporation de protéines durant une préiode 
d’incubation de 3h pour deux températures différentes (25°C, 30°C) sur une SLB de composition 100% de 
POPC.  Les valeurs présentées dans ce tableau sont celles mesurées avec la technique de QCM-D après 3h 
d’expression protéique et celles après le lavage effectuée avec une solution tampon de PBS, pH 7,4. 
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 Les valeurs répertoriées dans ce tableau lors de l’incubation de solutions de CFPS 

contenant le plasmide portant le gène codant pour l’AH sur des SLBs après 3 h d’expression 

protéique montrent des résultats similaires à 25°C (Δf = -213 Hz) et à 30°C (Δf = -201 Hz). 

En revanche, pour l’AH-eGFP, le passage de température de 25°C à 30°C entraine une plus 

forte diminution de la variation de fréquence de résonance mesurées d’environ 23 % 

suggérant que plus de protéines AH-eGFP sont exprimées par le CFPS à 30°C qu’à 25°C.  

Après le lavage des surfaces avec une solution tampon de PBS, les valeurs relevées pour 

une solution de CFPS portant le gène codant pour l’AH sont du même ordre de grandeur 

pour les températures de 25°C et 30°C. En revanche, pour l’AH-eGFP une augmentation de 

la fréquence de résonance pour une température d’expression protéique de 30°C est visible 

(-117 Hz à 25°C et -200 Hz à 30°C). Si nous considérons le rapport entre les protéines AH-

eGFP / AH, pour une température de 25°C, il est du même ordre de grandeur que le rapport 

de 2 entre les masses molaires de ces deux protéines. En revanche, pour une température 

de 30°C, il est deux fois supérieur indiquant qu’il y a plus d’AH-eGFP produites et/ou liées à 

la surface de la SLB.  

 Les résultats montrent que la qualité et la quantité de protéines alpha hémolysine 

produites au sein de la bicouche phospholipidique ne sont pas affectées par ce changement 

de température. Elle a en revanche un effet positif sur l’expression de l’alpha hémolysine-

eGFP possiblement parce que la protéine AH-eGFP est plus longue à traduire. Néanmoins, 

30°C est la température appropriée pour l’expression de ces deux protéines. C’est cette 

température qui sera utilisée dans la suite de nos travaux. 
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3. Conclusion générale 
 

 Ce chapitre avait pour objectif de déterminer les conditions expérimentales 

d’incorporation de protéines membranaires dans une bicouche lipidique supportée (SLB). 

Nous avons caractérisé la production d’une SLB par une utilisation combinée de 3 

techniques : QCM-D, FRAP et AFM. Cette SLB est fabriquée à partir de solutions de 

liposomes de POPC de concentration 0,1 mg/mL dans un tampon PBS à pH 7,4 sur des 

surfaces de SiO2 et de verre modifiées par traitement oxydatif mais aussi sur des surfaces 

de mica. 

Nous nous sommes ensuite focalisés sur la production de protéines membranaires de type 

« pore » par le CFPS au sein de cette SLB. La caractérisation par QCM-D a mis en évidence 

une différence de comportement entre des solutions « contrôle » et celles exprimant les 

protéines. En effet, grâce aux lavages des surfaces, nous avons constaté que la valeur de 

fréquence de résonance du contrôle est proche de 0 Hz à la différence des protéines 

d’intérêt étudiées. Tous ces éléments nous suggèrent une incorporation de ces protéines 

membranaires dans la SLB. Néanmoins, ces résultats ne nous permettent pas d’affirmer 

qu’elles sont bien insérées, bien conformées et donc fonctionnelles dans les bicouches 

lipidiques supportées. 

Nous avons ensuite étudié l’effet de la température et le temps d’incubation du CFPS sur la 

production et incorporation de protéines sur une SLB. Il s’est avéré que la température 

optimale est de l’ordre de 30°C et que la production de protéines se ralentit après un temps 

d’expression de 16 heures. Néanmoins, le temps d’expression que nous choisissons 

d’utiliser dans la suite de cette étude sera de 3 heures. En effet, après 3 heures d’expression 

protéique, les mesures obtenues avec la technique de QCM-D sont suffisantes pour obtenir 

des résultats exploitables et comparables. Ce temps d’expression présente de plus 

l’avantage de réaliser des expériences sur une journée. 
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Chapitre 2 : Incorporation de protéines 

membranaires dans une bicouche lipidique 

espacées et ancrées (tBLMs) 
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 Dans le chapitre précédent deux protéines, l’alpha hémolysine et l’alpha-hémolysine-

eGFP produite à l’aide d’un système d’expression protéique acellulaire (CFPS) ont été 

incorporées dans des bicouches lipidiques supportées (SLB). L’incorporation de ces 

protéines présente la particularité de ne pas requérir d’espace important entre la bicouche 

lipidique et la surface. Ceci n’est pas le cas de la majorité des protéines membranaires 

intégrales. Pour pouvoir étudier un plus grand nombre de protéines membranaires 

intégrales, il nous faut espacer significativement la bicouche lipidique de la surface. Pour 

cela, nous avons pour but de mettre au point une bicouche lipidique espacée et ancrée 

(tBLM) (Figure 84).  

 
Figure 84 : Représentation schématique d'une bicouche lipidique supportée (SLB) et d'une bicouche 
lipidique espacée (tBLM) d'après http://faculty.virginia.edu/tamm/pages/project_support.html 
 

1. Formation de tBLMs sur surface de SiO2 
 

 Au contraire de la formation de SLB utilisant couramment la fusion lipidique, la plupart 

des procédés à l’origine de la formation de tBLM sont basés sur l’utilisation de la technique 

de Langmuir-Blodgett pour former une première monocouche lipidique couplée soit à celle 

de Langmuir-Schaëffer, soit à la fusion directe de liposomes pour former la seconde 

monocouche lipidique (cf. Partie I : état de l’art).  

La plupart des travaux dont nous avons eu connaissance à travers la littérature scientifique 

abordent cette question en se servant de polyéthylène glycol (PEG1. L’équipe de Reimhult et 

coll.2 a notamment montré que des liposomes composés avec différents ratios molaires de 

1,2-dioleoyl-sn-glycero-3-phosphoethanolamine-N-[methoxy(polyethylene glycol)-2000] 

(appelé par la suite PEG-OCH3) utilisé comme espaceur et de 1-palmitoyl-2-oleoyl-sn-

glycerol-3-phosphocholine (POPC) fusionnent pour former une tBLM sur une surface de 

SiO2. Néanmoins, ces travaux ne font pas état de l’incorporation de protéines dans ces 

tBLMs.  Partant de cet exemple, nous avons choisi de former une tBLM avec les mêmes 
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1.1. Stratégie de formation de tBLM avec l’espaceur PEG-OCH3 sur SiO2 

1.1.1. Formation d’une tBLM  
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variation de dissipation diminue fortement jusqu’à une valeur qui ne varie pas après 

plusieurs lavages. Un état d’équilibre est donc atteint. Ce comportement est bien connu et il 

s’explique de la manière suivante10 : dans un premier temps, les liposomes s’adsorbent sur 

la surface de SiO2. Lorsque l’adsorption de liposomes atteint un seuil critique, les liposomes 

vont se rompre et relarguer la solution tampon qu’ils renfermaient.  

La différence notable concerne la valeur finale de fréquence de résonance à l’état 

d’équilibre. Dans le cas des liposomes composés de POPC, la valeur de variation de 

fréquence Δf est de -25 Hz ± 1 Hz et celle de la dissipation ΔD est de 0,3.10-6  indiquant la 

formation d’une bicouche lipidique tandis que dans le cas des liposomes mixtes (0,5% de 

PEG-OCH3 et 99,5% de POPC), ces valeurs (ΔF de -29 Hz ± 1 Hz et ΔD de 1,1.10-6) sont 

légèrement plus élevées. La différence de fréquence de résonance suggère qu’une masse 

plus importante est ajoutée sur la surface de SiO2. Ce résultat est en accord avec les travaux 

de Kaufmann2 pour lesquels il a été établi qu’une bicouche lipidique espacée était formée. 

Les hypothèses que nous pouvons formuler à propos de cette différence de fréquence de 

résonance est qu’elle est due soit à la présence de PEG dans la SLB, la rendant plus lourde, 

soit à une hydratation plus importante de la surface (entre la bicouche lipidique et le 

support), voire les deux.  

 Dans le but de confirmer la présence d’une bicouche lipidique, la technique de 

FRAP a été utilisée. Cette technique permet de déterminer la mobilité des molécules 

lipidiques. Pour cela, des liposomes composés de 0,5% de PEG-OCH3 et 98,5% de POPC 

auxquels sont ajoutés 1 % de NBD-PC, molécules lipidiques fluorescentes, ont été incubés 

pendant 30 minutes sur la surface puis rincés avant d’effectuer les mesures de FRAP. 

 

Figure 86 Images obtenues avec la technique de FRAP sur des suspensions de liposomes de 
composition 0,5% PEG-OCH3 / 98,5% POPC / 1% NBD-PC incubées 30 minutes sur une surface de verre 
hydrophile. Des suspensions de liposomes ont été incubées 30 minutes sur la surface de verre rendue 
hydrophile par traitement oxydatif (plasma O2 Diener (95%, 5 minutes, 1,5 mBar)). La surface a ensuite été rincée 
à deux reprises avec une solution tampon de PBS. Une zone de 40 µm a ensuite été photo-blanchie à l’aide d’un 
faisceau laser de puissance 15 mW à une longueur d’onde de 488 nm. Des images ont été prises avant le photo-
blanchiment (pré-bleach), juste après (t=0s) puis à 5s, 35s, 95s et 215s. 6 expériences ont été réalisées sur 
différentes zones et différentes surfaces de verre incubées. 
 

  

 Le photo-blanchiment (à t = 0 s) d’une région (Figure 86), provoque l’apparition d’une 

zone noire indiquant que la fluorescence de cette région a été détruite sous l’effet d’une 

importante intensité lumineuse appliquée sur la surface. Les dommages causés aux 
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molécules lipidiques fluorescentes contenues dans cette zone sont irréversibles. L’image 

prise après 5 secondes montre la zone photo-blanchie avec des contours d’apparence floue.  

Après 35 secondes, la zone photo-blanchie n’est quasiment plus visible. Les images 

obtenues après 95 secondes et 215 secondes sont similaires à celle capturée avant le 

photo-blanchiment de la zone. Après 395 secondes toute la zone est à nouveau fluorescente 

indiquant une mobilité des molécules lipidiques. La fraction mobile mesurée de 80 ± 9% 

corrobore l’observation de la mobilité des molécules lipidiques fluorescentes. Le coefficient 

de diffusion calculé de 1,8 ± 0,1 µm²/s confirme que les molécules lipidiques diffusent. Ce 

résultat est en accord avec la formation d’une bicouche lipidique fluide11.  

En outre, le coefficient de diffusion obtenu pour ces suspensions de liposomes (1,8 ± 0,1 

µm²/s) est plus élevé que celui calculé pour des suspensions de liposomes de composition 

100% de POPC (1,4 ± 0,2 µm²/s) (cf. chapitre 1). Ceci indique que les molécules lipidiques 

de POPC contenues dans la bicouche lipidique de composition 99,5% POPC / 0,5% PEG-

OCH3 diffusent plus rapidement et sont donc plus mobiles. Ces résultats obtenus sont 

cohérents avec ceux reportés de Reimhult et coll.2, montrant que la mobilité plus importante 

des molécules lipidiques de POPC dans la bicouche lipidique de composition 0,5% POPC / 

99,5% PEG-OCH3 résulte d’une moindre interaction entre la surface de SiO2 et la bicouche 

lipidique. Ceci indique que les molécules de POPC sont plus éloignées de la surface 

suggérant la formation d’une bicouche lipidique espacée et ancrée2.  

 

1.1.2. Incorporation de protéines membranaires dans les tBLMs 

 

 Ayant produit la bicouche lipidique ancrée et espacée (tBLM), nous avons ensuite 

étudié la production et l’incorporation de la protéine membranaire AqpZ produite par le 

système d’expression protéique acellulaire (CFPS) incubé sur ces tBLMs. Nous avons 

cherché à savoir si la production et l’insertion des protéines membranaires était différente 

entre les deux types de bicouches lipidiques (SLB et tBLM) que nous avons mis au point. 

 

Dans ce but, les solutions de CFPS contenant ou non un plasmide d’ADN portant le gène 

codant pour l’AqpZ sont ajoutées sur ces tBLMs (0,5% de PEG-OCH3 et 99,5% de POPC) 

ainsi que sur des SLBs composées exclusivement de POPC.   
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rapidement et fortement jusqu’à atteindre -30 Hz. Ceci suggère que la protéine AqpZ est 

produite. En revanche, si la même solution est ajoutée sur la tBLM, une faible diminution de 

la fréquence de résonance est observée pendant les deux premières heures d’incubation. Il 

s’ensuit une légère remontée de la fréquence de résonance. Après 3 heures d’incubation, la 

valeur de fréquence de résonance relevée est de -50 Hz. Ceci suggère que l’expression 

protéique a été inhibée ou qu’elle est très faible. Après le lavage, la fréquence de résonance 

remonte fortement et rapidement jusqu’à une valeur de 0 Hz indiquant que tout le matériel de 

CFPS a été éliminé.  

 

1.1.3. Conclusion 

 

 Une tBLM a pu être formée sur SiO2 en utilisant l’espaceur PEG-OCH3 avec un ratio 

molaire de 0,5% de PEG-OCH3 et 99,5% de POPC. Lors de l’incubation de CFPS 

(comportant ou non le plasmide contenant le gène codant pour l’AqpZ) sur une bicouche 

lipidique supportée composée de 100% de POPC, une production de protéines a été mise 

en évidence. En revanche, l’incubation des mêmes solutions de CFPS sur une bicouche 

lipidique espacée et ancrée (tBLM) a révélé qu’aucune protéine n’est retenue après le lavage 

de la surface. Ce résultat nous interroge sur les raisons de cet échec du système 

d’expression protéique acellulaire incubé sur tBLM. Deux hypothèses ont été émises : la 

première est qu’il n’y a pas de production de protéines. Cette hypothèse est peu probable 

puisqu’en comparant les résultats obtenus au cours de l’incubation pour le témoin et la 

protéine, une faible différence de fréquence de résonance est observée suggérant une faible 

production protéique. La deuxième hypothèse formulée suggère que la production de 

protéines a été inhibée. Cette inhibition pourrait être due à la présence de polyéthylène 

glycol (PEG)? Celui-ci pourrait avoir une action répulsive sur l’expression protéique malgré la 

configuration « mushroom » que nous avons privilégiée, ou alors les extrémités -OCH3 de 

cette molécule de PEG aurait un effet inhibiteur sur le système CFPS ou encore que la 

production a lieu mais que la protéine n’est pas retenue parce que la tBLM n’est pas très 

stable du fait de la non formation d’une liaison covalente entre le groupement méthoxy (-

OCH3) de la molécule de PEG et la surface d’or. 
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1.2. Formation d’une tBLM avec un espaceur PEG-NH2 

1.2.1. Formation de la tBLM  
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Pour confirmer qu’une bicouche lipidique est formée sur la surface de SiO2 à partir d’une 

suspension de liposomes de composition 0,5% de PEG-NH2 et 98,5% de POPC, des 

mesures de recouvrement de fluorescence après photo-blanchiment (FRAP) ont été 

effectuées sur surface de verre.  

 

Figure 89 : Images avant et après photoblanchiment d’une zone de 40 µm de diamètre comportant des 
molécules lipidiques de composition 0,5% POPC / 99,5% PEG-NH2. Un traitement oxydatif de la surface de 
verre est effectué avec un plasma O2 pour la rendre hydrophile. Des suspensions de liposomes sont ensuite 
ajoutées sur la surface. Un lavage avec du tampon de solution PBS, pH 7,4 est opéré. Le photoblanchiment est 
effectué avec un laser de puissance 15 mW à une longueur d’onde de 488 nm. Après le photoblanchiment un 
recouvrement partiel de la fluorescence est observé. Pour plus de détails techniques, se référer à la partie II : 
matériel et méthodes. 

 Après le photo-blanchiment d’une zone comportant les liposomes de composition 

0,5% POPC-PEG-NH2 / 98,5% POPC auxquels ont été ajoutés 1% de NBD-PC, l’apparition 

d’une zone noire est visible (Figure 89). Après 5 secondes suivant ce photo-blanchiment, la 

zone noire est toujours visible mais son diamètre est plus faible. Entre 5 secondes et 35 

secondes, la diminution de la zone photo-blanchie est perceptible. Après 95 secondes, la 

réapparition totale de la fluorescence est observée. La fraction mobile mesurée de 98 ± 1% 

conforte cette observation et le coefficient de diffusion calculé de 1,2 ± 0,9 µm²/s confirme la 

mobilité des molécules fluorescentes. Ceci indique la formation d’une bicouche lipidique 

fluide et confirme les résultats obtenus avec la technique de QCM-D.  

1.2.2. Incorporation de protéines 

 

 Après avoir formé des bicouches lipidiques supportée (SLB) composées de 100% de 

POPC et des bicouches lipidiques espacées et ancrées (tBLM) de composition 99,5% POPC 

et 0,5% PEG-NH2, une solution du système protéique acellulaire (CFPS) ne contenant pas le 

plasmide portant le gène de l’AqpZ servant de contrôle et une solution de CFPS comportant 

le plasmide portant le gène codant pour l’Aquaporine Z sont injectées dans les chambres de 

QCM-D. Les variations de fréquences de résonance sont mesurées pendant 4 heures 

comprenant une période de 3 heures d’incubation des solutions de CFPS (Figure 90).   
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Figure 90 : Mesures de l’incorporation de l’Aquaporine Z et d’un contrôle (sans plasmide ajouté dans le 
CFPS) par QCM-D sur tBLM formées à partir de solutions de liposomes de ratio molaire : 99,5 mol% 
POPC/0,5 mol% PEG-NH2. Les protéines sont incubées durant 3 heures à 30°C avant rinçage par du tampon de 
solution. 
 
 

Une diminution de la fréquence de résonance (de -30 Hz à -60 Hz) est observée après 

l’injection des solutions de CFPS induisant ou non la production de protéines sur les 

bicouches lipidiques composées de 100% de POPC ou de 0,5% de PEG-NH2 / 99,5% de 

POPC. Cette variation de fréquence est due à l’adsorption des différents constituants du 

CFPS sur la bicouche lipidique. L’ajout d’une solution CFPS servant de contrôle sur la 

bicouche lipidique supportée (SLB) induit une diminution forte de la fréquence de résonance 

jusqu’à atteindre une valeur de -170 Hz après 3 heures d’incubation. La même solution de 

CFPS ajoutée sur la tBLM montre que la variation de fréquence de résonance ne subit pas 

de modifications et reste faible (-35 Hz). La phase de lavage opérée sur ces deux conditions 

a pour conséquence une augmentation rapide de la fréquence de résonance jusqu’à une 

valeur de -0 Hz indiquant que le matériel de CFPS ajouté sur la surface a été éliminé. 

Lors de l’ajout d’une solution de CFPS contenant le plasmide portant le gène codant pour 

l’AqpZ sur une bicouche lipidique supportée une diminution de la fréquence de résonance 

est observée. Après 3 heures d’incubation de la solution de CFPS, une valeur de fréquence 

de résonance de -190 Hz est relevée. Lors du lavage, la fréquence de résonance augmente 

rapidement jusqu’à atteindre une valeur stabilisée de -35 Hz. Ceci indique que la protéine 

AqpZ est produite mais également que du matériel biologique est adsorbé sur la surface de 

la SLB. Les signaux mesurés lors de l’ajout de la même solution de CFPS sur une tBLM sont 

différents. En effet, après l’ajout de cette solution, la fréquence de résonance diminue très 

légèrement pendant 2 heures avant de remonter faiblement. Après la phase de lavage, une 

remontée rapide de la fréquence de résonance est observée jusqu’à une valeur de 0 Hz. Ce 

résultat indique une absence de production ou une faible production de l’AqpZ. Ceci 
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confirme que le polymère de polyéthylène glycol (PEG) a une action inhibitrice sur la 

production de protéines par le CFPS. 

 

1.2.3. Formation de la tBLM sur surface fonctionnalisée et incorporation de 

protéines membranaires  

 

 Nous avons montré la possibilité de former une tBLM sur surface de SiO2 que ce soit 

à partir de suspensions de liposomes composées de 0,5% PEG-OCH3 / 99,5% POPC ou 

0,5% PEG-NH2 / 99,5% POPC. Lors de l’incubation des solutions de CFPS contenant le 

plasmide portant le gène codant pour l’AqpZ sur ces bicouches lipidiques nous n’avons 

constaté aucune incorporation de protéines parce que la production de celle-ci est très faible 

voire inexistante. L’une des hypothèses formulée pour expliquer ce résultat est que 

l’absence de liaison covalente entre la surface et le polymère de polyéthylène glycol fait que 

ces PEG sont peu liés à la surface de SiO2 et sont donc plus présents à la surface de la 

bicouche lipidique. La présence importante de PEG en surface aurait potentiellement un effet 

répulsif sur les solutions de CFPS ajoutées sur la bicouche lipidique. Pour contourner ce 

problème, nous avons choisi de modifier la surface de SiO2 afin de former une tBLM ancrée 

par une liaison covalente à la surface. Pour ce faire, la surface de SiO2 est fonctionnalisée 

par un procédé de silanisation avec 1% d’une solution de glycidoxypropyl-trimethoxy-silane 

(GPTS), méthode communément utilisée pour préparer des surfaces silanisées utilisant des 

fonctions époxydes. Pour cette silanisation des surfaces de SiO2, nous avons utilisé deux 

méthodes: l’une utilisant le GPTS dilué à 1% dans une solution d’éthanol, l’autre utilisant le 

GPTS dilué à 1% dans une solution de toluène selon le protocole décrit partie II : matériel et 

méthodes.  
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Figure 91 : Formation de bicouches lipidiques supportées (SLB) ou espacées (tBLM) suivie par QCM-D. 
En noir, solution de liposomes composés exclusivement de POPC sur une surface de SiO2. En bleu, solution de 
liposomes 99,5% PEG-NH2 / 0,5% POPC sur une surface de SiO2. En vert, solution de liposomes 99,5% PEG-
NH2 / 0,5% POPC sur une surface de SiO2 fonctionnalisée avec une solution de GPTS 1% diluée dans de 
l’éthanol 99%. En rose, solution de liposomes 99,5% PEG-NH2 / 0,5% POPC sur une surface de SiO2 
fonctionnalisée avec une solution de GPTS 1% diluée dans du toluène. 
 

 La Figure 91 présente la formation de bicouches lipidiques ou espacées. Une 

première condition correspondant à l’ajout d’une suspension de liposomes composée de 

100% de POPC sur une surface SiO2 hydrophile (noir) montre que suite à l’ajout de la 

suspension de liposomes la fréquence de résonance diminue fortement avant d’augmenter 

rapidement jusqu’à une valeur de -25 Hz. Ce comportement est caractéristique de la 

formation d’une bicouche lipidique supportée (SLB) telle que nous l’avons décrit dans le 

chapitre 1. 

La seconde condition montre l’ajout d’une suspension de liposomes composée de 0,5% 

PEG-NH2 / 99,5% POPC sur une surface SiO2 hydrophile (bleu). Le même comportement 

que celui décrit pour la première condition est observé. Les deux autres conditions 

présentent l’ajout d’une suspension de liposomes composée de 0,5% PEG-NH2 / 99,5% 

POPC sur une surface SiO2 fonctionnalisée avec une solution de GPTS diluée dans de 

l’éthanol 99% (vert) ou dilué dans du toluène (rose). Dans le cas d’une surface 

fonctionnalisée avec une solution de GPTS diluée dans de l’éthanol 99%, une diminution de 

la fréquence de résonance est observée jusqu’à une valeur de -23 Hz qui ne varie plus après 

une phase de lavage. Ceci indique qu’une adsorption de matériel est observée. Seule une 

suspension de liposomes de composition 0,5% PEG-NH2 / 99,5% POPC ayant été ajouté sur 

la surface silanisée, ce matériel adsorbé ne peut être que des liposomes. Il se pose alors la 

question de la formation d’une bicouche lipidique sur la surface de SiO2 silanisée. La valeur 

de -23 Hz, proche de la fréquence de résonance de -25 Hz caractéristique de la formation 

d’une SLB suggère la formation d’une bicouche lipidique supportée. Dans la littérature il est 
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fonctionnalisée. Ces résultats ne montrent aucune amélioration de la production des 

protéines membranaires AqpZ sur une tBLM formée sur une surface fonctionnalisée. Ces 

expériences non concluantes auxquelles se sont ajoutés des difficultés pour obtenir une 

fonctionnalisation de surface optimale font que le travail sur surface fonctionnalisée n’a pas 

été poursuivi.   

 

1.3. Conclusion 

 

 Une tBLM a été mise au point sur SiO2 ou surface de SiO2 fonctionnalisée en utilisant 

des suspensions de liposomes de composition 0,5% de PEG-NH2 et 99,5% de POPC. Lors 

de l’incubation d’une solution de CFPS comportant le plasmide portant le gène codant pour 

l’AqpZ, la production protéique est très faible ou inexistante. Pour expliquer ces résultats 

nous avions proposé que cela puisse être expliqué par l’absence de liaison covalente entre 

la surface et le polymère de polyéthylène glycol. Or, la fonctionnalisation de la surface 

n’améliore pas l’expression protéique. Une nouvelle hypothèse doit être formulée pour 

expliquer ce résultat. La tBLM formée n’est peut-être pas bien ancrée et espacée, ce qui 

aurait pour conséquence plus de molécules de polyéthylène glycol sur la partie supérieure 

de la bicouche lipidique. Cette présence plus importante de PEG pourrait inhiber le système 

d’expression protéique acellulaire mais également empêcher l’incorporation de protéines 

dans la bicouche lipidique.  
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2. Formation de tBLM sur or et incorporation d’AqpZ 
  

 Afin de comprendre pourquoi les protéines ne sont pas produites ou très faiblement 

produites par un système CFPS au contact des tBLMs formées sur surface de SiO2 avec les 

molécules PEG-OCH3 ou PEG-NH2, nous avons décidé de changer de surface et également 

d’espaceur. La surface d’étude est désormais recouverte d’or alors que l’espaceur utilisé est 

similaire à celui utilisé sur SiO2 à la différence que la molécule servant d’ancre est un 

disulfure protégé permettant une liaison covalente avec la surface d’or. Cet espaceur 

ancreur est le DSPE-PEG(2000)PDP (cf. Partie II : matériel et méthodes). 

2.1. Adsorption des molécules DSPE-PEG(2000)PDP sur surface d’or 

  

 Afin de mettre au point une tBLM sur surface d’or, des suspensions de liposomes 

composées de molécules lipidiques de DSPE-PEG(2000) PDP et de POPC (ratio molaire de 

0,5% / 99,5%) ont été ajoutées sur la surface d’or. 

 

Figure 93 : Variation de la fréquence de résonance lors du dépôt de liposomes de composition 0,5% 
DSPE-PEG(2000)PDP et 99,5% de POPC de concentration 0,1 mg/mL sur une surface d’or. 
 

 Comme le montre la Figure 93, l’injection d’une suspension de liposomes dans une 

chambre de QCM-D s’accompagne d’une diminution importante et rapide de la fréquence de 

résonance (Δf compris entre -130 Hz et -150 Hz) dont la valeur demeure inchangée après le 

lavage de la chambre avec le tampon. Cette valeur de fréquence de résonance est 5,6 fois 

supérieure à celle attendue lors de la formation d’une bicouche lipidique supportée (SLB). 

Elle est en accord avec les données de la littérature pour des suspensions de liposomes 

composées de molécules de POPC de concentration 0,1 mg/mL adsorbées sur une surface 
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d’or13. En conclusion, ce résultat s’explique par la présence d’une couche de liposomes 

adsorbés sur la surface. 

 

 Il nous faut donc trouver un moyen de faire fusionner les liposomes pour former une 

bicouche lipidique espacée et ancrée (tBLM). D’après l’état de l’art (cf. Partie I : état de l’art), 

nous avons pu constater que des agents facilitant la fusion étaient parfois utilisés. Nous 

avons répertorié le polyéthylène glycol (PEG), le Triton X100 et plus récemment un alpha 

peptide. Le PEG étant déjà présent dans les suspensions de liposomes et dans le système 

CFPS, nous ne l’avons pas choisi. Le Triton X-100 est un détergent connu pour déstabiliser 

les membranes et permettre l’extraction de protéines membranaires, ce qui ne semble pas 

répondre à notre attente. Nous avons choisi l’alpha peptide du fait de sa capacité à faciliter la 

formation d’une bicouche phospholipidique supportée de POPC sur une surface d’or sans 

interférer avec la membrane lipidique formée14.  

2.2. Utilisation  d’une molécule facilitant la fusion lipidique : l’alpha peptide 

 

2.2.1. Formation d’une SLB composée de 100%  POPC sur or 

 

 D’après les données de la littérature, plusieurs paramètres sont à prendre en 

considération afin de faire fusionner des liposomes composés de POPC sur une surface 

d’or15. Il est nécessaire que la surface d’or ait un angle de contact inférieur à 35°15. Pour cela 

nous avons déterminé les paramètres d’utilisation d’un plasma à oxygène Tepla (200 W, 

1000 mL/min, 5 minutes (Cf. Annexe 1)). Il est également nécessaire que les liposomes 

soient de petite taille (diamètre compris entre 55 et 70 nm15) pour que l’alpha peptide puisse 

agir. Le procédé d’obtention de formation des liposomes utilisé jusqu’à maintenant 

(sonication) ne peut donc plus être retenu. Nous avons donc utilisé le procédé d’extrusion 

car il permet d’obtenir des liposomes de taille plus petite et de mieux contrôler la distribution 

en taille de ceux-ci (cf. Partie II : matériel et méthodes). Pour cela, nous avons déterminé 

que 31 passages à travers des filtres de tailles respectives de 100 nm, 50 nm et 30 nm sont 

nécessaires pour obtenir la taille de liposomes voulue.  

 Les suspensions de liposomes ainsi obtenues sont ensuite injectées sur la surface 

d’or située dans la chambre de QCM-D (Figure 94).  
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2.2.2. Action de l’alpha peptide sur les liposomes de composition 0,5% DSPE-

PEG(2000)PDP /99,5% POPC 
  

 D’une part, nous avons précédemment montré que l’injection de liposomes composés 

de 0,5% de DSPE-PEG(2000) PDP et 99,5% de POPC sur surface d’or induit l’adsorption 

d’une monocouche de liposomes intacts. D’autre part, il a été montré que des liposomes 

composés de 100% de POPC fusionnent sur la surface d’or grâce à l’utilisation d’une 

solution d’alpha peptide. Dès lors, nous avons cherché à vérifier si l’ajout d’une solution 

d’alpha peptide sur les suspensions de liposomes composées de 0,5% de DSPE-PEG(2000) 

PDP et 99,5% de POPC déposées sur une surface d’or conduirait à la production de tBLM.  

 

 

Figure 95 : Mesures obtenues en QCM-D suite à l’injection de suspension de liposomes de concentration 
99,5 mol% POPC/0,5 mol% DSPE-PEG(2000)PDP suivi de l’injection d’une solution d’alpha peptide. 1) 
Injection des suspensions de liposomes composés du ratio molaire 99,5 mol% POPC/0,5 mol% DSPE-
PEG(2000)PDP de concentration 0,1 mg/mL. 2) Injection d’une solution d’alpha peptide de concentration 0,05 
mg/mL. 3) Rinçage avec du tampon de réaction. 

 

 Comme le montre la Figure 95, la variation de fréquence de résonance après l’ajout 

d’une suspension de liposomes de composition 0,5% DSPE-PEG(2000)PDP et 99,5% 

POPC sur une surface d’or diminuent jusqu’à une valeur de -140 Hz qui reste inchangée 

après lavage de la surface. Ceci correspond, comme expliqué précédemment, à l’adsorption 

de liposomes sur la surface. Après l’injection d’une solution d’alpha-peptide de concentration 

0,05 mg/mL, il est observé comme pour les liposomes de POPC, une phase durant laquelle 

la fréquence de résonance diminue du fait de la fixation de l’alpha-peptide sur les liposomes 

suivie d’une seconde phase dans laquelle la fréquence de résonance augmente rapidement 
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à une valeur de -45 Hz du fait de l’ouverture des liposomes relarguant la solution tampon de 

PBS qui était piégée à l’intérieur des liposomes. Après plusieurs lavages effectués après 20 

minutes, cette valeur de fréquence de résonance reste stable. Elle est deux fois plus élevée 

que celle obtenue lors de la formation d’une SLB (-25 Hz). Cette différence pourrait 

s’expliquer soit par la présence d’un réservoir d’eau entre la bicouche lipidique et la surface 

d’or potentiellement plus important, soit à la présence du PEG qui augmenterait la masse. 

 Afin de confirmer l’action de l’alpha peptide sur les liposomes adsorbés sur surface 

d’or décrite dans l’analyse de QCM-D, nous avons effectué des expériences d’indentation 

AFM permettant d’observer ou non des évènements de déformation plastique liés à la 

perforation de la bicouche. Ces expériences permettent de distinguer soit la présence de 

liposomes intacts sur la surface de mica recouverte d’un dépôt d’or, soit la formation d’une 

bicouche lipidique. Les histogrammes des évènements de rupture/distance pour 0,5% / 

99,5% sont reportés dans la Figure 96.  
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cela suggère que la population centrée sur 12 nm correspond à des liposomes intacts qui 

recouvrent la surface d’or alors que la population centrée à 5 nm correspond à des 

bicouches lipidiques formées. Si les mêmes mesures sont effectuées avec une consigne de 

force appliquée plus importante (5 nN), une seule population est observée autour de 3,5 nm 

et la proportion de courbes analysées sans évènement d’impédance plastique est de 30% 

(Figure 96 B1). Cette valeur de 3,5 nm, du même ordre de grandeur de l’épaisseur connue 

d’une bicouche lipidique, corrélée à une seule population observée suggère que les 

liposomes ont fusionné sur la surface pour former une bicouche lipidique. Ces observations 

ont été confrontées aux données fournies par la littérature. Il s’avère que Wang et coll16 ont 

montré qu’une fusion de molécules lipidiques peut être induite par une force mécanique 

importante expliquant ainsi les résultats que nous avons obtenus.  

 Or, après l’action d’une solution d’alpha peptide de concentration 0,05 mg/mL, une 

seule catégorie d’évènements d’indentation plastique est observée. La rupture/ distance 

moyenne est située autour de 3 nm pour une force appliquée de 1,5 nN (Figure 96 A2) et de 

4 nm pour une force appliquée de 5 nN (Figure 96 B2). Les histogrammes de rupture-

distance montrent que dans ce cas 80% des mesures analysées ne révèlent aucun élément 

d’indentation à la surface et la moyenne des évènements de rupture distance est proche de 

l’épaisseur connue d’une bicouche lipidique. Ces résultats confirment que les liposomes se 

rompent pour former une bicouche lipidique recouvrant toute la surface d’or suite à l’action 

de l’alpha peptide. Ces résultats confirment que suite à l’ajout de suspensions de liposomes 

sur la surface d’or, des liposomes sont adsorbés intacts. En revanche, après l’ajout de la 

solution d’alpha peptide, une bicouche lipidique est obtenue.  

 En outre, nous n’avons aucunement montré que nous avions réellement formé une 

bicouche lipidique espacée et ancrée (tBLM). Nous choisissons d’utiliser la technique de 

SPR, méthode optique non sensible à la masse de molécules d’eau ajoutées sur la 

surface17, afin de répondre à cette question. En effet, cette technique couplée à la QCM-D va 

nous permettre de connaitre le contenu d’eau de cet assemblage moléculaire et donc 

potentiellement de déterminer la quantité d’eau présente entre la surface et la bicouche 

lipidique qui devrait être plus importante dans le cas d’une tBLM.  
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Figure 97 : Mesures obtenues en SPR suite à l’injection de suspension de liposomes de concentration 0,1 
mg/mL sur une surface d’or. Le ratio molaire des liposomes utilisés est le suivant : 99,5 mol% POPC/0,5 mol% 
DSPE-PEG(2000)PDP. Les signaux SPR sont exprimés en unités de réponse (RU). 

 
 La Figure 97 présente une première phase dans laquelle la valeur (RU) augmente du 

fait de l’adsorption de liposomes sur la surface. Lors de l’ajout de la solution d’alpha peptide 

(phase 2), la valeur mesurée augmente légèrement suggérant que l’alpha peptide se fixe ou 

s’accroche sur les liposomes. Enfin, une diminution rapide de la RU est observée qui atteint 

la valeur de 1,8.103, laquelle ne varie plus après lavage (étape 3). Cette dernière phase 

indique que l’alpha peptide a provoqué la rupture de liposomes qui relarguent la solution 

tampon inclue en leur cavité menant à la formation d’une bicouche lipidique. 

 Dans le but de vérifier que les bicouches lipidiques formées sont espacées et 

ancrées (tBLM), le taux d’hydratation doit être étudié. Pour cela, nous avons comparé les 

résultats obtenus avec la QCM-D avec ceux de la SPR. En effet, la QCM-D permet de 

mesurer la quantité totale de matériel ajouté sur la surface y compris les molécules d’eau 

tandis que la SPR fournit des informations uniquement sur les molécules lipidiques ajoutées. 

La comparaison peut se faire à la condition de convertir les résultats obtenus en masse 

ajoutée sur la surface d’or. Les variations de fréquence de résonance mesurées en QCM-D 

sont combinés aux signaux de dissipation pour obtenir la densité de masse acoustique 

ajoutée sur la surface en utilisant le modèle de Voigt-Voinova18. La variation de réflectivité de 

surface, mesurée en RU est convertie en masse optique de surface en utilisant le facteur de 

proportionnalité de 1 RU = 0,092 ± 0,005 ng/cm² 19.  La masse moyenne mesurée en QCM-D 
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2.3. Incorporation de l’Aquaporine Z 
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modifications de sa viscoélasticité. Ces observations sont interprétées comme la signature 

de l’incorporation d’Aquaporine Z au sein de la bicouche phospholipidique espacée et ancrée 

(tBLM) que nous avons formée sur surface d’or. 

En conclusion, l’ajout d’une solution de CFPS contenant le gène codant pour l’AqpZ sur une 

tBLM de composition 0,5% DSPE-PEG(2000)PDP et 99,5% de POPC sur surface d’or 

permet l’expression de protéines ainsi que leur incorporation. L’effet inhibiteur d’expression 

protéique et d’incorporation qui avait été observé lors de la formation de tBLMs sur une 

surface de SiO2 n’est pas retrouvé suggérant que le polymère de polyéthylène glycol est 

dans une configuration appropriée (mushroom) ne nuisant pas à l’expression protéique. Ce 

résultat interroge quant au phénomène observé sur surface de SiO2. Y avait-il réellement 

une tBLM formée sur la surface de SiO2 ? La liaison covalente de la molécule de DSPE-

PEG(2000)PDP avec la surface d’or jouent-elle un rôle quant à la stabilité de la tBLM 

formée ?  

2.4. Optimisation du ratio molaire de la tBLM et incorporation d’AqpZ 

2.4.1. Formation des tBLMs 

 

 Suite aux résultats obtenus montrant une incorporation d’Aquaporine Z, nous nous 

sommes interrogés sur l’impact du pourcentage de PEG sur l’incorporation des protéines 

membranaires. C’est pourquoi plusieurs ratios molaires de molécules espaceurs (DSPE-

PEG(2000)PDP et de POPC (0,5% / 99,5% ; 2,5% / 97,5% ; 5% / 95%) ont été testées, tout 

en conservant la molécule servant d’espaceur en configuration « mushroom ».  
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Figure 100 : Mesures obtenues en QCM-D suite à l’injection de suspension de liposomes de 
concentration 0,1 mg/mL sur une surface d’or avant et après ajout d’une solution d’alpha peptide de 
concentration 0,05 mg/mL. Les ratios molaires des liposomes utilisés sont les suivants : 95 mol% POPC/5 
mol% DSPE-PEG(2000)PDP (vert), 97,5 mol% POPC/2,5 mol% DSPE-PEG(2000)PDP (bleu), 99,5 mol% 
POPC/0,5 mol% DSPE-PEG(2000)PDP (noir). Les lignes pleines correspondent aux shifts de fréquence et les 
lignes pointillées correspondent aux valeurs de dissipation. 
  

 L’injection des trois suspensions de liposomes de compositions différentes (Figure 

100)  sur des surfaces d’or, dans les chambres de QCM-D dont la température a été ajustée 

à 25°C, s’accompagne d’une forte diminution des fréquences de résonance mesurée à l’aide 

de la QCM-D. Après 10 minutes, les fréquences de résonance ne varient plus. Le lavage 

effectué après 20 minutes avec du tampon PBS, pH 7,4 ne modifie pas les fréquences de 

résonance mesurées. Ceci indique qu’un état d’équilibre est atteint et que des liposomes 

sont adsorbés sur la surface. Ces données sont en accord avec ce qui a été rapporté 

précédemment. Toutefois, l’adsorption constatée pour les liposomes avec un ratio 95% / 5% 

est plus faible (ΔF = -80 Hz) que pour celles de 97,5% / 2,5% (-100 Hz). Ceci indique que 

plus le ratio molaire en DSPE-PEG(2000)PDP composant les liposomes est important et 

plus la fréquence de résonance est faible. Cette observation pourrait s’expliquer par une 

fusion partielle des liposomes entre eux sur la surface due à la présence du DSPE-

PEG(2000)PDP induisant localement la formation d’une tBLM comme décrite par Wang et 

coll20.  

 Suite à l’ajout d’une solution d’alpha peptide de concentration 0,05 mg/mL, nous 

observons une première phase dans laquelle les fréquences de résonance diminuent du fait 

de la fixation de l’alpha peptide aux liposomes suivie d’une seconde phase dans laquelle les 
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fréquences de résonance augmentent rapidement avant d’atteindre une valeur stabilisée non 

modifiée après plusieurs rinçages (3). Ces résultats sont en accord avec ceux décrits par 

Cho et coll pour la formation d’une SLB composée exclusivement de molécules lipidiques de 

POPC sur des surfaces d’or. L’effet de l’alpha peptide lors de son ajout est aussi clairement 

dépendant du ratio molaire composant les liposomes mais pas en ce qui concerne la fin de 

l’étape (3) pour laquelle les shifts de fréquences ne sont pas significativement différents 

(Tableau 8). Cette valeur est plus importante que celle caractérisée en QCM-D pour une 

bicouche lipidique supportée de l’ordre de -25 Hz. Nous avons précédemment vérifié que 

cette fréquence de résonance plus importante dans le cas d’une tBLM (ΔF = -45 Hz) est due 

à la présence d’eau interstitielle entre la surface et la tBLM. 

 Nous avons ensuite caractérisé l’ajout de ces trois différentes suspensions de 

liposomes de DSPE-PEG(2000)PDP et de POPC sur des surfaces d’or à l’aide de la 

technique de SPR.  

 
Figure 101 : Mesures obtenues en SPR suite à l’injection de suspension de liposomes de concentration 
0,1 mg/mL sur une surface d’or avant et après ajout d’une solution d’alpha peptide de concentration 0,05 
mg/mL. Les ratios molaires des liposomes utilisés sont les suivants : 95 mol% POPC/5 mol% DSPE-
PEG(2000)PDP (vert), 97,5 mol% POPC/2,5 mol% DSPE-PEG(2000)PDP (bleu), 99,5 mol% POPC/0,5 mol% 
DSPE-PEG(2000)PDP (noir). Les signaux SPR sont exprimés en unités de réponse (RU). La température est 
ajustée à 25°C. 
 

 La Figure 101 montre qu’après l’ajout des trois différentes suspensions de liposomes, 

les signaux mesurés (en RU) augmentent jusqu’à une valeur qui ne varie pas après le 

lavage opéré avec une solution tampon de PBS, ce qui correspond à une augmentation de 

masse ajoutée sur la surface d’or. Ces données confirment l’adsorption des liposomes sur la 

surface d’or. Une différence d’adsorption selon les compositions de liposomes injectées est 
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observée. En effet, l’adsorption pour les liposomes avec un ratio 95% POPC / 5% DSPE-

PEG(2000)PDP est plus faible que pour celles de 99,5% POPC / 0,5% DSPE-

PEG(2000)PDP. Ce résultat est en accord avec celui obtenu en QCM-D.  Cette différence 

d’adsorption de liposomes pourrait s’expliquer par la présence du DSPE-PEG(2000)PDP 

provoquant une fusion partielle des liposomes entre eux sur la surface, ceci induisant 

localement des bicouches lipidiques sur la surface20.  

 Lors de l’ajout d’une solution d’alpha peptide, une augmentation de la masse est 

mesurée quand l’alpha peptide se fixe aux liposomes suivie d’une diminution rapide de la 

masse mesurée, induisant alors la rupture des liposomes. Enfin, une dernière phase stable 

est observée dans laquelle la bicouche lipidique est formée. Les signaux mesurés en fin 

d’expérience ne sont pas significativement différents.   

 Ainsi que nous l’avons auparavant expliqué, les masses acoustiques de surface et 

les masses de densité optique peuvent être obtenues (cf. chapitre 2 paragraphe 2.2). Les 

valeurs mesurées avec les techniques de QCM-D et SPR ainsi que les masses relatives à 

ces valeurs sont reportées dans le Tableau 8. 

 QCM-D (n=4) BIAcore (n=4) 

 ΔF 
(Hz) 

Mass 
(Voigt-Voinova 

model) 
(ng/cm²) 

Response 
(RU) 

Mass 
(ng/cm²) 

95%POPC/5%DSPE-PEG(2000)-PDP -49.1 ± 5.3 1464 ± 514 1693 ± 180 156 ± 17 

97.5%POPC/2.5%DSPE-PEG(2000)-PDP -47.1 ± 4.6 1798± 248 2143 ± 161 197 ± 15 

99.5%POPC/0.5%DSPE-PEG(2000)-PDP -36.1 ± 6.9 765 ± 154 1656 ± 362 152 ± 33 

Tableau 8 : Résultats obtenus en QCM-D et SPR à la fin du procédé de formation d’une tBLM sur une 
surface d’or (4 expériences différentes). Les shifts de fréquence de résonance mesurés en QCM-D ont été 
combines à ceux de dissipation pour déterminer la densité de masse acoustique de surface en utilisant le modèle 
de Voigt-Voinova18 et les variations de réflectivité de surface (RU) obtenues à partir de la SPR sont converties en 
densité de masse optique de surface en utilisant un facteur de proportionnalité.  

  

 Les masses acoustiques et optiques mesurées à l’aide de ces deux méthodes de 

caractérisation suggèrent  qu’approximativement 80 à 90 % de masse ajoutée sur la surface 

correspond à des molécules d’eau. Ce taux d’hydratation important, nous confirme la 

formation d’une bicouche lipidique espacée et ancrée (tBLM) pour les trois ratios molaires 

testés.  
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2.4.2. Incorporation de l’AqpZ 

 

 Après avoir mis au point une tBLM à différents ratios molaires, les solutions de CFPS 

« témoin » et « AqpZ » ont été ajoutées pendant 3 heures sur les bicouches lipidiques.  

 

Figure 102 : Mesures de l’incorporation de l’Aquaporine Z par QCM-D sur tBLM formées à partir de 
solutions de liposomes à différents ratios molaires: 95 mol% POPC/5 mol% DSPE-PEG(2000)PDP (vert), 
97,5 mol% POPC/2,5 mol% DSPE-PEG(2000)PDP (bleu), 99,5 mol% POPC/0,5 mol% DSPE-PEG(2000)PDP 
(noir). Les lignes solides correspondent au CFES « AqpZ » et les lignes pointillées au CFES « témoin ». 180µL 
de solution de CFPS ont été injectés par chambre de QCM-D dont la température a été ajustée à 30°C. Le flux a 
été interrompu pendant 3 heures avant le lavage de la surface avec la solution tampon de PBS.  
  

 Lors de l’ajout des solutions de CFPS « témoin » (Figure 102) sur les trois différentes 

tBLMs formées, une diminution de la fréquence de résonance est observée. Après 3 heures 

d’incubation, un lavage est effectué. Lors de cette étape, les fréquences de résonance 

augmentent rapidement jusqu’à atteindre une valeur de -25 Hz pour 0,5% / 99,5% mais 

proche de 0 Hz pour 2,5% / 97,5% et 5% / 95%. Ceci nous indique que dans le cas d’une 

tBLM de ratio molaire 0,5% / 99,5% du matériel du système d’expression reste présent sur la 

surface, ce qui n’est pas le cas pour les deux autres ratios molaires. Il est possible que ce 

résultat s’explique par le fait que le PEG présent empêcherait des éléments du CFPS de 

rester accrochés sur la bicouche lipidique. 

 Lors de l’ajout des solutions de CFPS « AqpZ », les fréquences de résonance 

diminuent au cours des 3 heures d’incubation. Lors de la phase de lavage, les fréquences de 

résonance remontent rapidement. Ceci nous indique que des protéines ont été produites par 

le système d’expression protéique acellulaire. Par comparaison des résultats obtenus lors de 

l’ajout d’une solution de CFPS « témoin » et «CFPS « AqpZ », nous notons que peu de 
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matériel protéique (25 Hz) reste lié à la surface après la phase de rinçage pour 2,5% / 97,5% 

et 5% / 95% (Tableau 9) alors que cette valeur est de 55 Hz pour le ratio 0,5%/99,5%.  

 

tBLMs de 
ratios 

molaires 

0,5% DPSE-PEG(2000)PDP / 
99,5% POPC 

2,5% DPSE-PEG(2000)PDP / 
97,5% POPC 

5% DPSE-PEG(2000)PDP / 
95% POPC 

ΔF(AqpZ)- 
ΔF(Control) 

(en Hz) 
55 25 25 

Tableau 9 : Différences de variation de fréquences de résonance obtenues pour les courbes d’AqpZ et 
celles des courbes témoin sur des tBLM de composition 0,5% DSPE-PEG(2000)PDP/99,5% POPC ; 2,5% 
DSPE-PEG(2000)PDP/97,5% POPC ; 5% DSPE-PEG(2000)PDP/95% POPC.  

 Ceci suggère un effet inhibiteur du PEG sur la production de la protéine AqpZ par le 

système CFPS et aussi un effet de gêne pour son incorporation dans la tBLM.  

Toutes ces données nous indiquent que le ratio de 0,5% / 99,5% comportant la plus faible 

proportion de PEG est le plus approprié pour la production et probablement pour 

l’incorporation de la protéine AqpZ. 

 Afin de déterminer si les protéines membranaires Aquaporine Z sont incorporées 

dans la tBLM, nous avons étudié la variation de dissipation en fonction de la variation de 

fréquence pour l’Aquaporine Z et pour le témoin sur les tBLMs des trois compositions 

différentes (Figure 103).  

 

Figure 103 : Mesures de l’incorporation de l’Aquaporine Z par QCM-D sur tBLM formées à partir de 
solutions de liposomes à différents ratios molaires: 95 mol% POPC/5 mol% DSPE-PEG(2000)PDP, 97,5 
mol% POPC/2,5 mol% DSPE-PEG(2000)PDP, 99,5 mol% POPC/0,5 mol% DSPE-PEG(2000)PDP. Les lignes 
solides correspondent au CFES « AqpZ » et les lignes pointillées au CFES « témoin ». 
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 Lors de l’ajout de solutions de CFPS « témoin » sur les trois différentes compositions 

de tBLMs, une proportionnalité entre la variation de dissipation et la variation de fréquence 

de résonance est observée signifiant que la viscoélasticité de la surface n’est pas modifiée 

par l’ajout du CFPS.  

Lors de l’ajout de solutions de CFPS « AqpZ », une première phase est observée (de 0 à -50 

Hz pour 0,5% / 99,5% ; de 0 à -40 Hz pour 2,5% / 97,5% et de 0 à -40 Hz pour 5% / 95%) 

dans laquelle la variation de dissipation augmente rapidement en rapport à la diminution de 

la fréquence et donc à l’augmentation de la masse (faible pente). Ceci correspond à une 

phase fortement viscoélastique, dite « molle ». Puis, une cassure de la pente apparait (de -

50 Hz à -130 Hz pour 0,5% / 99,5% ; de -40 Hz à -75 Hz pour 2,5% / 97,5% et de -40 Hz à -

60 Hz pour 5% / 95%) durant laquelle la dissipation varie moins vite que la fréquence de 

résonance, ce qui est synonyme d’une modification de la viscoélasticité de la surface. Ceci 

correspond à une « rigidification » de la surface, de la masse étant ajoutée mais sans réel 

changement de la dissipation. Cette phase est interprétée comme la signature de 

l’incorporation d’Aquaporine Z au sein de la bicouche phospholipidique espacée et ancrée 

(tBLM) formée sur une surface d’or. 

Ce résultat indique que les protéines membranaires sont incorporées dans les trois tBLMs 

composées à différents ratios de DSPE-PEG(2000)PDP et de POPC. Néanmoins, la 

quantité de protéines membranaires produites par le système d’expression protéique et 

incorporées dans les tBLMs semble plus importante pour le ratio 0,5% / 99,5%.  



 

162 
 

3. Conclusion 
 

 L’objectif de ce chapitre était de mettre au point une bicouche lipidique espacée et 

ancrée (tBLM) dans laquelle des protéines membranaires intégrales peuvent être 

incorporées car elles nécessitent un espace plus important entre la bicouche lipidique et la 

surface d’étude. Dans un premier temps, des tBLMs ont été formées par fusion de liposomes 

comportant des molécules espaceurs de polyéthylène glycol (PEG-OCH3 et PEG-NH2) sur 

des surfaces de SiO2. L’ajout de solution de CFPS contenant le plasmide portant le gène 

codant pour l’Aquaporine Z, a mis en évidence une absence ou une faible production 

protéique sans aucune incorporation de protéines. Un effet inhibiteur par le PEG sur le 

système d’expression protéique acellulaire a ainsi été proposé.  

Dans un second temps, nous avons opté pour la mise au point d’une tBLM sur or en utilisant 

un PEG similaire mais dont la partie permettant l’ancrage est un disulfure. Les liposomes 

s’adsorbant intacts sur les surfaces d’or, une solution d’alpha peptide14, molécule facilitant la 

fusion, a été utilisée. Des liposomes composés des molécules DSPE-PEG(2000)PDP de 

différents ratios molaires (0,5%/99,5, 2,5%/97,5% et 5%/95%) ont été étudiés. L’incubation 

du système d’expression acellulaire induisant la production d’Aquaporine Z sur ces tBLMs 

nous a permis de montrer qu’une production de protéines membranaires était possible mais 

également que des protéines membranaires semblaient s’y incorporer. Il a également été 

mis en évidence que  le ratio 0,5% DSPE-PEG(2000)PDP / 99,5% POPC permet une 

production optimale et une incorporation plus efficace de protéine membranaire.  

 

 

 

 

 

 

 

 

 



 

163 
 

4. Références 
 

1. Engel, A., Fujiyoshi, Y. & Agre, P. The importance of aquaporin water channel protein 
structures. EMBO J. 19, 800–806 (2000). 

2. Calamita, G. The Escherichia coli aquaporin-Z water channel. Mol. Microbiol. 37, 254–262 
(2000). 

3. Savage, D. F., Egea, P. F., Robles-Colmenares, Y., Iii, J. D. O. & Stroud, R. M. Architecture and 
Selectivity in Aquaporins: 2.5 Å X-Ray Structure of Aquaporin Z. PLoS Biol. 1, e2 (2003). 

4. Scheuring, S. High resolution AFM topographs of the Escherichia coli water channel aquaporin 
Z. EMBO J. 18, 4981–4987 (1999). 

5. Kaufmann, S., Borisov, O., Textor, M. & Reimhult, E. Mechanical properties of mushroom and 
brush poly(ethylene glycol)-phospholipid membranes. Soft Matter 7, 9267 (2011). 

6. Kaufmann, S., Papastavrou, G., Kumar, K., Textor, M. & Reimhult, E. A detailed investigation of 
the formation kinetics and layer structure of poly(ethylene glycol) tether supported lipid 
bilayers. Soft Matter 5, 2804 (2009). 

7. Szleifer, I. Polymers and proteins: interactions at interfaces. Curr. Opin. Solid State Mater. Sci. 2, 
337–344 (1997). 

8. Kingshott, P. & Griesser, H. J. Surfaces that resist bioadhesion. Curr. Opin. Solid State Mater. Sci. 
4, 403–412 (1999). 

9. Pei, J., Hall, H. & Spencer, N. D. The role of plasma proteins in cell adhesion to PEG surface-
density-gradient-modified titanium oxide. Biomaterials 32, 8968–8978 (2011). 

10. Keller, C. A. & Kasemo, B. Surface specific kinetics of lipid vesicle adsorption measured with a 
quartz crystal microbalance. Biophys. J. 75, 1397–1402 (1998). 

11. Merz, C., Knoll, W., Textor, M. & Reimhult, E. Formation of supported bacterial lipid membrane 
mimics. Biointerphases 3, FA41 (2008). 

12. Richter, R. P., Him, J. L. K. & Brisson, A. Supported lipid membranes. Mater. Today 6, 32–37 
(2003). 

13. Keller, C. A. & Kasemo, B. Surface Specific Kinetics of Lipid Vesicle Adsorption Measured with a 
Quartz Crystal Microbalance. Biophys. J. 75, 1397–1402 (1998). 

14. Cho, N.-J., Cho, S.-J., Cheong, K. H., Glenn, J. S. & Frank, C. W. Employing an Amphipathic Viral 
Peptide to Create a Lipid Bilayer on Au and TiO2. J. Am. Chem. Soc. 129, 10050–10051 (2007). 

15. Cho, N.-J., Frank, C. W., Kasemo, B. & Höök, F. Quartz crystal microbalance with dissipation 
monitoring of supported lipid bilayers on various substrates. Nat. Protoc. 5, 1096–1106 (2010). 

16. Garcia-Manyes, S. & Sanz, F. Nanomechanics of lipid bilayers by force spectroscopy with AFM: A 
perspective. Biochim. Biophys. Acta BBA - Biomembr. 1798, 741–749 (2010). 

17. Wang, X., Shindel, M. M., Wang, S.-W. & Ragan, R. A Facile Approach for Assembling Lipid 
Bilayer Membranes on Template-Stripped Gold. Langmuir 26, 18239–18245 (2010). 

18. Keller, C. A., Glasmästar, K., Zhdanov, V. P. & Kasemo, B. Formation of Supported Membranes 
from Vesicles. Phys. Rev. Lett. 84, 5443 (2000). 

19. Voinova, M. V., Rodahl, M., Jonson, M. & Kasemo, B. Viscoelastic Acoustic Response of Layered 
Polymer Films at Fluid-Solid Interfaces: Continuum Mechanics Approach. Phys. Scr. 59, 391–396 
(1999). 

20. Stenberg, E., Persson, B., Roos, H. & Urbaniczky, C. Quantitative determination of surface 
concentration of protein with surface plasmon resonance using radiolabeled proteins. J. Colloid 
Interface Sci. 143, 513–526 (1991). 

21. Wang, X., Shindel, M. M., Wang, S.-W. & Ragan, R. Elucidating Driving Forces for Liposome 
Rupture: External Perturbations and Chemical Affinity. Langmuir 28, 7417–7427 (2012). 



 

164 
 

 

Chapitre 3 : Mise au point d’une membrane 

biomimétique  
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 Dans ce travail de thèse, des membranes planes (bicouches lipidiques supportées 

(SLBs) et bicouches lipidiques ancrées et espacées (tBLMs)) dites « modèles » ont 

précédemment été mises au point. Or, leur composition ne reflète pas celle de membranes 

biologiques composées de nombreux lipides différents selon les organismes dont elles 

proviennent. A titre d’exemple, une bicouche lipidique de mitochondrie est composée à 48% 

de phosphatidylcholine (PC), 28% de phosphatidyléthanolamine (PE), 8% de 

phosphatidylinositol (PI) et 11% de diphosphatidylglycérol (DPG) tandis qu’une bicouche 

lipidique d’E.coli a pour composition 80% de PE, 15% de phosphatidylglycérol (PG) et 5% de 

diphosphatidylglycérol (DPG)1. Une question se pose alors : la composition de la bicouche 

lipidique a-t-elle une influence sur l’expression de protéines induites par le CFPS et sur leur 

incorporation ? C’est l’objet de ce chapitre. 

 

 

1. Formation d’une bicouche lipidique supportée (SLB) biomimétique 

 

 Il existe peu d’études sur la formation des bicouches lipidiques biomimétiques, de 

composition la plus proche possible d’une bicouche lipidique native. Dans ces quelques 

travaux, des membranes natives isolées, des extraits lipidiques commerciaux 3,4,5, ou des 

mélanges de lipides comportant un pourcentage important de lipides chargés négativement 

sont utilisés2 sont utilisés. Notre objectif est de mettre au point une bicouche lipidique 

supportée (SLB) biomimétique plane ayant la composition la plus proche possible de celle 

d’une bicouche lipidique native bactérienne. Pour réaliser cela, notre choix s’est porté sur 

l’utilisation d’un produit commercial, l’extrait total d’E.coli de chez Avanti Polar Lipids. Ce 

produit est issu de membranes d’E.coli et est composé (en pourcentage massique) de 57,5% 

de phosphatidyléthanolamine, 15,1% de phosphatidylglycérol, 9,8% de Cardiolipides ainsi 

que 17,6% de composants non identifiés.  

 

1.1. Effet de la concentration en calcium sur la formation de SLB composée de 

lipides totaux extraits d’E.coli 

 

 Lors de l’étude du comportement d’extraits lipidiques totaux d’E.coli, Merz et coll.4 ont 

montré l’importance du calcium dans la fusion de liposomes composés de POPE : POPG 

(2/1 w/w) ou POPC : POPG (2 :1 w/w) ou d’extraits lipidiques totaux. Toutes les expériences 

que nous avons menées jusqu’à présent ne nécessitaient pas l’utilisation de ces cations 

divalents. La première étape va donc consister à étudier l’effet de la concentration molaire de 

CaCl2 sur les liposomes composés de lipides d’E.coli. Quatre concentration de calcium 

seront ajoutées à une solution tampon d’HEPES 10 mM et NaCl 150 mM, pH 7,4 (0 mM, 2 
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mM, 5 mM et 20 mM). Le comportement des suspensions de liposomes d’E.coli préparées 

avec l’une des quatre solutions tampon a été suivi par QCM-D ( Figure 104).  

 
Figure 104 : Impact de la concentration en CaCl2 sur des liposomes composés de 100% d’E.coli mesurée 
avec la technique de QCM-D. Le CaCl2 est ajouté au tampon HEPES 10 mM, NaCl 150 mM, pH 7,4. Les 
suspensions de liposomes de concentration 0,1 mg/mL à la vitesse de 100 µL/min sont ajoutés pendant 45 
minutes. Un rinçage avec une solution tampon HEPES 10 mM, NaCl 150 mM, CaCl2 2mM, pH 7,4 est ensuite 
réalisé pendant 45 minutes. 
 

 En absence d’ions Ca2+ dans la suspension de liposomes injectée dans la chambre 

de QCM-D, la fréquence de résonance diminue légèrement pendant 45 minutes. Après une 

phase de lavage qui est destinée à éliminer le matériel non adsorbé sur la surface de SiO2, 

la fréquence de résonance augmente très faiblement. Après 90 minutes, la fréquence de 

résonance mesurée n’est que de -6 Hz indiquant que peu de matériel est resté adsorbé sur 

la surface. De la même façon, la présence d’ions Ca2+ à très forte concentration (20 mM) 

s’accompagne d’une absence totale de variation de la fréquence, même après la phase de 

lavage. Ceci indique que dans ces conditions aucun matériel n’est adsorbé sur la surface.  

Pour des concentrations intermédiaires en CaCl2 (2 mM et 5 mM), la fréquence de 

résonance diminue significativement (Δf = -52 Hz pour 2 mM et Δf = -48 Hz pour 5 mM) et le 

lavage provoque une faible remontée de la fréquence de résonance qui se stabilise après 90 

minutes à -48 Hz pour 2 mM et à -42 Hz pour 5 mM, signifiant que du matériel est adsorbé 

sur la surface. 

 

 

 



 

167 
 

 Nos résultats reproduisent parfaitement ceux de Merz et coll.4 qui avaient montré que 

le calcium a un rôle déterminant sur le comportement des liposomes de composition proche 

de la membrane d’E.coli. Ce rôle est d’autant plus important avec une concentration de 2 

mM ou de 5 mM. Comme les résultats sont identiques entre 2 et 5 mM, nous avons choisis 

d’utiliser la concentration de CaCl2 à 2 mM dans la suite de ces travaux. Néanmoins, cette 

concentration de calcium de 2 mM ne semble pas suffisante pour induire la formation d’une 

bicouche lipidique. En effet, la valeur relevée de -50 Hz après le rinçage, est deux fois 

supérieure à celle attendue pour une SLB6. Plusieurs hypothèses peuvent être émises : 1) 

les liposomes sont adsorbés sur la surface, 2) une multicouche lipidique est formée sur la 

surface ou 3) une bicouche partielle dans laquelle des liposomes auraient fusionnés dans 

différentes zones est produite.  

Afin de déterminer laquelle des hypothèses formulées est la plus appropriée pour expliquer 

ce résultat, nous avons réalisé des expériences complémentaires avec la technique de 

FRAP (Figure 105, Figure 106). Celle-ci permet de déterminer si les liposomes sont intacts 

ou si une bicouche lipidique est formée partiellement ou complètement sur la surface. 

 

Figure 105 : Images obtenues avec la technique de FRAP avant et après photoblanchiment d’une zone de 
40 µm de liposomes de composition 100% E.coli incubés 30 minutes sur une surface de verre. Un 
traitement oxydatif de la surface de verre est effectué avec un plasma O2 pour la rendre hydrophile. Des 
suspensions d’E.coli sont ensuite ajoutées sur la surface. Un lavage avec du tampon de solution HEPES 10 mM, 
NaCl 150 mM, CaCl2 2 mM est opéré à deux reprises suivi de deux lavages avec le tampon HEPES 10 mM, NaCl 
150 mM Le photoblanchiment est effectué avec un laser de puissance 15 mW à une longueur d’onde de 488 nm. 
Après le photoblanchiment un recouvrement partiel de la fluorescence est observé. Pour plus de détails 
techniques, se référer à la partie II : matériel et méthodes. 
 

Le photo-blanchiment d’une zone comportant les liposomes d’E.coli dans lesquels ont été 

ajoutés le NBD-PC une molécule lipidique fluorescente à 1% (ratio molaire), provoque 

l’apparition d’une zone noire, correspondant à la destruction de la fluorescence au niveau de 

cette région. Après 395 secondes la zone photo-blanchie est moins noire signifiant que les 

molécules lipidiques fluorescentes sont mobiles. Néanmoins, toute la zone ne retrouve pas 

une fluorescence indiquant que les molécules sont partiellement mobiles. 
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Figure 106 : Cinétique de recouvrement de fluorescence d’une SLB après photoblanchiment. L’intensité 
relative moyenne de fluorescence recouvrée en fonction du temps est obtenue à partir des images de FRAP 
avant et après photoblanchiment d’une zone de 40 µm de liposomes de composition 100% E.coli incubés 30 
minutes sur une surface de verre rendue hydrophile par un traitement oxydatif effectué par un plasma O2.           
La moyenne de 5 mesures a été réalisée et la courbe est tracée avec les écart-types. (Pour plus de précisions, la 
méthode est décrite dans la partie II : matériel et méthodes). 

 
La Figure 106 illustre la cinétique de récupération de la fluorescence au niveau de la région 

photo-blanchie. Pour cela, les intensités des différentes zones (la zone photo-blanchie et la 

zone entière) avant et après photo-blanchiment ont été mesurées. Comme montré à la 

Figure 105, l’intensité relative moyenne mesurée est de 0,6, 600 minutes après le photo-

blanchiment, indiquant que seulement 60% de la fluorescence est réapparue. Si des 

liposomes avaient été adsorbés de façon intacte à la surface, la mobilité de fluorescence 

serait nulle tandis que si une bicouche lipidique complète avait été formée celle-ci serait de 

l’ordre de 90-100%. Par conséquent, la mobilité ici mesurée à 60% suggère fortement que 

des liposomes intacts restent adsorbés à la surface et qu’il y a eu formation incomplète d’une 

bicouche lipidique sur la surface.  

 

Pour confirmer cette hypothèse, une image de la surface par la microscopie à force 

atomique en milieu liquide a été réalisée. Pour cela, la surface d’étude a été remplacée par 

du mica, surface plane permettant d’obtenir une meilleure résolution. L’image de hauteur 

obtenue (Figure 107 (A)) et celle de déflection verticale (Figure 107 (B)) montrent une 

surface sur laquelle des probables patchs de lipides ou petits domaines de bicouche 

lipidique apparaissent. Cette image est différente de celle présentée dans le chapitre 1 

(Figure 77) pour une SLB composée de 100% de POPC montrant une surface totalement 

plane et sans aucun défaut.  
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 Ces images montrent donc des regroupements de lipides en zones concentrées 

caractéristiques de la formation d’une bicouche partielle. Cette analyse AFM confirme 

l’hypothèse d’une bicouche lipidique partielle formée. 

 

 En conclusion, nous avons ainsi confirmé l’effet de la concentration de CaCl2 exposé 

par Merz et coll.4 sur le comportement des liposomes d’E.coli ajoutés sur une surface de 

SiO2, de verre ou de mica. La concentration de CaCl2 retenue pour les expériences de 

formation de bicouches lipidiques a été de 2 mM. Cependant, nous n’avons obtenu qu’une 

SLB partielle. Notre objectif de former une SLB complète n’est donc pas atteint. 

1.2. Recherche des conditions pour former une SLB biomimétique complète 

 

 Les liposomes composés exclusivement de molécules lipidiques synthétiques POPC 

étant connus pour fusionner facilement sur une surface de SiO2 (cf. Chapitre 1), pour 

atteindre notre objectif, nous avons envisagé de fabriquer des liposomes comportant des 

molécules lipidiques d’E.coli et d’autres de POPC.  Les ratios molaires retenus pour 

composer des liposomes à partir de ces deux molécules lipidiques (extrait total d’E.coli et 

POPC) sont : 100%/0%, 90%/10%, 70%/30%, 68%/32%, 50%/50%, 0%/100% (Figure 109).  
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Dans le cas de liposomes composés exclusivement d’E.coli, la fréquence de résonance 

diminue pendant 45 minutes après l’injection de la suspension de liposomes signifiant 

implicitement qu’une masse est ajoutée sur la surface, une adsorption de matériel est donc 

observée correspondant à celle des liposomes. Après l’ajout de solution tampon (Figure 

109(B), une très faible augmentation de la fréquence de résonance est constatée, indiquant 

que peu de matériel est éliminé. Après 90 minutes, la valeur de la fréquence de résonance 

relevée sur ce graphique est de -65 Hz  indiquant que du matériel est adsorbé sur la surface 

mais qu’une SLB recouvrant toute la surface n’est pas formée (cf. paragraphe 1.1).  

Dans le cas de différents ratios molaires de ces deux types de molécules lipidiques (extrait 

total d’E.coli et POPC), un comportement similaire à celui des liposomes composés de 100% 

de POPC est observé indiquant une adsorption de liposomes. Nous notons cependant que 

les valeurs mesurées après l’étape de lavage sont différentes selon les ratios molaires testés 

(-55 Hz pour 90 % d’extrait total d’E.coli, -30 Hz pour 70 % d’extrait total d’E.coli, -27 Hz pour 

60 % d’extrait total d’E.coli, -25 Hz pour 62 % et 50 % d’extrait total d’E.coli). Pour des ratios 

90 % d’extrait total d’E.coli / 10% POPC, le comportement est donc proche de ce que nous 

avons observé pour 100% d’extrait total d’E.coli. (Δf = -57 Hz) suggérant la formation d’une 

bicouche lipidique partielle. Pour des ratios d’extrait total d’E.coli et de POPC intermédiaire 

(30 % / 70 % et 60 % / 40 %), les valeurs après lavage (-30 Hz, -27 Hz)  sont proches de 

celle obtenue pour des liposomes composés exclusivement de POPC  indiquant que la 

bicouche lipidique supportée recouvre quasiment toute la surface de SiO2. En revanche, 

pour un ratio molaire 62 % d’extrait total d’E.coli / 38 % POPC, les valeurs de -25 Hz 

comparables à celle d’une SLB formée pour POPC pur sont relevées.  

 En conclusion, ces expériences ont permis de déterminer un ratio molaire de 62% 

E.coli / 38% POPC qui permettrait de former une bicouche lipidique supportée complète 

pouvant s’apparenter à une bicouche lipidique proche de celle qui caractérise la membrane 

d’E.coli.  

 

 Pour vérifier que cette SLB complète est présente sur la surface, des expériences 

utilisant les techniques de FRAP et d’AFM doivent être réalisées. Nous utilisons dans un 

premier temps la technique de FRAP afin de mesurer la mobilité des molécules lipidiques 

fluorescentes  (NBD-PC) ajoutés à trois différentes suspensions (100% de POPC, 100% 

d’extrait total d’E.coli et 68% d’extrait total d’E.coli / 32% POPC) (Figure 110). 
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(fraction mobile de 60%). Il est connu que si seuls des liposomes sont adsorbés intacts sur la 

surface, aucune réapparition de la fluorescence n’est observée. Pour 100% d’extrait total 

d’E.coli, un recouvrement partiel de fluorescence de la surface est donc observé confirmant 

la formation d’une bicouche partielle. 

Le cas où des suspensions de liposomes de composition 100% de POPC sont ajoutées sur 

la surface a été précédemment expliqué (cf. chapitre 1). Nous avons ainsi montré que les 

molécules lipidiques sont mobiles et que leur coefficient de diffusion est de 1,3 µm²/s 

signifiant qu’une bicouche lipidique supportée est formée.  

Pour des liposomes de composition lipidique 68% d’extrait total d’E.coli / 32% POPC le 

comportement observé est similaire à celui décrit pour des liposomes composés 

exclusivement de POPC indiquant que les molécules lipidiques sont mobiles (fraction mobile 

de 90%) et diffusent sur la surface (coefficient de diffusion calculé de 0,9 µm²/s). Ceci 

confirme, comme démontré dans la littérature, qu’une bicouche lipidique supportée 

recouvrant toute la surface est formée4.  

 

 Les analyses réalisées avec la technique de FRAP confirment que pour des 

suspensions de liposomes de composition 100% POPC et 68% d’extrait total d’E.coli / 32% 

de POPC, une SLB complète est formée. En revanche, pour une composition de liposomes 

de 100% d’extrait total d’E.coli, les caractéristiques d’une bicouche lipidique partielle formée 

sont confirmées.  

 

 Pour apporter une confirmation visuelle supplémentaire aux résultats obtenus avec 

les deux précédentes techniques, la technique AFM en milieu liquide a été utilisée. Pour 

cela, des surfaces de mica sur lesquelles des suspensions de liposomes composées de 

molécules lipidiques d’extrait total d’E.coli et de POPC selon les ratios (100%/0%, 85%/15%, 

68%/32%, 0%/100%) ont été ajoutées pendant 30 minutes (Figure 111). 
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Figure 111 : Images obtenues avec la technique de microscopie à force atomique (AFM) en milieu liquide 
de différentes suspensions de liposomes de ratios d’E.coli et de POPC (image : 5µm x 5 µm, échelle : 0-1 
nm) A) 100% E.coli / 0% POPC, B) 85% E.coli / 15% POPC, C) 62% E.coli / 38% POPC et D) 0% E.coli / 
100% POPC, sur une surface de mica préalablement clivée. Le mode d’imagerie est le mode contact. Les 
suspensions de liposomes ont été incubées 30 minutes puis rincées à deux reprises avec la solution tampon 
HEPES 10 mM, NaCl 150 mM, 2 mM CaCl2 puis à deux reprises avec du tampon HEPES 10 mM, NaCl 150 mM.  
 

 Pour des liposomes composés de 100% de POPC ajoutées sur la surface, une 

surface plane est observée. En effet, aucun patch ou petit domaine de bicouche lipidique 

n’est visible. Ceci indique, comme présenté dans le chapitre 1,  la formation d’une bicouche 

lipidique supportée complète sur la surface. 

L’observation de liposomes de composition 62% E.coli /38% POPC ajoutés sur la surface de 

mica est similaire à celle de 100% de POPC pour laquelle une bicouche lipidique supportée 

est formée. En effet, aucun patch ou petit domaine de bicouche lipidique n’est visible. Ceci 

confirme la formation d’une bicouche lipidique supportée complète sur la surface.  

Pour des liposomes composés de 100% d’E.coli, des patchs de lipides ou petits domaines 

de bicouche lipidique sont observés. Leur présence est également constatée pour des 

liposomes composés d’un ratio 85% d’E.coli / 15% POPC. Néanmoins, ils sont 

quantitativement moins nombreux sur la surface de mica. Leur taille comprise entre 100 et 

600 nm est supérieure aux liposomes de 100 nm de diamètre moyen préparés puis ajoutés 

sur la surface. Ceci suggère que pour ces deux compositions lipidiques, des liposomes ont 

fusionnés pour former des patchs de bicouches lipidiques. Le fait que leur nombre soit plus 

faible pour la composition 85% E.coli / 15% POPC, indique que plus de liposomes auraient 

fusionnés ensemble sur la surface.  
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1.3. Effet de la composition lipidique de la SLB sur la production de l’alpha 
hémolysine-eGFP 
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Lors de l’ajout du CFPS témoin sur une SLB composée exclusivement de molécules 

lipidiques de POPC, nous notons une faible diminution de la fréquence (-160 Hz) qui ne varie 

pas après 120 minutes d’expression. Le lavage de la chambre par le tampon s’accompagne 

d’une remontée très rapide de la fréquence de résonance qui revient à la valeur initiale de 0 

Hz indiquant que le matériel de CFPS ajouté sur la SLB est éliminé. Un comportement 

similaire est observé pour le CFPS témoin incubé sur une SLB biomimétique.  

Lors de l’incubation du CFPS contenant le gène de l’AH-eGFP sur une SLB composée 

exclusivement de molécules lipidiques de POPC une diminution de la fréquence importante 

et continue sur 3 heures est constatée. Le lavage effectué après 3 heures d’expression 

protéique met en évidence une remontée des signaux à une valeur de -120 Hz signifiant que 

du matériel est retenu sur la surface. Il en est de même pour l’expression d’AH-eGFP sur 

une SLB biomimétique avec une valeur de production après de 3 heures légèrement plus 

faible que sur POPC mais avec une valeur mesurée après le lavage identique.  

Le même comportement est observé pour les témoins mais également pour l’expression 

d’AH-eGFP sur les SLBs de deux compositions différentes. Les différences observées entre 

l’AH-eGFP et le témoin sur les deux SLBs sont de -120 Hz dans les deux cas signifiant que 

la protéine AH-eGFP est produite sur la surface. Ceci confirme qu’il n’y a aucun impact du 

changement de composition lipidique de la bicouche lipidique supportée sur la production et 

l’adsorption de protéines produites par un système CFPS.  

 Pour déterminer si les protéines sont incorporées dans les deux types de SLB, une 

étude de la modification de viscoélasticité de surface a été réalisée. Pour cela, la variation de 

la dissipation en fonction de la variation de fréquence de résonance a été tracé (Figure 113).  

 

Figure 113 : Variations de la dissipation en fonction de la variation de fréquence obtenues pour l’AH-
eGFP et le témoin (sans ajout de plasmide dans le CFPS) par QCM-D sur des SLBs de composition A) 
68% E.coli / 32%POPC et B) 100% POPC. Une fois les SLBs formées, la température de la chambre de QCM-D 
est ajustée à 30°C. Après stabilisation des signaux, la mesure est réinitialisée (non montré sur la figure) puis les 
solutions de CFPS sont incubées pendant 3 heures avant rinçage avec du tampon de solution. 
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 Le témoin incubé sur la SLB de composition 68 % d’extrait total d’E.coli et 32 % de 

POPC montre une proportionnalité (de 0 à -130 Hz) entre la variation de la dissipation et la 

fréquence de résonance (Figure 113 (A)) indiquant une absence de variation de la 

viscoélasticité de la surface. Le même comportement est observé pour le témoin incubé sur 

la SLB de composition 100 % de POPC.  

Dans le cas où une solution de CFPS contenant le plasmide portant le gène de l’alpha 

hémolysine-eGFP est injectée, nous observons une première pente linéaire (de 0 à -130 Hz) 

pour laquelle la variation de dissipation est proportionnelle à la variation de fréquence. Puis, 

une cassure de la pente apparait durant laquelle la dissipation varie moins vite que la 

fréquence de résonance, ce qui est synonyme d’une modification de la viscoélasticité de la 

surface. La même expérience a été réalisée sur une SLB de composition 100 % de POPC. 

Lors de l’ajout du CFPS exprimant l’AH-eGFP, la relation entre la variation de dissipation et 

la variation de fréquence est proportionnelle de 0 à -270 Hz. Puis, une cassure de la pente 

apparait durant laquelle la dissipation varie moins vite que la fréquence de résonance. Ceci 

indique que la viscoélasticité de la surface est modifiée signifiant que les protéines sont 

incorporées dans la membrane. 

 En conclusion, la production d’AH-eGFP sur une SLB composée de 100% de POPC 

ou de 68% d’extrait total d’E.coli / 32% POPC est identique. Ce résultat nous indique que la 

composition lipidique d’une SLB ne semble pas avoir d’incidence sur l’incorporation des 

protéines membranaires. Ceci est en accord avec les travaux de l’équipe de Swartz9 sur 

l’expression de protéines par un système d’expression acellulaire dans des liposomes. Il a 

ainsi montré que l’insertion de protéines AqpZ dans des bicouches lipidiques (sous forme de 

liposomes) de composition 75% PE / 25% PG (wt/wt) en comparaison à l’insertion de ces 

protéines dans des liposomes comportant des molécules lipidiques DOPC, ne présentait pas 

de différences.  
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2. Formation d’une tBLM biomimétique et son impact sur la production 

d’Aquaporine Z 
  

 Suite à la mise au point de SLB biomimétique sur SiO2, des expériences avec des 

tBLMs biomimétiques sont envisagées afin d’étudier l’incidence de la composition lipidique 

d’une tBLM sur la production et l’incorporation de l’aquaporine Z.  

2.1. Formation d’une tBLM biomimétique 

 

 Dans une première partie nous nous intéressons donc à la mise au point d’une tBLM 

biomimétique sur une surface d’or en nous servant des résultats obtenus pour une SLB 

biomimétique. Une étude par QCM-D de différents ratios molaires d’E.coli et de POPC est 

envisagée. Le ratio de 0,5% de DSPE-PEG(2000)PDP optimal pour la formation de tBLM sur 

or démontré dans le chapitre 2 demeure inchangé.  

 

 

Figure 114 : Formation de bicouches lipidiques espacées et ancrées (tBLMs) sur une surface d’or 
mesurée par QCM-D. Différents ratios molaires des liposomes (68% d’E.coli / 31,5% de POPC / 0,5% de DSPE-
PEG(2000)PDP, 65% d’E.coli / 34,5% de POPC / 0,5% de DSPE-PEG(2000)PDP, 0% d’E.coli / 99,5% de POPC 
/ 0,5% de DSPE-PEG(2000)PDP) sont ajoutés sur la surface du quartz. Les liposomes sont préparés avec une 
solution tampon HEPES 10 mM, NaCl 150 mM, CaCl2  2mM. Les suspensions de liposomes de concentration 0,1 
mg/mL à la vitesse de 100 µL/min sont ajoutés pendant 25 minutes. Un rinçage avec une solution tampon est 
ensuite réalisé pendant 15 minutes. Une solution d’alpha peptide de concentration 0,05 mg/mL est ajoutée à la 
vitesse de 50 µL/min. Du tampon HEPES 10 mM, NaCl 150 mM, CaCl2  2mM est ensuite injecté afin de laver la 
surface et d’éliminer le matériel non adsorbé sur la surface. 

  

 

 

 



 

180 
 

 Lors de l’injection de liposomes composés exclusivement de molécules lipidiques de 

POPC (0% E.coli / 100% POPC), la fréquence de résonance diminue rapidement jusqu’à 

une valeur qui se stabilise à -140 Hz (Figure 114). Cette valeur n’est pas modifiée lors du 

lavage de la surface indiquant que le matériel ajouté (les liposomes) est adsorbé sur la 

surface d’or. Une solution d’alpha peptide de concentration 0,05 mg/mL a ensuite été  

injectée. L’addition  de cette solution d’alpha peptide modifie les fréquences de résonance 

mesurées provoquant une diminution supplémentaire de la fréquence de résonance suivie 

d’une augmentation de cette fréquence de résonance. Ceci est dû à l’ajout d’alpha peptide 

qui s’incorpore dans les liposomes et leur permette de s’ouvrir en relarguant la solution 

aqueuse qu’ils contiennent10. Lors de l’étape de lavage réalisée afin d’éliminer les éléments 

non liés à la surface, la valeur de la variation de fréquence relevée est de l’ordre de -40 Hz 

indiquant que du matériel reste adsorbé sur la surface.  

Dans le cas où 68% d’extrait total d’E.coli sont utilisés pour former des liposomes, la même 

allure de courbe est observée. Néanmoins, la remontée de la fréquence après l’ajout de la 

solution d’alpha peptide et le lavage est beaucoup plus faible (ΔF = -100 Hz) que celle 

observée précédemment. Ceci indique qu’une quantité plus importante d’éléments est 

présente sur la surface suggérant qu’une tBLM complète n’est pas produite dans ce cas.  

En revanche, la courbe contenant 65% de molécules lipidiques d’extrait total d’E.coli a un 

comportement similaire à celle présentée pour une composition de liposomes de 100% de 

POPC indiquant la formation d’une tBLM.  

Une bicouche lipidique espacée et ancrée (tBLM) biomimétique a donc été mise en place à 

partir de suspensions de liposomes composées de 65% d’E.coli / 34,5% de POPC / 0,5% 

DSPE-PEG(2000)PDP. 
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2.2. Incorporation d’Aquaporine Z 
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fréquence de résonance est mesurée. Après 3 heures d’expression protéique, la valeur de 

fréquence de résonance est de -160 Hz. Comme pour le CFPS témoin, un lavage est ensuite 

opéré induisant une forte et rapide remontée de la fréquence de résonance jusqu’à atteindre 

une valeur de -53 Hz indiquant que du matériel biologique reste présent sur la surface.  

Les expériences dans lesquelles les solutions de CFPS « témoin » et CFPS « AqpZ » ont 

été ajoutées sur une bicouche biomimétique composée de 65 % d’extrait total d’E.coli, 34,5 

% de POPC et de 0,5 % de DSPE-PEG(2000)PDP montrent des comportements similaires à 

ceux obtenus sur les tBLMs synthétiques.  

Les expériences que nous avons menées avec la technique de QCM-D montrent qu’après 

une phase de lavage la variation de fréquence n’est pas nulle. Ceci est dû, comme nous 

l’avons vu dans le chapitre 2, à une interaction du système CFPS avec la tBLM. La 

différence moyenne calculée lors de plusieurs expériences menées entre les solutions 

« AqpZ » et CFPS « témoin » sur les tBLMs de deux compositions différentes ont le même 

ordre de grandeur (-50/-55 Hz) confirmant une production de protéines et une adsorption à la 

surface des tBLMs. En outre, ceci semble confirmer la non incidence de la composition de la 

bicouche lipidique sur la production de protéines membranaires.  

Il reste néanmoins à déterminer si la composition lipidique a un rôle sur l’incorporation de 

protéines dans les tBLMs. Pour y répondre, la viscoélasticité de la surface caractérisant sa 

déformation suite à l’ajout des solutions de CFPS est étudiée (Figure 116). 
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signifie que la surface se rigidifie et indique une modification de la surface. Le même 

comportement est observé dans le cas de l’ajout d’une solution de CFPS « AqpZ » sur une 

tBLM biomimétique. Le réarrangement de la surface observé indique une incorporation de 

protéines dans la membrane.  

 Le comportement des solutions de CFPS « témoin » ainsi que celui des solutions de 

CFPS « AqpZ » sur les tBLMs de composition lipidique synthétique (0,5% DSPE-

PEG(2000)PDP / 99,5% POPC) et biomimétique (0,5% DSPE-PEG(2000)PDP / 65% E.coli / 

34,5% POPC) est similaire. Ces résultats confirment donc que la composition lipidique d’une 

bicouche lipidique biomimétique n’a pas d’impact sur la production et l’incorporation de 

protéines. 
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3. Conclusion 
  

 Ce chapitre avait pour objectif de mettre au point une bicouche lipidique plane (SLB 

ou tBLM) biomimétique, c’est-à-dire de composition la plus proche possible de celle d’une 

bicouche lipidique native. Des lipides totaux extraits d’E.coli ont été choisis afin de mener ce 

projet. Nous avons montré que l’utilisation de liposomes composés exclusivement de ces 

molécules lipidiques permet la formation de bicouches lipidiques partielles sur la surface. 

Afin de former une bicouche lipidique biomimétique recouvrant toute la surface, des 

liposomes composés de différents ratios molaires de POPC et d’E.coli ont été testés. Il est 

alors apparu qu’un ratio de 68% d’extrait total d’E.coli et 32% de POPC permet de former 

une SLB sur une surface de SiO2, ce ratio est de 65% d’extrait total d’E.coli, 34,5% POPC et 

0,5% DSPE-PEG(2000)PDP pour former la tBLMs sur surface d’or.  

Nous nous sommes ensuite intéressés à l’influence de la composition lipidique d’une 

bicouche lipidique plane sur la production et l’incorporation de protéines (alpha hémolysine-

eGFP et aquaporine Z) produites par un système d’expression acellulaire (CFPS). Il est alors 

apparu que pour les deux bicouches lipidiques planes formées, la composition lipidique 

« biomimétique » n’affecte pas la production et l’incorporation des protéines membranaires 

que nous avons utilisées pour cette étude.  Cependant, cette étude ne nous permet pas de 

conclure sur la bonne insertion et la fonctionnalité de ces protéines dans ces deux types de 

bicouches lipidiques planes. 
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Chapitre 4 : Etude de la fonctionnalité des 

protéines membranaires 
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 Nous avons montré qu’il était possible d’incorporer des protéines membranaires dans 

une SLB ou une tBLM à l’aide des techniques de caractérisation à notre disposition (AFM1, 

QCM-D2,3, SPR4,5, FRAP6,7). Néanmoins, nous n’avons pas démontré que ces protéines 

membranaires étaient bien insérées et fonctionnelles dans les bicouches lipidiques planes 

que nous avons formées. Suite à ce constat, nous nous sommes intéressés aux différentes 

techniques pouvant répondre à cette attente. Une des techniques permettant de caractériser 

la fonctionnalité des protéines réside dans la mesure de la conductivité ionique à travers des 

membranes suspendues qui sont en fait des bicouches lipidiques formées à travers une 

ouverture entre deux environnements aqueux (cf. partie I : état de l’art). C’est pourquoi, nous 

avons initié une collaboration avec Bruno Lepioufle (ENS Cachan) afin  de mesurer la 

conductivité ionique à travers un pore membranaire sur une membrane suspendue (pour 

laquelle nous avons accès aux deux compartiments). Dans le cadre de cette thèse, nous 

avons principalement étudié deux protéines membranaires : l’alpha hémolysine8–10 et 

l’aquaporine Z11–13. La première présente la particularité d’être un pore membranaire dont la 

conductivité peut être mesurée. En outre, la conductivité de cette protéine produite par un 

système classique de production protéique a déjà été reportée (Figure 117). C’est donc tout 

naturellement sur cette protéine membranaire que nos travaux se sont portés. 

 
Figure 117 : Courant ionique mesuré à travers des pores membranaires d’alpha hémolysine (provenant 
de chez Sigma). Le voltage appliqué est de 60 mV 14. 
 

Dans ce chapitre, nous détaillerons le système de mesure de conductivité ionique utilisé 

ainsi que la formation de la bicouche lipidique se faisant par la technique dite de « painting ». 

Nous préciserons également comment nous avons procéder afin d’incuber le système 

d’expression protéique acellulaire (CFPS) induisant la production de l’alpha hémolysine. 

Nous présenterons en finalité les résultats de mesures de conductivité obtenus. 
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1. Mesures de conductance: système expérimental  

 

1.1. Le système expérimental 

 

 Pour fabriquer la puce (Figure 118), 3 étapes décrites par Lepioufle et coll.15 doivent 

être réalisées. Nous les résumons ci-après. Dans un premier temps (Figure 119), un film de 

parylène de 10 µm est déposé par la technique de « Plasma-Enhanced Chemical Vapor 

Deposition » (PECVD). Un masque en aluminium possédant des ouvertures de diamètre 45 

µm est placé sur ce film de parylène. Les trous sont ensuite obtenus par la méthode de 

gravure ionique réactive (RIE) par plasma à oxygène. Le masque en aluminium est ensuite 

ôté et le film de parylène est décollé de la surface de silicium à l’aide de pinces. 

Des substrats de polyméthacrylate de méthyle (PMMA) sont usinés pour obtenir deux 

plaques : l’une constituant la plaque de fond qui inclue le canal fluidique, l’autre constituant la 

plaque du dessus et comportant un réservoir. 

Pour finir, une couche adhésive sensible aux UVs est utilisée pour lier le film de parylène aux 

deux plaques de PMMA. Une lamelle de verre est ensuite collée, ce afin de fermer le canal 

fluidique.  

Les signaux électriques seront mesurés à l’aide de 2 électrodes Ag/AgCl connectées à un 

amplificateur patch-clamp (Axon Axopatch 200B, Molecular Devices, USA). L’une des 

électrodes sera positionnée dans le canal fluidique et l’autre dans le compartiment servant 

de réservoir (Figure 119). 

 

Figure 118 : Vue du système microfluidique au microscope optique15. 
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Figure 119 : Schéma de la structure du système. Le système est composé d'un film de parylène pris en 
sandwich entre 2 plaques de PMMA15. 

 

1.2. Formation de la bicouche suivie de l’incorporation de protéines. 

 

 Dans le but de déterminer si les protéines membranaires produites par le système 

d’expression protéique acellulaire sont fonctionnelles, une bicouche lipidique suspendue doit 

être formée. Pour cela, 20 µL de solution tampon de pH 7,4 composée de 150 mM de KCl et 

10 mM d’HEPES sont déposées dans le compartiment du dessus. Nous ajoutons ensuite 

dans le compartiment du dessous (canal) 8 µL de la solution de lipides Egg-PC dilués dans 

du décane à une concentration de 20 mg/mL. Un volume de 40 µL de tampon est ensuite 

injecté dans le compartiment du dessous pour « brosser » les lipides, conformément à la 

technique dite de « painting » (cf. partie I : état de l’art) et former ainsi une bicouche lipidique 

à proprement parler. Le contrôle de la formation et de la qualité de la bicouche lipidique se 

fait à la fois par observation au microscope optique (présence ou non d’un anneau de Gibbs, 

anneau qui apparaît autour de la bicouche lipidique et se rétrécit vers les bords du trou sous 

l’influence d’un champ électrique) et par mesures électriques. 

 Après que la bicouche lipidique suspendue soit formée, 6 µL d’une solution du 

système de synthèse protéique acellulaire (CFPS) sont ajoutés dans le compartiment du 

dessus (Figure 120). Les signaux électriques sont mesurés à l’aide de 2 électrodes Ag/AgCl 

connectées à un amplificateur patch-clamp. 
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Figure 120 : Vue en coupe d'un canal ionique reconstitué dans une bicouche lipidique suspendue. La 
conductance de ce canal est mesurée à l’aide de deux électrodes Ag/AgCl dont l’une est dans le compartiment 
du dessus (chambre) et l’autre dans celui du dessous (canal)15. 

 

2. Mesure de la conductance de canaux ioniques : résultats 

 

 La solution de CFPS contenant l’ADN plasmidique portant le gène codant pour l’alpha 

hémolysine est incubée pendant environ 30 minutes avant l’obtention des premiers signaux 

électriques (mesures I(V) du passage d’ions à travers le canal ionique).  

Ce délai peut correspondre au temps de production des protéines et/ou au temps nécessaire 

de réarrangement des protéines pour s’intégrer dans la membrane lipidique. La Figure 121 

montre les courants ioniques enregistrés sur une période de 10 secondes.  

 

 
Figure 121 : Courants ioniques à travers les pores membranaires d’alpha hémolysine enregistrés au 
cours du temps. A) Mesure de conductivité sur une période de 10 secondes. B) Gros plan montrant un 
nanopore incorporé. 
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 Un signal de nanopore d’alpha hémolysine unique est représenté sur la Figure 121b. 

Un pas de 23 ± 2 pA est observé sur cette figure. Cette valeur correspond à une 

conductance de 0,15 nS. La mesure de signaux électriques comparée aux données de la 

littérature obtenues pour des protéines d’alpha hémolysine produites classiquement dans 

des micro-organismes (Figure 117) confirme l’insertion et la fonctionnalité de la protéine 

alpha hémolysine produite par le CFPS dans la bicouche lipidique suspendue.  

Suite à cette incorporation des diminutions et remontées très rapide du courant ionique 

mesuré de 23 pA sont observées sur des temps très courts. Ceci correspond à des 

phénomènes d’ouvertures et de fermetures des pores membranaires suggérant une 

fluctuation du passage des ions à travers le pore membranaire. Entre 3 et 5 secondes de 

mesures de conductivité ioniques enregistrées (Figure 121a), une réduction de la taille du 

signal créneau de 8 pA est observée. Ceci signifie qu’une réduction de la taille du canal 

ionique a été opérée. Pour expliquer cette observation, deux hypothèses peuvent être 

formulées. 1) Le nombre d’ions passant à travers le canal est diminué. 2) L’ouverture du 

canal ionique est plus grande. Cette deuxième hypothèse est peu probable sachant que la 

taille du pore membranaire varie peu. 3) Le pore est gêné par le système d’expression 

protéique présent en solution.  

Après 5 secondes d’enregistrement, le signal mesuré augmente de 23 pA indiquant 

l’insertion d’une deuxième protéine alpha hémolysine dans la bicouche lipidique suspendue. 

Les mêmes phénomènes de fermeture et d’ouverture sur de courts instants sont également 

observés. Ce canal est fermé pendant 20 millisecondes suggérant un empêchement de 

passage d’ions à travers le pore peut être du aux éléments du CFPS présents en solution 

dans le réservoir.  

Après environ 6 secondes, une augmentation de 46 pA est observée signifiant que deux 

protéines sont insérées dans la bicouche lipidique. Il y a donc à cet instant trois alpha 

hémolysine insérées et fonctionnelles dans la bicouche lipidique.  

Après 7 secondes une quatrième insertion est mesurée. 
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3. Conclusion 
 

 Par l’utilisation de ce dispositif, nous avons démontré que des nanopores d’alpha 

hémolysine produits par un système d’expression acellulaire pouvaient s’insérer dans des 

bicouches lipidiques dites suspendues. Le résultat présenté, montrant la fonctionnalité des 

protéines membranaires produites par un tel système, est encourageant. Des expériences 

complémentaires avec d’autres protéines membranaires doivent être envisagées. 

Néanmoins, ce système ne permet que la mesure du passage d’ions. De ce fait, il ne peut 

être utilisé que pour l’étude de protéines formant des canaux ioniques. Nous ne pouvons 

donc pas déterminer la fonctionnalité de protéines telle l’Aquaporine Z transporteur d’eau, 

protéine que nous avons étudiée dans le cadre des bicouches lipidiques espacées (tBLM).  
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Bilan et perspectives 

 

 Ce travail de thèse visait à développer des bicouches lipidiques planes dans 

lesquelles des protéines membranaires intégrales seraient insérées et fonctionnelles. 

L’originalité de ce travail consiste en l’utilisation d’un système d’expression protéique 

acellulaire pour produire deux protéines membranaires modèles : l’alpha hémolysine et 

l’aquaporine Z.  

 Dans un premier chapitre, des bicouches lipidiques supportées (SLB) ont été formées 

à partir de liposomes composés de 100% de molécules lipidiques de phosphatidylcholine 

(POPC) sur des surfaces de SiO2. Un système d’expression protéique acellulaire (CFPS) 

portant le gène de l’alpha hémolysine ou celui de l’alpha hémolysine-eGFP avait ensuite été 

ajouté sur la surface durant une période de 3 heures. Nous avons alors montré que ces 

protéines sont produites et s’incorporent dans la SLB.  

Dans un second chapitre, nous avons voulu augmenter l’espace entre la surface et la 

bicouche lipidique dans l’objectif de mieux incorporer les protéines membranaires intégrales 

dont les structures en 3D de celles-ci requièrent de l’espace de part et d’autre de la 

bicouche. Pour cela, nous avons choisi d’utiliser un polymère non toxique qui présente 

d’excellentes caractéristiques de mouillage : le polyéthylène glycol. Ce PEG est liée d’une 

part à une molécule lipidique permettant son accrochage à la bicouche lipidique. D’autre 

part, il est lié par son autre extrémité via des liaisons hydrogène à un groupe terminal. Nous 

avons mis au point une tBLM par fusion directe de liposomes sur une surface de SiO2 et par 

fusion des liposomes induite à l’aide d’un alpha peptide. Après plusieurs essais infructueux 

sur une surface de SiO2, nous avons montré que seule une tBLM formée sur une surface 

d’or permettait la production de la protéine aquaporine Z par le CFPS ainsi que son 

incorporation dans la bicouche lipidique pour un faible pourcentage de PEG. En effet, si la 

quantité de PEG est trop élevée, la production protéique par le système d’expression 

protéique acellulaire peut être inhibée et l’incorporation de la protéine peut être gênée. 

Dans un troisième chapitre, nous avons comparé les membranes planes dites « modèles » 

mises au point dans les deux premiers chapitres avec des membranes lipidiques 

biomimétiques (de composition la plus proche possible de la membrane d’E.coli). Nous 

avons obtenu une bicouche lipidique plane en mélangeant des extraits lipidiques totaux 

d’E.coli avec le POPC, molécule lipidique synthétique. La comparaison de l’incorporation de 

protéines membranaires produites par le système d’expression acellulaire entre ces deux 

types de membranes n’a mis en évidence aucune différence.  
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Dans un dernier chapitre, nous avons montré que la protéine alpha hémolysine produite par 

le CFPS dans une membrane suspendue est fonctionnelle, validant ainsi l’insertion de 

protéines membranaires intégrales. Cette vérification n’a pas pu être effectuée pour 

l’aquaporine Z qui n’est pas une protéine formant un canal ionique comme l’alpha 

hémolysine, empêchant ainsi la mesure de la conductivité. Pour ce type de protéines 

membranaires des solutions alternatives doivent être envisagées, comme par exemple une 

mesure de la pression osmotique. Dans le cas de protéines de type transporteur ou de 

récepteur, des tests d’activité enzymatique ou de liaison à des ligands devront également 

être considérés. 

 Il a ainsi été montré que des solutions de système d’expression protéique acellulaire 

directement incubées sur des bicouches lipidiques planes permettent la production des 

protéines et leur insertion dans une conformation correcte et fonctionnelle. Néanmoins, 

l’impact de la non purification de ces protéines au cours de cette étude n’a pas été abordée 

dans ce manuscrit. La technique de QCM-D, indique que lors de l’étape de lavage suivant 

l’incubation d’une solution témoin (sans plasmide ajouté)  sur une membrane lipidique plane, 

tout le matériel du système d’expression acellulaire est éliminé. Ceci n’est en réalité pas 

exact. Lors de l’étude de ces surfaces à l’aide de la microscopie à force atomique, il est 

apparu que des éléments tels que des ribosomes sont observés posant la question de 

l’imagerie de ces surfaces pour déterminer la structure des protéines et montrant également 

la limite des techniques utilisées au cours de ces travaux. 

 Les résultats obtenus au cours de ces trois ans de thèse constituent une première 

étape vers la mise au point de biodétecteurs permettant de caractériser les protéines 

membranaires produites dans une bicouche lipidique plane. Plusieurs stratégies peuvent 

être envisagées pour l’obtention d’un biodétecteur :  

- Un système de membrane suspendue permettant de mesurer la fonctionnalité de protéines 

membranaires semble être le système le plus adapté à la mise au point d’un biodétecteur 

puisqu’il permet la mesure de la fonctionnalité de pores membranaires. Néanmoins, pour 

permettre l’étude d’un plus grand nombre de protéines membranaires, il est envisageable de 

coupler une mesure électrique à une réaction enzymatique ou à une liaison entre une 

protéine et son ligand mais également d’effectuer des mesures de fluorescence. Pour cela, 

un accès pratique à la solution présente dans le canal ionique serait requis. Une thèse visant 

à répondre à ces attentes est actuellement en cours dans notre laboratoire.  

- Il est aussi envisageable de détecter la fonctionnalité protéique en formant des bicouches 

lipidiques sur des nanotubes de carbone permettant de mesurer un courant comme reporté 
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dans les travaux de Zhou et coll.11. L’avantage de l’utilisation de nanotubes de carbone est 

que les techniques utilisées au cours de ces travaux de thèse (QCM-D, SPR, FRAP) 

pourraient être également utilisées apportant des informations complémentaires à la seule 

fonctionnalité des protéines. 

                                                           
1. Zhou, X., Moran-Mirabal, J. M., Craighead, H. G. & McEuen, P. L. Supported lipid bilayer/carbon 

nanotube hybrids. Nat. Nanotechnol. 2, 185–190 (2007). 
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Annexe 1 : La mesure d’angle de contact
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21. De Gennes, P. Wetting: statics and dynamics. Reviews of Modern Physics 57, 827–863 (1985). 
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Résumé / Abstract 
 

Les protéines membranaires intégrales jouent un rôle essentiel dans le maintien de 

l’intégrité cellulaire (transports d’ions et de nutriments, transduction de signal, interaction 

cellule-cellule). Afin de les étudier, ces protéines doivent être produites in vitro. La production 

classique de ces protéines membranaires intégrales dans des microorganismes présente de 

nombreuses difficultés liées à leur structure complexe mais aussi à des problèmes de 

toxicité, empêchant la production de nombre d’entre elles. En outre, pour être produites 

efficacement, ces protéines ont besoin d’un environnement amphiphile. Dans cette thèse, 

afin de pallier à ces difficultés, nous avons d’une part utilisé un système d’expression 

protéique acellulaire, non affecté par la physiologie des cellules vivantes. En outre, nous 

avons choisi de les intégrer dans des bicouches lipidiques planes reconstituées 

artificiellement. Dans une première partie, nous avons mis au point l’intégration d’une 

protéine membranaire intégrale formant un pore, l’alpha hémolysine, dans une bicouche 

lipidique supportée. Certaines protéines nécessitant un espace plus important de part et 

d’autre de la membrane, nous avons, dans une seconde partie, développé une bicouche 

lipidique espacée et ancrée par fusion de liposomes sur des surfaces d’or. Nous démontrons 

qu’il est possible d’y incorporer des protéines membranaires de type Aquaporine Z sous 

certaines conditions. Dans une troisième partie, dédiée à la formation de membranes 

biomimétiques utilisant des molécules lipidiques provenant d’Escherichia coli, nous montrons 

que la modification de la composition membranaire ne semble pas avoir d’incidence sur 

l’incorporation de protéines. Enfin, dans une dernière partie, nous avons réalisé des premiers 

essais d’insertion de protéines membranaires, de type alpha hémolysine, dans des 

bicouches suspendues afin de montrer que ces protéines produites par le système 

d’expression acellulaire sont fonctionnelles. 

 

Integral membrane proteins play an essential role in the cell integrity preservation 

(transport of nutrients and ions, signal transduction, cell-cell interaction). In order to study 

these proteins, they have to be produced in vitro. Classical production of integral membrane 

proteins in microorganisms present many difficulties associated with their complex structure 

and also toxicity problems, preventing production of many of them. Moreover, to be efficiently 

produced, these proteins require an amphiphilic environment. In order to overcome these 

difficulties, we used a cell-free protein expression system, unaffected by the physiology of 

living cells. In addition, we chose to integrate them into artificial planar lipid bilayers. In a first 
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part, we have developed the integration of an integral membrane protein forming a pore, the 

alpha hemolysin, in a supported lipid bilayer. Some proteins require more space on each 

side of the membrane, therefore in a second part, we have developed a tethered lipid bilayer 

membrane by liposome fusion on gold surfaces. We demonstrate that it is possible to 

incorporate membrane protein Aquaporin Z under certain conditions. The third part is 

dedicated to the formation of biomimetic membranes using lipid molecules from Escherichia 

coli, we show that the membrane composition do not affect the protein incorporation. Finally, 

we have tested alpha hemolysin membrane proteins insertion in suspended lipid bilayers 

membranes to show that these proteins produced by the cell-free expression system are 

functional. 
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