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Avant-propos

La cellule eucaryote est délimitée par une membrane appelée membrane plasmique. A l’intérieur
de la cellule, c’est-à-dire dans le cytoplasme, on trouve de nombreux compartiments aussi délimités
par une membrane comme par exemple le noyau, le réticulum endoplasmique, l’appareil de Golgi,
les mitochondries et une multitude de petits compartiments appelés vésicules. Les échanges entre
ces différents compartiments sont nécessaires au bon fonctionnement de la cellule. Ils se font par
l’intermédiaire des vésicules intracellulaires qui contiennent des biomolécules et permettent leur
acheminement à différents endroits de la cellule. Il existe des vésicules d’endocytose qui circulent
de la membrane plasmique vers le noyau, ce sont les endosomes. D’autres vésicules vont circuler
en sens inverse (vésicule de sécrétion, exosomes, microvésicules). D’autres encore n’ont pas de di-
rection préférentielle (péroxysomes). Tous ces échanges dans le cytoplasme caractérisent le trafic
intracellulaire. Il fait intervenir des protéines appelées moteurs moléculaires qui sont capable de
convertir de l’énergie chimique (disponible dans la cellule sous forme d’ATP) en énergie mécanique
afin d’évoluer le long des filaments du cytosquelette et d’offrir au contenu des vésicules un transport
actif et ciblé.

Pour sonder le trafic intracellulaire, il est possible d’introduire dans le milieu intracellulaire
des sondes artificielles, d’une taille équivalente à des vésicules de transport. Ces sondes ne sont
pas pourvues de moteurs et une fois dans le milieu intracellulaire leurs mouvements sont liés à
l’activité intracellulaire sans qu’elles participent de façon active au transport : ce sont des sondes
inertes. A l’inverse il est possible d’utiliser des sondes biologiquement actives comme les vésicules
intracellulaires. Nous avons choisi de nous focaliser sur le transport des endosomes. L’endosome est
naturellement présent dans la cellule et correspond à une des principales vésicules de transport. De
ce fait, il participe de façon très active au trafic intracellulaire.

Pour approfondir la compréhension du fonctionnement du transport des endosomes et pour
répondre à des questions fondamentales sur le trafic intracellulaire, nous avons utilisé une approche
qui consiste à perturber le trafic intracellulaire et à observer dans quelle mesure la perturbation
a modifié le système. Pour cela, nous avons choisi deux différents types de perturbation : une
perturbation mécanique, qui consiste à appliquer un cisaillement rotationnel au cytoplasme, et
une perturbation photo-chimique, qui nécessite la photo-activation de molécules photosensibles lo-
calisées dans le milieu intracellulaire. Le trafic intracellulaire étant un phénomène essentiel pour
la cellule, un dysfonctionnement de celui-ci pourrait entraîner des dommages cellulaires. L’étude
d’une perturbation sur le trafic intracellulaire peut donc également conduire à des applications
biomédicales comme par exemple des traitements anticancéreux.

Ce manuscrit est organisé selon six chapitres principaux. Une première partie intitulée “In-
troduction générale”, a pour rôle de rappeler les éléments moteurs du trafic intracellulaire et ses
mécanismes de fonctionnement, et présente également une bibliographie des différentes méthodes
permettant d’effectuer des mesures rhéologiques sur des cellules vivantes. Le deuxième chapitre in-

xiii



xiv Chapitre 0. Avant-propos

titulé “Matériel et Méthodes” décrit le protocole d’obtention des endosomes, pouvant contenir des
nanoparticules magnétiques, le dispositif à production de champ magnétique, les techniques d’ana-
lyses de microrhéologie passive et active, ainsi que les protocoles de biologie cellulaire, de traitement
thérapeutique et ceux du système in vitro visant à reproduire le transport vésiculaire. Ensuite sont
exposées les trois parties de résultats : “Perturbation mécanique”, “Perturbation photo-chimique”
et “Vésiculation induite par des traitements anticancéreux”. Les résultats correspondant à chaque
partie sont rapportés, analysés puis discutés. Une dernière partie, “Système modèle de transport
vésiculaire” présente une analyse des protocoles de fabrication des microtubules et d’extraction
d’endosomes utilisés afin de reproduire le transport vésiculaire à partir d’un système in vitro. Le
manuscrit se finit par une Conclusion générale suivie d’annexes.
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1.1 Présentation générale de la cellule

La cellule eucaryote est un milieu très hétérogène du fait de la présence de différents types
de constituants qu’on peut y trouver. La membrane plasmique délimite le cytoplasme dans lequel
on trouve une grande quantité de compartiments cellulaires délimités par une membrane, comme
par exemple le noyau, le réticulum endoplasmique, l’appareil de Golgi, les mitochondries et de
nombreuses petites vésicules (péroxysomes, endosomes, lysosomes,...) (figure 1.1).

Figure 1.1 – Schéma montrant le degré de compartimentation de la cellule [1]

Le milieu dans lequel baignent ces compartiments est un milieu hétérogène, dans le sens où on
y trouve du liquide (le cytosol, qui est une solution de protéines) et des éléments rigides, comme les
filaments d’actine, les microtubules et les filaments intermédiaires, qui constituent le cytosquelette.
Ces derniers éléments sont majoritairement constitués de protéines, qui sont synthétisées au sein
même de la cellule.

Chaque cellule d’un être vivant est programmée pour en synthétiser. Le codage pour cette
production est contenu dans le noyau, sous forme de macromolécules, l’acide désoxyribonucléique
(ADN). Les étapes suivantes de la synthèse de protéines ont lieu à différents endroits de la cellule,
l’étape finale étant effectuée au niveau du réticulum endoplasmique. Les protéines produites, vont
alors être transférées à l’appareil de Golgi, dans des petits compartiments, appelés vésicules. Ces
vésicules naissent par bourgeonnement de la membrane du réticulum et vont fusionner avec la
membrane du Golgi. Un fois dans le Golgi, les protéines vont subir plusieurs étapes de maturation,
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avant d’être à nouveau expulsées dans le cytosol sous forme de vésicules intracellulaires, en ayant
pour destination les lysosomes, les endosomes ou la membrane plasmique. De nombreuses vésicules
sont donc produites au cœur de la cellule pour transporter les protéines synthétisées par la cellule
vers la membrane plasmique.

Circulant en sens inverse, les endosomes sont des vésicules qui sont issues de la membrane
plasmique suite à l’endocytose de macromolécules, de neurotransmetteurs (dans le cas de cellules
synaptiques), etc... Le premier stade de la vésicule d’endocytose est l’endosome primaire. Celui-ci
va alors migrer et fusionner avec les endosomes précoces, dans lesquels le triage du contenu de
la vésicule va commencer. Les endosomes précoces vont alors maturer pour donner les endosomes
tardifs qui deviennent à leur tour des lysosomes ou fusionnent avec un lysosome préexistant. Les
endosomes naissent à la membrane plasmique et leur contenu ou une partie de celui-ci migre
progressivement vers le centre de la cellule.

Il y a donc de nombreux échanges entre les différents compartiments cellulaires, offrant un
transport efficace au contenu des vésicules et visant à garder un équilibre entre les constituants des
différentes membranes avec lesquelles fusionne la membrane de l’intermédiaire de transport. Tous
ces mouvements de vésicules caractérisent le trafic intracellulaire. Le transport vésiculaire est un
phénomène actif, qui doit son efficacité à l’organisation du réseau des filaments du cytosquelette
(en particulier les microtubules et l’actine), qui vont être les rails du transport et à l’action des
moteurs moléculaires. Ceux-ci convertissent de l’énergie chimique, disponible dans la cellule sous
forme d’adénosine tri-phosphate (ATP), en énergie mécanique pour évoluer le long des rails.
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1.2 Le trafic intracellulaire

Le système cellulaire est le lieu d’échanges organisés de matériel moléculaire ou d’organelles,
afin d’assurer les échanges avec le milieu extracellulaire ou l’équilibre protéique interne de la cel-
lule. Les vésicules d’endocytose doivent être amenées à un centre de dégradation ou de recyclage.
Les protéines doivent être véhiculées du réticulum endoplasmique vers le Golgi, puis vers d’autres
compartiments cellulaires (organites, membrane plasmique). Les péroxysosomes doivent circuler
dans la cellule pour pouvoir jouer leur rôle de "détoxificateurs" de la cellule. Les phénomènes de
diffusion spontanée au sein du cytoplasme sont lents, du fait de la viscosité élevée du cytosol et du
caractère encombré que confèrent les nombreux obstacles présents dans le cytoplasme. Pour être
efficaces, ces échanges nécessitent un transport actif, faisant intervenir des mécanismes biologiques
spécifiques convertissant de l’énergie chimique en énergie mécanique.

1.2.1 Les acteurs du trafic intracellulaire

Le trafic intracellulaire de vésicules est un phénomène très complexe faisant intervenir de nom-
breux éléments de nature biochimique différente. Les principaux acteurs du trafic intracellulaire
sont le cytosquelette, les moteurs moléculaires et la vésicule de transport (ou cargo).

Le cytosquelette

Les éléments du cytosquelette intervenant, dans le transport vésiculaire, sont les microfilaments
d’actine (actine F) et les microtubules. Ce sont des biopolymères protéiques, qui forment des fila-
ments polarisés ayant une morphologie différente et interagissant avec différents types de moteurs
moléculaires. Ces deux éléments sont en perpétuelle reconstruction dans la cellule.

Les filaments d’actine ou microfilaments sont formés par polymérisation de plusieurs mo-
nomères d’actine globulaire (actine G).

Structure : Ils proviennent d’un arrangement hélicoïdale dextre qui forme un filament d’un
diamètre de 7-8 nm et d’une longueur de persistance d’environ 17 µm. Le tour d’hélice du filament
d’actine mesure 37 nm (figure 1.3 A).

Localisation / Organisation : Ils sont présents en périphérie de la cellule (actine corticale) et
sous formes de fibres de stress (figure 1.2).

Dynamique : dans les conditions intracellulaires, une dépolymérisation a lieu à l’extrémité (-)
alors qu’un ajout de monomères a lieu à l’extrémité (+). Les cinétiques de polymérisation et dépo-
lymérisation dépendent de la concentration en actine G et sont différentes aux extrémités (+) et
(-) [2]. A l’extrémité (+), des monomères d’actine G combinés à une molécule d’ATP vont s’ajou-
ter au brin préexistant. La croissance se fait de façon continue et au cours du temps l’ATP va
avoir tendance à s’hydrolyser en ADP induisant ainsi une dépolymérisation à l’extrémité (-). Cette
instabilité dynamique, appelée "treadmilling" ou tapis roulant, dépend des rapports de concen-
trations entre actine filamenteuse et actine globulaire et est régulée par des protéines appelées
"actin-associated proteins" (AAP).

Les microtubules sont constitués de 13 protofilaments dont l’unité de base est le dimère de
tubuline (α-β)
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Structure : ce sont des filaments creux (tubes) ayant un diamètre externe de 25 nm et un
diamètre interne de 14 nm. Leur longueur de persistance est de plusieurs mm (figure 1.3B). Ils sont
donc plus gros et plus rigides que les filaments d’actine.

Localisation / Organisation : dans les cellules non-polarisées, ils sont organisés de façon radiale
à partir du centrosome (extrémité (-)) à proximité du noyau (figure 1.2). Chez les cellules polarisées,
la symétrie radiale étant brisée, l’extrémité (+) est orientée vers la membrane basale, tandis que
l’extrémité (-) est orientée vers la membrane apicale [3].

Dynamique : tout comme les filaments d’actine, les microtubules se renouvellent constamment.
La croissance se fait à partir du centrosome (extrémité (-)) par l’ajout de dimères de tubuline (α−β)
combinés à des molécules de guanosine tri-phosphate (GTP) à l’extrémité (+). Les complexes β-
tubuline-GTP peuvent s’hydroliser en β-tubuline-GDP, ce qui fragilise la structure du microtubule
et peut donner lieu à un phénomène de dépolymérisation rapide, appelé catastrophe. La dyna-
mique structurale du microtubule est gouvernée par l’équilibre entre le taux de polymérisation et le
nombre de catastrophes complètes ou partielles. Lorsqu’elles sont stoppées, on parle alors de sauve-
tage. Cette instabilité dynamique est régulée par des "microtubule-associated proteins" (MAPs) [4].

Les éléments du cytosquelette couvrent quasiment tout le volume cellulaire (figure 1.2), et leur
polarisation présente un intérêt pour la directionnalité du transport vésiculaire. Ils représentent
donc un bon réseau de transport.

Figure 1.2 – Organisation des microtubules (vert) et de l’actine (rouge) dans une cellule animale.
Au centre le noyau (bleu) [5])

Les moteurs moléculaires

Les moteurs moléculaires sont des protéines capables de transformer de l’énergie chimique en
énergie mécanique ce qui leur permet de se déplacer le long des filaments du cytosquelette par des
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modifications conformationnelles (figure 1.3 et 1.4).

Dans le cadre du transport vésiculaire, la famille des myosines (40% du nombre total des
moteurs présents dans une cellule) s’associe avec les filaments d’actine : myosine I et V (transport
antérograde (-+)) et myosine VI (transport rétrograde (+-)) [6].

Les moteurs capables de s’associer avec les microtubules sont :
- les dynéines (15%) : dynéine cytoplasmique (transport rétrograde) [4]
- les kinésines (45%) : kinésine 1-2-3 (transport antérograde) et kinésine 14 (transport rétro-
grade) [7].

Figure 1.3 – Moteurs moléculaires impliqués dans le trafic intracellulaire. Gauche : (A) la famille
des myosines capables de se déplacer le long des microfilaments d’actine et (B) les familles des
dynéines et des kinésines capables de se déplacer le long des microtubules (issu de [8]). Droite : la
partie gauche des moteurs (bleu) correspond au domaine moteur qui s’attache au cytosquelette (N
terminal) et qui contient le site de fixation de l’ATP. La partie droite (C terminal) est prévue pour
la fixation au cargo. (issu de [9])

La structure des moteurs moléculaires est très différente d’une famille de moteurs à l’autre.
Cependant, il y a quelques similitudes structurelles. Généralement, les moteurs sont quasiment
tous constitués d’un domaine moteur qui s’attache au microtubule ou au microfilament d’actine et
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qui contient le site de fixation de l’ATP (en bleu sur la figure 1.3, "Motor Toolbox"). A l’opposé (à
droite), on trouve une queue (en violet sur la figure 1.3) et/ou des chaînes légères (en vert sur la
figure 1.3), prévus pour se fixer au cargo. Les parties gauche et droite sont reliées par des chaînes
lourdes bispiralées ("coiled-coil") ou non (en gris).

Les vésicules ou cargos

Les moteurs sont capables de se connecter au cytosquelette tout en faisant partie du manteau
membranaire des vésicules. Ils permettent le mouvement de ces vésicules le long des filaments du
cytosquelette, offrant à leur contenu un transport ciblé et plus efficace que la diffusion brownienne.
Les différents types de vésicules vont faire intervenir des moteurs différents suivant leur destina-
tion [3]. Par exemple :
- la myosine I participe aux dernières étapes du transport des endosomes tardifs vers les lysosomes,
- les kinésines cytoplasmiques interviennent lors du transport des vésicules d’endocytose, notam-
ment des endosomes précoces vers les endosomes tardifs, - la kinésine I joue un rôle dans le transport
des vésicules golgiennes,
- les dynéines transportent les endosomes tardifs vers l’appareil de Golgi.

1.2.2 Mécanismes de fonctionnement des moteurs moléculaires

Bien qu’il soit difficile de comprendre exactement le mécanisme de fonctionnement des diffé-
rents types de moteurs moléculaires, il existe des modèles en accord avec les observations expé-
rimentales [10, 11, 12, 13, 14, 15, 16, 17] comme les modèles pas-à-pas ("hand-over-hand") ou
"inchworm".

Figure 1.4 – Modèles de fonctionnement des moteurs moléculaires : modèle pas-à-pas symétrique
(a) ou asymétrique (d), modèle inchworm asymétrique (b) ou symétrique (c) (issu de [13].)
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Modèle pas-à-pas

Le modèle pas-à-pas est le modèle le plus connu qui explique un mécanisme possible de fonction-
nement des moteurs moléculaires. Des observations directes du mouvement pas-à-pas de la myosine
V ont pu être réalisées [18] et il semble que ce soit le modèle le plus probable pour expliquer le
fonctionnement de la kinésine-1 [14, 15]. Les mouvements pas-à-pas de la kinésine sont orchestrés
par la dynamique des cycles d’hydrolyse des molécules d’ATP (figure 1.5).

1 2 

3 4 

A A 

A 
A B 

B 

B 

B 

Figure 1.5 – Schéma du fonctionnement de la kinésine (issu de [17]). (1) La tête (A) à l’avant
est combinée à une molécule d’ATP, elle est attachée au microtubule. La tête (B) à l’arrière est
combinée à une molécule d’ADP, elle se détache et passe à l’avant (2). (3) La tête (A) est à
l’arrière. Sa molécule d’ATP s’hydrolyse en ADP+Pi, ce qui libère de l’énergie. La tête (B), à
l’avant, échange sa molécule d’ADP contre une molécule d’ATP. (4) La tête (A) est finalement
combinée à une molécule d’ADP et elle va se détacher pour avancer et le cycle recommence.

Chacune des têtes de la kinésine contient un site de fixation pour une molécule d’ATP ou
ADP. Suivant l’état d’hydrolyse de la molécule d’ATP, la tête à tendance soit à s’attacher aux
microtubules (ATP), soit à se détacher (ADP). En même temps, l’articulation tête-queue subit un
changement de conformation (rotation du cou de la protéine). Des molécules d’ADP sont forte-
ment attachées aux têtes, lorsque la kinésine n’est pas en contact avec un microtubule. Une fois
qu’une tête se fixe à un microtubule, la molécule d’ADP est remplacée par une molécule d’ATP.
La deuxième tête s’attache également au microtubule par effet de proximité. L’hydrolyse de la
molécule d’ATP en ADP+Pi libère de l’énergie et une fois que l’ion Pi (phosphate inorganique)
est libéré, la tête se détache et effectue un mouvement de rotation pour se rattacher environ 8 nm
plus loin vers l’extrémité (+) du microtubule. La deuxième tête suit le même scénario à son tour.
Il a été montré, dans le cas de la kinésine-1, que le fonctionnement est de type asymétrique [15]
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car la queue de la kinésine ne tourne pas pendant le mouvement. Ce qui signifie que la kinésine-1
"marche" en mettant une tête devant l’autre en alternant le sens de rotation.

Le modèle "inchworm" est différent du modèle "pas-à-pas" dans le sens où les deux têtes ne
"marchent" pas le long du filament, les mouvements ne sont pas du type "une tête devant l’autre".
Dans ce modèle, la tête à l’avant reste à l’avant et lorsqu’elle avance, la tête à l’arrière avance à
son tour et rejoint la tête à l’avant mais sans jamais la dépasser.

1.2.3 Que connait-on actuellement du trafic intracellulaire ?

Les études sur le trafic intracellulaire concernent soit le comportement individuel d’un moteur,
soit le comportement collectif des moteurs à l’échelle d’une vésicule de transport. Le comportement
individuel d’un moteur est caractérisé par sa capacité à effectuer des mouvements dont les caracté-
ristiques physiques sont directement liées à sa structure, alors que les mouvements d’une vésicule
sont dus au comportement collectif de plusieurs moteurs et à leur capacité à coopérer, induisant
des mouvements dont la durée, la processivité et la vitesse sont différentes de celles d’un moteur
individuel.

Motilité des moteurs moléculaires

Les chercheurs ont caractérisé la motilité des moteurs moléculaires en mesurant la longueur
des pas, la vitesse de déplacement ainsi que la processivité, qui correspond à la distance parcourue
par un moteur avant de se détacher du cytosquelette. La plupart des expériences de motilité des
moteurs moléculaires sont réalisées in vitro. Il existe deux types d’expériences :
- "bead assay", les microtubules ou les microfilaments sont immobiles et des moteurs sont attachés
à une bille fluorescence. On mesure les déplacements de la bille (qui peut être manipulée par un
piège optique).
- "gliding assay", les moteurs sont immobiles. On mesure alors le déplacement des microtubules ou
des microfilaments.
Un récapitulatif des mesures expérimentales de motilité des moteurs moléculaires est donné dans
le tableau 1.1).

Famille Moteur longueur des pas (nm) vitesse (µm/s) processivité (nm)
Myosine I 10 0.2 ?

Myosines Myosine V 36 0.3 16000
Myosine VI 36 0.3 240

Dynéines 28 14 1000
Kinésines 8 1.8 1000

Table 1.1 – Caractéristiques moyennes de motilité des différents types de moteurs moléculaires
[8, 6, 4, 19, 20, 21]

Mouvement vésiculaire

Les vésicules sont équipées de plusieurs moteurs moléculaires. Dans le cytoplasme, elles peuvent
diffuser sur des courtes distances, afin d’aller se connecter à un microtubule ou un filament d’ac-
tine. Une fois à proximité du filament, les moteurs vont interagir avec celui-ci de façon discontinue
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et progressive. Les différentes vésicules de transport ne possèdent pas forcément toutes la même
population de moteurs moléculaires. Cependant il semblerait que chaque vésicule soit pourvue de
différents types de moteurs, car ils sont capables de collaborer afin d’effectuer des mouvements bi-
directionnels [8] ou de se relayer lors du passage d’un microtubule à un microfilament d’actine [22]
pour augmenter l’efficacité du transport. Le transport vésiculaire peut être étudié dans les cel-
lules [23, 24, 25, 26, 27] ou à partir de systèmes in vitro [28, 29, 30, 31, 32].

Pour étudier le transport vésiculaire, que ce soit à partir de systèmes ex vivo ou in vitro, les
chercheurs ont suivi des vésicules de transport, afin d’enregistrer leur trajectoire généralement
2D. A partir des coordonnées des vésicules, ils ont étudié leur mouvement de diffusion spontanée,
de même que Brown l’a fait au XVIIIème avec les particules de pollen [33], et ils ont calculé le
déplacement quadratique moyen (ou mean square displacement, MSD), grandeur physique qui relie
les déplacements quadratique avec le temps. L’analyse des trajectoires en termes de déplacement
quadratique moyen donne des informations sur l’amplitude de déplacement des vésicules, ainsi que
sur le type de mouvement. Théoriquement et expérimentalement, on peut distinguer deux types
de mouvements : dirigé (quasi-balistique), lorsque les moteurs sont connectés au cytosquelette ou
sous-diffusif, lorsqu’ils sont déconnectés [24]. Ce sont justement ces phases de mouvement dirigé
qui sont intéressantes pour l’étude du trafic intracellulaire, car ce sont pendant ces phases que les
moteurs sont actifs. Alors que le MSD donne un aperçu global de la trajectoire des vésicules de
transport, il existe des techniques pour analyser plus en détail les mouvements des vésicules pour
distinguer les phases dirigées des phases plus diffusives et accéder par exemple à des mesures de
vitesse moyenne de déplacement, de processivité ou de durée des phases dirigées (en 2D : [25], en
3D : [23]). Les phases de mouvement diffusif ne présentent pas un grand intérêt pour l’étude de
transport vésiculaire mais leur analyse peut donner des informations sur les propriétés mécaniques
du milieu dans lequel se trouvent les vésicules.

1.2.4 Pathologies dans lesquelles intervient un dysfonctionnement du trafic
intracellulaire

Le trafic intracellulaire est un phénomène important qui joue un rôle dans l’organisation spatiale
du milieu intracellulaire, par nature hors d’équilibre. Un dysfonctionnement de ce phénomène peut
avoir des conséquences dramatiques. Par exemple, une inhibition du transport par les kinésines
dans des cellules nerveuses induit une mauvaise répartition des mitochondries et du réticulum, et
pourrait être liée à la maladie d’Alzheimer [34, 35]. Les dynéines jouent un rôle très important
dans le transport axonal. Si le trafic des vésicules synaptiques est perturbé, cela peut engendrer des
maladies neurodégénératives comme la maladie de Huntington [36, 37] ou encore dans la maladie
de Charcot-Marie-Tooth [38]. Il semble donc essentiel de comprendre son fonctionnement.
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1.3 Caractérisations mécaniques du milieu cellulaire

Pour bien comprendre ce phénomène actif qu’est le transport vésiculaire, il faut connaître les
propriétés physiques du milieu dans lequel il a lieu. Lorsqu’une vésicule n’est pas connectée à un
rail de transport, elle diffuse de façon passive dans le cytoplasme jusqu’à atteindre un filament
du cytosquelette. Cette diffusion dépend essentiellement des propriétés mécaniques du cytoplasme.
Une fois la vésicule attachée à un filament du cytosquelette, l’action des moteurs va mettre en
mouvement le cargo. Des forces de friction, également dépendantes des propriétés mécaniques, vont
alors être exercées sur le cargo par le milieu intracellulaire et moduler son déplacement. Dans toutes
les étapes du transport vésiculaire, les propriétés mécaniques du cytoplasme sont donc importantes.

1.3.1 Rhéologie et microrhéologie

Depuis un certain nombre d’années, les physiciens se sont intéressés à caractériser les propriétés
mécaniques de la cellule. En faisant appel à des notions physiques provenant de plusieurs domaines
comme la physique des liquides, la physique non-linéaire et la mécanique des milieux continus dont
la rhéologie, plusieurs techniques de mesures ont émergé faisant naître la microrhéologie cellulaire.

Il existe deux types d’approches : la microrhéologie active et la microrhéologie passive. Suivant
le système étudié et le dispositif expérimental utilisé, l’une ou l’autre de ces approches est choisie.
Certaines expériences permettent même de réaliser les deux types de mesure. Certains de ces
dispositifs sont présentés dans la partie suivante (partie 1.3.2).

Microrhéologie active

La microrhéologie active consiste à appliquer globalement ou plus localement des contraintes
mécaniques sur la cellule ou un élément cellulaire. L’idée est alors d’observer et de quantifier la
réponse de la cellule à une force ou à un couple, le but étant d’établir la relation de contrainte-
déformation ou contrainte-taux de déformation. Certains matériaux simples sont définis par une
seule grandeur physique. Par exemple un solide purement élastique ou un liquide purement vis-
queux sont respectivement caractérisés par un module élastique (E) ou une viscosité (η).

Dans le cas d’un solide purement élastique, la relation contrainte-déformation est donnée
par la loi de Hooke :

σ = Eε (1.1)

σ est la contrainte, ε la déformation, et E correspond au module élastique.

Dans le cas d’un fluide purement visqueux, l’expression reliant la contrainte (σ) et le taux
de déformation (ε̇) est donnée par :

σ = ηε̇ (1.2)

où η correspond à la viscosité.

Dans le cas de la cellule, la relation de contrainte-déformation est plus complexe, car la cellule
a à la fois un comportement visqueux et un comportement élastique, c’est un milieu viscoélastique.
Cependant, les composantes élastiques et visqueuses ne peuvent pas être découplées en E et η. On
parle alors de module viscoélastique G ou de fonction de fluage J . L’utilisation de l’une ou l’autre de
ces grandeurs dépend du type d’expérience réalisé. En régime sinusoïdal, un déplacement oscillant
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à la pulsation ω est imposé à la sonde ou à la cellule, impliquant une déformation périodique
du milieu. Ce type de mesure permet de déduire le module viscoélastique G(ω) de la relation
contrainte-déformation (équation 1.4). Les expériences de fluage consistent à appliquer une force
constante sur la sonde ou la cellule. La contrainte appliquée au milieu est donc constante et la
mesure de déformation en fonction du temps donne accès à la fonction de fluage J(t) (équation
1.5).

σ(t) =

∫ t

−∞
G(t− t′)ε̇(t′)dt′ (1.3)

Lorsqu’on est en régime sinusoïdal, la déformation peut s’écrire ε(t) = <(ε0 exp(iωt) et la
transformée de Fourier de l’équation 1.3 peut se mettre sous la forme :

G̃(ω) =
σ̃(ω)

ε̃(ω)
(1.4)

ε(t) =

∫ t

−∞
J(t− t′)σ̇(t′)dt′ (1.5)

Dans le cas du milieu intracellulaire, le module viscoélastique et la fonction de fluage se com-
portent en loi puissance, avec un même exposant (γ) [39] :

|G(ω)| = G0

(
ω

ω0

)γ
(1.6)

et

J(t) = J0

(
t

t0

)γ
(1.7)

et il est possible de passer de l’un à l’autre par la relation :

G̃(ω) =
1

iωJ̃(ω)
(1.8)

où J̃(ω) est la transformée de Fourier de J(t).

Microrhéologie passive

La microrhéologie passive étudie les mouvements spontanés de sondes en l’absence de contrainte
extérieure. La mesure consiste à quantifier les fluctuations de positions de la sonde, en s’inspirant
des études qui ont été faites sur le mouvement brownien. On peut alors mesurer le déplacement
quadratique moyen des sondes dont l’expression en fonction du temps, donne accès à la composante
dissipative du système.

Dans le cas d’une sonde plongée dans un liquide purement visqueux, on peut exprimer le
déplacement quadratique moyen en fonction du temps de la manière suivante :

< ∆r2(t) >= 2δD ∗ t (1.9)

où δ est la dimension de l’espace, D est le coefficient de diffusion, définit par la relation d’Ein-
stein par D = kBT

6πηr avec kB la constance de Boltzmann, T la température, η la viscosité et r le
rayon de la sonde. Dans cet exemple, la mesure de D donne accès à la viscosité η et donc aux
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propriétés mécaniques du milieu.

Dans le cas d’une sonde intracellulaire par exemple, il est possible d’exprimer le déplacement
quadratique moyen sous forme d’une loi puissance en fonction du temps :

< ∆r2(t) >= D∗ ∗ (
t

t0
)α (1.10)

Ici D∗ ne dépend plus simplement de la viscosité mais des propriétés visco-élastiques du cy-
toplasme (notamment plus l’exposant du module élastique est grand γ → 1 plus D∗ est grand et
plus l’exposant est petit γ → 0 plus D∗ est faible) et le déplacement quadratique moyen n’est pas
forcément proportionnel au temps (0<α<2).

1.3.2 Méthodes de mesure des propriétés mécaniques

Une des premières méthode est apparue en 1922 avec Alfred Heilbronn [40]. En utilisant l’ancêtre
des pinces magnétiques, Heilbronn étudie pour la première fois les propriétés microrhéologiques du
cytoplasme de protoplastes et détermine, en particulier, une viscosité effective, en étudiant les mou-
vements de particules magnétiques à l’intérieur des protoplastes.

Depuis de nombreuses méthodes ont vu le jour et permettent de faire des mesures mécaniques à
différentes échelles spatiales et temporelles. Certaines techniques permettent de mesurer les proprié-
tés mécaniques d’une monocouche de cellules [41], d’un tissus [42] ou d’un agrégat de cellules [43],
mais ici nous allons nous focaliser sur celles qui étudient ces propriétés à l’échelle de la cellule unique.

Il est possible de sonder la cellule entièrement ou d’effectuer une mesure plus locale. La réponse
dépend également de l’échelle de temps caractéristique de l’expérience.

Mesures globales

Une partie des expériences sont réalisées à l’échelle globale de la cellule, avec des techniques
extracellulaires. La taille des parties du dispositif en contact avec la cellule et qui servent à effectuer
les mesures, sont du même ordre de grandeur que la taille de la cellule.

Il existe une technique, inspirée du rhéomètre à l’échelle macrométrique, qui applique un
contrainte uniaxiale à travers des micro-plaques [44] (figure 1.6(a)). La cellule est placée entre
deux plaques, l’une rigide et l’autre souple (rigidité variable). Ce dispositif permet plusieurs types
de manipulations. La première est une mesure de fluage et consiste à appliquer une contrainte
constante et de mesurer la déformation en fonction du temps (J(t)). La deuxième, consiste à appli-
quer un déformation constante et de mesurer la relaxation de la contrainte en fonction du temps.
La troisième technique consiste à imposer une contrainte sinusoïdale à une certaine fréquence et
de mesurer la réponse de la cellule en quantifiant la déformation en fonction de la fréquence (G(ω)).

Une autre technique, appelée "cell stretcher" (figure 1.6(c)), consiste à placer une cellule dans
un double faisceau laser. La cellule étant un matériau diélectrique, elle va se déformer sous l’appli-
cation d’une contrainte uniaxiale, suivant l’axe du faisceau. Le but est de mesurer la déformation
de la cellule [45] en fonction de la contrainte appliquée.

Enfin, il existe une méthode qui consiste à appliquer une contrainte mécanique globale à la
cellule grâce à une micropipette (figure 1.6(b)). La contrainte imposée par l’aspiration de la cellule
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par la micropipette est reliée à la déformation mesurée [46]. Cette même technique a été utilisée
pour mesurer les propriétés viscoélastiques du noyau [47].

plaque souple 

plaque rigide 

cellule 

10 µm 

(a) 

(c) 

(b) 

5 µm 

Figure 1.6 – Différents dispositifs permettant de mesurer les propriétés viscoélastiques à l’échelle
globale de la cellule : (a) rhéomètre à microplaques [39], (b) aspiration par micropipette [46], (c)
"cell stretcher" [45]

Mesures locales

Pour une mesure plus locale, des sondes de tailles micrométriques, voire nanométriques, sont
utilisées pour sonder différentes parties de la cellule. Pour ce type d’expérience, il est possible de
faire des mesures actives ou passives à l’intérieur ou à l’extérieur de la cellule.

Sondes extracellulaires Il est possible de mesurer la rigidité de la membrane ou du cortex en
attachant une bille à la membrane (face externe) et en la piégeant avec des pinces magnétiques [48]
ou optiques (figure 1.7(b)) [49, 50, 26]. Les mesures passives consistent à mesurer les fluctuations
de positions de la sonde. Des mesures actives peuvent être réalisées soit en régime sinusoïdal, soit
en régime de fluage. Il est également possible de cartographier la rigidité d’une cellule en utilisant
la microscope à force atomique (AFM) (figure 1.7(c)) [51, 52, 53].

Sondes intracellulaires Un autre type d’expérience permet de caractériser les propriétés mé-
caniques depuis l’intérieur de la cellule grâce à l’utilisation de sondes intracellulaires. Il est alors
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possible de réaliser des expériences de microrhéologie intracellulaire passive et active. Les sondes
peuvent être d’origine biologique, comme des granules (organelles endogènes) présentes naturelle-
ment dans la cellule [26, 27] ou des objets moins naturels mais néanmoins biologiques comme des
phagosomes ou des endosomes magnétiques résultant respectivement de l’internalisation de billes
ou de nanoparticules magnétiques. Ces objets isotropes peuvent servir de sondes pour des mesures
passives et peuvent également être manipulés par des forces extérieures, afin de réaliser des mesures
actives [54]. Il est également possible d’avoir des sondes anisotropes dans la cellule, telles que des
chaînes d’endosomes ou de phagosomes magnétiques (figure 1.7(a)) [55, 56] ou encore des nanofils
magnétiques [57]. Ces sondes peuvent être utilisées pour réaliser des mesures passives ainsi que
des mesures actives en les soumettant à un couple magnétique et en faisant de mesure en régime
sinusoïdale [24] ou des mesures de relaxation angulaire [58].

Il existe également un autre type de méthode faisant appel à des principes chimiques : des
rotors moléculaires sont internalisées dans des cellules et sont excités par une source lumineuse.
Les spectres d’absorption et d’émission de la molécules dépendent de la viscosité du cytoplasme [59].

Figure 1.7 – Différents dispositifs permettant de mesurer les propriétés viscoélastiques locales
de la cellule : (a) microrhéologie active avec des chaînes d’endosomes contrôlées par des électro-
aimants [58, 24], (b) pince optique pour contrôler une micro-bille de silice attachée à la mem-
brane [50], (c) mesures par AFM [60]
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1.4 Notre approche

Même si le trafic intracellulaire fait intervenir l’activité de moteurs moléculaires, l’efficacité du
trafic intracellulaire dépend du milieu intracellulaire dans lequel il a lieu et de ses propriétés méca-
niques. Pour répondre à des questions fondamentales sur le trafic intracellulaire, nous avons décidé
de perturber le cytoplasme et de voir dans quelle mesure notre perturbation modifie le fonctionne-
ment du trafic intracellulaire. Pour ce faire, nous avons choisi deux types de perturbations.

La première perturbation est d’origine mécanique et consiste à cisailler le cytoplasme en met-
tant en rotation des objets anisotropes et à regarder les effets sur le trafic intracellulaire. Dans
cette optique, deux approches ont été mises-en œuvre :
- Dans la première approche, nous avons utilisé un seul et même objet (une chaîne d’endosomes
magnétiques) pour sonder le trafic intracellulaire et pour réaliser la perturbation. Dans ce cas,
nous agissons directement sur les acteurs du trafic intracellulaire. L’impact de cette perturbation
est mesuré en comparant le comportement spontané des sondes avant et après la rotation (mesures
passives). Sur ce même système et avec les mêmes sondes utilisées pour les mesures passives, nous
avons réalisé des expériences de microrhéologie active, pour déterminer dans quelle mesure le ci-
saillement a modifié les propriétés viscoélastiques du cytoplasme.
- La deuxième approche consiste à dissocier les sondes pour le trafic intracellulaire et celles créant
la perturbation mécanique. On mesure le trafic intracellulaire de vésicules de transport avant et
après avoir fait tourner des objets anisotropes dans la zone d’intérêt.

La deuxième perturbation est d’origine photo-chimique et consiste à activer des molécules pho-
tosensibles. Nous avons étudié l’impact de cette photo-activation sur le trafic intracellulaire en
comparant les mouvements spontanés de vésicules de transport avant et après la perturbation (me-
sures passives). Avec le même type de sonde, nous avons également effectué des mesures actives,
visant à quantifier l’impact de la photo-activation sur la viscosité du cytoplasme.

Les molécules photosensibles utilisées pour créer la perturbation photo-chimique sont des agents
thérapeutiques et peuvent être utilisées en thérapie anticancéreuse. Lorsque nous avons étudié
l’impact de leur photo-activation sur le trafic intracellulaire, nous avons observé un phénomène
très inattendu : systématiquement après photo-activation, de nombreuses vésicules sont expulsées
par les cellules cancéreuses et ce de façon très rapide. Nous avons donc cherché à caractériser cette
émission de vésicules en fonction de la dose en agent photosensible et nous l’avons comparé à celle
induite par un autre traitement anticancéreux plus classique, par chimiothérapie.
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Dans cette partie vont être présentés le matériel expérimental ainsi que les techniques utilisés
pour réaliser chacune des expériences présentées dans ce manuscrit.

2.1 L’endosome magnétique et la chaîne d’endosomes magnétiques

2.1.1 Comment obtenir des endosomes magnétiques ?

Dans toutes les expériences nous avons un outil commun : l’endosome magnétique. Il a un rôle
dans les mesures passives de suivi du trafic intracellulaire, il joue un rôle principal dans l’application
d’une perturbation mécanique, il a été utilisé pour réaliser des mesures actives de microrhéologie,
pour les chapitres concernant les perturbations mécanique (chapitre 3) et photochimique (cha-
pitre 4) et nous avons tiré avantage de son aimantation afin de l’utiliser comme indicateur de
localisation, dans le cas de la vésiculation.

Son obtention est relativement simple, les protocoles de marquage magnétique étant bien connus
par l’équipe NanoBioMag, formée de Claire Wilhelm, Florence Gazeau, Nathalie Luciani, Amanda
Brun et Myriam Reffay. Il est obtenu après internalisation de nanoparticules magnétiques (fi-
gure 2.1). Les nanoparticules que nous utilisons, sont des particules superparamagnétiques de mag-
hémite recouvertes de citrate. Elles ont un diamètre d’environ 8 nm et sont chargées négativement.
Lors du marquage des cellules, les nanoparticules sont diluées dans du milieu de culture dépourvu
de sérum pour éviter l’agrégation des nanoparticules. Après sédimentation, la charge des particules
favorise l’adsorption des nanoparticules à la membrane des cellules(figure 2.1 (e)) [61]. Celles-ci ef-
fectuent des échanges perpétuels entre le milieu extérieur et le cytoplasme, ce qui induit une entrée
des particules dans le cytoplasme par endocytose. Le matériel magnétique va alors se retrouver
encapsulé dans des compartiments membranaires, qui sont par ordre chronologique : les endosomes
primaires, les endosomes précoces, les endosomes tardifs et finalement les lysosomes (figure 2.1 (f)
et (g)).

(e) (f) (g) 

Figure 2.1 – Internalisation de nanoparticules magnétiques (a),(b), (c) et (d) : schématisation.
(e),(f) et (g) : microscopie électronique (barre d’échelle 1 µm) [61]. (a),(e) : interactions électrosta-
tiques avec la membrane, (b),(f) : invagination de la membrane, (c),(f) : endocytose des nanopar-
ticules (les nanoparticules se retrouvent dans les endosomes précoces), (d),(g) : concentration des
nanoparticules dans les endosomes tardifs et les lysosomes.
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2.1.2 Caractéristiques physiques de l’endosome magnétique

Les particules utilisées sont des nanoparticules superparamagnétiques. Chaque nanoparticule
magnétique contient plusieurs domaines aimantés, dont les moments magnétiques ne sont pas ali-
gnés en l’absence de champ magnétique. Par contre en présence d’un champ magnétique, les par-
ticules présentes dans les endosomes acquièrent un moment magnétique. La somme des moments
magnétiques de toutes les particules présentes dans chaque endosome, donne alors son propre
moment magnétique à l’endosome. L’aimantation induite de l’endosome nous permet alors de le
manipuler spatialement via des champs magnétiques. Nous pouvons en particulier, utiliser cette
propriété pour les extraire de la cellule et les concentrer (protocole décrit dans la partie 2.15).

Dimension des endosomes

Lorsque nous regardons la solution contenant des endosomes magnétiques, du fait de leur petite
taille (< 1µm), nous pouvons observer les fluctuations thermiques auxquels sont soumis les endo-
somes. Il est alors possible de mesurer leur mouvement Brownien et d’enregistrer leur trajectoire.
La solution dans laquelle les endosomes sont plongés, étant une solution aqueuse majoritairement
constituée d’eau, sa viscosité est de η = 10−3 Pa.s. Le mouvement des endosomes dans la solution,
correspond à un mouvement diffusif dans un fluide Newtonien (purement visqueux). A partir de
la trajectoire des endosomes, nous pouvons calculer leur déplacement quadratique moyen (MSD,
pour Mean Square Displacement), à partir des coordonnées (x,y). La relation entre le MSD (en
2D) et le temps est donnée par la relation :

< ∆r2(t) >= 4Dt (2.1)

avec D la constante de diffusion définie par la relation de Stokes-Einstein par :

D =
kBT

6πηr
(2.2)

où kB = 1, 38 ∗ 10−23m2kg s−2K−1 est la constante de Boltzmann, T la température, η la viscosité
de la solution et r le rayon des endosomes. L’ordre de grandeur du rayon d’un endosome est de
0.6 µm. Les résultats de ces mesures sont donnés dans chaque partie concernée.

Moment magnétique des endosomes

Après avoir isolé les endosomes magnétiques, il nous est également possible de mesurer leur
moment magnétique. Pour cela, nous avons utilisé un dispositif appelé micromagnétophorèse (fi-
gure 2.2) [62]. L’idée est de plonger un micro-fil de nickel dans une solution contenant des endosomes
magnétiques. En approchant un aimant permanent du fil de nickel, la solution est alors plongée
dans un gradient de champ magnétique, dont le profil de champ est connu. Le dispositif est placé
horizontalement de façon à s’affranchir de la force de pesanteur.

Lorsque les endosomes sont en mouvement dans la solution, du fait de la présence d’un champ
magnétique, la force de frottements visqueux

−→
Fv = −6πηr~v (où η est la viscosité du liquide, r le

rayon de l’endosome et ~v sa vitesse) va équilibrer la force magnétique
−→
FB =

−−→
grad( ~mendo. ~B) (où

~B est le champ magnétique et ~mendo le moment magnétique de l’endosome). Nous pouvons ainsi
déduire leur aimantation en mesurant la vitesse de déplacement des endosomes :

mendo =
6πηrv
dB
dx

(2.3)
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Figure 2.2 – Micromagnétophorèse [62]. (A) : présentation de la chambre contenant le micro-fil de
nickel. (B) : image en microscopie du micro-fil. (C) : Profil de vitesse des endosomes magnétiques
en présence d’un gradient de champ magnétique.

La valeur du moment magnétique dépend du champ magnétique, des nanoparticules mais aussi
des conditions de marquage et du type cellulaire. L’ordre de grandeur du moment magnétique
d’endosomes est de 10−15 − 10−16 A.m2. Les valeurs exactes seront données ci-après, dans les
parties correspondantes aux différentes expériences.

2.1.3 La chaîne d’endosomes magnétiques

Comme nous l’avons vu ci-dessus, la force magnétique dépend du gradient de champ magné-
tique. Pour mettre en mouvement un endosome unique à l’aide d’un champ magnétique, il faut
donc un gradient de champ assez puissant, ce qui est souvent difficile à obtenir lorsqu’on veut
un dispositif de petite taille. En revanche, une chaîne d’endosomes qui est un objet magnétique
anisotrope peut être mis en rotation par un couple de champ magnétique(ΓB = ~m ∧ ~B), qui lui
est proportionnel au champ. C’est donc la chaîne d’endosomes magnétiques qui a été choisie pour
réaliser des mesures de microrhéologie intracellulaire (comme décrit dans cet article [58]). Grâce à
la présence de nanoparticules magnétiques dans les endosomes, nous avons la possibilité de former
des chaînes d’endosomes magnétiques en soumettant notre échantillon à un champ magnétique.
En effet, le matériel magnétique présent dans les endosomes étant superparamagnétique, lorsqu’on
met les endosomes en présence d’un champ magnétique, ils acquièrent un moment magnétique
et se comportent alors comme des petits aimants. Lorsque plusieurs endosomes sont au voisinage
les uns des autres, l’énergie d’attraction entre deux endosomes, donnée par l’énergie dipôle-dipôle
(équation 2.4) est alors suffisante pour les aligner et des chaînes de 2 à 8 endosomes se forment
spontanément (figure 2.3).
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Edipôle-dipôle =
−2µ0m

2

a3
(2.4)

où µ0 est la perméabilité magnétique du vide (4π10−7 kg.m.A−2.s−2), m le moment magnétique
d’un endosome, et a la distance entre deux endosomes.

10 µm 

𝐁 

Figure 2.3 – Image au microscope avec objectif à immersion 63X montrant la présence de chaînes
d’endosomes magnétiques à l’intérieur des cellules.

La cohésion au sein d’une chaîne d’endosomes en présence de champ magnétique est alors
suffisante pour avoir des objets anisotropes que l’on peut mettre en mouvement, en particulier
via des champs magnétiques d’orientation variable. De plus cet objet présente un autre avantage,
qui est que la chaîne d’endosomes magnétiques participe au trafic intracellulaire de la même façon
qu’un endosome unique. La chaîne d’endosomes magnétiques peut donc servir de sonde pour le
trafic intracellulaire (sondes passives) et peut être manipulée par des champs magnétiques (sondes
actives, micromixeurs) (voir partie 3).

2.2 Dispositif de production de champ magnétique

2.2.1 Présentation du dispositif

Afin d’appliquer un champ magnétique sur les chaînes, nous avons développé, au sein même
du laboratoire, un dispositif constitué de 4 électro-aimants (figure 2.4). Les 4 bobines entourent
chacune une partie en fer doux, se terminant par une pointe, et sont couplées deux-à-deux (face
à face). Le dispositif est équipé d’une diode électroluminescente afin d’éclairer l’échantillon par le
dessus (microscope inversé). L’intensité et la direction du champ magnétique sont contrôlées par un
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générateur de basses fréquences couplé avec un amplificateur qui alimente les bobines. Lors de la
mise sous tension des deux couples de bobines, les courants I1 circulant dans le premier couple de
bobines et I2 dans le deuxième couple de bobines, induisent un champ magnétique dans les parties
ferriques et des lignes de champs sont guidées vers le centre du dispositif. Nous pouvons faire varier
l’intensité du champ magnétique au centre en faisant varier l’intensité du courant qui parcourt les
bobines. Avec ce dispositif nous avons la possibilité de créer un champ magnétique dont l’intensité
est quasi-homogène au centre du dispositif (sur 600µm) et peut aller jusqu’à 80mT.

Figure 2.4 – Dispositif magnétique : (a) il est constitué de deux paires de bobines entourant
quatre pièces de fer doux usinées (vue du dessous), (b) l’espace entre les pièces magnétiques est de
0.6 µm. Le champ magnétique au centre peut aller jusqu’à 80 mT (pour un courant de 1A) (vue
au microscope X10).

2.2.2 Manipulations magnétiques

Champ magnétique constant

Nous avons la possibilité de former des chaînes sous microscope en appliquant un courant I1 6= 0
et I2 = 0. De cette façon, nous créons un champ magnétique constant, suivant lequel s’alignent les
moments des endosomes magnétiques. Les endosomes magnétiques se comportent comme de petits
aimants, qui vont s’attirer les uns aux autres en formant des chaînes de plusieurs endosomes. La
position angulaire du champ dans cette configuration définie l’angle β0.

Champ magnétique tournant

Notre dispositif nous permet également de créer des champs magnétiques tournants. Le premier
couple de bobines, est soumis à un courant sinusoïdal (I1) en quadrature avec le courant circulant
dans le deuxième couple de bobines (I2). Ainsi, si on a{

I1(t)=I0sin(ωt)
I2(t)=I0cos(ωt)

(2.5)
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Figure 2.5 – Champ magnétique tournant. Gauche : courant des couples de bobines en fonction
du temps, droite : champ magnétique résultant

des objets anisotropes et magnétiques sont alors soumis au couple magnétique rotationnel et
suivent la rotation du champ. L’expression du couple magnétique est donné par la relation 2.6.

Γm = Γ0
sin(2ϕ)

2
(2.6)

où ϕ = β− θ est le déphasage entre la position angulaire du champ magnétique (β) et de la chaîne
(θ) et Γ0 = 3µ0m2

4π
N2

e
d3

avec µ0 = 4π10−7 kg m A−2 s−2 la permittivité magnétique du vide, m le
moment magnétique d’un endosome, Ne le nombre d’endosomes formant la chaîne et d le diamètre
d’un endosome [63, 64] (voir annexe 8.1 pour plus de détails).

Champ magnétique à sauts angulaires

Nous avons élaboré un protocole nous permettant de faire des mesures de relaxation de la
position angulaire d’une chaîne d’endosomes. Pour ce faire nous avons créer un signal de type
"escaliers" nous permettant de changer instantanément la direction du champ de 0 à 180◦ par pas
de 45◦, soit 4 sauts d’environ 45◦. Le profil de courant imposé dans les deux couples de bobines est
indiqué figure 2.6.

Figure 2.6 – Champ magnétique à sauts angulaires (4*45◦). Gauche : courant des couples de
bobines en fonction du temps, droite : champ magnétique résultant.

Le couple magnétique dépend du déphasage entre la position angulaire du champ et de la chaîne
(ϕ). Après un saut de la direction du champ, on peut observer la relaxation de la direction de la
chaîne en fonction du temps, ce qui nous donne des informations sur les propriétés mécaniques du
milieu entourant la chaîne.
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2.2.3 Installation du dispositif sous microscope

Le dispositif à production de champ magnétique est installé sur un microscope inversé (Leica
DMIRB). Avant tout contact avec les échantillons, l’extrémité des 4 parties en fer doux est stérilisée
avec de l’éthanol à 70% puis rincée avec de l’eau. Une fois l’échantillon installé sous le microscope,
nous plongeons le dispositif dans le milieu de culture, grâce à un micromanipulateur développé au
laboratoire. De cette façon, nous approchons le dispositif au plus près des cellules, afin de créer des
champs magnétiques dont les lignes de champs sont quasiment dans le même plan que les cellules.

2.3 Préparation des échantillons

2.3.1 Culture cellulaire

MSC : mesenchymal stem cells

Dans les expériences de perturbation mécanique (chapitre 3), nous avons utilisé de cellules
souches mésenchymateuses humaines (MSC). Les MSC sont cultivées dans du "Mesenchymal Stem
Cell Growth Medium" (MSCBM) complété avec 10% (v/v) de sérum, 2% (v/v) de glutamine,
0.1% (v/v) d’antibiotiques (gentamycine et amphotéricine B) (selon les instructions du fabriquant
Lonza) à 37◦C, sous atmosphère humide avec un taux contrôlé de CO2 à 5%. Les cellules sont
décollées avec de la trypsine et divisées au maximum au 1 :5 deux fois par semaine. Outre le fait
que ce type de cellules ouvre des perspectives pour le suivi des propriétés mécaniques pendant la
différenciation cellulaire (sujet non traité dans ce manuscrit), les cellules souches ont la particularité
de contenir un grand nombre de vésicules intracellulaires et d’être très étalées sur le substrat, nous
offrant ainsi un système quasi 2D, avantageux pour le suivi de particules intracellulaires. De plus,
leur comportement ne semble pas être modifié par le marquage magnétique. Elles constituent donc
un système idéal pour le suivi du trafic intracellulaire par microscopie.

Nous fabriquons des cuves à fond en verre, en collant des lamelles couvre-objet de 35 mm
de diamètre à un cylindre de plexiglas du même diamètre et d’une hauteur de 5 mm, avec une
colle à base de silicone. Ce type de cuves nous permet l’utilisation d’objectifs à immersion pour la
microscopie et est idéal dans le cas de l’utilisation du dispositif magnétique (décrit ci-dessus) car
des cuves trop hautes et trop étroites seraient en contact avec le dispositif nous privant d’une liberté
de mouvement. La cuve est stérilisée dans un bain d’éthanol à 70% pendant 15 min puis rincée
2 fois avec de l’eau stérile (eau pour culture cellulaire). La surface des lamelles est ensuite traitée
avec du sérum de veau fœtal pendant 15 min, afin de favoriser l’adhésion des cellules. Les cuves sont
ensuite rincées avec du MSCBM complet. Les cellules sont alors ensemencées à 75% de confluence
de sorte d’avoir environ 85% le lendemain (conditions idéales pour le marquage magnétique).

PC3 : prostate cancer cell line

Dans les parties concernant la perturbation photo-chimique et la vésiculation (chapitres 4 et
5), nous avons utilisé des cellules de cancer prostatique humain, issue de la lignée PC-3 (ATCC R©
CRL-1435TM). Elles sont cultivées à 37◦C et sous atmosphère humide avec un taux contrôlé de CO2

à 5%, dans des T75 en milieu Dulbecco’s modified Eagle’s medium (DMEM) complété avec 10%
(v/v) de sérum de veau fœtal et 1% (v/v) de pénicilline-streptomycine. Les cellules sont décollées
avec de la trypsine et divisées entre 1 : 4 et 1 : 10 deux à trois fois par semaine.

Pour la partie perturbation photo-chimique (chapitre 4), les cuves à fond en verre sont les
mêmes que celles utilisées dans la partie "perturbation mécanique" (fond en verre , Ø35mm). Les
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cellules sont stérilisées, traitées puis ensemencées à 60 % de confluence de sorte d’avoir environ 90
% le lendemain.

La seule différence pour la partie vésiculation (chapitre 5) est que nous avons fabriqué des cuves
d’un diamètre de 10 mm, ce qui nous a permis de manipuler des plus petits volumes.

2.3.2 Marquage magnétique

Le lendemain de l’ensemencement des cellules, elles ont adhéré au substrat et nous pouvons
effectuer les marquages magnétiques nécessaires aux différentes expériences.

Chaque système fait appelle à des protocoles de marquage différentes, mais les marquages ont
toujours été effectués dans du "Roswell Park Memorial Institute medium" (RPMI) (milieu de
culture cellulaire minimal sans sérum, sans antibiotique), contenant du citrate et des nanoparti-
cules. Le temps entre la fin de l’incubation et les expériences est appelé chasse. Les paramètres
variables sont :
- la concentration en nanoparticules : plus la concentration en nanoparticules est grande, plus il y
aura de matériel magnétique dans les cellules. Seulement ceci est vrai que pour des concentrations
inférieures à une concentration limite à partir de laquelle les nanoparticules ont tendance à s’agré-
ger, rendant leur internalisation plus difficile.
- la concentration en citrate : le citrate de sodium ou acide citrique évite l’agrégation des nano-
particules, mais là aussi une trop grande concentration diminuerait l’efficacité du marquage, car
la culture cellulaire en milieu acide n’est pas idéale (malgré le fait que le milieu de culture soit
tamponné).
- le temps d’incubation : la quantité intracellulaire après marquage dépend également du temps de
marquage. Cependant, il y a un temps d’incubation limite au-delà duquel la quantité intracellulaire
en nanoparticules sature.
- la température : le marquage peut être effectué à 37◦C auquel cas, les nanoparticules sont en-
docytées, ou à 4◦C auquel cas les nanoparticules ont tendance à rester à la membrane plasmique.
Cependant tous les marquages ont été réalisés à 37◦C.
- la présence ou non d’un champ magnétique pendant l’incubation : en présence d’un champ ma-
gnétique et en particulier d’un gradient de champ pendant l’incubation, les nanoparticules vont
être attirées vers les cellules de manière plus efficace que lors d’une sédimentation par gravitation.
Il s’en suit un adsorption au niveau de la membrane d’un nombre plus important de nanoparticules
et finalement une plus grande quantité de matériel magnétique intracellulaire après marquage.
- la présence ou non d’un champ magnétique pendant la chasse : la présence d’un aimant pendant
la chasse peut être nécessaire si l’expérience nécessite la présence de chaînes d’endosomes magné-
tiques longues.
- la durée de la chasse : une fois l’incubation lancée, les nanoparticules vont suivre la voie d’en-
docytose et par conséquent vont se retrouver par ordre chronologique à la membrane, dans les
endosomes précoces, dans les endosomes tardifs pour finir dans les lysosomes. Plus le temps entre
la fin de l’incubation et le début de l’expérience est long plus les nanoparticules auront de chance
de se trouver dans les endosomes tardifs et les lysosomes. Au contraire si la chasse est courte, les
nanoparticules se trouveront plutôt à la membrane ou dans les endosomes précoces.

Les conditions de marquage pour les différents systèmes sont regroupées dans le tableau 2.1 :

1 - Pour le suivi du trafic intracellulaire de chaînes d’endosomes dans le cas d’une
perturbation mécanique (chapitre 3) : l’idée est d’avoir des chaînes d’endosomes isolées les
unes des autres, afin d’éviter les interactions entre chaînes et d’avoir un mouvement des chaînes qui
ne serait pas dû à un phénomène intracellulaire naturel. Nous avons donc mis en place un protocole
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de marquage, nous permettant de n’avoir qu’un petit nombre d’endosomes magnétiques et ainsi
une petite quantité de chaînes d’endosomes.

2 - Pour le suivi du trafic intracellulaire d’endosomes uniques non magnétiques dans
le cas d’une perturbation mécanique (chapitre 3) : dans cette partie, les endosomes magné-
tiques vont uniquement être utilisés comme acteurs de la perturbation mécanique. Dans le sens
où nous voulons un cisaillement global d’une zone cellulaire, nous avons imaginé un protocole de
marquage magnétique induisant la production d’un grand nombre d’endosomes magnétiques. Les
nanoparticules magnétiques et la concentration d’incubation sont les mêmes que pour la condition
(1), seulement afin d’optimiser l’entrée des nanoparticules dans les cellules, et ce pendant toute la
durée du marquage, nous plaçons les cellules sur un aimant permanent.

3 - Pour le suivi du trafic intracellulaire d’endosomes magnétiques et de mesure
de viscosité effective dans le cas d’une perturbation photo-chimique (chapitre 4) : le
système utilisé pour les mesures passives et actives est le même. Afin de réaliser des mesures de
viscosité effective, nous voulions un maximum de chaînes d’endosomes magnétiques pouvant tour-
ner librement.

4 - Pour l’étude de l’origine (intracellulaire ou membranaire) des vésicules (cha-
pitre 5) : nous voulions marquer magnétiquement d’une part, les endosomes tardifs et les lyso-
somes et d’autre part la membrane. Les mêmes conditions de marquage sont utilisées dans les deux
cas, seule la durée de la chasse diffère : chasse de la nuit pour la condition intracellulaire et aucune
chasse pour la condition membranaire.

type cellulaire [citrate] (mM) [maghémite] (mM) durée d’incubation
1 MSC (chaînes) 5 0.5 30min
2 MSC (endosomes) 5 0.5 30min
3 PC3 (trafic) 1 2 2h
4 PC3 (vésiculation) 1 2 30min

Table 2.1 – Conditions de marquage magnétique correspondant aux différents systèmes : 1 -
perturbation mécanique du trafic intracellulaire d’une chaîne d’endosomes et mesure de viscoélas-
ticité, 2 - perturbation mécanique du trafic intracellulaire d’un endosome unique, 3 - perturbation
photo-chimique du trafic intracellulaire d’un endosome et mesure de viscosité effective, 4 - étude
de l’origine (intracellulaire ou membranaire) des vésicules.

A la fin du marquage, les cellules sont rincées 3 fois avec du RPMI puis remises en culture dans
du milieu complet frais.

Les cellules ont seulement été mises en présence d’un champ magnétique pendant l’incubation et
la chasse dans le cas de la préparation des échantillons prévus pour l’étude du trafic intracellulaire
d’endosomes uniques (perturbation mécanique, chapitre 3). Sauf pour l’étude de la vésiculation des
PC3 (chapitre 5), nous laissons les cellules en chasse toute la nuit.

2.3.3 Traitement par les agents thérapeutiques

Deux types de molécules thérapeutiques ont été utilisées :
- agent photosensibles : m-THPC et TPCS2a,
- agent chimiothérapeutique : doxorubicine.



28 Chapitre 2. Matériel et méthodes

Ces molécules rentrent passivement dans les cellules. Le marquage consiste donc simplement à les
diluer dans le milieu de culture.

Incubation des photosensibilisateurs

Pour la préparation des échantillons prévus pour l’étude d’une perturbation photochimique
(chapitre 4), les cellules sont traitées avec l’un ou l’autre des agents photosensibles (m-THPC ou
TPCS2a). L’incubation avec la drogue se fait en même temps que l’incubation des nanoparticules
à une concentration en photosensibilisateur de 5µM (co-incubation d’une durée de 2h).

Pour la préparation des échantillons prévus pour la vésiculation (chapitre 5), les cellules sont
incubées à différentes concentrations (0.02, 0.08, 0.2, 0.5, 2 et 10 µM) en m-THPC dans du RPMI
pendant 2 heures à 37◦C et à l’abri de la lumière. Les cellules sont ensuite rincées 3 fois avec du
RPMI puis remises en culture dans 250 µl de DMEM complet jusqu’au lendemain.

Traitement par doxorubicine

Les cellules sont incubées avec différentes concentrations (0.1, 0.5, 2, 5, 10 et 50 µM) de doxo-
rubicine dans du DMEM complet pendant 2 heures à 37◦C et à l’abri de la lumière. Les cellules
sont ensuite rincées 3 fois avec du RPMI puis remises en culture dans 250 µl de DMEM complet.

2.3.4 Traitement au nocodazole

Pour évaluer le rôle des microtubules dans le trafic intracellulaire et leur contribution dans
la valeur de la viscosité, les microtubules ont été dépolymérisés avec un agent antimitotique. Les
cellules sont traitées avec du Nocadazole (Sigma Aldrich) à une concentration de 10 mM pendant
30 min à 37◦C.

2.3.5 Test de viabilité cellulaire

Afin de tester la viabilité des cellules et la validité des mesures effectuées dans les cellules
après traitements, nous avons fait un test d’activité métabolique à l’alamar blue (Sigma), 2h après
traitement (chapitre 4). Nous avons également fait des tests 24h après traitement pour vérifier
l’efficacité des traitements (chapitres 4 et 5).

2.3.6 Marqueurs fluorescents

Dans les différentes études menées lors de ma thèse et en particulier dans le cadre de l’étude
de la vésiculation (chapitre 5), nous avons fait des marquages en fluorescence de la membrane et
du noyau. Nous avons également utilisé des marqueurs de l’apoptose, tel que l’annexine V.

Marquage de la membrane

Pour marquer la membrane de cellules vivantes, nous avons utilisé du PKH-67 (Sigma Aldrich).
Les cellules sont rincées avec du tampon "diluent c" (fourni avec le produit de marquage), puis

on ajoute la même quantité de "diluent c" + 1% (v/v) de "dye" et on laisse incuber pendant 15 min
à 37◦C à l’abri de la lumière. Ensuite on ajoute le même volume contenu dans la cuve de sérum
de veau fœtal (pur) pour une incubation de 2 min. Puis à nouveau le double de volume en DMEM
complet. Les cellules sont ensuite remises en culture dans du DMEM complet frais.
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Marquage du noyau

Pour marquer le noyau des cellules, nous avons utilisé du DAPI (Sigma Aldrich). Nous avons
fait le marquage sur cellules fixées avec du paraformaldéhyde (PFA) à 4% pendant 15 min à
température ambiante. Les cellules sont incubées avec du DAPI à une concentration de 1/1000
dans du PBS pendant 15 min à température ambiante puis rincées avec du PBS. Les cellules fixées
sont conservées dans du PBS à 4◦C et à l’abri de la lumière.

Indicateur de l’apoptose

Dans le cadre de l’étude de la vésiculation (chapitre 5), les cellules ont été incubées, à différents
stades après le traitement par photothérapie avec de l’annexine V, un marqueur de l’apoptose. Les
cellules vivantes sont marquées avec 2% d’annexine V dans le tampon fourni avec le kit pendant
2 min à température ambiante. Même si les cellules sont destinées à être fixées, le marquage à
l’annexine V est effectué avant la fixation pour éviter un marquage de la phosphatidylsérine sur la
membrane interne (la membrane plasmique étant perméabilisée par l’étape de fixation au PFA).
Après l’incubation les cellules sont rincées avec du PBS, puis remises en culture dans du DMEM
complet.

2.4 Agents thérapeutiques

2.4.1 Agents photothérapeutiques : m-THPC et TPCS2a

La photo-activation de molécules photosensibles consiste à exciter une molécule photosensible,
ce qui induit la production de radicaux libres nocifs pour les cellules. L’émission des radicaux
libres, suite à l’exposition des agents photosensibles, engendre une cascade de réactions au niveau
cellulaire, et notamment une déstabilisation de la membrane qui trouve des applications en thérapie
anticancéreuse (cas du m-THPC) ou lors d’une médicamentation ciblée (cas du TPCS2a).

Les deux photosensibilisateurs utilisés, le m-THPC et le TPCS2a), sont deux chlorines qui ont
un rendement similaire en radicaux libres.

Le m-THPC (Foscan)

Le m-THPC ou méso-tétrahydroxyphenylchlorine, fourni par Frontier Scientific (Logan UT,
USA) est un photosensibilisateur de seconde génération. C’est une molécule hydrophobe, qui a
tendance à s’agréger dans un milieu polaire. Cependant lorsqu’il est en présence de protéines
hydrophobes, notamment dans le cytoplasme, il se combine à celles-ci, induisant une localisation
intracellulaire homogène dans le cytoplasme (en dehors du noyau) [65] (figure 2.7). Le m-THPC
est utilisé en thérapie photodynamique (PDT, pour "photodynamic therapy) pour des cancers tels
que les cancers du cerveau, des poumons, du pancréas, de la peau et de la prostate. Le principe
consiste à injecter une dose de photosensibilisateur par voie intraveineuse et d’exposer à la lumière
(laser) de façon sélective, la tumeur du patient [66].

Le TPCS2a

TPCS2a ou tétraphenylchlorine disulfonée, nous a été fourni par PCI Biotech AS, Oslo, Nor-
way, avec une pureté minimum de 98%. C’est une molécule amphiphile chargée, son affinité aux
lipoprotéines et aux phospholipides lui donne une localisation intracellulaire dans des vésicules
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Figure 2.7 – Structure moléculaire du m-THPC (m-tétrahydroxyphenylchlorine) [67] et sa locali-
sation intracellulaire homogène dans le cytoplasme.

d’endocytose (figure 2.8). Cette molécule est utilisée en médicamentation ciblée (PCI pour "pho-
tochemical internalization"), car son exposition induit une déstabilisation de la membrane des
endosomes et pouvant libérer une drogue internalisée au préalable.

Figure 2.8 – Structure moléculaire du TPCS2a (di(monoethanolammonium) meso-tetraphenyl
chlorin disulphonate) [68] et sa localisation intracellulaire dans les endosomes/lysosomes.



2.4. Agents thérapeutiques 31

Photo-activation

Le principe de la photo-activation est d’exciter une molécule photosensible. Celle-ci va se désex-
citer selon de diagramme de Jablonski (figure 2.9) soit par émission de photons (fluorescence), soit
en réalisant des réactions chimiques qui auront pour produits des espèces oxygénées hautement
réactives (oxygènes singulets).

Figure 2.9 – Diagramme de Jablonski. Différents états du photosensibilisateur après excitation.
PS S0 : état fondamental, PS S1 : état transitionnel excité (courte durée de vie), PS T1 : état
triplet (longue durée de vie), kf : émission de fluorescence, kp : émission de phosphorescence, 1O2 :
oxygène singulet. [69]

Le lendemain de l’incubation des cellules avec les photosensibilisateurs, les cellules ont inter-
nalisé les agents photosensibles. Le photosensibilisateur est localisé soit de manière diffuse dans
le cytoplasme (cas du m-THPC), soit co-localisé avec les particules magnétiques dans les endo-
somes (cas du TPCS2a). Pour activer les molécules photosensibles, nous exposons les cellules sous
microscope. Les deux photosensibilisateurs ont un profil d’excitation similaire, nous avons utiliser
un filtre qui nous a permis d’exciter à 470 nm et de récupérer un signal à 650 nm. Les cellules
sont exposées pendant une durée de 1s, 5s pour le m-THPC et 1s, 5s et 20s pour le TPCS2a à
une puissance surfacique de 1,5 W/cm2. Lors de la photo-activation, une image en fluorescence est
prise systématiquement.

2.4.2 Agent chimiothérapeutique : doxorubicine

La doxorubicine est utilisée en thérapie anticancéreuse depuis plus de 30 ans. Elle est un in-
tercalant de l’ADN et ralentit la division cellulaire. Elle a donc majoritairement une localisation
nucléaire dans la cellule (figure 2.10), mais ces propriétés chimiques en tant que basse faible la
localise également dans les lysosomes.
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10 µm 

Figure 2.10 – Structure moléculaire de la doxorubicine [70] et sa localisation intracellulaire dans
le noyau et les lysosomes.

2.5 Mesures passives : suivi de particules

Dans cette partie, nous décrivons les méthodes nécessaires au suivi du trafic intracellulaire avant
et après deux perturbations de types différents : une perturbation mécanique et une perturbation
photo-chimique.

2.5.1 Perturbation mécanique

Pour la perturbation mécanique, nous avons mis en place deux systèmes permettant de tester
plusieurs hypothèses concernant l’impact d’une perturbation mécanique. Dans un premier temps,
nous voulions tester l’impact de la rotation de chaînes d’endosomes magnétiques sur le trafic de ces
mêmes objets. Ici, les chaînes d’endosomes magnétiques sont à la fois les sondes pour le trafic intra-
cellulaire et les acteurs de la perturbation mécanique. La perturbation mécanique consiste à faire
tourner les chaînes d’endosomes, via des champs magnétiques tournants. Dans un deuxième temps,
nous voulions utiliser deux objets différents pour suivre le trafic et pour appliquer la perturbation.
Nous avons donc mis en place un système nous permettant de suivre le mouvement d’endosomes
ponctuels (non magnétiques) dans une zone contenant de nombreuses chaînes capables d’appliquer
un cisaillement plus global. Ainsi nous avons pu observer l’impact d’un cisaillement mécanique
global sur le trafic de sondes se trouvant dans cette même zone cisaillée.

Le lendemain de l’incubation, les cellules ont internalisé complètement les nanoparticules ma-
gnétiques, qui se retrouvent alors encapsulées dans les endosomes tardifs, voire les lysosomes. Le
moment magnétique de ces objets est de (3.7 ± 0.2) ∗ 10−15 A.m2. En appliquant un champ ma-
gnétique aux cellules, les endosomes vont alors s’attirer les uns aux autres formant des chaines de
plusieurs endosomes. Ces objets vont servir de sondes pour le trafic intracellulaire (cas des chaînes)
et/ou de perturbateurs (cas des chaînes et des endosomes uniques). Une fois les échantillons ins-
tallés sous le microscope, le dispositif à production de champ magnétique est mis en place et un
champ constant est imposé aux cellules pendant toute la durée de l’expérience (sauf pendant la
rotation des chaînes), de sorte que les chaînes d’endosomes conservent leur cohésion.
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Suivi des chaînes d’endosomes magnétiques

Les chaînes utilisées dans le cas du suivi du trafic intracellulaire de chaînes d’endosomes, sont
constitués de 2 à 4 endosomes, à raison de 2 à 6 chaînes par cellule. Nous enregistrons les trajectoires
des chaînes d’endosomes pendant 200s à une fréquence d’échantillonnage de 10 images par seconde
avant et après la perturbation mécanique, qui ici, consiste à mettre en rotation ces chaînes d’abord
pendant 3 min à 0.01 Hz, puis 3 min à 0.1 Hz et enfin 3 min à 1 Hz. Les trajectoires des chaînes
pendant la rotation sont également enregistrées. L’amplitude du champ pendant la rotation est de
60 mT. Nous choisissons des cellules avec le maximum de chaînes n’interagissant pas entre elles
sous l’effet du champ magnétique, de sorte que les mouvements observés soient des mouvements
spontanés de chaîne individuelle et non la conséquence de forces d’attraction entre les chaînes. Nous
vérifions que les objets restent inchangés pendant toutes la durée du suivi avant et du suivi après
la perturbation et nous ne traitons que les chaînes qui ont bien été soumises à la rotation. Chaque
chaîne est suivie avant la rotation, pendant les différentes rotations et après la rotation.

Suivi des endosomes uniques

Les endosome utilisés dans le cas du suivi du trafic intracellulaire d’endosomes uniques ne sont
pas magnétiques. On les distingue de ceux qui sont magnétiques car les endosomes magnétiques
offrent un meilleur contraste du fait de la présence des nanoparticules magnétiques qui absorbent la
lumière. Nous enregistrons les trajectoires des sondes pendant 200s à une fréquence d’échantillon-
nage de 10 images par seconde. Le suivi des sondes se fait avant et après la perturbation, qui est
générée par la rotation de plusieurs chaînes d’endosomes pendant 6 min à une fréquence de 0.05 Hz.
L’amplitude du champ pendant la rotation est de 60 mT. Nous sélectionnons les endosomes qui se
trouvent dans une zone (d’une surface de plusieurs µm2) délimitée arbitrairement par la présence
des chaînes prévues pour le cisaillement.

2.5.2 Perturbation photo-chimique

Dans le cas de la perturbation photo-chimique, les sondes utilisées pour le suivi du trafic in-
tracellulaire sont des endosomes magnétiques. Leur trajectoire est enregistrée pendant 100s à une
fréquence de 10 images par seconde et ce avant et après la perturbation photo-chimique, qui cor-
respond à la photo-activation des molécules photosensibles (m-THPC ou TPCS2a).

2.5.3 Quantification du trafic intracellulaire

Nous avons donc mis en place 3 systèmes différents. Cependant, quelque soit le système, le
protocole nous permettant de quantifier le trafic intracellulaire est le même. Nous observons les
cellules avant et après la perturbation et nous enregistrons les trajectoires des sondes. Les tra-
jectoires (x(t),y(t)) des sondes sont extraites des images prises pendant l’expérience à l’aide du
logiciel ImageJ (Analyse Particles module, manual tracking). Pour augmenter la précision de la po-
sition pendant le traitement d’image, nous appliquons un "scale 10X" à chaque film (1 pixel donne
10 pixels). Un exemple de trajectoire obtenue après traitement d’image est donné dans la figure 3.3.

A partir des trajectoires, nous calculons le déplacement quadratique moyen de chaque sonde
(< ∆r2(t) >) selon la formule :

< ∆r2(t) >=< [x(t+ t′)− x(t′)]2 + [y(t+ t′)− y(t′)]2 >t′=< x2(t) > + < y2(t) > (2.7)
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Figure 2.11 – Exemple de trajectoire d’un endosome.

De cette façon, nous faisons une première étape de moyenne glissante, ce qui permet de lisser
la courbe de MSD en moyennant sur plusieurs évènements de même durée et aussi de s’affranchir
du choix du moment où on démarre l’acquisition (figure 2.12). Ensuite nous faisons une deuxième
étape de traitement, en calculant la moyenne d’ensemble des MSD des différentes sondes, pour
avoir un comportement global du trafic intracellulaire. La moyenne géométrique a été choisie au
détriment de l’arithmétique, car les MSD se comporte en loi puissance. En effet, la répartition de
l’amplitude des MSD n’est pas normale mais log-normale [39]. Ensuite, nous ajustons les courbes
par une fonction du type :

< ∆r2(t) >= D0t
α (2.8)

L’amplitude du MSD (D0) dépend de la vitesse des sondes, de l’étendue des trajectoires et
également des propriétés viscoélastiques du cytoplasme. L’exposant (α) rend compte du type de
mouvement (voir figure 2.13). Il existe 4 différents types de mouvement :
- α < 1 comportement sous-diffusif ou diffusion en milieu confiné,
- α = 1 comportement diffusif en milieu purement visqueux,
- α > 1 comportement super-diffusif,
- α = 1 comportement balistique (vitesse constante).
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Figure 2.12 – Exemple de déplacement quadratique moyen (moyenne glissante) correspondant à
la trajectoire de la figure 3.3 (échelle log). Ici D0 = 0, 049 µm2 et α = 1, 4.

Figure 2.13 – Allures des MSD pour les différents types de mouvements (échelle log)
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2.6 Mesures actives : microrhéologie du cytoplasme

Afin de mieux comprendre, l’environnement dans lequel a lieu le transport intracellulaire, et en
tirant avantage des systèmes mis en place jusqu’ici, nous avons effectué des mesures de microrhéo-
logie, visant à quantifier les coefficients viscoélastiques du cytoplasme et surtout nous permettant
de comparer les valeurs mesurées avant et après perturbation. Notre dispositif magnétique nous
permet de mettre en mouvement de façon contrôlée des objets intracellulaires anisotropes : les
chaînes d’endosomes.

2.6.1 Mesures de relaxation

Dans le cadre de la perturbation mécanique (chapitre 3), nous avons choisi de faire des me-
sures de relaxation en mesurant la position angulaire des chaînes en fonction du temps lorsqu’on
modifie brusquement la direction du champ d’un angle de 45◦ (figure 2.14). A l’aide du dispositif
magnétique, nous faisons une série de quatre sauts d’environ 45◦ sur une même chaîne, avant et
après un cisaillement par des chaînes, afin de savoir dans quelle mesure la rotation des chaînes a
modifié les propriétés viscoélastiques locales du cytoplasme. Parfois, il arrive que des comparti-
ments membranaires bloquent la relaxation des chaînes. Lorsque c’est le cas, les mesures ne sont
pas exploitées. Le fait de pouvoir faire quatre mesures successivement, nous permet de faire des
moyennes pour compenser ce problème. La durée totale des 4 sauts est de 100s, ie 25s par saut,
pour permettre à la chaîne de relaxer complètement. Des images sont prises pendant l’expérience à
raison de 100 images par seconde à l’aide de la caméra rapide (Phantom). Le traitement d’images
se fait automatiquement à l’aide d’un plugin (Particle tracker), créé par Olivier Cardoso [71]. Ce
plugin est conçu pour suivre des objets individuels en utilisant une méthode de corrélation croisée,
à partir de la taille de la chaîne et de sa position initiale. Il a été modifié par Damien Robert afin
de suivre la position angulaire de la chaîne en fonction du temps.

Temps (s) 

A
n

gl
e 

(°
) 

Position angulaire du 
champ magnétique 

Figure 2.14 – Exemple de position angulaire d’une chaîne d’endosomes en fonction du temps
lorsque le champ magnétique (β, en rouge) fait des sauts angulaires d’environ 45◦.

Les courbes de relaxation ne reflètent pas un comportement viscoélastique simple. L’analyse en
terme de fonction de fluage sera donnée dans le chapitre correspondant (chapitre 3).
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2.6.2 Mesures de viscosité effective

Dans le cadre de la perturbation photo-chimique (chapitre 4), nous avons choisi de faire des
mesures de viscosité effective en soumettant les chaînes d’endosomes à un champ magnétique tour-
nant (rotation en régime permanent). De cette façon nous pouvons avoir accès à des valeurs de
viscosité effective à l’échelle de temps correspondant à la période de rotation du champ. Bien que
les propriétés viscoélastiques du cytoplasme ne peuvent pas être résumé à une simple viscosité, nous
avons simplifié l’analyse des propriétés mécaniques afin d’avoir une comparaison directe entre les
mesures effectuées avant et après la photo-activation. Nous avons choisi une fréquence de 0.2 Hz,
car cette fréquence est assez faible pour que les chaînes suivent la rotation du champ magnétique et
assez élevée pour que nous puissions mesurer un déphasage entre la position angulaire des chaînes
et celle du champ.

Des chaînes d’endosomes magnétiques de 3 à 6 endosomes sont formées par application d’un
champ magnétique constant. Lors de la rotation en régime permanent, le couple magnétique Γm
appliqué aux chaînes d’endosomes va s’opposer au couple viscoélastique Γve.

Expression du couple magnétique :

Γm = Γ0
sin(2ϕ)

2
(2.9)

où ϕ = β − θ est le déphasage entre la position angulaire du champ magnétique (β) et de la
chaîne (θ) et Γ0 = 3µ0m2

4π
N2

e
d3

, avec m et d respectivement le moment magnétique et le diamètre d’un
endosome et Ne le nombre d’endosomes constituant la chaîne.

Expression du couple viscoélastique :

Γve = κηeffV
dθ

dt
(2.10)

où ηeff est la viscosité effective du cytoplasme mesurée à une fréquence donnée, dθdt la vitesse angulaire
de la chaîne, V = πd3

6 le volume de la chaîne et κ = 2N2
e

ln Ne
2
+ 2.4

Ne

est un facteur géométrique (cf. [72, 63]

pour plus de détails).
Des équations du mouvement, nous pouvons déduire une viscosité effective :

ηeff =
µ0M

2Ne

32πκ

sin(2ϕ)

F
(2.11)

avec M = m
v le moment magnétique volumique d’un endosome et F = 1

2π
dθ
dt la fréquence de

rotation.

2.6.3 Calibration du champ

Dans les deux types d’expériences décrites ci-dessous, nous avons eu besoin de mesurer avec
précision certaines positions angulaires du champ. Pour ce faire, nous avons utilisé des échantillons
des billes magnétiques de 1 µm (MyOne) contenues dans du glycérol à 98%. A l’aide du dispositif
de production de champ magnétique, nous formons des chaînes de billes en appliquant un champ
constant. La position relative des quatre pièces de fer doux constituant le dispositif à production
de champ magnétique n’étant pas figée, les différentes calibrations de positions angulaires sont
mesurées systématiquement après chaque série d’expériences et à chaque fois nous faisons une
moyenne sur au moins 10 chaînes.
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Détermination de β0

L’origine de la position angulaire du champ β0 lorsque nous imposons un champ constant(I1 6= 0
et I2 = 0), doit être déterminée à la fois pour l’étude des propriétés viscoélastiques par relaxation
et par rotation continue. Ici, nous mesurons simplement la position angulaire des chaînes de billes
lorsqu’on applique un champ constant (I1 6= 0 et I2 = 0).

Détermination de la valeur des sauts angulaires β1, β2, β3, β4

Nous avons également dû déterminer avec précision les valeurs de l’angle β du champ pour les
quatre sauts. A l’aide du dispositif de production de champ magnétique, nous formons des chaînes
de billes en appliquant un champ constant. Ensuite, nous imposons les quatre sauts angulaires
aux chaînes de billes de sorte que nous puissions mesurer la position du champ magnétique (après
relaxation) pour les 4 sauts angulaires.

Position du champ tournant

Pour connaître la position du champ, à un instant t, nous avons relié le générateur de basses
fréquences alimentant les bobines, au circuit de la LED présente à l’intérieur du dispositif, afin
que la lumière s’éteigne pendant un bref instant (correspondant à la durée d’une image) à chaque
rotation du champ. Cependant, la lumière ne s’éteint pas exactement lorsque la position angulaire
du champ magnétique correspond à β0 mais un peu après. Pour déterminer le temps (∆t) ou le
nombre d’images entre le moment où la lumière s’éteint et le moment où le champ magnétique
passe par la position d’origine, le circuit de la LED a été branché à un oscilloscope, de la même
façon que le circuit alimentant les bobines. Cette phase dépend de la fréquence de rotation du
champ (F ) selon la relation : ∆t = 0.08

F . Par exemple, pour une rotation à 0.2 Hz, ∆(0.2) = 0.4s.
A une fréquence de 10 images par seconde, cela correspond à 4 images. Il faut donc comparer la
position des chaînes 4 images avant l’image noire avec la position d’origine β0.

2.7 Système in vitro

Afin de reproduire certaines expériences réalisées dans les cellules, dans un environnement
contrôlé, nous avons tenté de mettre en place des systèmes modèles in vitro.

L’idée était de reproduire le trafic vésiculaire dans un système minimal constitué d’un réseau
de microtubules et des endosomes naturels extraits de cellules.

Ce système a également été utilisé dans l’étude concernant l’impact d’une perturbation photo-
chimique sur le trafic intracellulaire, où nous avons voulu observer l’impact de la photo-activation
des deux types de photosensibilisateurs sur les microtubules.

La plupart des protocoles sont détaillés dans les annexe (partie 8.2).

2.7.1 Polymérisation des microtubules

Il existe de nombreux protocoles de polymérisation de microtubules, nous en avons testé 3 (voir
parties 2.7.1, 2.7.1 et 2.7.1).

Tubuline et conservation

Pour fabriquer des microtubules, nous avons utilisé de la tubuline synthétique (Cytoskelton Inc.,
Denver USA). La conservation de la tubuline, la polymérisation de microtubules et les expériences,



2.7. Système in vitro 39

nécessitent l’utilisation d’un tampon BRB1X ou BRB80 : 80 mM de PIPES (pH ajusté à 6.8 avec
KOH), 1 mM MgCl2 et 1 mM EGTA.

La tubuline est conservée soit sous forme de poudre à 4◦C, soit en solution au -80◦C à 10 mg/mL
dans du tampon BRB1X contenant 50% de glycérol et 1 mM de GTP.

Microtubules stabilisés au taxol (protocole long)

Nucléation
Solution (a) :
Mélanger 1.6 µl de tubuline (10 mg/ml) avec 0.4 µl de tubuline rhodamine (10 mg/ml). Incuber
15 min à 37◦C à l’abri de la lumière.

Polymérisation
Solution (b) :
Mélanger 2 µL de tubuline (10 mg/ml), 0.5 µl de tubuline rhodamine (10 mg/ml) et 22 µL de
[BRB 1X + glycérol 10% + GTP 1mM]. Diluer (a) dans (b), remuer avec un cône sans pipeter.
Incuber 15 min à 37◦C.

Fixation
Solution (c) :
Préparer une solution de 0.3 µL de taxol (stock 10 mM) dans 30 µL de [BRB 1X + glycérol 10%
+ GTP 1mM]. Ajouter 2.5 µL de (c) dans (a+b). Incuber 15 min à 37◦C.

Elongation
Laisser le tube à température ambiante pendant 1 ou 2 jour(s).

Centrifugation
Centrifuger la solution contenant les microtubules à 30 000g pendant 20 min à 25◦C. Resuspendre
le culot dans 30 µL de [BRB 1X + glycérol 10% + GTP 1mM + taxol 10 µM]. Les microtubules
peuvent être utilisés pendant 2 semaines.

Précautions
Garder à l’abri de la lumière et à température ambiante. Après l’étape de polymérisation, on ne
descend plus à basse température et on coupe les cônes.

Microtubules stabilisés au taxol (protocole court)

Ce protocole est adapté de [73].

Solution (a) :
Mélanger 1.2 µL de DMSO à 100% (final 5%), 1 µl de MgCl2 à 100 mM (final 25 mM), 1 µL de
GTP à 25mM (final 1mM) et 1.8 µL de BRB 1X.

Solution (b) :
Mélanger 1 µL de tubuline rhodamine à 10 mg/ml avec 4 µL de tubuline à 10 mg/ml.

Mélanger les 5 µL de (b) avec 1.25 µL de (a).
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Vortexer rapidement le mélanger et incuber 30 min à 37◦C à l’abri de la lumière.

Préparer une solution contenant du taxol à 10 µM et du DTT à 1 mM dans du BRB 1X.
A la fin de la polymérisation, ajouter 200 µL de [BRB 1X + taxol 10 µM + DTT 1 mM] à la

solution contenant les microtubules.
Les microtubules peuvent être conservés à température ambiante pendant 2 semaines.

Remarques :
- Pour une meilleure conduction de la température, l’eppendorf contenant la solution de polymé-
risation des microtubules peut être plongé dans un tube contenant de l’eau à 37◦C, le tout placé
dans un incubateur.
- Veiller à ne pas ajouter une solution trop froide lors de la dernière étape (ajout de taxol).

Ce protocole est détaillé dans la partie 8.2.4.

Microtubules doublement stabilisés (GMPCPP et taxol)

Ce protocole est décrit dans la référence [74].
Mélanger 4 µL de tubuline (stock 10 mg/ml), 1 µL de tubuline rhodamine (stock 10 mg/mL),

10 µL de GMPCPP (stock 10 mM), 1 µL de MgCl2 (stock 100 mM) et 84 µL de BRB 1X.

Vortexer rapidement et incuber 2h à 37◦C.

Centrifuger à 15000g pendant 15 min à 25◦C.

Resuspendre dans 200 µL de BRB 1X contenant 10 µM de taxol.

2.7.2 Extraction des endosomes magnétiques

Ce protocole permet d’extraire les endosomes magnétiques des cellules. Afin de reproduire le
transport vésiculaire, les cellules sont incubées avec 1 mM de maghémite et 2 mM de citrate pen-
dant 30 min. Nous avons fait varié le type cellulaire utilisé ainsi que le temps de chasse. Concernant
l’étude de l’impact de la photosensibilisation sur le trafic intracellulaire, nous avons co-incuber les
cellules (PC3) avec du TPCS2a et des nanoparticules magnétiques comme décrit dans la partie
"marquage magnétique".

Après la chasse, les cellules sont décollées avec de la trypsine (3 min à 37◦C) et centrifugées
pendant 5 min à 250g. Elles sont ensuite resuspendues dans un tampon HB (250mM Sucrose,
15 mM Imidazole), 1 mM de DTT et 1% de PIC ("protease inhibitor cocktail"), recentrifugées
et resuspendues dans le même tampon. L’étape suivante consiste à lyser de façon mécanique les
cellules en faisant des va-et-vient répétés de la suspension de cellules dans une aiguille 23G. Ensuite
le lysat cellulaire obtenu est centrifugé à 4◦C pendant 6 min à 700g, afin de séparer les noyaux
des autres débris cellulaires. Le surnageant post-nucléaire (sans noyaux) est alors placé contre un
aimant afin de séparer la phase magnétique de celle non-magnétique(figure 2.15). Finalement nous
obtenons une suspension contenant uniquement les endosomes magnétiques concentrés.

Les endosomes peuvent être conservés directement dans l’azote liquide.
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Figure 2.15 – Schématisation de l’extraction des endosomes magnétiques.

Ce protocole est détaillé dans la partie 8.2.3.

2.7.3 Préparation des échantillons

Après plusieurs essais, le protocole de fabrication des microtubules que nous avons choisi est
celui des microtubules simplement stabilisés avec du taxol/DTT (partie 2.7.1). Il nous permet
d’obtenir rapidement des microtubules très stables de 10-20 µm.

Réseau de microtubules

Nous créons des chambres (3-5) en collant deux lamelles (22*22 mm et 26*50 mm) silanisées
avec de fines bandes de parafilm, le tout chauffé à 100◦C afin de sceller les chambres (figure 2.16).
L’écart entre les deux lamelles étant de 0.5 mm, nous disposions de chambres à petit volume
(10-15 µL), que nous remplissons par capillarité.

Nous rinçons la chambre avec du BRB1X entre chacune des étapes du protocole. Tout d’abord
nous incubons la chambre pendant 5 min avec de l’anti-β-tubuline (Sigma) pour permettre d’ac-
crocher les microtubules à la surface. Ensuite, nous passivons la surface avec du pluronic (F127,
Sigma Aldrich) pendant 10-15 min. Vient ensuite l’étape d’incubation des microtubules, qui dure
15 min. Nous rinçons ensuite les microtubules avec du BRB1X contenant du DTT (1 mM) et du
taxol (10 µM).

Ensuite nous injectons soit les endosomes magnétiques, afin de reproduire des mouvements
vésiculaires (protocole détaillé dans la partie 8.2.6), soit du photosensibilisateur (protocole détaillé
dans la partie 8.2.5), afin d’observer l’impact de la photosensibilisation sur les microtubules.
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Figure 2.16 – Schématisation de la chambre utilisée pour les tests in vitro

Incubation avec les endosomes magnétiques

Solution (A1)
Mélanger 100 µl de tampon HB 5X, 5 µl de caséine 100X, 1µl d’EGTA 0.5 M, 5 µl de taxol 1 mM
et 0.5 µl de DTT 1 M. Compléter à 250 µl avec de l’eau nanopure.

Solution (A2)
Mélanger 10 µl de solution (A1) avec 10 µl de la solution contenant les endosomes.

Solution (B1)
Mélanger 617 µl d’eau nanopure, 200 µl de tampon HB 5X, 10 µl de caséine 100X et 2 µl d’EGTA
à 0.5 M.

Solution Scavenger 10X (A préparer toute les heures !)
Mélanger 16 µl de pré-scavenger (glucose 31.25 mg/ml dans BME 0.125 M) avec 2 µl de catalase
2 mg/ml, 2 µl de glucose oxydase 10 mg/ml.

Solution (B2) (A préparer toute les heures !)
Mélanger 44 µl de tampon (B1) avec 5 µl de scavenger 10X et 1 µl d’ATP (100 mM dans du MgCl2
à 1 M, pH=7).

Après l’incubation des microtubules, injecter la solution contenant les endosomes (A2) et in-
cuber pendant 8 min. Injecter la solution (B2). Installer l’échantillon sous microscope. Inutile
d’observer les lamelles pendant plus de 30 min, la durée de vie des moteurs dans un système in
vitro étant limitée.

Incubation avec le photosensibilisateur

Après l’incubation des microtubules, la dernière étape consiste à injecter le photosensibilisateur,
qui se trouve soit en solution (m-THPC et TPCS2a) dans du BRB1X contenant du DTT (1 mM),
du taxol (10 µM) et du triton X100 (0.3%) pour éviter l’agrégation du photosensibilisateur, soit
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encapsulé dans des endosomes (TPCS2a) (extraits de cellules) en solution avec du BRB1X conte-
nant du DTT (1 mM), du taxol (10 µM). Pour savoir à quelle concentration nous devions incuber
les microtubules, nous avons mesuré la quantité de photosensibilisateur internalisé dans les cellules
ainsi que celle contenue dans la solution d’endosomes purifiés, par spectroscopie fluorescente (SLM
Aminco Bowan Series 2 spectrometer) à la longueur d’onde de 410 nm.

2.8 Caractérisation des vésicules émises après traitements antican-
céreux

2.8.1 Comptage des vésicules

Après la chasse de la nuit, les cellules traitées au m-THPC sont rincées et placées dans 200 µl de
DMEM complet. Elles sont ensuite exposées sous microscope pendant 5s à une énergie surfacique
de 7.5 J/cm2 (voir partie 2.4.1 pour les détails). Une image en fluorescence est prise afin de voir la
localisation intracellulaire du photosensibilisateur. La vésiculation est filmée pendant 1 heure avec
une fréquence d’échantillonnage d’une image toutes les 10 s.

A la fin de l’incubation avec la doxorubicine, les cellules sont rincées et sont remises en culture
dans 250 µl de DMEM complet frais. Des images ont été prises à différentes étapes du traitement
(avant incubation, à la fin de l’incubation, 24h après traitement).

1h après l’exposition, pour les vésicules traitées au m-THPC, et 24h après l’incubation, pour
celles traitées à la doxorubicine, le milieu de culture est prélevé afin de quantifier le nombres de
vésicules émises par les cellules. Nous avons imaginé une technique de comptage inspirée de celle
utilisée pour compter les cellules : nous plaçons 5 µl de la solution contenant les vésicules entre deux
lamelles (22*22 mm et 24*60 mm). Nous prenons 4 images aléatoirement. Ensuite nous comptons
les vésicules avec le logiciel ImageJ (Point picker), pour aboutir à un nombre de vésicules par ml.

Notre technique de quantification des vésicules a été validée par des comptages dans les mêmes
conditions à l’aide d’un appareil commercial appelé Nanosight [75]. La quantification a donné les
mêmes résultats avec les deux techniques.

2.8.2 Analyses protéomiques et génomiques

Proteom array

Afin d’évaluer le niveau relatif des protéines de l’apoptose après les différents traitements, nous
avons utilisé un kit Proteome Profiler Array (R&D systems). Ce kit est composé de 4 membranes de
nitrocellulose sur lesquelles ont été fixés 35 anticorps anti-apoptose différents (la liste est disponible
dans la partie 8.4.1). En déposant la même quantité de protéines totales par membrane, nous avons
pu comparer les effets obtenus sur le processus de mort cellulaire dans les différents traitements. 2
traitements ont été réalisés en parallèle sur les cellules PC3 : traitement au photosensibilisateur m-
THPC (0.5 µM), et traitement avec 5 µM de doxorubicine. Les 2 autres membranes étant destinées
à des contrôles : contrôle PC3 non traitées et non exposées et PC3 traitées au m-THPC mais non
exposées. Le choix du temps d’incubation après le traitement pour l’extraction des protéines a été
le plus délicat à déterminer : sachant que dans la plupart des voies de signalisation les temps de
réponse sont assez courts, ce choix s’est porté sur 5 min puis sur 30 min après les traitements,
c’est-à-dire 5/30 min après l’exposition des cellules traitées au photosensibilisateur ou 5/30 min
après les 2h d’incubation à la doxorubicine.
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A ces différents temps, les protéines ont été extraites des cellules en suivant le protocole du
fabricant, puis déposées sur les membranes et révélées par un deuxième anticorps. La détection a
été réalisée par chimiluminescence et l’intensité des spots obtenus a été mesurée avec le logiciel
ImageJ.

Gene array

La technique de PCR Array (Qiagen) est une technique exploratoire qui permet d’évaluer ra-
pidement le niveau relatif d’expression des gènes entre 2 échantillons de cellules traitées et non
traitées, quelque soit le traitement. Nous avons choisi de quantifier l’expression des gènes du stress
oxydant : les plaques de 384 puits contiennent 84 gènes différents (liste disponible dans la par-
tie 8.4.2), tous potentiellement en relation avec la voie de signalisation du stress oxydant. Comme
pour l’analyse des protéines avec le proteome array, des cellules PC3 ont été traitées soit avec
le photosensibilisateur mTHPc (0.5 µM), exposées ou non, soit avec 5 µM de doxorubicine pen-
dant 2h. 30 min après l’exposition pour le mTHPC ou après le traitement à la doxorubicine, les
ARNs sont extraits des cellules selon le protocole du fabricant du kit (Macherey-Nagel), puis les
cDNAs sont synthétisés par une reverse transcriptase (Qiagen) avec environ 400 ng d’ARN pour
chaque échantillon. La PCR quantitative est ensuite réalisée et les expressions relatives de chaque
échantillon traité sont comparées à l’échantillon témoin (cellules non traitées).

2.8.3 Origine des vésicules

Pour connaître l’origine des vésicules, nous avons utilisé des nanoparticules magnétiques comme
traceur de localisation. Nous induisons la vésiculation de cellules traités au m-THPC après avoir
fait deux types de marquages magnétiques : pour la première condition, le marquage est suivi d’une
chasse de la nuit avant l’exposition, de sorte que les nanoparticules magnétiques se retrouvent dans
les endosomes tardifs ou les lysosomes, dans la deuxième condition les cellules sont exposées directe-
ment après les 30 min de marquage, de sorte que les nanoparticules magnétiques sont localisées à la
membrane (face externe) des cellules. Normalement pour un marquage de la membrane, les cellules
sont incubées avec les nanoparticules à 4◦C. Seulement dans notre cas, pour ne pas perturber le
métabolisme des cellules, le marquage a été effectué à 37◦C. Nous laissons les cellules vésiculer pen-
dant 1h et nous relevons le milieu qui est ensuite placé dans une chambre à micromagnétophorèse,
afin de voir si les vésicules émises sont magnétiques.

Transfert des vésicules

Le milieu de culture prélevé après traitement (m-THPC : 0.02, 0.08, 0.2, 0.5, 2 et 10 µM et
Doxorubicine : 0.1, 0.5, 2, 5, 10, 50 µM) les cellules cancéreuses (PC3) a été transféré sur des
cellules endothéliales humaines (HUVEC pour "Human Umbilical Vein Endothelial Cells") pour
une incubation de 2h. Après l’incubation, les cellules sont remises en culture dans du milieu frais.

2.9 Imagerie

2.9.1 Microscopie optique

La plupart des images de microscopie optique ont été réalisées à l’aide d’un microscope inversé
et thermalisé Leica DMIRB équipés des objectifs 20X, 63X à immersion ou 100X à immersion.
Ce microscope est équipé d’une lampe fluorescente et de différents filtres (m-THPC, rhodamine),
qui nous ont permis de faire de images en fluorescence. Le dispositif magnétique est installé sur ce
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microscope. Il est également équipé des caméra Cool Snap HQ, utilisée en particulier pour la prise
d’images en fluorescence via le logiciel Metavue, et Phantom V9.1 Vision Research (caméra rapide)
combinée au logiciel Phantom Camera Control, utilisée en particulier pour le suivi des mouvements
intracellulaires et les mesures actives. La taille des pixels pour les différentes caméra est mesurée
en prenant des images d’une cellule de Malassez (généralement utilisée pour compter les cellules)
présentant un quadrillage fin avec des carrés de 50 µm de côté.

2.9.2 Microscopie confocale

Certaines images ont été acquises à l’aide d’un microscope thérmalisé confocal Olympus JX81/
BX61 Device/Yokogawa CSU équipé d’un spinning disk (Andor Technology plc, Belfast, Northern
Ireland). Les images sont prises avec un objectif 63X à immersion.

2.9.3 Microscopie électronique

La préparation des échantillons pour la microscopie électronique a été réalisée sur monocouches
de cellules fixées et incluses dans de la résine EPON. Les cellules sont fixées avec du glutaraldéhyde
à 5% dans du tampon cacodylate à 0.1 mol/L pendant 1h à température ambiante. Il s’en suit
plusieurs étapes de déshydratation de la monocouche avec de l’éthanol (50, 70, 90 puis 100%). En-
suite, nous plongeons les cellules dans une résine (EPON), qu’on laisse polymériser à 70◦C pendant
48 à 72h. Les échantillons sont coupés et observés à la plateforme d’imagerie Mima2 - Inra (Jouy
en Josas).

Le protocole est détaillé dans la partie 8.3.

2.10 Statistiques

Nous avons fait des analyses statistiques des résultats avec le logiciel Prism 3.0 (GraphPad).
Les résultats sont généralement présentés sous forme de moyenne ± l’erreur type ( écart-type√

N
). Nous

avons testé les distributions de résultats avec le test de Student (ou t-test) avec une correction
de Welch. *** correspond à p<0.001. ** correspond à p<0.01. * correspond à p<0.05. NS (non
significatif) correspond à p>0.05.
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3.1 Introduction

Lorsqu’on observe une cellule au microscope, on peut voir une multitude de vésicules bouger à
l’intérieur des cellules. On peut distinguer des mouvements très dirigés, d’une durée plus ou moins
longue, et des déplacements qui s’apparentent plus à de la diffusion libre. Toute cette agitation au
sein du cytoplasme caractérise le trafic intracellulaire. Il est permis grâce à l’activité des moteurs
moléculaires qui transforment l’énergie chimique en énergie mécanique afin de tracter des charges
qui évoluent le long des filaments du cytosquelette. Ces mouvements sont dépendants des propriétés
mécaniques locales du cytoplasme, qui est un milieu viscoélastique. En effet, que ce soit lors de
déplacements actifs, lorsque les moteurs sont actifs, ou lors de déplacements passifs, correspondant
à une diffusion, les propriétés mécaniques du milieu dans lequel baignent les vésicules de trafic vont
moduler ces mouvements par le biais des coefficients viscoélastiques.

Agir sur le trafic intracellulaire en utilisant une perturbation mécanique, nous a donc semblé
pertinent. De plus, nous disposions d’outils intracellulaires capables d’agir mécaniquement sur le cy-
toplasme : les endosomes magnétiques. Ces endosomes magnétiques s’organisent spatialement sous
forme de chaînes par l’application d’un champ magnétique. Ces chaînes étant des objets magné-
tiques et anisotropes, elles peuvent être manipulées par des champs magnétiques et en particulier
par des couples magnétiques. Une fois ces chaînes formées, nous avons constaté que, de manière
surprenante, ces chaînes pouvaient elles-mêmes participer au trafic intracellulaire. De cette obser-
vation sont nées deux études du trafic intracellulaire en présence d’une perturbation mécanique du
cytoplasme.

La première, directement reliée à cette observation, concerne l’étude du mouvement spontané
de ces chaînes, avant et après la perturbation, qui consiste à faire tourner ces mêmes objets. Dans
ce cas, les sondes du trafic intracellulaire sont les mêmes objets que ceux qui créent la perturbation.
De ce fait, nous avons pu perturber directement le trafic intracellulaire des chaînes dans la mesure
où nous faisions tourner des objets potentiellement connectés au cytosquelette. Avec ce système,
nous avons également fait des mesures de microrhéologie active, afin de mesurer l’impact de la
rotation sur les propriétés viscoélastiques locales du cytoplasme.

Dans la deuxième étude, nous voulions découpler l’étude du trafic intracellulaire et l’applica-
tion de la perturbation en utilisant deux objets différents pour sonder le trafic intracellulaire et
pour créer la perturbation. Les acteurs de la perturbation sont toujours des chaînes d’endosomes
magnétiques mais pour sonder le trafic intracellulaire, nous avons utilisé des endosomes ponctuels
non-magnétiques. Nous avons donc étudié les mouvements d’endosomes uniques non-magnétiques
se trouvant dans une zone pouvant être cisaillée par la rotation de chaînes d’endosomes magné-
tiques. De cette façon, nous agissons de manière plus indirecte sur le trafic intracellulaire, en tentant
de modifier l’environnement dans lequel se trouvent les sondes.

Finalement, nous avons confronté les deux types de système que nous avons utilisé, en compa-
rant le mouvement d’un endosome ponctuel et celui d’une chaîne d’endosomes. Ainsi, nous avons pu
comparer les mesures de trafic intracellulaire d’objets de différentes tailles en fonction du nombre
d’endosomes constituant la sonde.

Dans cette partie nous verrons que la perturbation mécanique n’a pas d’incidence notable
sur les propriétés visco-élastiques mais que le fait de faire tourner une sonde ralentit son trafic
intracellulaire.



3.2. Impact d’une perturbation mécanique locale sur le trafic d’une chaîne d’endosomes 49

3.2 Impact d’une perturbation mécanique locale sur le trafic d’une
chaîne d’endosomes

La première étude consiste à observer et quantifier les modifications du trafic intracellulaire
d’une chaîne d’endosomes avant et après sa rotation dans un champ magnétique. Après avoir
marqué magnétiquement les cellules, nous formons des chaînes de 2 à 4 endosomes magnétiques.
Une fois sous microscope l’échantillon est plongé dans un champ magnétique, dont la direction
est constante afin de conserver la structure des sondes en chaînes. Nous étudions leur mouvement
spontané avant, pendant et après 3 rotations successives de 3 min chacune à vitesse constante
(0.01 Hz, 0.1 Hz, 1 Hz) par des calculs de déplacement quadratique moyen puis par des analyses
plus détaillées des trajectoires.

3.2.1 Résultats des mesures passives

Nous avons élaboré un protocole de marquage magnétique qui nous a permis d’avoir un petit
nombre de chaînes intracellulaires. De cette manière, les différentes chaînes ont peu de chance
d’interagir entre elles par des attractions magnétiques et nous observons seulement des mouvements
spontanés des sondes. Nous enregistrons les déplacements des chaînes pendant 200s à une fréquence
de 10 images par seconde. Nous analysons les images obtenues afin d’obtenir la trajectoire des
chaînes. A partir de leurs coordonnées (x(t),y(t)), nous calculons le déplacement quadratique moyen
(MSD) en fonction du temps en faisant une moyenne glissante le long de la trajectoire :

< ∆r2(t) >=< [x(t+ t′)− x(t′)]2 + [y(t+ t′)− y(t′)]2 >t′=< x2(t) > + < y2(t) > (3.1)

Comme nous le verrons, le MSD se comporte généralement en loi puissance, on peut alors le
modéliser par une fonction du type :

< ∆r2(t) >= D0

(
t

t0

)α
(3.2)

D0 est l’amplitude du MSD. Elle dépend de la vitesse de déplacement des sondes, de leur
processivité, des propriétés mécaniques du cytoplasme et du choix de t0. Ici et pour la suite, nous
avons pris t0 = 1s.

α est l’exposant du MSD. Il nous renseigne sur le type de mouvement. Généralement dans la
cellule, du fait des processus intracellulaires actifs, on a 1<α<2, correspondant à un comportement
super-diffusif.

Avant la perturbation

Nous avons suivi 40 chaînes avant la rotation pendant 200s. A partir des trajectoires, nous
avons calculé les MSD glissants correspondant à chacune des chaînes. Nous avons ensuite moyenné
ces MSD et ajusté cette moyenne globale par une loi puissance (figure 3.1).

La moyenne géométrique des MSD des 40 chaînes avant la rotation donne une amplitude
moyenne de Davant

0 = 0.0159+0.0012/−0.0008 µm2 et un exposant moyen de αavant = 1.21±0.02.
Les chaînes présentent un comportement super-diffusif avant la rotation (αavant > 1).
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Figure 3.1 – MSD glissant des chaînes avant la rotation. Moyenne géométrique des 40 chaînes.
Les chaînes d’endosomes ont un comportement super-diffusif avant leur rotation. La barre d’erreur
correspond à l’erreur type (SEM, "standard error of the mean"). (N=40)

Après la perturbation

Les mêmes chaînes sont suivies après la rotation également pendant 200s. Nous calculons de
la même façon le MSD glissant de chaque chaîne, puis la moyenne globale des 40 chaînes (figure 3.2).

Figure 3.2 – MSD glissant des chaînes après la rotation. Moyenne géométrique des 40 chaînes.
Les chaînes d’endosomes ont un comportement quasi-diffusif après leur rotation. La barre d’erreur
correspond à l’erreur type. (N=40)



3.2. Impact d’une perturbation mécanique locale sur le trafic d’une chaîne d’endosomes 51

La moyenne géométrique des MSD des 40 chaînes après la rotation donne une amplitude
moyenne de Daprès

0 = 0.0042 + 0.0016/−0.0011 µm2 et un exposant moyen de αaprès = 1.01±0.03.
Les chaînes ont un comportement quasi-diffusif (α ≈ 1) après leur rotation.

3.2.2 Analyse des mesures passives avant et après la perturbation

Les courbes de MSD nous renseignent sur le comportement moyen de la chaîne pendant toute
la durée de l’enregistrement (amplitude et exposant moyens du MSD). Lorsqu’on observe le mou-
vement spontané des sondes, on remarque qu’il y a une alternance de phases dirigées et de phases
plus diffusives. Seulement, lorsque nous calculons le MSD, nous moyennons les différentes portions
de trajectoires entre elles et en quelque sorte nous perdons la notion de mouvement dirigé pour
avoir un comportement global. Les phases de mouvement dirigé sont intéressantes, car elles sont
directement relié à l’activité des moteurs moléculaires. Si nous voulons approfondir l’analyse des
phases dirigées, il nous faut trouver un moyen de découper les trajectoires afin de distinguer les
phases de mouvement dirigé des phases de mouvement diffusif.

Les observables

A partir des trajectoires obtenues après le traitement des images, nous avons introduit deux
grandeurs : la distance élémentaire moyenne et le paramètre de directionnalité. Pour bien illustrer
les différentes étapes d’analyse des trajectoires, des exemples seront systématiquement montrés à
partir de la trajectoire de la figure 3.3.

Figure 3.3 – Trajectoire d’une chaîne d’endosomes (durée 200 s). t0 et tNf
indiquent respectivement

le début et la fin de la trajectoire. Cette trajectoire est utilisée comme exemple pour les prochaines
figures (figures 3.4, 3.6).

La distance élémentaire moyenne La distance élémentaire moyenne correspond à la distance
bout à bout entre Np points divisée par le nombre de points. Lorsque le mouvement est dirigé, la
distance parcourue est plus grande que lorsque la sonde à un mouvement diffusif. Nous prenons
des images pendant 200s à 10 images par seconde, nos trajectoires contiennent donc 2000 points.
Nous définissons dk,j comme étant la distance entre les points (xk , yk) et (xj , yj) de la courbe,
avec (k , j) ∈ [1 , Nf = 2000].
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La distance élémentaire moyenne est définie par :

di =
di,i+Np

Np
(3.3)

La première difficulté ici était de choisir le nombre de points Np. Le choix de ce paramètre
est important, car si on prend un Np trop petit, le bruit ressort trop ; s’il est trop grand, on
rate les différentes phases du mouvement. Nous avons donc tracé les courbes pour un certain
nombre de chaînes et pour différents paramètres Np (voir exemple figure 3.4 correspondant à
la trajectoire de la figure 3.3). Nous avons calculé la distance élémentaire moyenne en fonction
du temps pour Np = 10, 20, 50, 100, 200, 500. Comme nous prenons 10 images par seconde, cela
correspond respectivement à 1, 2, 5, 10, 20 et 50 s.

Figure 3.4 – Exemple de courbes de distance élémentaire moyenne (d(t)) pour différents nombres
de points Np = 10, 20, 50, 100, 200 et 500 (calculées à partir de la trajectoire de la figure 3.3). Le
signal est très bruité pour Np=10, 20 et l’est encore pour Np=50. A partir de Np=200, les courbes
sont trop lissées et on perd de l’information. Np=100 semble être un bon choix.

En analysant les courbes de la figure 3.4, on constate que pour Np=10, le signal est trop bruité.
Lorsque Np augmente, le bruit diminue mais à partir de Np=200 on commence à perdre de l’infor-
mation, les courbes sont trop lissées. L’objectif étant d’avoir une courbe la moins bruitée possible,
tout en gardant le maximum d’information, de façon à bien pouvoir identifier les différents types de
mouvements (phases de mouvement dirigé, phases de mouvement diffusif). De façon systématique
en analysant les courbes correspondant aux différentes chaînes, notre choix s’est porté sur Np = 100
soit 10 s. Nous avons une courbe où le bruit se distingue des pics, qui correspondent à des phases
de mouvement dirigé. Nous avons gardé ce même paramètre pour toutes les études.

Le paramètre de directionnalité Il nous fallait définir une grandeur physique, de préférence
adimensionnée, qui rendait compte du caractère dirigé ou non des déplacements. Nous avons alors
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simplement défini δ comme étant le rapport de la distance bout-à-bout entre Np points sur la
somme des déplacements élémentaires, de la manière suivante :

δi =
di,i+Np

i+Np−1∑
k=i

dk,k+1

(3.4)

δ → 0 lorsque le mouvement est diffusif et δ → 1 lorsque le mouvement est balistique.

Figure 3.5 – Exemple de courbes donnant le paramètre de directionnalité (δ(t)) pour différents
nombres de points Np = 10, 20, 50, 100, 200 et 500 (calculées à partir de la trajectoire de la
figure 3.3). Les courbes pour Np=10,20 et 50 sont trop bruitées. A partir de Np=200, le signal est
trop lissé. Même conclusion que pour la figure 3.4 : Np=100 semble être un bon choix.

La figure 3.5, nous montre qu’il existe une bonne corrélation entre les courbes de distance
élémentaire moyenne (figure 3.4) et les courbes donnant le paramètre de directionnalité (figure 3.5).
De plus, en analysant les courbes en fonction du paramètre Np, on constate à nouveau que Np=100
est un bon choix, car la courbe correspondante nous offre un bon compromis entre un maximum
d’information avec un minimum de bruit.

La courbe de δ(t) avec Np = 100 est donnée figure 3.6.
Une fois les courbes de paramètre de directionnalité obtenues, nous avons dû déterminer un seuil

(δs) au-dessus duquel les déplacements devaient être considérés comme dirigés. L’idée est de choisir
un δs assez bas pour pouvoir identifier tous les intervalles de temps sur lesquels le mouvement est
dirigé tout en étant au-dessus du bruit, qui correspond aux mouvements de diffusion libre. Sur
la trajectoire de la figure 3.3, on peut identifier 5 portions de phases dirigées. Il en est de même
sur la courbe de la figure 3.6, on peut identifier 5 pics, correspondant chacun à une phase de
mouvement dirigé. Le reste de la courbe, correspond à des phases diffusives. On peut remarquer,
que le bruit ne dépasse le seuil de δs = 0.3, alors que tous les pics vont au-delà de δs = 0.3. Nous
avons systématiquement comparé la courbe de directionnalité avec les déplacements (films) des
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Figure 3.6 – Courbe du paramètre de directionnalité δ(t) en fonction du temps avec le para-
mètre Np = 100 (calculée à partir de la trajectoire de la figure 3.3). On constate qu’il y a 5 pics
correspondant aux 5 phases dirigées qu’on peut identifier sur la trajectoire (figure 3.3).

chaînes correspondantes et nous avons constaté que le seuil de δs = 0.3 était valable pour toutes
les trajectoires. Nous avons décidé de fixer le seuil à δs = 0.3 pour cette étude et pour toutes les
autres.

Découpage des trajectoires A partir de la courbe de δ(t) et du seuil δs = 0.3, nous avons pu
identifier les intervalles de temps correspondant à des mouvements dirigés. Une fois ces intervalles
dirigés identifiés, nous avons découpé la trajectoire pour analyser en détails les phases où le mou-
vement est dirigé. Nous avons notamment analysé les portions de la courbe de distance élémentaire
moyenne d(t) correspondant aux intervalles de temps déterminés précédemment.

Résultats

A partir de ces intervalles de mouvements dirigés, nous pouvons en particulier déterminer la
durée de chaque phase dirigée (td), ainsi que la proportion de phases dirigées (τd) qui correspond
au rapport de ces durées cumulées sur la durée totale d’acquisition d’une trajectoire (200s). Il
est également possible de déterminer la distance parcourue par une chaîne pendant chaque phase
dirigée (Dd) et la vitesse moyenne de déplacement (vd). Un récapitulatif de ces résultats est donné
dans le tableau 3.1.

Durée des phases dirigées td Une fois que nous connaissons les intervalles sur lesquels le
mouvement est dirigé, l’accès à td est immédiat. Les résultats sont donnés sous forme d’histogramme
montrant la probabilité d’apparition en fonction de la durée des phases dirigées. Ces mêmes résultats
sont également donnés sous forme de fonction de répartition. Les données qui correspondent aux
analyses des trajectoires avant et après la rotation des chaînes sont présentées sur le même graphe
(figure 3.7).

Les moyennes obtenues pour la durée des phases dirigées avant et après la rotation, sont res-
pectivement tavantd = 1.3± 0.2s et taprèsd = 1.1± 0.2s.
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Figure 3.7 – Distribution renormalisée et fonction de répartition des durées des phases dirigées.
La durée des phases de mouvement dirigé ne semble pas être affectée par la rotation des chaînes.
(N=40)

Il semblerait que la durée des phases dirigées ne soit pas modifiée par la rotation des chaînes.

Proportion de phases dirigées τd Nous connaissons la durée de chacune des phases dirigés
d’une trajectoire, il suffit alors de diviser la somme des td d’une trajectoire par sa durée totale pour
chaque chaîne. Nous calculons la proportion de phases dirigées pour chaque chaîne (figure 3.8).

Figure 3.8 – Proportion du temps à réaliser des phases de mouvement dirigé pour chaque chaîne,
avant et après la rotation. Il y a plus d’événements de mouvement dirigé avant la rotation des
chaînes qu’après. (N=40)

Pour quasiment toutes les chaînes, la proportion de temps passée à réaliser des mouvements
dirigés est diminuée après la rotation. Pour certaines chaînes (presque 1/4 de la population), il n’y
a quasiment plus d’évènement de mouvement dirigé après la rotation (chaînes 8, 10, 14, 19, 20, 21,
36, 39 et 40).
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La moyenne obtenue pour les proportions de phases dirigées avant et après la rotation des
chaînes sont respectivement τavantd = 22 ± 2% et τaprèsd = 13 ± 2%. On constate une baisse de la
proportion de phases dirigées d’environ 40%. Nous avons vu précédemment que la durée moyenne
des phases dirigées n’était pas modifiée par la rotation. Si on observe une baisse de la proportion
de phases dirigées c’est parce que le nombre d’événements de mouvement dirigé diminue après
rotation. On passe d’environ 15 ± 1 événements avant rotation à 10 ± 1 après (pendant les 200S
d’acquisition).

Distance parcourue pendant les phases dirigées Dd A partir des intervalles de mouvement
dirigé, nous pouvons identifier ces mêmes intervalles sur la courbe de distance élémentaire moyenne.
Si nous intégrons la fonction d(t) sur la durée d’un intervalle dirigé, nous avons alors comme résul-
tat la distance parcourue pendant cet intervalle. Les distributions des distances avant et après la
perturbation sont données figure 3.9.

Figure 3.9 – Distribution renormalisée et fonction de répartition des distances parcourues pendant
les phases dirigées. Les distances parcourues pendant les phases de mouvement dirigé sont plus
grandes avant la rotation des chaînes qu’après. (N=40)

La moyenne des distances parcourues pendant les phases de mouvement dirigé, avant et après
la perturbation, sont respectivement Davant

d = 0.058 ± 0.013µm et Daprès
d = 0.026 ± 0.007µm.

(moyenne ± SEM)

Vitesse de déplacement pendant les phases dirigées vd Une fois que nous connaissons la
distance moyenne parcourue pendant les phases de mouvement dirigé, nous pouvons simplement
diviser cette distance par la durée de l’intervalle. Ainsi, nous pouvons calculer une vitesse moyenne
de déplacement pour chaque phase de mouvement dirigé (figure 3.10).

La moyenne des vitesses de déplacement pendant les phases de mouvement dirigé avant et après
la perturbation, sont respectivement vavantd = 0.044 ± 0.002 µm/s et vaprèsd = 0.024 ± 0.001 µm/s
(moyenne ± erreur type).
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Figure 3.10 – Distribution renormalisée et fonction de répartition des vitesses de déplacements
pendant les phases dirigées.(N=40) Les mouvements dirigés des chaînes sont plus rapides avant
qu’après la rotation des chaînes.

3.2.3 Suivi du mouvement des chaînes pendant la rotation (mesures passives)

Nous avons également suivi les déplacements des chaînes pendant les rotations. De manière
surprenante, nous avons pu observer quelques événements de mouvement dirigé alors même que la
chaîne subissait une rotation. Lors du suivi des chaînes, nous avons rencontré un problème qui ne
nous permet pas d’exploiter pleinement ces résultats : la rotation de la chaîne induit une erreur sur
la mesure de chaque position. Pour avoir le déplacement de translation de la chaîne, nous devons
être au centre de rotation de la chaîne pour éviter de quantifier des déplacements qui seraient dus à
la rotation. Seulement le centre de rotation n’est pas forcément confondu avec le centre géométrique
de la chaîne, il est donc difficile de l’identifier et il arrive même que le centre de rotation change au
cours du temps. Les courbes de MSD (figure 3.11) sont donc à interpréter avec précautions.

Les courbes de la figure 3.11 correspondent aux moyennes géométriques des MSD glissants de
10 chaînes pour chaque fréquence. Les amplitudes et les exposants moyens des MSD pendant les
rotations de 0.01 Hz, 0.1 Hz et 1 Hz sont respectivement :
D0.01Hz

0 = 0.018 + 0.009/− 0.004 µm2 et α0.01Hz = 1.15± 0.05 ;
D0.1Hz

0 = 0.050 + 0.016/− 0.008 µm2 et α0.1Hz = 1.02± 0.05 ;
D1Hz

0 = 0.049 + 0.024/− 0.009 µm2 et α1Hz = 1.02± 0.02.

On peut voir que les amplitudes des MSD sont d’emblée supérieures à celles obtenues avant la
rotation Davant

0 = 0.0159 + 0.0012/− 0.0008 µm2. Ceci est dû au fait que nous quantifions en plus
des mouvements diffusifs de la chaînes, des mouvements qui sont dus à la rotation. Les amplitudes
ne sont donc pas exploitables. Les exposants, quant à eux, sont compris entre αavant et αaprès. Les
valeurs obtenues ne sont pas aberrantes et si elles sont exploitables, il semblerait que l’exposant du
MSD diminue lorsque la fréquence augmente.
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Figure 3.11 – MSD des chaînes pendant les différentes rotations (0.01, 0.1,1 Hz). Moyenne globale
calculée à partir des MSD glissants de 10 chaînes. (N=10) Les mouvements des chaînes pendant la
rotation à 0.01 Hz sont super-diffusifs. Pendant les rotations de 0.1 et 1Hz, ils deviennent quasi-
diffusifs, ce qui correspond au régime après rotation.

3.2.4 Discussion

Nous avons suivi les mouvements de chaînes d’endosomes avant, pendant et après leur propre
rotation dans le cytoplasme. Dans un premier temps, les courbes de déplacement quadratique moyen
nous montrent une diminution du trafic intracellulaire après la perturbation mécanique. Nous avons
observé une baisse de l’amplitude du MSD d’environ 30 % et l’exposant passe de αavant = 1.2 à
αaprès = 1.0, autrement dit, on passe d’un comportement super-diffusif à un comportement quasi-
diffusif (figure 3.12). Ceci met en évidence une diminution globale de l’activité des moteurs après
la rotation des chaînes.

De plus, lorsque nous analysons plus en profondeur les trajectoires et que nous distinguons les
phases de mouvement dirigé des phases non dirigées suivant 2 critères (Np = 100 et δs = 0.3), nous
constatons qu’il y a environ 1.5 fois moins d’événements dirigés après la rotation. Nous pouvons
interpréter ce résultat en considérant que l’attachement des moteurs aux microtubules est affecté
par la rotation, dans le sens où les événements dirigés sont moins nombreux après la rotation. Ce
qui signifie que soit les moteurs sont moins efficaces (comportement individuel), soit une partie
des moteurs est inactivée (comportement collectif). Cependant lorsque les moteurs sont actifs, leur
durée d’activité semble être inchangée (tavantd ≈ taprèsd ), mais on ne peut pas en dire autant de la
distance parcourue ou de la vitesse pendant les phases actives, qui elles diminuent d’un facteur 2
après la rotation des chaînes (voir tableau 3.1).

La baisse de la proportion de phases dirigées après la rotation peut expliquer à elle seule l’ob-
servation faite à partir des courbes de MSD. Seulement, en regardant la distance parcourue et
la vitesse pendant les phases de mouvement dirigé, nous constatons, qu’en plus d’une baisse du
nombre d’événements de mouvement dirigé, la rotation des chaînes induit une diminution de la dis-
tance parcourue et de la vitesse moyenne pendant les phases de mouvement dirigé. De plus, cette
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Figure 3.12 – Superposition des courbes de MSD avant et après la rotation des chaînes. L’ampli-
tude ainsi que l’exposant des MSD diminue après la rotation des chaînes (N=40).

Avant la rotation Après la rotation
Nombre d’événements dirigés par chaîne 15 ± 1 10 ± 1

Proportion de phases dirigées τd 22 % ± 2 % 13 % ± 1 %

Durée td (s) 1.3 ± 0.1 1.1 ± 0.2
Distance moyenne parcourue Dd (µm) 0.058 ± 0.013 0.026 ± 0.007

Vitesse moyenne vd (µm/s) 0.044 ± 0.002 0.024 ± 0.001

Table 3.1 – Tableau récapitulatif des moyennes et l’erreur type des grandeurs physiques mesurées
après analyse des trajectoires des chaînes d’endosomes. Comparaison des résultats obtenus avant
et après la rotation des chaînes.

perturbation du trafic intracellulaire des chaînes par leur propre rotation ne semble pas réversible.
Nous avons analysé les trajectoires (200s) après la rotation des chaînes en les découpant en 4 inter-
valles de 50s. Aucune "récupération" n’a été observée durant les 200s qui suivent la perturbation.
Nous avons observé autant d’événements de mouvement dirigé pendant les 50 premières secondes
que pendant les deuxième, troisième et quatrième intervalles de 50s qui suivent la perturbation.

Lors du suivi des chaînes pendant les rotations, les exposants des MSD pour les différentes
fréquences sont inférieurs à celui mesuré avant rotation (αavant = 1.2 > α0.01Hz > α0.1,1Hz). De
plus l’effet semble progressif de 0.01 à 0.1Hz. Nous avons découpé les trajectoires des chaînes pen-
dant la rotation pour savoir quelle était la proportion de phases dirigées. Nous avons obtenu des
valeur autour de τ rotationd = 0.1 quelle que soit la fréquence de rotation (τ0.01Hzd = 0.11 ± 0.02,
τ0.1Hzd = 0.10± 0.03, τ1Hzd = 0.12± 0.03). Cette valeur est inférieure à celle mesurée avant la rota-
tion (τavantd = 0.22±0.02) mais s’approche de celle mesurée après la rotation (τaprèsd = 0.13±0.02).
Le comportement des chaînes pendant la rotation semble donc similaire à celui après la rotation.
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Tous ces résultats montrent que le trafic intracellulaire des chaînes est diminué par leur rotation
mais il n’est pas complètement inhibé (αrotation ≥ 1).

Par ailleurs, la persistance de mouvement dirigé pendant les rotations montre à quel point le
trafic intracellulaire est robuste. Une chaîne peut continuer à bouger "activement" grâce aux mo-
teurs moléculaires, même lorsqu’elle est soumise à un mouvement rotationnel forcé. Le changement
de centre de rotation au cours du temps, semble indiquer que le centre de rotation est déterminé
par une liaison moteur-microtubule. La rotation de la chaîne ne semble pas empêcher les moteurs
de se relayer, car nous avons observé à plusieurs reprises, une modification du centre de rotation
de la chaîne.

A ce stade, plusieurs hypothèses non exclusives s’offrent à nous. Nous ne savons pas si la
baisse du trafic intracellulaire des chaînes est due à un réarrangement du réseau des filaments du
cytosquelette ou à une modification directe du fonctionnement des moteurs. Ce point sera abordé
dans la partie 3.4. Mais tout d’abord, regardons dans quelle mesure les propriétés mécaniques du
cytoplasme ont été modifiées par la rotation des chaînes.



3.3. Impact d’une perturbation mécanique sur les propriétés viscoélastiques du cytoplasme 61

3.3 Impact d’une perturbation mécanique sur les propriétés visco-
élastiques du cytoplasme

Le système utilisé pour mesurer l’impact de la rotation sur le trafic intracellulaire d’une chaîne
d’endosomes a également été utilisé pour réaliser des mesures actives. Comme ce système nous per-
met de disposer d’un petit nombre de chaînes indépendantes, il est idéal pour des mesures actives.
Celles-ci consistent à mesurer la relaxation de position angulaire des chaînes d’endosomes magné-
tiques lorsqu’on les soumet à une variation instantanée de la direction du champ magnétique. A
l’échelle nanométrique, lorsque la position angulaire du champ change de façon instantanée, les
moments magnétiques de chaque nanoparticule s’alignent avec le champ très rapidement, de fa-
çon à ce que le moment magnétique global d’un endosome soit aligné avec la direction du champ
magnétique. Au sein d’une chaîne d’endosomes, les forces d’interaction entre les moments magné-
tiques des endosomes poussent les endosomes à aligner leur moment magnétique, ce qui engendre
la rotation globale de la chaîne vers une nouvelle position d’équilibre.

3.3.1 Résultats des mesures actives

Nous enregistrons la position angulaire des chaînes pendant 100s durant 4 sauts angulaires suc-
cessifs du champ magnétique d’environ 45◦ (voir 2.2.2 pour les détails). Ces mesures sont effectuées
avant et juste après une série de 3 rotations successives de 3 min chacune (à 0.01 Hz, 0.1 Hz et
1 Hz), avec une acquisition de 100 images par seconde. La relaxation de la chaîne suite à la modi-
fication de l’orientation du champ est suivie pendant 25s pour chaque saut angulaire. Cependant
nous avons constaté que le temps de relaxation de la position angulaire des chaînes est inférieure à
150 ms. L’analyse des images avec un plugin d’ImageJ nous donne la position angulaire en fonction
du temps de chacune des chaînes, pendant les 150 premières millisecondes qui suivent le saut an-
gulaire. La taille des chaînes, le couple magnétique ainsi que les propriétés mécaniques influencent
la dynamique de relaxation de la position angulaire des chaînes. Nous avons suivi la relaxation
d’une dizaine de chaînes subissant 4 sauts angulaires successifs. Cependant, il arrive souvent que
la rotation de la chaîne soit bloquée, probablement par un obstacle (un organite) ou que la chaîne
se casse durant les premières millisecondes. Les données de ces chaînes n’ont pas été traitées et il
y a 25 sauts avant la rotation et 19 sauts après la rotation qui ont été exploités.

Avant la perturbation

Les positions angulaires des chaînes soumises à 4 sauts angulaires du champ magnétique avant
les rotations des chaînes sont données figure 3.13.

La position angulaire est normalisée par l’amplitude du saut angulaire du champ magnétique,
voisine de 45◦ pour chaque saut. Les courbes sont classées par couleur suivant le nombre d’endo-
somes (Ne) constituant la chaîne. Il y a 4 types de chaînes : Ne = 2, 3, 4 et 5.

Après la perturbation

Les positions angulaires des chaînes soumises à 4 sauts angulaires du champ magnétique après
les rotations sont données figure 3.14.

Il y a 4 types de chaînes : Ne = 2, 3 et 4. On peut remarquer que la taille des chaînes a diminué
par rapport à celles présentes avant la rotation.
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Figure 3.13 – Position angulaire renormalisée des chaînes avant rotation, lorsque le champ ma-
gnétique fait des sauts angulaires d’environ 45◦. Il y a 4 types de chaînes : Ne = 2, 3, 4 et 5. La
position angulaire des chaînes relaxe vers la position du champ. (N=25)

Figure 3.14 – Position angulaire renormalisée des chaînes après rotation, lorsque le champ magné-
tique fait des sauts angulaires d’environ 45◦,. Il y a 3 types de chaînes : Ne = 2, 3 et 4. La position
angulaire des chaînes relaxe vers la position du champ. (N=19)

3.3.2 Analyse des mesures actives avant et après la perturbation

Lors de mesure active de relaxation, on peut relier la contrainte σ(t), la déformation ε(t) et la
fonction de fluage J(t) de la façon suivante :

ε(t) =

∫ t

−∞
J(t− t′)σ̇(t′)dt′ (3.5)
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Dans notre cas, la déformation correspond à la position angulaire et la contrainte au couple
magnétique (Γ = 3µ0m2N2

e
4πd3

sin(2ϕ)
2 où ϕ = β − θ est le déphasage entre les positions angulaires du

champ β et de la chaîne θ) divisé par le volume. On peut donc relier la position angulaire des
chaînes, le couple magnétique et la fonction de fluage suivant l’équation 3.6.

θ(t) =

∫ t

0
J(t− t′) Γ̇(t′)

κV
dt′ (3.6)

où V = Nev est le volume d’une chaîne constituée de Ne endosomes de volume v et κ = 2N2
e

ln(Ne
2
)+ 2.4

Ne

un facteur géométrique adimensionné (voir [58, 63]).
A l’aide d’une intégration par parties et d’un changement de variable, la relation 3.6 peut être

réécrite sous la forme :

θ(t) =
1

κV

∫ t

0
J̇(t′)Γ(t− t′)dt′ (3.7)

Les mesures sont échantillonnées à intervalles de temps ∆t réguliers. On peut donc discrétiser
la relation 3.7 de la manière suivante :

θi =
1

κV

i∑
k=1

J ′kΓi−k+1∆t (3.8)

On peut donc calculer par récurrence le J ′i à partir de la relation 3.8 et en déduire les Ji =∑i
k=1 J

′
k∆t.

J ′i =
1

Γ1

[
κV θi
∆t

−
i−1∑
k=1

J ′kΓi−k+1

]
(3.9)

Les mesures effectuées ci-après montrent que la fonction de fluage se comporte en loi puissance
(équation3.10) dont l’amplitude est distribuée de façon log-normale [39]. Les moyennes globales
seront donc des moyennes géométriques des fonctions de fluage calculées à partir des positions
angulaires correspondant aux différents sauts angulaires, selon l’équation 3.9.

J(t) = J0 ∗
(
t

t0

)γ
(3.10)

Avant la perturbation

Les fonctions de fluage correspondant à chaque saut angulaire ainsi que la moyenne globale
avant la rotation, sont tracées figure 3.15.

La moyenne globale des fonctions de fluage confirme que le cytoplasme est un milieu visco-
élastique, car l’exposant est compris entre 0 (cas d’un solide élastique) et 1 (cas d’un liquide
purement visqueux). L’exposant moyen est de γavant = 0.55 ± 0.03 et l’amplitude moyenne est de
Javant
0 = 0.15+0.05/−0.02 Pa−1. Les résultats sont donnés sous forme de moyenne ± l’erreur type

(SEM).

Après la perturbation

Les courbes de fonction de fluage obtenues après rotation des chaînes sont données figure 3.16.
Après la rotation des chaînes, on a encore 0 < γaprès < 1. L’exposant moyen est de γaprès =

0.42± 0.04 et l’amplitude moyenne est de Japrès
0 = 0.12 + 0.03/− 0.01 Pa−1.
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Figure 3.15 – Fonction de fluage pour les 25 sauts angulaires et la moyenne globale, avant la
rotation. Le comportement est viscoélastique avant la perturbation. (N=25)

Figure 3.16 – Fonction de fluage pour les 19 sauts angulaires et la moyenne globale, après la
rotation. Le comportement est viscoélastique après la perturbation. (N=19)

3.3.3 Discussion

Lors des mesures actives, nous avons effectué 4 sauts angulaires successifs appliqués aux chaînes
d’endosomes magnétiques via un couple magnétique dont la position angulaire est modifiée instanta-
nément d’un angle d’environ 45◦. Nous avons fait ces mesures avant et après 3 rotations successives
(à 0.01, 0.1 et 1 Hz) de ces mêmes chaînes. Nous avons analysé les données expérimentales en terme
de fonction de fluage, calculée à partir de la position angulaire des chaînes et de l’amplitude du
couple magnétique.

En étudiant les courbes de moyenne globale des fonctions de fluage (figure 3.17), nous avons
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Figure 3.17 – Répartition des paramètres (γ et J0) et superposition des moyennes globales de la
fonction de fluage avant (bleu) et après (rouge) la rotation des chaînes.

constaté qu’aussi bien avant la rotation des chaînes qu’après, l’exposant de la fonction de fluage
est compris entre 0 et 1, témoignant d’un comportement viscoélastique du cytoplasme au voisi-
nage des chaînes. Les 3 rotations successives créent un cisaillement local du cytoplasme, dont les
propriétés viscoélastiques ne semble pas être modifiées par ces rotations. A la fois l’exposant de la
fonction de fluage, γavant = 0.55 ± 0.03 ≈ γaprès = 0.42 ± 0.04 et l’amplitude Javant

0 = 0.15 ± 0.03
Pa−1 ≈ Japrès

0 = 0.12± 0.04 Pa−1 ne sont pas modifiés de façon significative.

Il semble donc que les rotations des chaînes ne modifient pas les propriétés mécaniques locales
au voisinage de ces chaînes. Ce résultat est plutôt surprenant, car nous nous attendions à ce que
la rotation agisse sur la composante dissipative en la diminuant (tel un milieu rhéofluidifiant) et
éventuellement sur la composante élastique par une modification du réseau de microtubules (réar-
rangement, voire dégradation), correspondant à une diminution du coefficient élastique. En effet,
lorsque les microtubules sont dépolymérisés, le cytoplasme devient plus fluide ce qui correspond
à une augmentation de l’exposant du module complexe viscoélastique G(ω) qui est le même que
celui de J(t) et une diminution de l’amplitude de G(ω) qui correspondrait à une augmentation de
J(t) [24].

Cependant, même si la comparaison de la fonction de fluage entre avant la rotation des chaînes
et après met en évidence une faible différence, les résultats nous montrent qu’on a plutôt une
diminution de l’exposant γ, ce qui va à l’encontre de ce qui est attendu.
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3.4 Impact d’une perturbation mécanique globale sur le trafic in-
tracellulaire d’un endosome unique

Pour savoir dans quelle mesure le trafic intracellulaire est perturbé par un cisaillement méca-
nique agissant sur le milieu environnant, nous avons étudié le trafic intracellulaire d’endosomes
uniques et non magnétiques se trouvant dans une zone pouvant être cisaillée par la rotation de
chaînes d’endosomes magnétiques. Ici la rotation des chaînes agit indirectement sur le trafic intra-
cellulaire des endosomes en cisaillant la zone du cytoplasme dans laquelle se trouvent les endosomes.
Après avoir marqué magnétiquement les cellules, nous formons des chaînes de 3 à 8 endosomes ma-
gnétiques. Une fois sous microscope l’échantillon est plongé dans un champ magnétique (dont la
position angulaire est constante) afin de conserver la structure des chaînes prévues pour le cisaille-
ment. Nous étudions le mouvement spontané d’endosomes ponctuels non magnétiques avant et
après une rotation à 0.05Hz pendant 6 min par des calculs de déplacement quadratique moyen puis
par des analyses plus détaillées des trajectoires.

3.4.1 Résultats des mesures passives

Avant la perturbation

Nous avons calculé le MSD glissant de chaque endosome avant la perturbation ainsi que la
moyenne globale des 15 endosomes. Ces résultats sont donnés figure 3.18.

Figure 3.18 – MSD glissant des endosomes avant le cisaillement. Moyenne globale des 15 endo-
somes. Les endosomes ont un comportement super-diffusif avant le cisaillement. La barre d’erreur
correspond à la l’erreur type (SEM). (N=15)

Les endosomes ont un comportement super-diffusif avant le cisaillement, avec une amplitude
moyenne du MSD de Davant

0 = 0.021 + 0.006/− 0.003 µm2 et un exposant moyen de
αavant = 1.31± 0.03.



3.4. Impact d’une perturbation mécanique globale sur le trafic intracellulaire d’un endosome
unique 67

Après la perturbation

De la même façon qu’avant la perturbation, nous avons calculé le MSD de chaque endosome
ainsi que la moyenne globale des MSD après le cisaillement (figure 3.19).

Figure 3.19 – MSD glissant des endosomes après le cisaillement. Moyenne géométrique des 15 en-
dosomes. Les endosomes ont un comportement super-diffusif après le cisaillement. La barre d’erreur
correspond à la l’erreur type (SEM). (N=15)

Les endosomes ont un encore un comportement super-diffusif après le cisaillement, avec une
amplitude moyenne du MSD de Davant

0 = 0.025 + 0.007/ − 0.003 µm2 et un exposant moyen de
αavant = 1.35± 0.03.

3.4.2 Analyse des mesures passives avant et après la perturbation

De la même façon que pour le trafic des chaînes, nous avons analysé les trajectoires des endo-
somes, afin d’extraire des paramètres tels que la proportion de phases dirigées, la durée, la distance
et la vitesse des phases dirigées, avant et après le cisaillement. Les fonctions de répartition de ces
grandeurs sont données figure 3.20.
Nous avons observé en moyenne 14±1 événements de mouvement dirigé par endosome avant le
cisaillement et 12±1 après sur une durée de 200s.
Les proportions moyennes de phases dirigées sont : τavantd = 25± 1% et τaprèsd = 23± 1 %.
Les durées moyennes des phases dirigées sont : tavantd = 1.4± 0.3 s et taprèsd = 1.4± 0.4 s.
Les distances moyennes parcourues pendant les phases dirigées sont : Davant

d = 0.070 ± 0.004 µm
et Daprès

d = 0.080± 0.015 µm.
Les vitesses moyennes de déplacement pendant les phases dirigées sont : vavantd = 0.048 ± 0.004

µm/s et vaprèsd = 0.056± 0.005 µm/s.
Toutes ces données sont regroupées dans le tableau 3.2.
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Figure 3.20 – Fonctions de répartition des durées des phases dirigées, distance parcourue pendant
les phases dirigées et des vitesses de déplacement pendant les phases dirigées des endosomes avant
et après le cisaillement. Les durées, distances parcourues ainsi que les vitesses moyennes ne semblent
pas être affectées par le cisaillement.

3.4.3 Discussion

Nous avons suivi le trafic d’endosomes ponctuels non magnétiques localisés dans une zone pou-
vant être cisaillée par la rotation de chaînes d’endosomes magnétiques. Dans un premier temps,
nous avons calculé le déplacement quadratique moyen de 15 endosomes avant et après le cisaille-
ment. Les courbes de MSD (figure 3.21) nous montrent que la mobilité des endosomes ne semble
pas avoir été modifié par le cisaillement.

Dans un deuxième temps, nous avons analysés les trajectoires afin d’isoler les phases de mou-
vement dirigé, dont nous avons pu extraire la proportion de phases dirigées, la durée des phases
dirigées, la distance parcourue et la vitesse moyenne pendant les phases dirigées (voir tableau 3.2).
Nous avons constaté que les différences de ces grandeurs avant et après le cisaillement ne sont pas
significatives (figure 3.20, 3.26).

Avant le cisaillement Après le cisaillement
Nombre d’événements par endosome 14 ± 1 12 ± 1
Proportion de phases dirigées τd 25 % ± 1 % 23 % ± 1 %

Durée td (s) 1.4 ± 0.3 1.4 ± 0.4
Distance parcourue Dd (µm) 0.070 ± 0.004 0.080 ± 0.015
Vitesse moyenne vd (µm/s) 0.048 ± 0.004 0.056 ± 0.005

Table 3.2 – Tableau récapitulatif donnant la moyenne et l’erreur type des grandeurs physiques
mesurées après analyse des trajectoires des endosomes. Comparaison des résultats avant et après
cisaillement.

Il semble donc que le trafic intracellulaire d’endosomes ponctuels ne soit pas perturbé par un
cisaillement global du cytoplasme environnant, tel que nous l’effectuons.
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Figure 3.21 – Superposition des courbes de MSD et les paramètres extraits des MSD des endosomes
avant et après le cisaillement. Les endosomes ont un comportement similaire avant et après la
perturbation. (N=15)



70 Chapitre 3. Perturbation mécanique

3.5 Comparaison entre le mouvement d’un endosome unique et
d’une chaîne à Ne endosomes

Dans toutes les parties précédentes, il s’agissait de comparer le trafic intracellulaire d’un objet
(chaîne ou endosome) avant et après une perturbation mécanique. Maintenant nous vous proposons
de comparer le trafic intracellulaire d’un endosome et d’une chaîne à Ne endosomes.

3.5.1 Résultats des mesures passives

Les données concernant les endosomes sont les mêmes que celles de la partie "Impact d’une per-
turbation mécanique globale sur le trafic intracellulaire d’un endosome" (3.4) (avant cisaillement).
Celles concernant les chaînes sont extraites de la partie "Impact d’une perturbation mécanique
locale sur le trafic intracellulaire d’une chaîne d’endosomes" (3.2) (avant rotation des chaînes). Les
MSD correspondant à chaque population d’objet (endosome Ne=1, chaînes Ne=2, 3 ou 4) sont tra-
cés figure 3.22 avec un code couleur différent pour chaque nombre d’endosomes Ne. On constate que
les courbes correspondant aux différentes populations forment un nuage homogène. Les moyennes
sur chaque Ne ne donnent pas de variation significative.

Figure 3.22 – Superposition des MSD de chaque objet à Ne endosome(s) (Ne=1 en bleu, Ne=2 en
violet, Ne=3 en orange, Ne=4 en vert, avec respectivement 16, 20, 11 et 11 courbes) et moyenne
globale des MSD pour chaque Ne. Le nombre d’endosomes constituant la sonde ne semble pas avoir
d’incidence sur les MSD.

3.5.2 Analyse des mesures passives en fonction du nombre d’endosomes N

A partir des trajectoires des différentes populations de sondes, nous avons analysé les phases
dirigées pour en extraire le nombre moyen de phases dirigées par sonde ainsi que la vitesse moyenne
de déplacement.
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Figure 3.23 – Répartition et statistique sur les exposants α et les amplitudes des MSD en fonc-
tion de Ne (nombre d’endosomes constituant la sonde). Sauf cas indiqué, les données ne sont pas
significativement différentes. Il semble n’y avoir qu’un léger effet sur l’exposant des MSD lorsque
Ne varie (α diminue quand Ne augmente). Les amplitudes des MSD sont conservées quel que soit
Ne.

Figure 3.24 – Nombre d’événements dirigés par sonde et vitesse moyenne de déplacement lors
des phases de mouvement dirigé en fonction de Ne (nombre d’endosomes constituant la sonde). Le
nombre d’événements dirigés ne semble pas dépendre du nombre d’endosomes constituant la sonde.
La vitesse par contre semble plus importante dans les cas où Ne est impair.

Le nombre d’événements moyen de phases dirigés par sonde sur une durée de 200s en fonction
du nombre d’endosomes Ne=1, 2, 3 ou 4 sont respectivement : 14±1 (Ne=1), 17±1 (Ne=2), 14±2
(Ne=3) et 13±1 (Ne=4). Les vitesses moyennes de déplacement sont : vNe=1

d = 0.08 ± 1 µm/s,
vNe=2
d = 0.04± 1 µm/s, vNe=3

d = 0.07± 1 µm/s et vNe=4
d = 0.04± 1 µm/s.
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3.5.3 Discussion

La chaîne d’endosomes magnétiques n’est pas un objet naturellement présent dans le cyto-
plasme. Cependant elle est un outil très pratique pour étudier le trafic intracellulaire et notamment
l’impact d’une perturbation mécanique sur ce phénomène biologique naturel. En comparant le tra-
fic intracellulaire d’un endosomes unique à celui d’une chaînes d’endosomes, nous avons constaté
que leur comportement extrait des MSD est similaire quelle que soit la valeur de Ne. Seul un petit
effet apparaît (p<0.01, *) sur l’exposant, qui diminue lorsque Ne augmente. Cela implique qu’il n’y
a pas de différences significatives qu’on utilise une endosome unique ou une chaîne d’endosomes
pour quantifier le trafic intracellulaire.

Nous avons analysé les phases de mouvement dirigé pour en extraire le nombre d’événements
de mouvement dirigé par sonde pendant la durée d’acquisition des trajectoires (200s) ainsi que
la vitesse moyenne de déplacement. Le nombre d’événements de mouvement dirigé ne semble pas
dépendre de Ne. Par contre, les résultats pour les vitesses sont surprenantes, car il semblerait que
les vitesses pour Ne impair soient 2 fois plus élevées que pour Ne pair.

Pour comprendre ces résultats, plusieurs éléments "contradictoires" sont à prendre en compte :
- plus le nombre d’endosome est grand, plus le nombre total de moteurs disponibles pour mettre
en mouvement la chaîne est grand,
- plus Ne est grand plus la friction de l’objet en mouvement est grande.

Les moteurs moléculaires dont sont équipés chaque endosome peuvent coopérer entre eux [8].
Cependant au sein d’une chaîne, la cohésion entre les endosomes est uniquement due aux inter-
actions magnétiques entre les endosomes en présence d’un champ (lorsqu’on coupe le champ, les
endosomes se séparent, les moteurs moléculaires de chaque endosomes ne déplaçant pas forcément
les endosomes dans les mêmes directions). Il n’y a donc a priori pas raison pour que les moteurs
des différents endosomes constituant une chaîne travaillent "ensemble".

Voici une interprétation possible compte tenu des hypothèses suivantes : - on suppose que
chaque endosome possède le même nombre de moteurs,
- les moteurs sont corrélés à l’échelle d’un endosomes mais pas à l’échelle de toute la chaîne,
- un endosome suffit à atteindre une vitesse de saturation (si les moteurs de deux endosomes veulent
faire avancer la chaîne dans le même sens, la vitesse n’est pas 2 fois la vitesse d’un endosome mais
correspond à la vitesse de saturation V)
- un endosome à une probabilité équirépartie d’aller dans un sens ou dans l’autre
- lorsque les moteurs de deux endosomes veulent aller dans des directions opposées, il en résulte un
déplacement moins rapide dans l’une ou l’autre des directions.

Les configurations possibles de déplacement sont données figure 3.25.
Lorsque le nombre d’endosomes constituant la sonde est pair, la symétrie de la sonde donnerait

naissance à des mouvements à vitesse réduite (v). Ce qui n’est pas le cas de sonde à nombre
d’endosomes impair. Dans ce cas, la symétrie est brisée et les mouvements actifs sont tous à la
vitesse moyenne V. Bien que cette interprétation soit très spéculative, elle peut expliquer le fait
que la vitesse soit plus élevée dans le cas où Ne est impair Ne = 1 ou 3, avec une valeur maximale
pour Ne = 1.
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+ mouvement dans le sens + 
- mouvement dans le sens - 

 

+ + mouvement dans le sens + 
+ - mouvement à vitesse réduite 
- +  mouvement à vitesse réduite 
- - mouvement dans le sens - 

+ + + mouvement dans le sens + 
+ + - mouvement dans le sens + 
+ - + mouvement dans le sens + 
- + + mouvement dans le sens + 
+ - -  mouvement dans le sens - 
- + - mouvement dans le sens - 
- - + mouvement dans le sens - 
- - - mouvement dans le sens -  

Probabilité de mouvement 
dirigé à vitesse V: 1 (1/2 
dans le sens + et 1/2 dans 
le sens -) 

Probabilité de mouvement dirigé  
à vitesse V: 1/2 (1/4 dans le sens + 
et 1/4 dans le sens -)  
 
Probabilité de mouvement dirigé à 
vitesse v: 1/2 

Probabilité de mouvement dirigé à 
vitesse V: 1 (1/2 dans le sens + et 
1/2 dans le sens -) 

Figure 3.25 – Configurations possibles de vitesses de déplacement en fonction du nombre d’endo-
somes. Lorsque le nombre d’endosomes est impair, les mouvements sont tous à vitesse V. Lorsque
le nombre d’endosomes est pair, une partie des déplacements se font à vitesse v, réduisant ainsi la
vitesse moyenne.
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3.6 Discussion générale

Pour étudier l’impact d’une perturbation mécanique sur le trafic intracellulaire, nous avons mis
en place différents systèmes, auxquels nous avons appliqué une perturbation mécanique en mettant
en rotation des chaînes d’endosomes magnétiques.

Dans un premier temps, nous avons comparé le trafic intracellulaire de chaînes d’endosomes ma-
gnétiques avant et après une perturbation mécanique appliquée par ces mêmes chaînes sous forme
de rotation. Le MSD avant la rotation nous montre un comportement super-diffusif, ce qui témoigne
de l’activité des moteurs moléculaires. Cependant celle-ci n’est pas complètement conservée après
plusieurs rotations successives (0.01 HZ,0.1 HZ et 1 Hz), car les sondes ont un comportement quasi-
diffusif après ces rotations (figure 3.26). La rotation des chaînes diminue le trafic intracellulaire de
ces mêmes chaînes de façon significative.

Figure 3.26 – Comparaison statistique des amplitudes et exposants des MSD des chaînes avant et
après leur rotation. Les exposants ainsi que les amplitudes sont significativement différents avant
et après la perturbation.

A partir des trajectoires des chaînes obtenues avant et après leur rotation, nous avons fait des
analyses plus profondes en identifiant les portions de trajectoire correspondant à des mouvements
dirigés. A partir de ces intervalles dirigés, nous avons pu déterminer la durée des phases dirigées, la
proportion de phases dirigées (par rapport à la durée totale de la trajectoire), la distance parcourue
pendant les phases dirigées, ainsi que la vitesse moyenne de déplacement durant les phases dirigées.

Nous avons constaté que la proportion de phases dirigées (ainsi que le nombre d’événements
de mouvements dirigés) étaient diminuées d’un facteur 1.5 après la rotation, sans que la durée des
phases dirigées ne soit modifiée de façon significative. Indépendamment du nombre d’événements,
la distance parcourue ainsi que la vitesse moyenne de déplacement lors des phases dirigées sont
diminuées d’au moins un facteur 2 et ce de manière significative (figure 3.27). Il semble donc que
non seulement, la probabilité d’observer un mouvement dirigé diminue après la rotation des chaînes
mais aussi que lorsqu’un événement se produit, la processivité ainsi que la vitesse des moteurs est
diminuée.

Seulement, à ce stade, nous ne savions pas si l’effet observé était dû à une modification de l’acti-
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Figure 3.27 – Analyses statistiques des grandeurs physiques extraites des phases de mouvement
dirigé des chaînes d’endosomes : proportion de phases dirigées (τd), durée des phases dirigées (td),
distance parcourue (Dd) et vitesse moyenne pendant les phases dirigées (vd). La durée de phases
dirigées est quasiment inchangée après la rotation. La proportion de phases dirigées diminue après
la rotation. La distance parcourue ainsi que la vitesse moyenne diminue significativement après la
rotation.

vité des moteurs ou, de façon plus indirecte, à un modification de la structure et/ou des propriétés
visco-élastiques de l’environnement local dans lequel se trouvent les chaînes.

C’est pourquoi dans un deuxième temps, nous avons réalisé des mesures actives, par l’applica-
tion de couples magnétiques sur des chaînes d’endosomes magnétiques. De la relation contrainte-
déformation qui relie la position angulaire de la chaîne et le couple magnétique appliqué, nous avons
extrait la fonction dite de fluage. La fonction de fluage est une grandeur physique qui rend compte
des propriétés viscoélastiques. Dans notre cas, elle peut être ajustée à l’aide d’une loi puissance dont
l’exposant pour un fluide viscoélastique est généralement compris entre 0 (cas purement élastique)
et 1 (cas d’un liquide purement visqueux). Nous avons mesuré la dynamique de relaxation de la
position angulaire des chaînes d’endosomes magnétiques lorsque la position du champ magnétique
était modifiée instantanément d’un angle d’environ 45◦, et ce avant et après 3 rotations successives
(0.01 Hz, 0.1 Hz et 1 Hz), afin de comparer les propriétés viscoélastiques du cytoplasme avant et
après la perturbation mécanique. Les données ont été analysées en termes de fonction de fluage,
dont les moyennes globales avant et après la perturbation montrent effectivement un comportement
viscoélastique (0<γ<1).

La comparaison des moyennes globales des fonctions de fluage avant et après la rotation des
chaînes, ne mettent en évidence qu’une légère diminution de l’exposant (γavant = 0.55, γaprès =
0.42), l’amplitude étant conservée (figure 3.28). Ce qui signifie que contrairement à ce que l’on
pourrait penser, le cytoplasme n’est pas fluidifié par le cisaillement mécanique.

Dans un troisième temps, pour savoir si les rotations des chaînes ont pu modifier localement
l’organisation du cytoplasme sans en changer radicalement les propriétés mécaniques, nous avons
mis au point un système nous permettant de mesurer l’impact d’un cisaillement mécanique, crée
par la rotation de chaînes d’endosomes magnétiques sur le trafic intracellulaire d’objets ponctuels
non-magnétiques et donc non soumis à la rotation. Les expériences réalisées avec ce système, nous
ont montré que le trafic intracellulaire des endosomes ponctuels après cisaillement du cytoplasme
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Figure 3.28 – Comparaison statistique des amplitudes et exposants des fonctions de fluages avant
et après la rotation des chaînes. Les exposants montrent une légère diminution après la rotation.
Les amplitudes ne sont pas significativement différentes avant et après la perturbation.

n’était pas modifié (la différence des listes de données avant et après le cisaillement ne donne pas
de différence significative (NS)) (figure 3.29).

Figure 3.29 – Comparaison statistique des amplitudes et des exposants des MSD des endosomes
avant et après le cisaillement. Les exposants ainsi que les amplitudes ne sont pas significativement
différents avant et après la perturbation.

Même en analysant plus en profondeur les trajectoires des endosomes avant et après, la durée
et la proportions des phases dirigées ainsi que la distance parcourue et la vitesse moyenne pendant
les phases dirigées, ne sont pas affectés par le cisaillement (figure 3.30).

Nous n’avons donc pas retrouvé le même effet qui avait été obtenu lors d’une perturbation
mécanique sur une chaîne d’endosomes.

Soumettre une chaîne d’endosomes à une rotation ne perturbe pas l’organisation du cytoplasme
(ni mécaniquement, ni structurellement). En revanche, cette rotation inactive (décrochage ou dom-
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Figure 3.30 – Analyses statistiques des grandeurs physiques extraites des phases de mouvement
dirigé des endosomes uniques : proportion de phases dirigées, durée des phases dirigées, distance
parcourue et vitesse moyenne pendant les phases dirigées. Aucune des grandeurs mesurées n’est
significativement différente après la perturbation.

mage irréversible) d’une partie des moteurs de la chaîne, ce qui modifie le trafic intracellulaire. En
effet, si le nombre de moteurs actifs après cisaillement est diminué, cela affecte le trafic intracellu-
laire de deux manières différentes : d’une part la probabilité d’observer un mouvement dirigé est
diminué, car la probabilité pour les moteurs de s’accrocher à un microtubule est moindre et d’autre
part si l’accrochage a lieu il y a de fortes chances pour que le mouvement soit moins processif, le
nombre de moteurs disponibles pour coopérer étant plus faible.

La chaîne d’endosomes magnétiques est un outil très pratique et c’est une sonde intracellulaire
qui est obtenue facilement. Cependant elle n’est pas un objet naturel. Bien que nous ayons observé
que ces sondes participent au trafic intracellulaire, nous avons voulu vérifié qu’elles avaient un com-
portement similaire à celui d’endosomes uniques. Nous avons comparé le déplacement quadratique
moyen d’endosomes uniques (naturels) avec celui obtenu à partir du suivi de chaînes composées de
2 à 4 endosomes. L’analyse des courbes de MSD en fonction du nombre d’endosomes constituant la
sonde (Ne), nous apprend que quel que soit Ne, les sondes ont un comportement globalement simi-
laire (figure 3.23). Des analyses plus détaillées des portions de phase dirigée de trajectoires, nous
ont appris que le nombre d’événements de mouvement dirigé ne dépend pas du nombre d’endosomes
constituant la sonde. Mais on ne peut pas en dire autant de la vitesse moyenne de déplacement lors
des phases dirigées qui est maximale pour Ne = 1 semble être accrue lorsque le nombre d’endosomes
est impaire (figure 3.24).
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3.7 Conclusion et perspectives

Les mesures passives sur les chaînes d’endosomes magnétiques, nous apprennent que le trafic
intracellulaire d’une chaîne est perturbé lorsqu’on la soumet à une rotation de quelques minutes.
Cependant les moteurs moléculaires dont sont équipés les endosomes constituant la chaîne ne sont
pas complètement inactivés, la rotation n’a pas pour effet de décrocher ou d’inactiver tous les
moteurs moléculaires. Certaines chaînes ont un mouvement sous-diffusif après la rotation, mais
certaines sont encore capables d’effectuer des mouvements dirigés mais de façon moins processive.

La cause de cet effet ne semble pas être due à une modification des propriétés mécaniques du
cytoplasme, car les mesures actives ne montrent pas de différences significative entre avant et après
la rotation des chaînes.

Cet effet n’est pas non plus dû à une réorganisation locale du cytoplasme car les mouvements
d’une sonde ponctuelle non soumise à la rotation mais se trouvant dans un environnement ayant
été perturbé, de la même façon que celui dans lequel se trouvent les chaînes, ne sont pas modifiés
par la perturbation de façon significative.

Lorsqu’on confronte les résultats obtenus lors de l’étude d’une perturbation sur le trafic intra-
cellulaire d’une chaîne avec ceux obtenus lors de mesures actives ou ceux obtenus lors de l’étude du
trafic intracellulaire d’endosomes uniques, cela nous apprend que si le trafic intracellulaire d’une
chaînes d’endosomes est modifié par sa propre rotation, ce n’est ni parce que la rotation de la
chaîne modifie localement les propriétés mécaniques du cytoplasme, ni parce que l’environnement
au voisinage des chaînes est modifié, mais parce qu’on modifie directement l’activité des moteurs
moléculaires. On peut supposer que la rotation des chaînes, inactive une partie des moteurs molé-
culaires dont sont équipés les endosomes constituant la chaîne. Notre interprétation est que cette
inactivation conduit d’une part à une diminution de la probabilité d’observer un événement de
mouvement dirigé et d’autre part à une diminution de la distance parcourue ainsi que de la vitesse
moyenne de déplacement, étant donné qu’un nombre plus faible de moteurs sont disponibles pour
travailler ensemble.

L’analyse des trajectoires (200s) par intervalles de 50s des chaînes après la perturbation, nous
indique qu’aucune récupération n’est effective dans les 200s qui suivent la perturbation. Il serait
intéressant de regarder si le système récupère à des temps plus longs, par exemple 30 min après la
perturbation.

Les cellules utilisées sont des cellules souches mésenchymateuses humaines, qui peuvent évoluer
en adipocytes, chondrocytes ou en ostéoblastes, grâce à des facteurs de différenciations. Nous avons
vu que la perturbation appliquée aux cellules n’a pas modifié les propriétés viscoélastiques du
cytoplasme. Cependant il serait intéressant de voir dans quelle mesure ces propriétés mécaniques
évoluent au cours de la différenciation de ces cellules en différents adipocytes ou en ostéoblastes,
qui sont les cellules typiques de tissus aux propriétés mécaniques très différentes.
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4.1 Introduction

La photosensibilisation consiste à exciter une molécule photosensible par une énergie lumineuse.
Une partie de l’énergie absorbée lors de l’excitation va être réémise sous forme de photons, per-
mettant une visualisation des molécules photosensibles. Une autre partie de l’énergie absorbée lors
de l’activation du photosensibilisateur va être utilisée pour réaliser des réactions chimiques qui
auront comme produits des radicaux libres sous forme d’oxygènes singulets. Ce sont des espèces
hautement réactives, qui dans le milieu intracellulaire vont engendrer une cascade de réactions
biochimiques. Généralement ils sont cytotoxiques et peuvent créer des dommages irréversibles aux
cellules ou avoir un effet plus contrasté et affecter localement une partie de la cellule, sans remettre
en cause la viabilité cellulaire. Les cibles principales des radicaux libres sont les membranes, les
mitochondries, le réticulum endoplasmique et le cytosquelette.

La localisation intracellulaire du photosensibilisateur dépend de ses propriétés chimiques et en
particulier de son hydrophobicité, de sa charge et de son caractère amphiphile. L’impact sur la
cellule dépend ensuite de la localisation intracellulaire, les radicaux libres créés lors de la photo-
activation étant libérés au voisinage de la molécule photosensible avec une durée de vie limitée. Pour
étudier l’impact de la photosensibilisation sur le trafic intracellulaire, nous avons choisi deux pho-
tosensibilisateurs, dont les propriétés d’hydrophobicité entraînent une localisation intracellulaire
différente et de ce fait différentes applications sur le plan biomédical : le m-THPC ou le TPCS2a.

Le m-THPC est une molécule hydrophobe, qui dans la cellule va se combiner aux protéines
intracellulaires. Il est distribué de façon homogène dans le cytoplasme, sans entrer dans le noyau.
La localisation de cette molécule en fait un bon candidat pour les thérapies anticancéreuses, car
sa photo-activation va engendrer des dommages à plusieurs endroits de la cellule [76, 77]. Cet effet
est utilisé en thérapie photodynamique (PDT pour "photodynamic therapy"), une thérapie anti-
cancéreuse, utilisée en clinique depuis les années 90 (le m-THPC est alors connu sous le nom de
FOSCAN) [78]. Elle consiste à injecter le FOSCAN par voie intraveineuse. Les cellules cancéreuses
vont (comme les autres) se charger progressivement en photosensibilisateur. Puis une excitation
sélective, au niveau de la tumeur, va induire une mort cellulaire [79]. Les principales cibles intra-
cellulaires du m-THPC sont le réticulum endoplasmique et l’appareil de Golgi [80, 67], ainsi que
les mitochondries [77]. La PDT peut être combinée avec une chimiothérapie classique, par exemple
par doxorubicine pour augmenter l’efficacité du traitement [81].

Le TPCS2a est une molécule moins hydrophobe que le m-THPC et possède des charges, qui
lui imposent une localisation intracellulaire au niveau des vésicules d’endocytose (endosomes, lyso-
somes). La première cible des radicaux libres produits lors de la photo-activation va donc être la
membrane de ces vésicules. C’est cet effet qui est exploité lors de la thérapie ciblée photo-assistée,
encore appelée PCI (pour "photochemical internalization"). Des macromolécules thérapeutiques
sont co-internalisées avec l’agent photosensible. La photo-activation induit une perméabilisation de
la membrane des vésicules contenant également ces macromolécules, qui sont alors libérées au cœur
de la cellule. La PCI peut être utilisée en thérapie anticancéreuse, par exemple en co-internalisant
du TPCS2a avec de la bléomycine, qui une fois libre dans la cellule va induire la rupture du brin
d’ADN, inhibant ainsi les processus de transcription et réplication [68].

De nombreuses études in vivo ont été menées, afin de déterminer l’efficacité des traitements
photothérapeutiques [67]. A l’échelle de la cellule unique, les chercheurs ont étudié la capacité des
agents photosensibles à pénétrer dans les cellules et ont également déterminé leur localisation intra-
cellulaire en fonction des propriétés chimiques (hydrophobicité, charges, amphiphilicité) [82, 80]. Ils
ont également cherché à établir quelles étaient les cibles majoritaires des radicaux libres délivrés par
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la photo-activation de différents types de photosensibilisateurs ainsi que leur cytotoxicité [67, 78].
Le trafic vésiculaire est un phénomène naturel essentiel pour la cellule et joue un rôle dans

le transport de macromolécules dans le cytoplasme ainsi que dans le renouvellement des consti-
tuants des différentes membranes. Pourtant, peu d’études se sont intéressées à l’impact de la photo-
activation sur les acteurs du trafic intracellulaire (microtubules, moteurs moléculaires). Quelques
études qualitatives ont mis en évidence que la structure des microtubules pouvait être affectée par
la photothérapie [83, 84, 85] et ainsi impacter le trafic vésiculaire [86].

Ici, nous avons étudié de manière quantitative comment le trafic intracellulaire était impacté
par la photo-activation des photosensibilisateurs (m-THPC et TPCS2a), par des analyses de dé-
placement quadratique moyen. Finalement, les propriétés mécaniques du milieu intracellulaire sont
importantes pour l’efficacité de la photothérapie puisque les radicaux libres produits par la photo-
activation ont une durée de vie limitée et se déplacent dans le milieu cellulaire par diffusion libre,
avec un rayon d’efficacité de l’ordre de la dizaine de nm [80]. Nous avons donc également mis
en place des mesures de viscosité effective pour mesurer l’évolution de la composante mécanique
dissipative suite à l’activation des deux types de photosensibilisateurs.

La PDT est utilisée pour de nombreux types de cancers et peut être utilisée pour des cancers
de la prostate. C’est pourquoi nous avons choisi d’utiliser pour cette étude des cellules de cancer
prostatique humain (PC3).

4.2 Résultats et analyses publiés dans PlosOne : Impact of Photo-
sensitizers Activation on Intracellular Trafficking and Viscosity

Nous insérons ici le manuscrit qui a fait l’objet d’une publication dans PlosOne.
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Abstract

The intracellular microenvironment is essential for the efficiency of photo-induced therapies, as short-lived reactive
oxygen species generated must diffuse through their intracellular surrounding medium to reach their cellular target.
Here, by combining measurements of local cytoplasmic dissipation and active trafficking, we found that
photosensitizers activation induced small changes in surrounding viscosity but a massive decrease in diffusion.
These effects are the signature of a return to thermodynamic equilibrium of the system after photo-activation and
correlated with depolymerization of the microtubule network, as shown in a reconstituted system. These mechanical
measurements were performed with two intracellular photosensitizing chlorins having similar quantum yield of singlet
oxygen production but different intracellular localizations (cytoplasmic for mTHPC, endosomal for TPCS2a). These
two agents demonstrated different intracellular impact.
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Introduction

Photodynamic therapy uses photo-activated organic
molecules (porphyrins, chlorins, phthalocyanins, etc.) with very
special photo-physical properties. Owing to their triplet state,
irradiation of these photosensitizers generates reactive species
such as singlet oxygen [1]. The lifetime of these molecular
species is very short [2,3] and their action is highly localized
[4–6].

The ability of photosensitizers to target a specific cellular
compartment explains their potential to modify and control
cellular physiology. For example, photochemical internalization
(PCI) using the photoactivation of photosensitizers that localize
in endosomes, induces endosomal membrane changes,
enabling release into the cytosol of an active substance stored
in the endosomal compartment [7,8]. More marked changes
occur if the photosensitizer is localized in the cytoplasm -
particularly affecting mitochondria, endoplasmic reticulum or
functional organelles - and potentially leading to cell death by
necrosis or apoptosis [9,10]. This approach, called
photodynamic therapy (PDT), is already used in the clinic for
cancer treatment [11].

While the cellular effects of photosensitizers (cytotoxicity,
membrane permeabilization, …) have been extensively

explored [12,13], their impact on intracellular mechanics and
trafficking are much less documented [14,15]. In particular, as
the cytotoxic effect is based on the production of very short-
lived reactive oxygen species, it is important to know the
mechanical properties of the medium through which these
species must diffuse in order to reach their target. A first
approach to this issue was recently developed using a
photosensitive molecule coupled to a molecular rotor whose
orientation could be optically determined, allowing the diffusion
properties of the molecule to be followed [15].

However, the relationship between diffusion and dissipation
is not direct, especially in a living system [16–19]. For a
Newtonian fluid at thermodynamic equilibrium, the diffusion
coefficient is directly related to the viscosity, through the
Stokes-Einstein relationship. This particular expression of the
Fluctuation-Dissipation Theorem (FDT) can be generalized to
any non-newtonain fluid, provided that it remains at
thermodynamical equilibrium. However, in the intracellular
medium, molecular motors regularly consume ATP, converting
chemical energy into the mechanical work needed to sort and
transport each cargo to its final destination [20–23]. The
intracellular space is thus, by its nature, a system far from
thermal equilibrium, thus challenging the validity of the
fluctuation-dissipation theorem in this situation. The ratio of the
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chemical energy input over thermal fluctuations energy, can
then be measured, as described for aging complex systems
[24] as well as for the cell interior [17]. This ratio can reach
1000, implying diffusion coefficients 1000 times greater than
those deduced from viscosity measurements, using FDT.

To access this ratio or, more simply, to measure dissipative
and diffusive properties independently, one must be able, at
the same time and in the same system, to make a passive
measurement (“fluctuation”) as well as an active measurement
(“dissipation”). This is the approach we used here, taking
advantage of magnetic micromanipulation techniques
developed in recent years to measure local viscoelasticity [25],
while at the same time following the transport modalities of
intracellular vesicles.

Two types of chlorins, m-THPC (hydrophobic) and TPCS2a
(more hydrophilic), were chosen as photosensitizers, as their
different hydrophobicities affect their intracellular localization
[26–28]. Endosomes containing magnetic nanoparticles were
used as both probes of the trafficking and magnetic probes for
the local viscosity within irradiated cells.

Combined measurement of rheological properties and active
transport, according to the photosensitizer localization and the
duration of the treatment and post-treatment steps, should
provide information on the intracellular mechanisms of action of
photodynamic stress, a largely unexplored area.

Results

Simultaneous internalization of photosensitizers and
magnetic nanoparticles by tumor cells

Incubation of cells with magnetic nanoparticles and
photosensitizers led to internalization of both components
(Figure 1A). Each cell contained an average of 107

nanoparticles, equivalent to 10 pg of iron. The nanoparticles
penetrate through the endocytic pathway and cluster within
endosomes, as previously demonstrated [29–31].

Then, if a homogeneous magnetic field is applied, each
endosome acquires a magnetic moment which aligns with its
neighbors under the effect of magnetic dipole forces. This
creates small intracellular chains that can be manipulated via
the external magnetic field. The two photosensitizers are also
internalized, at dose equivalent of 0.2 fmoles per cell on
average. However, m-THPC spreads in the cytoplasmic
compartment, while TPCS2a is found in the endosomal
compartments.

After irradiation (deposited energy between 1.5 and 30 J/
cm2), the cells’ metabolic activity was not reduced during the
first two hours (Figure 1B). In contrast, a strong decrease in
cell viability was detected 24 hours after exposure.

We thus obtained magnetic sensors inside cells containing
photosensitizers with different intracellular targets, within a
range of concentrations at which treatment is cytotoxic at long
times.

Probing intracellular trafficking with magnetic
endosomes : Diffusion measurements

We first aimed at exploring the impact of photodynamic
stress on intracellular trafficking. Endosomes loaded with

magnetic nanoparticles are easily detectable by optical
microscopy. It is possible to track their position (x,y)  in a time-
resolved manner (image capture every 100 ms for 100 s). In
figure 2, left images show a few example of endosome
trajectories (color lines) superimposed to cells before photo-
activation. After photo-activation, one can see a dramatic
decrease in trafficking (strong shortening of all track lengths).

To quantify such an effect, the mean square displacement
<Δr²(t)>  was calculated for each trajectory (see Methods,
equation 4).

Figure 3A shows the <Δr²(t)>  for different treatment
conditions : control cells and microtubule disrupted cells, m-
THPC treatment, TPCS2a treatment, both at various exposure
times. In all cases <Δr²(t)>  obeys a power law with time:

<Δr ² t >  =2D1stα (1)

α characterizes the type of movement (confinedα<1,
diffusiveα=1, directedα>1; more details are given in the
Methods section); D1sreflects the amplitude of motion at the
characteristic time t=1s. Figure 3B summarizes all mean D1s

values extracted from the mean square displacements data
presented in Figure 3A, and includes all complementary
controls. D1sfell when the microtubules were depolymerized
and when the photosensitizers were irradiated, the fall being
proportional to the dose of irradiation, and demonstrating a
reduction of intracellular motions. The value of the exponent α
(extracted from the fitting of the curves shown in Figure 3A)
provides information related to the mode of the observed
motions. In untreated cells, exponent α≈1.3 is a signature of a
super-diffusive motion related to active transport of the
endosomes along the microtubule network by its associated
molecular motors [16,32–34]. Indeed, the same cells treated
with nocodazole, a microtubule depolymerizing agent, exhibit
an average exponent of 0.8, indicating confined movement.
The same effect was observed after irradiation, increasing with
the amount of light energy deposited. With m-THPC, irradiation
for 1 s or 5 s reduced the exponent to 1.0 or 0.6, respectively,
while with TPCS2a irradiation for 1s, 5 s or 20 s reduced the
exponent to 1.2, 1.1 or 0.7, respectively.

At this stage of our understanding, the drop in endosomes
trafficking after irradiation could be due either to an inhibition of
the motor-mediated out-of-equilibrium endosomes motions, or
to a stiffening of the mechanical environment, causing an
increase of the local viscosity, as previously reported [15]. In
this latter case, the viscosity η, should rise by the same factor
as the recorded drop in displacements (that is up to a hundred-
fold), as further discussed in the Discussion section. The next
step therefore requires performing dissipative measurements of
the endosomes surrounding viscosity to validate one or the
other hypothesis.

Probing the intracellular viscosity with magnetic
manipulation

Such a measurement of the viscosity requires an externally
applied stress on an internal probe. The idea here is to exploit
the magnetic properties of the labeled endosomes to make
them align in chains and impose the chain rotation by an

Intracellular Mechanics Following Photoactivation
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external magnetic rotating field: the lag in time for the
endosomal chains to align with the rotated field is a
measurement of viscosity. The technical difficulty however is to
produce a rotating magnetic field strong enough to align

magnetic endosomes, and deliver a sufficient magnetic torque
to permanently rotate these chains. To do so, we designed a
miniaturized magnetic device (Figure 4), consisting of a set of 4
home-made small coils magnetizing 4 soft iron engineered

Figure 1.  Intracellular localization of the photosensitizers and the magnetic nanoparticles and metabolic activity.  (A) Co-
internalization, in PC3 tumor cells, of photosensitizer molecules (mTHPC and TPCS2a) and magnetic nanoparticles. mTHPC
localizes in the cytoplasm while TPCS2a is found in vesicular structures. The magnetic nanoparticles are concentrated in late
endosomes and lysosomes, and align in the direction of the applied magnetic field, as shown by electron microscopy (inset). (B)
Metabolic activity was not modified 2 hours after exposure, regardless of the conditions. The subsequent steps therefore involved
viable cells. However, a noteworthy cytotoxic effect was detected the following day, with more than a 80% fall in cellular activity. The
error bars represent the standard error of the mean (SEM).
doi: 10.1371/journal.pone.0084850.g001
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pieces separated by only 0.6 mm. All details and pictures are
presented in the Methods section “magnetic device”. Thanks to
the small spacing, the magnetic field created in the center can
be tuned between 0 to 70 mT and its direction can be adjusted
within the cell sample plane, by tuning the current supplying
each coil. In particular, if the two pairs of coils are supplied with
an alternating current 90° out of phase, the produced magnetic
field rotates in the cells plane. Chains of endosomes then
undergo a magnetic torque (defined in the Methods) which
forces them to rotate along with the field (if the latter is strong
enough), with an angular delay φ (between the direction of the
chain and the magnetic field, examples given in Figure 5A).
This delay is due to the opposition to rotation of the
surrounding medium (creating a viscous restoring torque
proportional to the viscosityη, details also given in the
Methods). The measure of φ thus provides direct access to the
viscosity η according to

η=
μ0m2

32πκ
sin 2φ

F (2)

whereμ0=4π*10−7kg m A−2s−2, m is the endosomes magnetic
moment at the applied field, Fthe frequency of the field, and κ a
previously calibrated geometric factor (κ=6.7, 14.9 and 24.7 for
chains containing 2, 3 and 4 endosomes, respectively [35,36].

To retrieve quantitative viscosity values, we also needed an
independent measurement of the magnetic moment of each
endosomes. To do so, we extracted them from the cell and
injected them into a magnetophoresis chamber subjected to a
calibrated magnetic gradient (280 T/m). Each endosome
migrated with an average speed of about 30 µm/s, which
corresponds to a magnetic moment for an applied field of
50 mT (the one selected for the experiments)
ofm=(1.8±0.2)*10−16A m2.

Before photoactivation, the mean value of the viscosity
retrieved was 0.25±0.03 Pa.s. The error corresponds to the
standard error of the mean (SEM), averaged over more than 25
independent measurements. One must note however that the
standard deviation is large (in order 45%), due to the variability
of the viscosity within the cytoplasm.

Neither the presence of a photosensitizer without irradiation,
nor cell irradiation without a photosensitizer, affected this value.
After cell exposition to the photosensitizer and irradiation, the
intracellular viscosity slightly increased to values in order
0.4 Pa.s (all values are shown in Figure 5B), and the increase
was significant considering a confidence level ofp<0.01. By
contrast, after nocodazole treatment, the mean viscosity value
slightly decreases to 0.2 Pa.s but not significantly.

Therefore, while the diffusion coefficients D1s decreased after
exposure by a factor at least 20, and up to 100, with a
significance at a confidence level of p<0.001 for all measures,
the viscosity values for irradiated cells only increased by a
factor 2 or lower, compared to the ones of untreated cells, and
with less significance (p<0.01). This means that the irradiation
strongly impact the endosomes transport but not their
surrounding viscosity, bringing the system back to a situation
close to equilibrium. These results could be explained by the
inhibition of molecular motors mediated transport on
microtubules, and we therefore investigated further the impact
on the microtubules of photoactivation with the investigated
photosensitizers.

Microtubules: targets of the photodynamic effect
Microtubules are in perpetual remodeling [37,38] and have

yet been identified as a target during photodynamic treatment
[39–41] and, at this stage, it is logical to hypothesize that an
action of the two photosensitizers on the microtubules network

Figure 2.  Monitoring of intracellular trafficking.  The dark compartments (endosomes filled with magnetic nanoparticles) were
followed for 100 s and their trajectories (before and after exposure) were superimposed on the image of the cell obtained at the
outset of the monitoring phase. Movements were clearly inhibited by the action of the photosensitizer (mTHPC and TPCS2a, 5 s
and 20 s of exposure, respectively).
doi: 10.1371/journal.pone.0084850.g002
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may be responsible for the observed decrease in active
trafficking. As the reactive species photo-induced via the
photosensitizers present a very short action range, their
subcellular localization may strongly impact their respective
effects. For TPCS2a, unlike for m-THPC, the produced oxygen
species must first cross the membrane of the endosome before
coming close to the microtubule. However, their ability to react
with these membranes is well-known - and used as basis of
PCI [42,43]. Consequently, it is expected that the diffuse-
labelled photosensitizer m-THPC reacts faster with the
microtubules. To test this possibility, we developed an in vitro

 system of reconstituted microtubules and followed their
dynamics after irradiation. Within the range of intracellular
photosensitizer concentrations (0.2 fmoles per cell), irradiation
had a significant depolymerizing effect (Figure 6): immediately
after 5 s of irradiation, with a m-THPC concentration of 2 or 5
µM, the microtubule depolymerization took only a few seconds.
For TPCS2a, two kinds of experiments were performed, with
the aim to mimic, in a reconstructed system, the effects
observed within cells. First, results similar to those of m-THPC
were obtained with TPCS2a in solution within the same
concentration range. This highlights that both photosensitizers,

Figure 3.  Quantification of intracellular trafficking.  (A). The mean square displacement (<Δr²(t)> ) was calculated for all
conditions according to equation (4) and averaged over 30 independent measurements. For means of clarity, only the main
conditions are represented: unlabeled cells non exposed (control, light blue), unlabeled cells treated with nocodazole (dark blue),
cells treated with m-THPC and exposed for 1s (red) or 5s (dark red), and cells treated with TPCS2a and exposed for 5s (green) or
20s (dark green). (B). Diffusion coefficient (D1s) defined in equation (1). It corresponds to the value of the mean square displacement
at 1s (<Δr²(1s)> ). It is shown for all tested conditions, the ones presented in part A, as well as additional ones, including unlabeled
cells exposed for 20s (blue), cells treated with both photosensitizers (m-THPC, light red and TPCS2a, very light green) but non
exposed, and cells treated with TPCS2a and exposed 1s (light green). The error bars represent the standard error of the mean
(SEM), NS (Non Significant) corresponds to p>0.05, * corresponds to 0.01<p<0.05, and *** corresponds to p< 0.001.
doi: 10.1371/journal.pone.0084850.g003
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which have similar singlet oxygen quantum yields, act similarly
in solution as photo-depolymerization agent. However, within
cells, the subcellular localization of TPCS2a is strongly different
from that of m-THPC : it remains sequestrated within
endosomes. Then, in a second experiment, TPCS2a-labelled
endosomes were prepared and used as photo-
depolymerization agent in the same way as free TPCS2a (i.e.
within the same photosensitizer concentrations, determined by
fluorescence spectroscopy). The TPCS2a activity is then
strongly slackened as compared to free TPCS2a, corroborating
the trapping role of the endosomal membrane for the photo-
induced reactive species.

Discussion

Here we examined the intracellular impacts of the
photodynamic effect. Photosensitizers are used in various
biomedical applications, from induction of cell death for cancer
therapy (PDT) to triggering the release of endocytised
macromolecules (PCI) [9,44]. We chose two “standard”
photosensitizers, mTHPC and TPCS2a, for this study. These
two molecules, which have very similar chemical formulas
(chlorin rings), differ only by a terminal functional group. This
simple difference makes TPCS2a less hydrophobic than
mTHPC and strongly modifies the intracellular localization
(cytoplasmic for mTHPC and endosomal for TPCS2a). It is
interesting to note that the therapeutic functions of the two
photosensitizers also differ: m-THPC (FOSCAN) is used in the
clinic, providing effective PDT, while TPCS2a is used within the
context of drug delivery as PCI agent, to induce endosomal
membrane rupture and the release of active molecules into the
cytoplasm. We used this well-controlled model to study the
effect of photodynamic stress on intracellular mechanics.

Viscosity changes of the intracellular medium following
irradiation have only been studied previously in a single model
system using spectrally resolved fluorescence measurements

of a porphyrin-dimer-based molecular rotor [15]. Such an
approach is only valid if the measurement is made at
thermodynamic equilibrium. This does not hold if the probe is
localized in endosomes, which appears to be the case in this
latter model: the rotor-photosensitizer appears as a small dot in
the cytoplasm, suggesting that it is localized in vesicles
(presumably endosomes). The observed diffusion of the
molecule thus reflects both its diffusion within the vesicle and
the diffusion/transport of the vesicle itself.

Here, we chose to investigate the properties of the
intracellular microenvironment after photosensitizers activation
by using a dual approach: on the one hand, we measured
viscosity directly from the angular delay between a chain of
magnetic spheres (endosomes) and a rotating magnetic field,
and, on the other hand, we followed the spontaneous
movement of the same objects and thus derived a diffusion
coefficient.

For a Newtonian fluid at thermodynamic equilibrium, the
diffusion coefficient D is related to the viscosity η of the
surrounding medium according to the Stokes-Einstein
equation:

D=kT / 6πηa (3)

where a is the endosome probe diameter. Note that D
corresponds to our parameter D1sin the case of Brownian
diffusion where exponent α is equal to 1, and equation (1)
becomes the equation of diffusion<Δr²(t)> =2Dt. In our present
case, the intracellular medium surrounding the endosomes is
not a Newtonian fluid (because of the cytoskeleton structure
and the presence of membrane compartments) and the
coefficient D1s only represents the amplitude of diffusion at the
characteristic time t=1s. Also, strictly speaking, the viscosity of
the medium cannot be defined since the relationship between
velocity and drag force is not linear and η must be seen as a
viscous coefficient at a characteristic time. Nevertheless, at

Figure 4.  Magnetic device.  (Left): The magnetic set-up was adapted to an inverted microscope with a plan 63x oil immersion
lens. (Middle): It consists of two pairs of home-made coils magnetizing four engineered soft iron pieces. (Right): The space between
the magnetic pieces is 0.6 mm, creating a strong magnetic field in the center (up to 70 mT for the maximum applied current of 1A).
doi: 10.1371/journal.pone.0084850.g004
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thermal equilibrium, a rough generalization of the Stokes-
Einstein relation may be written as equation (3). Let us then
derive the viscosity from the diffusive measurements according
to Stokes Einstein equation, for the purpose of demonstration:
before treatment, one retrievesηfrom diffusion=0.007 Pa.s, and after

treatments, for the different conditions, ηfrom diffusion=0.07
Pa.s(mTHPC 1s), ηfrom diffusion=0.2 Pa.s(mTHPC 5s), ηfrom

diffusion=0.03 Pa.s(TPCS2a 5s), ηfrom diffusion=0.5 Pa.s(TPCS2a
20s). The effective viscosity deduced from the diffusivity,
increase after irradiation. However, as the system is out

Figure 5.  Measuring intracellular viscosity.  (A) Example of rotations of a chain of magnetic endosomes before and after
exposure, for the mTHPC (top) or the TPCS2a (bottom) photosensitizers. The phase lag φ between the direction of the magnetic
field (dotted white line) and the direction of the selected chain (red arrow) are indicated in each case. For these two examples, the
viscosity around the observed chain slightly increased after treatment, from 0.11±0.01 Pa.sto0.18±0.03 Pa.s Pa.s in the mTHPC
case, and from 0.25±0.05 Pa.sto 0.55±0.04 Pa.sin the TPCS2a case. (B) Mean viscosity (averaged over 25 independent
measurements at least) is shown for each condition (for unlabeled control cells, for unlabeled cells exposed for 20s, for unlabeled
cells treated with nocodazole (10µM, 30min), for cells treated with m-THPC (without exposition, or exposed for 1s and 5s), for cells
treated with TPCS2a (without exposition, or exposed for 1s, 5s, and 20s). Controls and cells treated with photosensitizers but not
exposed all display the same viscosity mean value, in order 0.25 Pa.s. After nocodazole treatment, the mean viscosity value slightly
decreases to 0.2 Pa.s but not significantly, while after exposure of the photosensitizers, it increases to 0.4 Pa.s at maximum. This
increase is significant considering a confidence level of p<0.01. The error bars represent the standard error of the mean (SEM), NS
(Non Significant) corresponds to p > 0.05, and ** corresponds to p<0.01.
doi: 10.1371/journal.pone.0084850.g005
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Figure 6.  Monitoring microtubule depolymerization.  (A) Schematic representation of the cover glass chamber used in the in
vitro microtubule assay featuring an inner space filled by capillarity. (B) Network of reconstituted microtubules immersed in a bath
containing a photosensitizer. With m-THPC or TPCS2a at a concentration of 2 or 5 µM in solution, complete depolymerization
occurred very rapidly, within less than 10 seconds. We can see first the destabilization (1s) of the microtubule structure and second
the depolymerization. When TPCS2a-labelled endosomes are used as photodynamic agent, at the same concentration, the
depolymerization is strongly delayed.
doi: 10.1371/journal.pone.0084850.g006
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equilibrium it does not reflect a real increase in the viscosity, it
corresponds instead to a decrease of the intracellular
trafficking. The value for untreated cells is far removed from the
one obtained with the direct dissipation measurementsη=0.25
Pa.s), while after exposure, the derived values get closer the
measured ones (η=0.4 Pa.s). Equation (3) is therefore strongly
violated in untreated cells, indicating a deviation from
equilibrium linked to ATP-dependent phenomena such as
directed trafficking mediated by molecular motors. After
irradiation, the intracellular environment gets closer to
equilibrium (in particular for the longest exposure with
TPCS2a). This provides indirect evidence that photosensitizers
activation inhibits intracellular trafficking, bringing the system
closer to thermodynamic equilibrium, where diffusion is
controlled primarily by thermal energy. Finally, it must be noted
that this study demonstrates that deriving a viscosity from
diffusive measurements is not valid, and that any conclusion
concerning an increase in viscosity after photosensitizers
activation measured with such passive approach [15] must be
considered with care. It should also be noted that the
measured viscosity here increased only slightly, by a factor
less than 2, but significantly (due to the important number of
measures performed, always more than 25).

It is interesting to compare the magnitude of the effects
between the two photosensitizers for the same dose of
irradiation. The two photosensitizers have the same quantum
yield of singlet oxygen, so that any differences between them
can only result from differences in their modes of interaction
with the cell. Thus, 5s of irradiation of cells loaded with
TPCS2a had little effect on peri-endosomal viscosity or
endosome diffusion, while the same irradiation of cells loaded
with m-THPC strongly modified both parameters. These results
were expected, given the cytoplasmic localization of m-THPC,
as its immersion in the microtubule network makes it easier for
short-lived singlet oxygen molecules to reach their target. In
contrast, the singlet oxygen produced by TPCS2a, being
located within endosomes, must diffuse through the endosome
membrane prior to hit a cytoplasmic target such as
microtubules.

To demonstrate further this hypothesis and to give direct
evidence that the photosensitizer excitation impacts the
microtubules network, we directly tested the irradiation on a
reconstituted network of microtubules immersed in a bath
containing the two photosensitizers in solution at
concentrations equivalent to those measured inside the cell.
The effect was immediate in the whole concentration range:
irradiation entirely depolymerized the microtubules within a few
seconds. At the lower concentration range, depolymerization
occurred more slowly and was sometimes only partial, but the
microtubule structure was nevertherless strongly modified. This
observation, showing that microtubules are targets of
photodynamic therapy, supports the results of some previous
studies. Indeed, microtubule network has been identified as a
prime target for anticancer photodynamic therapy [11], so that
microtubule inhibitors have been tested as enhancers for
photodynamic therapy [45]. Interestingly, these studies,
corresponding to the early stages of the process of PCI
invention, lead the authors to consider lysosomes and

microtubules as main targets. In fact, the localization of the
photosensitizer dictates which of these entities the preferred
target is.

Anyway, the inhibition of the microtubules polymerization
within NHIK 3025 cells during photodynamic treatments has
been studied with various photosensitizers, in particular with
TPPSn [39,40]. Actually, cytoskeleton damages, notably on
microtubules network, during PDT are partly involved in the
initiation of the cell death [41,46]. More recently, the binding of
porphyrin derivative photosensitizers to tubulin dimers was
described [47] together with the photo-induced modification of
the physical properties of the MTs network by reactive species
generated directly by the light interaction with the fluorophore
labeling the tubulin [48].

Finally, we can support that, regarding to their subcellular
localization, the photodynamic effect of m-THPC and TPCS2a
can be deciphered by two different scenarios. MTs are primary
targets for the cytosolic photosensitizer m-THPC, whereas an
important quenching of this effect results from the entrapping of
the TPCS2a within the endosomal membrane, which
constitutes a competitive target. As a consequence, larger
doses of photosensitizer or light are necessary to overcome
this barrier for endosomal TPCS2a to approach the potency of
mTHPC's ability to disrupt microtubules and cause drastic
decreases of active trafficking

Conclusion

Here the dual effects of photosensitizers activation on the
viscous and diffusive intracellular properties are evidenced for
the first time.

The dominant effect concerns the inhibition of the endosomal
trafficking, which is found up to 100-fold lower after irradiation.
By contrast, the viscosity did not increase enough to explain
such an effect, demonstrating that the ligand (or binding site)
for the photosensitizer is the major determinant of its ability to
disrupt intracellular transport through the depolymerization of
microtubules.

Also interesting is the combining of active and passive
measurements which allow us to compare the viscosity
extrapolated from the passive diffusive measurements
(assuming that the system is at thermal equilibrium) and the
measured one: they differ by two orders of magnitude in control
cells, which are clearly out-of-equilibrium systems; by contrast,
they come closer to each other after irradiation: thermal
equilibrium is approached, through the partial inhibition of the
active motions mediated by molecular motors.

Finally, at the same concentration, cells treated with m-
THPC are more impacted that the ones treated with TPCS2a,
in keeping with their intracellular location and their use for cell
treatments.

Materials and Methods

Photosensitizers
TPCS2a (Benzenesulfonic acid, 4,4'-(7,8-dihydro-15,20-

diphenyl-21H,23H-porphine-5,10-diyl)bis-) was kindly provided
by PCI Biotech AS, Oslo, Norway, as a powder with a purity of
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more than 98%. m-THPC (5,10,15,20-tetra(3-
hydroxyphenyl)chlorin), was purchased from Frontier Scientific
(Logan UT, USA). Photosensitizer stock solutions were
prepared in ethanol. All the solutions were handled in the dark.

Cell labeling
The cells are Human Prostatic Cancer Cell lines (PC-3,

ATCC® CRL-1435™) and were cultured in T75 flasks at 37°C
in 5% CO2 in Dulbecco’s modified Eagle’s medium (DMEM)
completed with 10% fetal bovine serum and 1% penicillin and
streptomycin antibiotics.

Tumor cell were brought to confluence in glass-bottomed 35-
mm Petri dishes for high magnification immersion microscopy
(63X objective). The cells were then incubated with Roswell
Park Memorial Institute medium (RPMI) containing citrate
coated magnetic nanoparticles (maghemite, negatively
charged, 8 nm in diameter, iron concentration 2mM)[31,49] and
the photosensitizers (m-THPC or TPCS2a) at a concentration
of 5µM. After incubation for 2 hours, the cells were rinsed three
times and placed in complete DMEM. The next day they were
irradiated and observed under a thermalized inverted
microscope (at magnification 63x).

To assess the influence of the microtubules on the
intracellular trafficking and viscosity, cells were treated with a
microtubule-disrupting drug, namely nocodazole (Sigma
Aldrich, 30 min, 10 mM).

Irradiation
The cells were exposed to light under the microscope with a

wavelength of 470 nm, corresponding to one of the two
excitation peaks of the photosensitizers used. As the
photosensitizers then emit at 650 nm, a fluorescence image is
recorded systematically in order to observe the intracellular
localization and intensity of the photosensitizers. Irradiation
times of 1s, 5s and/or 20s were used, corresponding to
deposited energies of 1.5 J/cm2, 7.5 J/cm2 and 30 J/cm2. The
fluorescent pictures were taken with a camera Cool Snap
(CoolSnap HQ). The effect of irradiation on cellular metabolism
was studied by using the Alamar blue test for metabolic activity.

Monitoring of intracellular trafficking
We videomonitored the cells at a acquisition rate of 10fps

during 100s, with a high speed camera Phantom (Phantom
V9.1 Vision Research), to observe the spontaneous motion of
the endosomes. Their trajectories were extracted using Image
J software (Analyse Particles module), and the coordinates
(x(t),y(t)) retreived. The mean square displacement <Δr²(t)>  of
each trajectory was then computed with Excel software,
according to :

<Δr ² t > = x t+ t' −x t' 2+ y t+ t' −y t' 2
t'= Δx2 t + Δy2 t (4)

where brackets denotes averaging.
In most situations, <Δr²(t)> follows a power law with time,

<Δr²(t)> =2D1stα, defined in the Results as equation (1).
Generally speaking, the value of the exponent α characterizes
the diffusive behavior in the cell: α=1corresponds to a pure
diffusive behavior in a newtonian fluid at thermal equilibrium;

the motion is sub-diffusive (confined) for an exponentα<1, and
super-diffusive (directed) for an exponent 1<α<2
(α=2corresponding to ballistic motion) [50].

Extraction of endosomes and determination of the
magnetic moment by magnetophoresis

The day after incubation, cells were detached with trypsin
and centrifuged at 4°C for 5min (250 g). The cells were
resuspended in HB (250mM sucrose, 3mM imidazole) plus
1mM DTT and 1/1000 PIC (protease inhibitor cocktail) and
centrifuged twice. After the last centrifugation, the cells were
resuspended in 1 mL of buffer and disrupted by extruding 10
times through a 23G needle, a treatment that leaves nuclei
intact. Then this cell lysate were centrifuged 6 min at 700 g
(4°C) to remove the nuclei. The post-nuclear supernatant were
then placed against a magnet for 1h and the magnetic
endosomes were collected in BRB-taxol-DTT (1X-10µM-5mM).

To measure the magnetization of the endosomes, a thin rod
of nickel (50µm) was trapped in a chamber made of two cover
glasses, creating a 150mT magnetic field and 280 mT/mm
magnetic gradient (characterized with magnetic beads of
known magnetization) in the window of observation, 50µm
apart from the rod. A small volume (10µl) of the solution
containing the magnetic endosomes was inserted in the
chamber and the rod was magnetized by an external magnet.
The velocity of the endosomes was measured, and the
magnetization of the endosomes deduced by equilibrating the
magnetic force with the viscous drag (see 51 for more details).
The magnetic moment of endosomes at saturation was found
equal to msat=(3.3±0.5)*10−15A m2(equivalent to (26±4)*103

nanoparticles per endosome). This saturation is reached for
applied magnetic field over 200 mT. At 50 mT for instance (the
field selected for the experiments here), the nanoparticles are
magnetized at only 55% of their saturation value (see for
instance [REF] for a magnetisation curve) and the magnetic
moment per endosome equalsm=0.55msat=(1.8±0.2)*10−15A m2.

Magnetic endosomes chaining
In the presence of a magnetic field, the magnetic endosomes

should align in the direction of the field to form small chains
within the cytoplasm. Indeed, the interaction energy between

two endosomes,Edipole−dipole= −
2μom2

a3  , where a is the

endosome diameter (0.6 µm), is in order103kBT: once formed
inside the cell, the chains are stable against thermal
fluctuations. In a 50 mT magnetic field, chains from two to four
endosomes were observed within the cells.

Magnetic device
The magnetic device to apply a rotational magnetic field was

specially designed in the laboratory and is composed of four
coils which cores are made of soft iron. Pictures of the devices
are shown in the Figure 4. The coils are connected by pairs
and supply by an alternative current. The space between each
tip is about 600 microns yielding a strong magnetic field (50 mT
for the one selected in this study, corresponding to a 0.65 A
current; possibly reaching 70 mT for a 1A current) in the plane
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of the cells. The magnetic field B rotates if the two pairs of coils
are supplied with sinusoidal currents displaying the same
frequency but 90° out of phase : the generated magnetic fields
in the x−yplane, Bxand By are sinusoidal with the same
frequency, but with a phase lag of 90°, meaning that Bx=0
when By is maximum, and reciprocally. The resulting magnetic
field thus display always the same modulus, but its direction
rotates in the x−y at the frequency of the currents applied. A
light-emitting diode (LED) is mounted at the top of the device to
illuminate the sample. This same diode is connected to the
input signal, to trigger its turning of at the exact instant when
Bx=0 (and thus calibrate the magnetic field angle for all the
captured frames). Finally, the whole set-up was adapted to a
micromanipulator mounted on a Leica DMIRB microscope
(thermostated at 37°C by cube&box, Life Imaging Services),
and was systematically sterilized prior to use.

Magnetic rotation of the chains : principles and
viscosity measurement

When the magnetic field rotates, the applied magnetic torque
depends on the angle φ between the chain and the field:

Γmagn=Γo
sin 2φ

2 . Γo is calculated by summing the torques

exerted between pairs of endosomes in the chain, each due to
the magnetic dipole interaction with its neighbors:

Γo=
3μom2

4π
N2

d3 , where N is the number of endosomes in the

chain. When the field is continuously rotating, at a constant
frequencyF=dθ/dt, this magnetic moment equilibrates with the

viscous torque:Γviscoel = κηV
dθ
dt , where η is the viscosity of the

medium surrounding the chain at the frequency of field rotation
(0.2 Hz), V the volume of the chain, and κ a previously
calibrated geometric factor (see 35,36 for more details). The
measurement of the angular delay φ thus provides direct

access to the viscous coefficientη: η=
μom2

32πκ
sin 2φ

F (defined as

equation 2). Such a measurement of the local viscosity was
validated using magnetic beads (MyOne,m=10−14A m2), and
performing the measure in glycerol (99.9% purity, η=0.35
Pa.sat 37°C). The magnetic local measurement performed
retrieved a valueηmeas=0.359±0.05 Pa.s, in excellent agreement
with the calibrated value.

In vitro microtubules polymerization
The tubulin was provided from Cytoskeleton (Cytoskelton

Inc., Denver USA). It was stored at the concentration of
10mg/ml at -80°C in BRB 1X buffer containing glycerol (50%)
and guanosine triphosphate (GTP) (1mM). Microtubules were
polymerized from a 1:4 mixture of rhodamine-labeled tubulin
and unlabeled tubulin in BRB 1X buffer containing GTP (1mM),
MgCl2 (25mM) and DMSO (1mM). This mixture was incubated
at 37°C for 30min in order to allow for microtubule

polymerization. The microtubules were then diluted at least 30
fold with a mixture of BRB 1X, Taxol (10µM) and dithiothreitol
(DTT) (5mM) for stabilization. The microtubules were stored at
room temperature and used within two weeks (adapted from
[52]).

In vitro Microtubule assay
Chambers used for the in vitro microtubule assay featured

two overlaid silanized cover glasses (26*50 and 22*22mm).
The inner space of chambers was created by positioning thin
strips of parafilm between the cover glasses (Figure 6A). The
chambers were sealed by heating at 100°C. The inner space
between the cover glasses was less than 0.5mm
corresponding to a volume of 10-15 µl. Different solutions were
injected and penetrated into the inner space by capillarity.

First, we incubated the chamber with Anti-α-tubulin (5 min)
followed by F127 (Pluronic) (10-15 min) to passivate the
surface, and then microtubules (15 min), including a washing
step with BRB 1X buffer between each incubation. After
microtubule incubation, the chamber was washed with BRB 1X
buffer containing Taxol (10µM) and DTT (5mM). The last step
consisted in injecting the last solution and the photosensitizer
(free in solution or inside endosomes) at different
concentrations. Concerning the free photosensitizer condition,
triton X-100 was added to the solution at 0.3% final
concentration in order to prevent photosensitizer aggregation.
For the endosome solution, the photosensitizer (TPCS2a)
concentration was determined by fluorescence spectroscopy
(SLM Aminco Bowan Series 2 spectrometer) at the excitation
wavelength of 410 nm.

Statistics
Data are presented as mean values ± standard error of the

mean (SEM). Numbers of independent measurements were n
> 30 for passive measurements, n > 25 for active
measurements. t-test with Welch’s correction was performed to
determine a significant difference between the test and control
groups using Prism 3.0 version of GraphPad software (USA). A
minimum of 99% confidence level was considered significant.
*** indicatesp<0.001. ** indicatesp<0.01. * indicatesp<0.05. NS
(Non Significant) indicatesp>0.05.
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4.3 Discussion

Parmi toutes les études réalisées sur la photothérapie, peu d’entre elles concernent l’impact
sur le trafic intracellulaire. Nous avons réalisé des expériences à l’échelle de la cellule unique pour
quantifier les effets de la photo-activation sur le trafic intracellulaire ainsi que sur les propriétés
mécaniques du cytoplasme sur un même système. Les cellules ont été marquées simultanément avec
des nanoparticules superparamagnétiques et un agent photosensible (m-THPC ou TPCS2a). Les
endosomes magnétiques obtenus après incubation présentent deux avantages : ils nous offrent un
bon contraste pour le suivi des endosomes afin de quantifier le trafic intracellulaire (mesures pas-
sives) et peuvent être manipulés par un couple magnétique afin de quantifier une viscosité effective
du cytoplasme (mesures actives). Nous avons besoin des nanoparticules magnétiques pour effectuer
les mesures actives. Les interactions chimiques entre les nanoparticules et les photosensibilisateurs
peuvent influencer l’internalisation du photosensibilisateur. Nous avons donc préféré effectuer une
co-internalisation du photosensibilisateur et des nanoparticules à la fois pour la fabrication des
échantillons prévus pour la quantification du trafic intracellulaire et pour les mesures de viscosité
effective. De cette façon, nous sommes sûrs d’avoir utilisé le même système pour effectuer les me-
sures passives et actives.

L’impact de la photo-activation sur le trafic intracellulaire a été quantifié en suivant les mouve-
ments spontanés d’endosomes avant et après l’activation des molécules photosensibles. L’analyse des
trajectoires en terme de déplacement quadratique moyen, a révélé une forte diminution du trafic in-
tracellulaire après photo-activation. Le MSD des endosomes avant la perturbation est super-diffusif
et reflète une activité normale des moteurs moléculaires. Après l’exposition du photosensibilisateur,
le MSD des endosomes diminue (diminution de l’amplitude et de l’exposant) proportionnellement
à la durée d’exposition et suivant le type de photosensibilisateur. En comparant l’effet des deux
photosensibilisateurs, nous avons constaté qu’à dose équivalente (exposition de 5s), le m-THPC
impactait le trafic intracellulaire de manière plus significative que le TPCS2a. Il faut exposer les
cellules traitées au TPCS2a pendant 20s pour avoir un effet comparable à celui du m-THPC ob-
tenu après 5s d’exposition. Les deux photosensibilisateurs ayant un rendement similaire en oxygènes
singulets, la différence d’impact réside dans le fait que les deux photosensibilisateurs ont une locali-
sation intracellulaire différente et que leur activation libère des oxygènes singulets ciblant différents
endroits du cytoplasme. Pour les doses les plus fortes, c’est-à-dire 5s d’exposition pour le m-THPC
et 20s pour le TPCS2a, le MSD devient sous-diffusif et reflète une forte inhibition du trafic intra-
cellulaire. L’amplitude du MSD diminue d’un facteur 100 après ces conditions de traitement.

Pour comprendre pourquoi le trafic intracellulaire est si fortement inhibé, nous avons émis deux
hypothèses. La première était qu’une modification directe des acteurs du trafic intracellulaire avait
lieu pendant la photo-activation. Soit l’activité des moteurs est perturbée, soit le réseau de microtu-
bules est modifié par la présence de radicaux libres. L’autre hypothèse concernait une modification
des propriétés mécaniques du cytoplasme allant dans le sens d’une augmentation des forces de
friction sur les endosomes en mouvement. Un article publié dans Nature Chemistry montre à l’aide
de rotors moléculaires que la viscosité après PDT peut augmenter d’un facteur 6 [87]. Cependant le
photosensibilisateur utilisé dans cette étude ne correspond pas à un de ceux que nous avons utilisé.
Nous avons donc profité de la présence d’endosomes magnétiques dans les cellules pour faire des
mesures actives à la même échelle que la taille des sondes passives. Les endosomes magnétiques
peuvent facilement être organisés en chaînes d’endosomes magnétiques dont l’anisotropie nous per-
met de les manipuler par un couple magnétique visant à mesurer une viscosité effective. Lorsqu’on
fait tourner le champ magnétique à vitesse constante, les chaînes d’endosomes magnétiques suivent
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le champ à la même vitesse de rotation. Une fois le régime permanent établi, il est possible de relier
le déphasage entre les positions angulaires de la chaîne et du champ magnétique avec une viscosité
effective (pour une fréquence de rotation donnée) (voir partie 2.6.2 pour les détails). Pour s’affran-
chir des effets de fluidification, bien que les résultats du chapitre précédent (3) nous montrent qu’à
priori il ne doit pas y en avoir, nous avons fait la mesure de déphasage sur la première rotation une
fois le régime permanent établi (c’est-à-dire pendant la deuxième rotation). Nous avons constaté,
que dans notre cas, la viscosité était augmentée au maximum, d’un facteur 2. Cette augmentation
va bien dans le sens d’une augmentation des forces de frictions exercées sur les endosomes lors-
qu’ils sont mis en mouvement par les moteurs moléculaires. Seulement elle n’est pas significative
en comparaison à la baisse de trafic intracellulaire établie par les mesures passives, dont l’effet est
50 fois supérieur.

L’autre hypothèse concerne une modification de la structure des microtubules, qui sont essen-
tiels au transport vésiculaire des endosomes. Les microtubules sont des filaments très instables et
réputés pour être sensibles aux radicaux libres [88, 89]. Les oxygènes singulets libérés lors de la
photo-activation peuvent participer à des réactions d’oxydations des protéines stabilisant les mi-
crotubules. Ces réactions peuvent conduire au phénomène de catastrophe, qui correspond à une
dépolymérisation complète ou partielle mais néanmoins rapide des microtubules. De plus, les MSD
mesurés dans des cellules dont les microtubules ont été dépolymérisés (avec du nocodazole), se rap-
prochent des comportements obtenus après photo-activation (à 5s pour le m-THPC et à 20s pour
le TPCS2a). Afin de tester cette hypothèse, nous avons mis en place un système modèle minimal
constitué d’un réseau de microtubules in vitro incubé avec du photosensibilisateur. Afin de mi-
mer au mieux l’environnement cellulaire en présence des deux types de photosensibilisateurs, nous
avons choisi deux conditions d’incubation des microtubules avec le photosensibilisateur. Dans le
premier cas, nous avons incubé les microtubules avec une solution contenant du photosensibilisateur
(m-THPC ou TPCS2a) dilué à la même concentration que dans les cellules. Dans ce cas, le pho-
tosensibilisateur est libre et peut diffuser dans la solution dans laquelle baignent les microtubules.
Dans le deuxième cas, nous avons incubé les microtubules avec une solution contenant les endo-
somes extraits de cellules ayant été marquées avec le photosensibilisateur endosomal, le TPCS2a.
Dans ce cas, le photosensibilisateur se trouve encapsulé dans les endosomes. Après 5s d’exposition
du premier système (photosensibilisateur en solution), nous avons constaté que, quel que soit le
photosensibilisateur, les microtubules étaient dépolymérisés rapidement et avec une dynamique de
dépolymérisation similaire pour les deux photosensibilisateurs. Cette observation confirme le fait
que les deux photosensibilisateurs ont un rendement similaire en oxygènes singulets. Nous avons
également constaté que plus la concentration en photosensibilisateur est élevée, plus la dépolymé-
risation des microtubules est rapide (de quelques dizaine de secondes à quelques secondes). Après
5s d’exposition du deuxième système (photosensibilisateur endosomal), nous avons constaté que la
dépolymérisation des microtubules était retardée par rapport à la première condition (à concentra-
tion en photosensibilisateur équivalente). La seule différence entre les deux systèmes réside dans la
localisation du photosensibilisateur et donc sa distance par rapport aux microtubules. Dans le cas
du deuxième système, les radicaux libres produit lors de la photo-activation doivent d’abord traver-
ser la membrane des endosomes, avant de pouvoir diffuser et atteindre les microtubules. C’est pour
cette même raison que le TPCS2a nécessite un temps d’exposition plus long pour avoir le même
effet sur le trafic intracellulaire que le m-THPC. Les radicaux libres produits après 5s d’exposition
n’ont pas une durée de vie suffisamment longue pour pouvoir à la fois perméabiliser les membranes
des endosomes et dépolymériser les microtubules.
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4.4 Conclusion et perspectives

Nous avons mis en place un système expérimental qui nous a permis, pour la première fois,
d’étudier de manière quantitative et sur un même système l’impact de la photothérapie sur le trafic
intracellulaire ainsi que sur la viscosité du cytoplasme. L’effet dominant concerne l’inhibition du tra-
fic intracellulaire qui est diminué d’un facteur 100 après photo-activation. Les mesures actives nous
ont appris, que contrairement à ce que l’on pouvait attendre, la composante dissipative n’augmente
qu’au maximum d’un facteur 2. La comparaison des résultats obtenus par les mesures passives et
actives, nous a poussée à considérer que la nature de l’effet observé n’était pas mécanique mais
pouvait être dû à une modification structurelle du réseau de microtubules, essentiel au fonctionne-
ment du transport vésiculaire. Cette hypothèse a été confirmée lors de l’étude d’un système modèle
permettant d’observer l’impact de la photo-activation sur les microtubules, qui sont dépolymérisés
rapidement suite à l’exposition du photosensibilisateur, avec une dynamique de dépolymérisation
dépendante de la concentration en photosensibilisateur et de son conditionnement (en solution ou
encapsulé dans des endosomes). La comparaison des deux photosensibilisateurs dont la localisa-
tion intracellulaire est différente, a mis en évidence le fait que l’impact sur les éléments cellulaires
dépend fortement de la localisation du photosensibilisateur au moment de son activation et par
conséquent de la distance entre les radicaux libres libérés par la photo-activation et leur cible.
Dans notre cas, à dose égale, les cellules traitées avec le m-THPC montrent un impact plus fort
que les cellules traitées au TPCS2a. Il semble donc que les microtubules soient une cible importante
de la photothérapie. Leur dépolymérisation engendre non seulement une forte inhibition du trafic
intracellulaire mais peut aussi avoir des conséquences sur d’autres phénomènes biologiques, comme
par exemple la division cellulaire ou le transport d’organites.

Nous avons étudié la dépolymérisation de microtubules in vitro par photo-activation. Il se-
rait également intéressant d’observer ce phénomène directement dans les cellules en marquant les
microtubules par fluorescence, de façon à pouvoir observer comment la dose (concentration en pho-
tosensibilisateur, énergie de la photo-activation) module la dynamique de dépolymérisation dans le
milieu intracellulaire.
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5.1 Introduction

Pendant l’étude de l’impact d’une perturbation photochimique sur le trafic intracellulaire, nous
avons observé que parallèlement à une inhibition du trafic intracellulaire, la photo-activation déclen-
chait un trafic extracellulaire intense via l’exocytose de vésicules. Alors que le m-THPC ou FOSCAN
est utilisé en thérapie anti-cancéreuse (thérapie photo-dynamique ou PDT), avec pour but d’in-
duire la mort cellulaire, son activation provoquerait un effet secondaire conduisant à l’émission et
la dissémination de matériel cellulaire provenant de cellules cancéreuses à travers l’organisme.

Cela fait maintenant plusieurs années que les microvésicules, font l’objet d’études et ont pu
être identifiées comme étant des acteurs potentiels de la dissémination du cancer à travers l’orga-
nisme. Les microvésicules participent à la communication intercellulaire. Une cellule émettrice peut
envoyer des information à une ou plusieurs cellules à travers l’émission de microvésicules. Ces com-
partiments délimités par une membrane peuvent contenir plusieurs types de biomolécules, comme
par exemple des protéines, des organites, des ARN messagers ou des microADN [90]. Du fait de
leur petite taille et de leur biocompatibilité, ces vésicules peuvent migrer dans tout l’organisme. Les
microvésicules interviennent à plusieurs niveaux et peuvent avoir un effet néfaste sur les patients
atteints d’un cancer : les microvésicules favorisent l’angiogenèse qui est vitale pour la survie et
l’extension de tumeurs, elles pourraient être la cause d’une hypercoagulation et augmenteraient les
risques de maladie thromboembolique [91]. Concernant l’émission de vésicules lors d’un traitement
anticancéreux, il a été montré que des cellules traitées par doxorubicine expulsaient une partie de
la drogue par les vésicules, réduisant ainsi la quantité intracellulaire d’agent thérapeutique [92].

Concernant la photothérapie (PDT), beaucoup d’études ont été réalisées sur la relation entre
la dose de photosensibilisateur (concentration, énergie d’exposition) et l’effet thérapeutique, mais
aucune étude ne concerne le triangle reliant la dose, l’effet thérapeutique et le nombre de vésicules
émises.

Le but de cette étude a été de caractériser l’émission de vésicules induite par la photothérapie
et de comparer cette vésiculation à celle provoquée par un traitement de chimiothérapie classique
par doxorubicine. La première étape a été de quantifier l’émission de vésicules par rapport à la
dose (concentration) en agent thérapeutique. Ensuite, nous avons déterminé l’origine des vésicules
(membranaire et endosomal). Nous avons également fait des analyses protéomiques et génomiques
ainsi que des tests de viabilité cellulaire pour déterminer l’impact des thérapies sur les fonctions
cellulaires. Enfin, nous avons transféré les vésicules émises par des cellules cancéreuses sur des
cellules endothéliales humaines (HUVEC pour "human umbilical vein endothelial cells"), pour voir
quelles sont les conséquences de la présence de ces vésicules dans l’organisme et leur interaction
avec d’autres cellules.

Cette étude est née de l’observation d’émission vésicules suite à la photothérapie. C’est un
phénomène très impressionnant qui survient quelques minutes à peine après la photo-activation du
m-THPC. L’émission de vésicules par chimiothérapie est moins impressionnante et plus lente mais
présente tout de même un effet secondaire au traitement à ne pas négliger.

5.2 Les traitements anticancéreux

Les deux traitements anticancéreux peuvent être utilisés dans des cas de cancer de la prostate
[93, 94]. C’est pourquoi nous avons choisi d’utiliser des cellules issues d’une lignée de cancer pros-
tatique humain (PC3). Les mêmes cellules ont donc été soumises : soit à une photothérapie par
activation du m-THPC (FOSCAN), soit à une chimiothérapie par traitement à la doxorubicine.
Les modes d’action des deux traitements sont complètement différents. La photothérapie consiste à
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activer une molécule photosensible, ce qui a pour conséquence une production massive d’oxygènes
singulets, qui sont cytotoxiques. La doxorubicine est, elle, un intercalant de l’ADN et a pour but
de ralentir les divisions cellulaires.

5.2.1 La photothérapie

Pour le traitement par photothérapie, les cellules ont été incubées à différentes concentrations,
0.02, 0.08, 0.2, 0.5, 2 et 10 µM en m-THPC. Le traitement par photothérapie doit être activé par une
énergie lumineuse. Nous avons choisi d’exposer les cellules pendant 5s à une puissance surfacique
de 1,5 W/cm2. Nous enregistrons systématiquement une image en fluorescence lors de l’exposition
pour observer la localisation intracellulaire du photosensibilisateur ainsi que la corrélation drogue-
intensité fluorescente (voir figure 5.1).

Figure 5.1 – Après 2h de marquage et une chasse de la nuit, le m-THPC est localisé de façon
homogène dans le cytoplasme mais exclu du noyau. L’émission de fluorescence est proportionnelle
à la concentration d’incubation.

La figure 5.1, nous indique qu’après 2h d’incubation et une chasse de la nuit, le m-THPC est
distribué de façon homogène dans le cytoplasme (exclu du noyau). L’émission de fluorescence est
proportionnelle à la concentration d’incubation.

5.2.2 La chimiothérapie

Le même type cellulaire utilisé pour la photo-thérapie a été traité par chimiothérapie avec
de la doxorubicine à différentes concentrations : 0.1, 0.5, 2, 5, 10 et 50 µM. Le traitement par
chimiothérapie consiste simplement à incuber les cellules avec l’agent thérapeutique. Ce traitement
ne nécessite pas d’activation et débute au moment de l’incubation.

A l’inverse du m-THPC, juste après l’incubation, la doxorubicine a une localisation majoritai-
rement vésiculaire et nucléaire (figure 5.2). L’émission de fluorescence est, là aussi, proportionnelle
à la concentration d’incubation.
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Figure 5.2 – Après 2h d’incubation, la doxorubicine est localisée dans les vésicules intracellulaires
et dans le noyau. L’émission de fluorescence est proportionnelle à la concentration d’incubation.

5.3 La vésiculation : mise en évidence et quantification

Afin de comparer l’émission de vésicules induite par les deux types de traitements, les cel-
lules sont cultivées dans des cuves identiques avec une confluence comparable. Les résultats de
quantification des vésicules sont donnés en nombre de vésicules émises par ml.

5.3.1 Par photothérapie

L’émission de vésicules par photothérapie est très rapide et débute dans les quelques minutes
qui suivent la photo-activation. Nous avons décidé d’étudier la vésiculation pendant l’heure qui
suit le traitement. Pour quantifier le nombre de vésicules émises, nous avons prélevé le milieu dans
lequel sont cultivées les cellules traitées au m-THPC, 1h après la photo-activation.

Les images des cellules traitées par photo-thérapie (figure 5.3), nous montrent que la photo-
thérapie induit un changement morphologique des cellules à peine 5 min après l’exposition. 1h
après l’exposition, on peut voir, en particulier pour les concentration de 0.08 à 2 µM, que le milieu
de culture se trouble par l’apparition de nombreuses vésicules.

Nous avons réalisé des images de microscopie électronique de cellules marquées au m-THPC
avant et après la photo-activation (figure 5.4). Avant l’exposition du photosensibilisateur, la mem-
brane des PC3 montre de nombreux replis membranaires. 1h après l’exposition, de nombreuses
vésicules se forment à la surface des cellules.

Nous avons marqué la membrane des PC3 avant le traitement par photo-thérapie avec du PKH
de sorte que la membrane des vésicules émises par les cellules soit fluorescente. Le milieu de culture
est récupéré pour le comptage (1h après la photo-activation). La quantité de vésicules émises n’est
pas la même quelle que soit la concentration d’incubation. On voit une nette dépendance de la dose
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Figure 5.3 – PC3 traitées par photo-thérapie. Pour chaque condition une image a été prise avant
l’exposition, pendant l’exposition, 5 min et 1h après l’exposition. A la concentration de 0.02 µM,
aucune vésicule n’est visible même 1h après l’exposition. Par contre pour les autres conditions, le
milieu de culture se trouble, en particulier pour les concentrations allant de 0.08 à 2 µM.
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Figure 5.4 – Comparaison de cellules marquées au m-THPC avant et 1h après la photo-activation
(microscopie électronique). Après l’exposition, on voit apparaître des vésicules qui se forment à la
surface des cellules.

sur le nombre de vésicules émises (figure 5.5).

Figure 5.5 – Milieu de culture de cellules traitées au m-THPC et dont la membrane a été marquée
en vert (PKH-67) récupéré 1h après la photo-activation. Le nombre de vésicules émises dépend de
la concentration en m-THPC à laquelle les cellules ont été incubées.

Nous avons mesuré la quantité de vésicules émises par des cellules traitées par photo-thérapie 1h
après la photo-activation. Les résultats en fonction de la dose de traitement sont donnés en millions
de vésicules par mL (figure 5.6). De façon surprenante, la quantité de vésicules émises n’est pas
proportionnelle à la concentration en agent thérapeutique. Mais un maximum de vésiculation est
atteint pour une concentration intermédiaire et assez faible de 0.5 µM.
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Figure 5.6 – Quantification du nombre de vésicules émises en fonction de la dose en photosensi-
bilisateur. Le nombre de vésicules émises n’est pas proportionnel à la concentration en m-THPC
mais est maximal pour une concentration assez faible de 0.5 µM.

5.3.2 Par chimiothérapie

Dans le cas de la doxorubicine, le processus de vésiculation est plus lent et ne commence à ap-
paraître que quelques heures après l’incubation. Pour les cellules traitées avec de la doxorubicine,
nous avons donc décidé de prélever le milieu de culture 24h après le traitement. Nous avons fait
des images en microscopie optique (figure 5.7) et électronique (figure 5.8).

L’émission de vésicules après un traitement par doxorubicine est moins importante que celle
qui a lieu après une photo-thérapie. Des cellules traitées à 10 µM de doxorubicine (voir figure
5.7) changent de morphologie après 24h, mais il est difficile de distinguer les vésicules. Par contre
lorsque la membrane des cellules est marquée au PKH (vert) (voir figure 5.7), on peut voir, 24h
après l’incubation, des vésicules vertes qui apparaissent dans le milieu. Les images de microscopie
électronique (figure 5.8), nous confirment que 24h après un traitement à 2 µM de doxorubicine, les
cellules émettent des vésicules. Le traitement à 50 µM est beaucoup plus agressif pour les cellules,
les images de microscopie électronique nous montrent des cellules dont la structure n’est pas celle
de cellules normales.

La vésiculation par traitement chimiothérapeutique est plus difficile à mettre en évidence sur
les images, car elle est moins visible que celle par photo-thérapie et nécessite une durée beaucoup
plus longue (24h). Néanmoins, nous avons quantifié le nombre de vésicules contenu dans le milieu
de culture des cellules 24h après le traitement par doxorubicine (de la même façon que pour le
m-THPC). Les résultats sont donnés figure 5.9. Ici aussi, la quantité de vésicules émises n’est
pas proportionnelle à la concentration en doxorubicine. On atteint un maximum pour une dose
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Figure 5.7 – Emission de vésicules suite à un traitement par doxorubicine à 5 ou 10 µM. Les
images ont été prises juste après l’incubation, 1h après et 24h après. Pour la condition à 5 µM,
la membrane des cellules traitées a été marquée au PKH. A 24h on voit apparaître des vésicules
vertes dans le milieu.

Figure 5.8 – Cellules traitées à la doxorubicine à 2 et 50 µM, 24h après l’incubation (microscopie
électronique). On peut voir quelques vésicules à la membrane des cellules incubées à 2 µM. Les
cellules incubées à 50 µM semblent être explosées, donnant naissance à des débris cellulaires plutôt
qu’à des vésicules.
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Figure 5.9 – Quantification du nombre de vésicules émises en fonction de la dose en agent chi-
miothérapeutique. Le nombre de vésicules émises n’est pas proportionnel à la concentration en
doxorubicine mais est maximal pour une concentration intermédiaire de 5 µM.

intermédiaire, qui correspond à une concentration plutôt faible de 5 µM.
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5.4 Effet thérapeutique

Pour les deux types de traitements, la vésiculation est maximale pour des doses faibles. Pour
déterminer quels étaient les effets thérapeutiques de ces doses et pour toute la gamme de concen-
tration dans laquelle nous nous sommes placés pour la quantification, nous avons réalisé différents
tests : des tests d’activité métabolique (Alamar blue), qui permettent de mesurer la viabilité cel-
lulaire ; des tests d’apoptose, par visualisation directe (Annexine V) ou analyse indirecte. Cette
dernière a été réalisée à la fois par l’analyse protéomique des voies de signalisation de l’apoptose,
et par l’analyse des gènes du stress oxydant, une des voies possibles d’apoptose.

5.4.1 Viabilité cellulaire

Même si la vésiculation dans le cas du traitement par photo-thérapie est étudiée pendant l’heure
qui suit le traitement, nous avons étudié l’aspect général des cellules sur 24h (figure 5.11) et réalisé
des tests de viabilité cellulaire 24h après les 2 traitements (figure 5.10). Les images prises juste
après les traitements (c’est-à-dire après l’exposition pour le m-THPC ou après 2h d’incubation
avec la doxorubicine), ou après 8h ou 24h sont montrées figure 5.11.

Figure 5.10 – Mesures de viabilité cellulaire avec le test d’Alamar. Pour le m-THPC, le trai-
tement à des concentrations inférieures à 2 µM n’affecte pas l’activité métabolique des cellules.
A 2 µM, la viabilité cellulaire est de 80% et diminue jusqu’à 30% pour une concentration en m-
THPC de 10 µM. Pour la doxorubicine, la viabilité cellulaire est inversement proportionnelle à la
concentration d’incubation en doxorubicine.
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Figure 5.11 – Aspect des cellules après traitement. La morphologie des cellules reste inchangée,
excepté pour les conditions fortes, c’est-à-dire 50 µM pour la doxorubicine et 10 µM pour le m-
THPC.

Pour les conditions les plus fortes, c’est-à-dire 10 µM pour le m-THPC et 50 µM pour la doxo-
rubicine, on observe que les cellules s’arrondissent dès 8h après le traitement par la doxorubicine
et immédiatement après l’exposition pour les cellules traitées au m-THPC.

Une bonne corrélation entre l’aspect des cellules après 24h et les résultats du test d’Alamar
Blue (figure 5.10) a été mise en évidence.

Dans le cas du m-THPC, l’activité métabolique des cellules traitées est intacte pour les concen-
trations inférieures à 2 µM. A la concentration forte de 10 µM la mortalité cellulaire est de plus
de 70%. Il est intéressant de noter qu’à la concentration optimale pour la vésiculation, qui est de
0.5 µM en m-THPC, l’effet thérapeutique sur les cellules est non existant.

Dans le cas de la doxorubicine, la mortalité cellulaire est proportionnelle à la concentration
d’incubation. A la concentration optimale pour la vésiculation (5 µM), le taux de viabilité cellulaire
est de 50%. Même à faible concentration la doxorubicine agit sur l’activité métabolique des cellules.
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5.4.2 Annexine V (apoptose)

Dans le cas du traitement au m-THPC à la concentration de 0.5 µM, nous avons observé que
la morphologie des cellules était rapidement modifiée suite à la photo-activation. Quelques minutes
après la photo-activation, les cellules s’arrondissent et semblent être en souffrance. Cependant cet
effet est réversible, car à la fin de l’heure, elles ont une morphologie comparable à des cellules
saines et leur activité métabolique n’est pas modifiée après 24h. La vésiculation peut être liée au
phénomène d’apoptose. Nous avons donc voulu vérifier si les cellules traitées par photo-thérapie
montraient des signes d’apoptose.

Pour ce faire, nous avons marqué les cellules avec de l’annexine V (figures 5.12 et 5.13), qui
se lie aux phospholipides de la membrane lorsque les cellules sont dans un état apototique (forte
affinité pour la phosphatidylsérine, qui se retrouve exposée sur la face externe de la membrane
plasmique pendant les premières phases de l’apoptose).

Figure 5.12 – Test à l’annexine V. Des cellules à différents stades (témoin, marquées (0.5 µM)
mais non exposées, exposées après 5 min, 30 min et 1h) ont été marquées à l’annexine V (vert). Le
noyau a été marqué au Dapi (bleu). Le rouge est la couleur d’émission du m-THPC. Les cellules
sont positives à l’annexine V seulement 5 min après l’exposition. A 5 min, les cellules sont rondes
puis elles récupèrent progressivement, comme le montrent les images à 30 min et 1h.

5 min après l’exposition, les cellules sont arrondies et sont positives à l’annexine V, signature
de l’initiation de l’apoptose. Ce changement de morphologie est accompagné par l’apparition de
"blebs" membranaires, comme on peut le voir sur la figure 5.13. Mais ce phénomène semble être
complètement réversible, car à 30 min et 1h les cellules ne sont plus annexine-positives et elles
retrouvent une morphologie similaire au témoin ou aux cellules non-exposées.
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Figure 5.13 – Cellules traitées avec du m-THPC à 0.5 µM juste après l’exposition. De nombreux
"blebs" se forment à la surface des cellules de façon très rapide.

5.4.3 Analyse protéomique de l’apoptose

Pour quantifier le niveau d’expression des protéines impliquées dans l’apoptose après les dif-
férents traitements, nous avons utilisé un kit Proteome Profiler Array. Ce kit permet d’analyser
d’un coup 35 protéines impliquées dans la voie de signalisation de l’apoptose. Le même test a été
réalisé 5 min et 30 min après traitement. Les mesures ont été effectuées pour chaque temps avec
des cellules non-traitées (témoin), incubées avec le m-THPC mais non exposées, traitées avec du
m-THPC (0.5 µM, photo-activé) ou traitées avec de la doxorubicine (5 µM). Le niveau de chaque
protéine est calculé par rapport à celui mesuré dans le témoin (PC3 non traitées), qui représente le
niveau de base (100%). Les 35 protéines dont l’expression a été mesurée, sont réparties dans trois
différentes voies d’activation de l’apoptose. Un bref rappel de ces voies est donné ci-après.

Présentation générale des voies d’activation de l’apoptose

Le mécanisme de l’apoptose est gouverné par 3 voies d’activation :
- la voie intrinsèque, qui met en jeu la mitochondrie et les super-familles des Bcl (Bcl-2 et Bcl-x,
anti-apoptotiques) et des Bax (Bax, Bad et Bid, pro-apoptotiques), qui lors d’un stress peuvent
provoquer l’ouverture des super-pores de la mitochondrie et induire la libération du cytochrome
c et de SMAC/Diablo. Ces protéines une fois libérées peuvent activer la cascade des caspases et
conduire au clivage de la caspase-3 induisant l’apoptose de la cellule.
- la voie extrinsèque, qui implique des récepteurs appartenant à la famille des facteurs de nécrose
tumorale (TNF) comme FADD et Fas ou TRAIL R2. Cette voie rejoint la voie intrinsèque au
niveau de la cascade des caspases.
- la voie caspase-indépendante, qui implique l’activation des dérivées réactifs de l’oxygène (ROS
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pour "reactive oxygen species").

Ces 3 voies conduisent toutes à l’apoptose de la cellule, et même si elles sont bien différenciées,
elles ne sont pas complètement indépendantes les unes des autres.

Figure 5.14 – Voie de signalisation de l’apoptose. Trois voies d’activation : la voie extrinsèque, la
voie intrinsèque et la voie caspase-indépendante (issu de [95]).

Résultats

Aucune variation significative d’expression protéique liée à l’apoptose n’a été observée dans les
cellules 5 min après les traitements, excepté pour le traitement au m-THPC (photo-activé ou non)
où le cytochrome c est augmenté d’un facteur 1.3. Cet effet dû à la PDT semble être transitoire
car un retour au niveau de base est observé 30 min après le traitement.

Le m-THPC seul, sans photo-activation, n’a pas d’effet sur l’apoptose excepté sur la voie
caspase-indépendante, pour laquelle on observe une légère augmentation du phospho-p53 (140%).
Cette protéine pro-apoptotique est produite par la cellule en réponse à un stress cellulaire. Dans
notre cas, c’est l’internalisation du m-THPC (sans photo-activation), qui déclenche le stress cellu-
laire.
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Figure 5.15 – Résultats des analyses protéomiques de l’apoptose 30 min après les traitements. Les
protéines pro-apoptotiques et anti-apoptotiques sont respectivement notées en rouge et en vert.

Les résultats de la figure 5.15, montrent que la photo-activation du m-THPC ne déclenche
pas de réaction d’apoptose par la voie intrinsèque après 30 min. En effet, aucune variation n’est
observée dans l’expression des protéines de la famille pro-apoptotique des Bax, malgré une augmen-
tation de l’expression de SMAC/Diablo avec en parallèle une diminution de la survivine, protéine
inhibitrice de l’apoptose (IAP). Cependant l’augmentation de SMAC/Diablo et la diminution de
la survivine n’aboutissent pas au clivage de la caspase-3. Par la voie extrinsèque, on note des va-
riations de certaines protéines, notamment l’augmentation de l’expression des récepteurs FADD,
Fas et TRAIL-R2. Ces modifications devraient déclencher l’activation de la cascade des caspases et
conduire au clivage de la caspase-3, cependant ce n’est pas le cas. Probablement que les variations
observées sont trop faibles pour conduire à une apoptose, les cellules se retrouvent dans une apop-
tose réversible ne conduisant finalement pas à la mort cellulaire. Par la voie caspase-indépendante,
on observe une diminution de l’expression de la phospho-p53 avec en parallèle une augmenta-
tion de l’expression de la catalase. La protéine pro-apoptotique phospho-p53 est produite lorsque
les cellules subissent des agressions et induit l’apoptose des cellules par la voie des ROS. Alors
que la catalase est une protéine anti-apoptotique aux propriétés anti-oxydantes, qui transforme
les molécules de H2O2, très réactives, en molécules de O2 et de H2O, inoffensives. Globalement la
photo-thérapie induit une faible activation de l’apoptose par la voie extrinsèque, qui est contrée par
une variation de plusieurs protéines de la voie caspase-indépendante par l’augmentation d’une pro-
téine anti-apoptotique (catalase) et la diminution d’une protéine pro-apoptotique (phospho-p53).
Les variations observées restant faibles, la PDT ne déclenche pas d’apoptose à cette dose (0.5 µM)
et à ces temps d’observation (30 min après photo-activation).

Dans le cas de la doxorubicine, les résultats (figure 5.15) apparaissent incohérents. Le traite-
ment semble déclencher un dérèglement à tous les niveaux, que ce soit dans la voie intrinsèque,
extrinsèque ou la voie caspase-indépendante. En ce qui concerne la voie intrinsèque, le niveau



114 Chapitre 5. Vésiculation induite par des traitements anti-cancéreux

des protéines pro- (Bax) et anti-apoptotiques (Bcl) augmente dans les mêmes proportions, tandis
que l’expression du cytochrome-C et de SMAC/diablo diminuent. Les variations observées dans
la voie extrinsèque semble un peu plus cohérentes : on observe une augmentation des récepteurs
FADD/Fas, avec une surexpression de la caspase-3 clivée, qui conduit à l’apoptose des cellules.
Concernant la voie caspase-indépendante, nous avons observé une augmentation de la catalase -
protéine anti-apoptotique -, ainsi qu’une augmentation de la phospho-p53 - potéine pro-apoptotique
(activation de la production des ROS)-. Le traitement par doxorubicine semble donc déclencher
un début d’apoptose 30 min après l’incubation, mais une durée de 30 min après le traitement est
insuffisante pour montrer une apoptose complète.

La famille des protéines chaperonnes (HSP pour "heat shok proteins") est impliquée dans les
réponses à des perturbations telles que des augmentations de la température mais aussi des va-
riations de pH, de concentrations, etc... HSP 60 et 70 subissent des modifications avec les deux
traitements : HSP 60 diminue dans les deux cas et HSP 70 diminue après traitement par la doxo-
rubicine. Leur fonction est de protéger et de maintenir la régulation des protéines nécessaires à la
survie des cellules. Lorsque ces protéines sont sous-exprimées, les traitements thérapeutiques ont
tendance à impacter les cellules de manière plus significative [96]. Les diminutions observées sont
donc plutôt positives vis-à-vis de l’effet thérapeutique des traitements.

L’ensemble de ces résultats montrent que la doxorubicine a un effet pro-apoptotique plus im-
portant que l’activation du m-THPC 30 min après les traitements. Cependant dans les deux cas,
nous avons observé des variations d’expression protéique dans la voie caspase-indépendante, qui
implique la production de dérivées réactifs de l’oxygène (ROS), directement liés au stress oxydant.

5.4.4 Analyse génique du stress oxydant

Nous avons également regardé l’expression des gènes du stress oxydant avec un PCR Array.
C’est une technique qui nous a permis d’évaluer rapidement l’expression de 84 gènes en relation avec
la voie de signalisation du stress oxydant. Nous avons réalisé le test sur des cellules traitées de la
même façon que celles pour l’analyse protéomique à 30 min, c’est-à-dire des cellules incubées avec du
m-THPC (0.5 µM), des cellules traitées au m-THPC (0.5 µM, photo-activé) ou à la doxorubicine
(5 µM). L’expression de chaque gène est normalisée par rapport à des gènes de référence dont
l’expression est inchangée. Le niveau d’expression est ensuite calculé par rapport au témoin (T- :
cellules PC3 non traitées).

Présentation générale du stress oxydant

Dans une cellule saine les éléments anti-oxydants (rôle de protection) s’équilibrent avec les élé-
ments pro-oxydants (rôle de dégradation). Lorsque cet équilibre est perturbé en faveur des espèces
oxydantes, des phénomènes en cascades ont lieu soit pour rétablir l’équilibre et garantir la survie de
la cellule, soit pour accentuer ce déséquilibre et conduire à la mort cellulaire. Toute cette machinerie
est appelée stress oxydant. L’augmentation du nombre d’espèces oxydantes conduit à l’apparition
de nombreuses espèces hautement réactives, telles que des radicaux libres ou des espèces réactives
de l’oxygène (ROS), qui sont potentiellement néfastes pour les cellules. Le rôle des anti-oxydants
est alors de protéger la cellules contre les effets des radicaux libres en détoxifiant la cellule ou en ré-
parant les dommages causés par les espèces réactives. On trouve en particulier 3 classes d’enzymes
anti-oxydantes : la superoxyde dismutase (SOD), la catalase et la glutathion peroxydase (GPx).
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Figure 5.16 – Schéma du stress oxydant [97].

Résultats

Figure 5.17 – Résultats des analyses génomiques du stress oxydant 30 min après les traitements.
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Nous avons testé 84 gènes, mais seuls les gènes montrant une variation dans au moins une des
conditions sont représentés figure 5.17. Les valeurs correspondent au rapport entre le taux d’ex-
pression mesuré dans la condition choisie (m-THPC non exposée, m-THPC ou doxorubicine) et
celui mesuré avec le contrôle (T- : PC3 non traitées).

Dans le cas du m-THPC, DUSP1 est sur-exprimé (8X). C’est un gène connu pour être sous-
exprimé dans les cas de cancers de la prostate [98]. De manière plus générale, il est exprimé en
réponse à un stress oxydant et a pour rôle d’inactiver les MAPK qui induisent l’expression de
nombreux médiateurs pro-inflammatoires (TNF-α, interleukin 1β). Dans le cas de la doxorubicine,
il est nettement sous-exprimé, ce qui permet une libération des cytokines et une activation des
phénomènes inflammatoires, qui induisent l’apoptose.

Plusieurs gènes comme des anti-oxydants interviennent dans le stress oxydant comme protec-
teurs de la cellule. Nous avons mesuré en particulier l’expression de 3 d’entre eux : MBL2, NOS2
et SEPP1. L’internalisation du m-THPC, perçu par la cellule comme un corps étranger, induit une
réponse de protection par ces 3 gènes antioxydants. Contrairement à nos attentes, cette augmen-
tation n’est plus observée lorsque le m-THPC est photo-activé. Une sur-expression de ces 3 gènes
anti-oxydants est également observée dans les cellules traitées par la doxorubicine. Il existe d’autres
gènes de défense exprimés par la cellule, comme GPX2/3 et HSPA1A. Globalement l’expression de
la famille des GPX ne bouge pas, quel que soit le traitement excepté une légère sous-expression dans
le cas du traitement par doxorubicine. Dans le cas du gène HSPA1A, impliqué dans la production
de la HSP70 (heat shock protein), seule une légère sur-expression est observée lors de l’exposition
du m-THPC.

A l’opposé, il existe des gènes impliqués dans la formation de radicaux libres oxygénés ou
iodés, DUOX2 ou TPO respectivement, qui orientent les cellules vers l’apoptose. Le profil d’ex-
pression de ces deux gènes est identique : une sous-expression après le traitement à la doxorubicine.

SPINK1 est un gène un peu particulier, car il est un marqueur de certains cancers dont celui de
la prostate. Il est en particulier sur-exprimé dans les cas des cancers agressifs [99, 100]. Quelque soit
le traitement m-THPC non exposé, m-THPC ou doxorubicine, ce gène est sur-exprimé. Il semble
que les traitements induisent une réponse de défense pour la survie de la cellule tumorale visant à
contrer le traitement anti-cancéreux.

Aucune forte variation de l’expression des gènes de la voie de signalisation du stress oxydant
n’est observée, excepté pour DUSP1 après la photo-activation du m-THPC. Il semblerait donc
qu’aux temps court (30 min après les traitements) le stress oxydant ne soit pas la voie majoritaire
d’apoptose. Peut-être qu’à 24h la réponse au stress oxydant serait plus importante.
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5.5 Origine des vésicules

Nous avons voulu déterminer la provenance des vésicules afin de pouvoir émettre des hypo-
thèses sur leur contenu. Nous avons élaboré un protocole nous permettant de savoir si les vésicules
émises étaient produites à la membrane plasmique ou si elles correspondaient à une exocytose
de matériel contenu dans le cytoplasme. Pour cela nous avons fait intervenir des nanoparticules
magnétiques. Suivant la durée du marquage et la durée entre le marquage et la photo-activation,
les nanoparticules ont différentes localisation. Juste après le marquage magnétique, les nanoparti-
cules sont adsorbées à la membrane plasmique et n’ont pas encore été internalisées par les cellules.
Après une dizaine d’heures, elles se retrouvent complètement internalisées et sont localisées dans
les endosomes et les lysosomes. Nous avons exposé des cellules juste après le marquage magnétique
(condition membranaire) ou une nuit après le marquage (condition intracellulaire).

Une heure après l’exposition, le milieu de culture est récupéré et nous avons déterminé, à l’aide
d’une chambre de micromagnétophorèse, si les vésicules émises par les cellules étaient magnétiques
ou non. Les images de la micromagnétophorèse (figure 5.18) nous informent que les vésicules émises
par des cellules, où des nanoparticules ont une localisation membranaire, sont magnétiques. Il en est
de même pour celles émises par des cellules où les nanoparticules sont dans des vésicules d’endocy-
tose. Ceci met en évidence le fait que les vésicules contiennent du matériel intracellulaire provenant
de cellules tumorales traitées, matériel qui peut être d’origine protéique ou génique (ADN, ARN).
Un fait encore plus surprenant est que, quelle que soit l’origine des vésicules (intracellulaire ou mem-
branaire), elles contiennent du photosensibilisateur. Cette exocytose de l’agent thérapeutique est
négative vis-à-vis de la thérapie car elle permet aux cellules tumorales de diminuer la concentration
intracellulaire en photosensibilisateur limitant ainsi les effets thérapeutiques.

Figure 5.18 – Les vésicules émises suite à la photo-activation (0.5 µM de m-THPC) correspondent à
la fois à des vésicules produites au niveau de la membrane plasmique et à des vésicules d’endocytose
exocytées. Les images en fluorescence nous apprennent que les vésicules émises contiennent du
photosensibilisateur.
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Avec le même système nous avons préparé des échantillons pour réaliser des images de micro-
scopie électronique. Pour préserver les vésicules des différents rinçages, nous avons placé un aimant
en dessous de l’échantillon, de sortes que les vésicules magnétiques soient incluses avec les cellules
dans la résine. Dans les cellules marquées en agent photosensible mais non exposées, des nanopar-
ticules ont été endocytées et sont complètement internalisées. Dans les mêmes conditions et après
photo-activation, on observe du matériel magnétique dans les vésicules exocytées.

Figure 5.19 – Images de microscopie électronique. Localisation des nanoparticules magnétiques
avant et après la photo-activation. Avant l’exposition, les nanoparticules magnétiques sont dans
des vésicules d’endocytose. Après l’exposition, on retrouve du matériel magnétique en dehors des
cellules.

Avant la photo-activation, les nanoparticules magnétiques sont contenues dans des vésicules
d’endocytose (figure 5.19). Après la photo-activation, ces nanoparticules se retrouvent dans les
vésicules exocytées par les cellules traitées. Cela confirme que la photo-activation induit l’exocytose
de matériel intracellulaire.
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5.6 Transfert des vésicules

Nous avons finalement voulu étudier la capacité des vésicules émises par des cellules tumorales
à interagir avec des cellules non traitées et saines. Pour cette étude nous avons choisi des cellules
endothéliales humaines (HUVEC). Nous avons induit la vésiculation à partir de cellules cancéreuses
(PC3) par photothérapie ou par chimiothérapie. La membrane des PC3 a été marquée systéma-
tiquement avec du PKH (fluorescent) avant la vésiculation afin de suivre les vésicules pendant le
transfert vers les HUVEC (voir schéma 5.20).

Figure 5.20 – Schématisation de l’expérience de transfert des vésicules émises par des cellules
tumorales vers des cellules endothéliales saines. La membrane des cellules tumorales est marquée
en fluorescence pour pouvoir suivre les vésicules pendant le transfert.

Les cellules endothéliales ont été incubées avec le milieu de culture provenant des cellules
tumorales 1h après les traitements au m-THPC et 24h après les traitements à la doxorubicine. Ce
milieu contient des vésicules dont la membrane est fluorescente. Des images en fluorescence ont été
réalisées pour évaluer la quantité de vésicules transférées.

5.6.1 Vésicules obtenues après photothérapie

Les images en fluorescence des cellules endothéliales montrent que les vésicules issues des cellules
tumorales sont en partie internalisées par les cellules saines après une incubation de 2h avec le milieu
contenant les vésicules produites par les cellules tumorales. La concentration en vésicules transférées
est proportionnelle à la concentration à laquelle les cellules tumorales ont été internalisées, comme
nous l’avons montré dans la partie 5.3. Il n’est donc pas surprenant d’avoir plus de vésicules
internalisées dans les cellules endothéliales lorsque la concentration à laquelle ont été incubées
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Figure 5.21 – Images de cellules endothéliales après une incubation pendant 2h avec le milieu
contenant les vésicules émises par les cellules tumorales après photo-traitement (m-THPC). La
membrane des vésicules est marquée en vert et la couleur rouge correspond à l’émission de fluo-
rescence du m-THPC. Les concentrations indiquées correspondent aux concentrations d’incubation
des cellules tumorales émettrices de vésicules.

les cellules tumorales est autour de 0.5 µM (0.2 - 2 µM). Par contre, ce qui est surprenant c’est
que les vésicules ont véhiculé une partie de l’agent thérapeutique prévu pour traiter les cellules
tumorales vers les cellules endothéliales. Les images en fluorescence rouge indiquent que pour les
concentrations allant de 0.2 à 2 µM, la quantité de m-THPC internalisée par le HUVEC, qui
échappe aux cellules tumorales par les vésicules, est comparable à la concentration initiale dans les
PC3.
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5.6.2 Vésicules obtenues après chimiothérapie

Nous avons effectué le même type d’expérience avec des vésicules issues de cellules traitées par
doxorubicine à différentes concentrations.

Figure 5.22 – Images de cellules endothéliales après incubation pendant 2h avec le milieu contenant
des vésicules émises par les cellules tumorales après chimio-traitement (doxorubicine). La membrane
des vésicules est marquée en vert et la couleur rouge correspond à l’émission de fluorescence de
la doxorubicine. Les concentrations indiquées correspondent aux concentrations d’incubation des
cellules tumorales émettrices de vésicules.

Les images en fluorescence de la figure 5.22, nous indiquent qu’il n’y a pas de vésicules transférées
lorsque les vésicules proviennent de cellules tumorales incubées à des concentrations en doxorubicine
de 0.5 µM. A partir de 5 µM, l’émission de fluorescence en vert témoigne qu’une partie des vésicules
incubées est internalisée par les cellules endothéliales. On peut également noter que la quantité de
doxorubicine transférée aux cellules endothéliales par les vésicules est comparable à celle entrée
dans les cellules lorsque celles-ci sont traitées avec les mêmes concentrations en doxorubicine libre.
Cela signifie qu’une partie de la doxorubicine échappe aux cellules tumorales lors de la vésiculation
et qu’elle peut être internalisée par des cellules saines.
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5.7 Discussion

Nous avons mis en évidence pour la première fois et de façon quantitative l’émission de vésicules
après un traitement par photo-thérapie. Cette vésiculation massive intervient dans les quelques mi-
nutes à peine qui suivent la photo-activation. Nous avons voulu comparer cette émission de vésicules
à celle induite par un traitement plus classique par chimio-thérapie. Le traitement par un agent
chimiothérapeutique comme la doxorubicine est connu pour induire une vésiculation [92].

Des cellules issues d’une lignée de cancer prostatique humain ont été incubées soit avec un agent
photosensible (m-THPC), soit avec un agent chimique (doxorubicine) à différentes concentrations.
De manière surprenante, nous avons constaté que la vésiculation n’est pas proportionnelle à la
concentration d’incubation, mais un maximum est atteint pour des concentrations intermédiaires
et plutôt faibles, pour les deux traitements (0.5 µM pour le m-THPC et 5 µM pour la doxorubicine).
Cependant, le nombre de vésicules émises par les cellules traitées par chimiothérapie après 24h n’est
pas comparable à celui atteint par les cellules traitées par photo-thérapie après 1h. En effet, aux
conditions optimales de vésiculation plus de 4000 millions de vésicules sont émises 1h après la
photo-activation contre 2000 millions 24h après le traitement par doxorubicine. De plus, alors que
la doxorubicine traite de la même façon toutes les cellules contenues dans la cuve (Ø=0.84 cm2),
l’exposition du m-THPC pour le comptage ne se fait que sur une surface de 0.2 mm2 au centre
de la cuve. Pour les expériences d’effets thérapeutiques (viabilité cellulaire et analyse protéomique
et génique), plusieurs expositions (au minimum 6/cm2) ont été réalisées afin d’être sûr de faire
des mesures sur des cellules traitées. Cela renforce encore plus le message que la vésiculation par
photo-thérapie est beaucoup plus massive par rapport à celle observée après chimiothérapie.

En ce qui concerne les effets thérapeutiques à ces concentrations, nous avons constaté que l’acti-
vité métabolique des cellules traitées par photo-thérapie à la condition optimale pour la vésiculation
(0.5 µM), n’est pas impactée par le traitement. La viabilité cellulaire est de 100%, 24h après le
traitement. Ce qui n’est pas le cas pour des cellules traitées à plus forte concentration (10 µM), qui
montrent un taux de mortalité supérieur à 70%. Pour le traitement par chimiothérapie, les cellules
produisant le plus de vésicules sont plus impactées. A la concentration de 5 µM en doxorubicine,
la viabilité cellulaire est environ de 50%.

L’apoptose est un phénomène de mort cellulaire qui peut être réversible [101]. D’autres méca-
nismes de mort cellulaire ne sont cependant pas à écarter dans le cas du traitement par photo-
thérapie, comme la nécrose [77] ou l’autophagie [102, 103]. L’idée ici n’était pas de trouver par quel
moyen la PDT tue les cellules mais plutôt de voir s’il y a un lien entre le profil de mort cellulaire
et la vésiculation. Il a été montré que l’état apoptotique des cellules était lié à un changement de
morphologie [104] et pouvait conduire à de l’exocytose [105]. C’est pourquoi nous avons voulu voir
comment évoluait l’expression des protéines impliquées dans les mécanismes de l’apoptose dans
des cellules traitées par photo-thérapie et par chimiothérapie aux conditions optimales pour la
vésiculation.

Les analyses protéomiques 30 min après la photo-activation du m-THPC montrent que dans les
conditions de traitement choisies, la photo-thérapie semble conduire à un état apoptotique par la
voie extrinsèque. Cependant cet état semble réversible car la signalisation ne conduit pas au clivage
de caspase-3, qui est une étape clé vers l’apoptose. Cette observation est en accord avec les tests de
viabilité cellulaire et avec les images de microscopie montrant des cellules marquées à l’annexine V :
les cellules sont annexine-positives autour de 5 min après l’exposition alors qu’elles ne le sont plus
30 min après. Nous n’avons pas retrouvé ces mêmes observations concernant la protéomique dans la
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littérature. Un article en particulier mentionne une apoptose impliquant le clivage de la caspase-3
[81] après une PDT au m-THPC. Cependant les conditions de traitement décrites dans cet article
sont différentes de celles que nous avons appliquées : les cellules sont incubées à une concentration
proche de la notre mais pendant 18h alors qu’ici l’incubation dure 2h. De plus, la photo-activation
est réalisée avec une puissance inférieure à celle que nous avons utilisée d’un facteur 103 et les
tests protéomiques ont été réalisés 24h après l’exposition des cellules, alors que nous présentons des
mesures qui ont été réalisées 30 min après la photo-activation.

Dans le cas du traitement chimiothérapeutique par doxorubicine, les analyses protéomiques
mettent en évidence une apotose non réversible par la voie extrinsèque avec clivage de la caspase-3.
Ceci est en accord avec le test d’Alamar qui montre que les cellules traitées à 5 µM de doxorubicine
meurent avec un pourcentage de 50%.

Dans les deux traitements, nous avons observé une augmentation de l’expression des protéines
de la voie caspase-indépendante, impliquée dans l’apparition des espèces réactives de l’oxygène
(ROS). C’est pourquoi nous avons complété les analyses protéomiques par des analyses géniques en
nous concentrant sur le stress oxydant. Nous avons observé que les deux traitements induisaient un
léger stress oxydant accompagné des faibles variations à la fois des gènes anti-oxydantes et des gènes
qui favorisent l’apparition des ROS. Mais aucune variation d’expression génétique très significative
n’est à noter, excepté une sur-expression de DUSP1 dans le cas de la photo-activation du m-THPC.

Nous avons ensuite poursuivi l’étude en cherchant à déterminer d’où provenait le contenu des
vésicules. Est-ce que ce sont des vésicules produites à partir de la membrane des cellules et contenant
du milieu extracellulaire ou est-ce que le contenu des vésicules est d’origine intracellulaire ? Pour ce
faire nous avons mis en place un système utilisant des nanoparticules magnétiques comme sonde de
localisation. Nous avons fait en sorte que, dans un premier système, les nanoparticules magnétiques
soient localisées à la membrane, tandis que dans un second système elles ont été internalisées par
les cellules et se retrouvent encapsulées dans les endosomes/lysosomes. Après vésiculation, nous
avons trouvé du matériel magnétique dans les vésicules émises par les deux systèmes. Ce résultat
est également illustré par des images de microscopie électronique montrant que les nanoparticules
magnétiques se trouvent effectivement encapsulées dans des vésicules intracellulaire avant l’exposi-
tion et qu’elles finissent par sortir des cellules sous forme de vésicules, lors de la photo-activation.
Ce résultat montre que les vésicules émises après photo-thérapie peuvent provenir du cœur des
cellules cancéreuses traitées et par voie de conséquence, potentiellement contenir des oncogènes.

La dernière étape de cette étude concerne le transfert des vésicules produites par des cellules
tumorales après traitement anticancéreux sur des cellules endothéliales saines. Nous avons vu que
le nombre de vésicules transférées dépendaient de la concentration d’incubation des cellules can-
céreuses. Ceci n’est pas surprenant, car le nombre de vésicules transférées dépend du nombre de
vésicules produites et comme nous l’avons vu dans la première partie, ce nombre dépend de la
concentration d’incubation des agents thérapeutiques. Mais ce qui est plus étonnant est que les
vésicules ont emporté avec elles une partie de l’agent thérapeutique. Cela signifie non seulement
que les cellules tumorales échappent en partie au traitement, mais en plus que ce transfert via
les vésicules peut avoir un effet nocif sur des cellules saines. Cette observation est très négative
vis-à-vis des traitements anticancéreux, en particulier pour la doxorubicine, qui contrairement au
m-THPC ne nécessite pas d’activation extérieure pour agir.
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5.8 Conclusion et perspectives

La doxorubicine est utilisée en clinique depuis plus de 30 ans. Malheureusement elle est connue
pour être très nocive pour les tissus sains et en particulier pour les cellules cardiaques [106]. L’enjeu
dans ce type de thérapie est de pouvoir traiter des patients en faisant un compromis entre une dose
la plus faible possible pour une efficacité la plus forte. Seulement, dans cette étude, nous avons
établi qu’une dose faible en agent thérapeutique accentue l’effet secondaire d’émission de vésicules,
tout en ne mettant pas complètement en cause la viabilité des cellules cancéreuses. De plus, en
transférant les vésicules émises par des cellules cancéreuses sur des cellules épithéliales saines, nous
avons observé que les vésicules étaient capables de véhiculer l’agent thérapeutique. Cette observa-
tion met en avant une diminution de l’effet thérapeutique escompté dans les cellules tumorales avec
en parallèle, un effet secondaire néfaste sur les cellules saines par le transfert d’agent thérapeutique
via l’émission de vésicules induite par le traitement.

Une vésiculation encore plus massive a été observée suite à un traitement par photo-thérapie.
Une heure seulement après la photo-activation, jusqu’à 10 000 vésicules sont émises par des cellules
de cancer de la prostate. De plus à la dose à laquelle la vésiculation est la plus forte, aucun effet
thérapeutique significatif n’a été observé sur les cellules. Cette vésiculation est un effet secondaire
non négligeable du traitement thérapeutique, car ces vésicules permettent aux cellules d’expulser
une partie de l’agent thérapeutique diminuant ainsi leur effet thérapeutique sur les cellules tumo-
rales. Sans oublier que ces vésicules résultent d’une exocytose du milieu intracellulaire et peuvent
contenir des oncogènes sous forme d’ARNm ou de microADN [90], potentiellement dangereux pour
le reste de l’organisme.

Les changements morphologiques observés juste après photo-activation (arrondissement des
cellules, blebs) sont très rapides. Depuis quelques années, certains chercheurs pensent qu’il pourrait
y avoir un lien entre la tension de membrane et l’exocytose [107]. L’apparition des blebs juste après
la photo-activation, indique qu’il a y effectivement des modifications de la tension de membrane (du
moins localement). La tension de membrane est directement liée à la structure du cortex d’actine,
qui maintient la membrane sous tension. Il serait intéressant de regarder si la photo-activation a
un effet sur les microfilaments d’actine, par exemple en induisant une dépolymérisation.
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6.1 Introduction

Le transport vésiculaire est très dépendant du système dans lequel il a lieu et notamment des
propriétés mécaniques complexes du cytoplasme. Pour s’affranchir de tout ce qui n’est pas néces-
saire à ce phénomène mais qui le module, nous avons voulu mettre en place un système modèle
minimal contenant uniquement un réseau de microtubules et des endosomes magnétiques extraits
de cellules, qui peuvent se déplacer le long de ces microtubules.
Ce type de système offre plusieurs avantages, dont celui de pouvoir contrôler la composition du
milieu et ses propriétés mécaniques. Le fait d’avoir des endosomes magnétiques, nous offre la pos-
sibilité de pouvoir les manipuler dans l’espace via des champs ou des couples magnétiques plus
facilement que dans une cellule (les forces visco-élastiques étant plus faibles).
Les enjeux de disposer d’un tel système sont de pouvoir mesurer la vitesse de déplacement des
endosomes, la directionnalité, la processivité, le caractère plus ou moins diffusif des déplacements
ainsi que la force d’arrêt.
Nous avons rencontré beaucoup de difficultés lors de la mise en place du système modèle. Mal-
heureusement nous n’avons pas réussi à réaliser assez d’expériences fructueuses pour présenter des
résultats. Néanmoins, nous voulons discuter, dans ce chapitre, des différents protocoles qui ont été
testés et des idées que nous avons eues pour les améliorer. Le but est de fabriquer des microtubules
polymérisés in vitro sur lesquels on dépose des endosomes naturels et fonctionnels. Ces derniers sont
rendus magnétiques dans les cellules avant de les extraire. Ils sont ensuite disposés sur un réseau
quasi-2D de microtubules. Une dernière étape consiste à mettre à disposition de l’énergie chimique,
indispensable aux moteurs dont sont équipés les endosomes, pour fonctionner et les mettre en mou-
vement.
Les difficultés dans le fait de mettre en place un tel système sont de disposer d’un réseau de mi-
crotubules stables et fonctionnels et simultanément d’avoir des endosomes dont les moteurs ont
conservé leur fonctionnalité. Le problème majeur est que ce qui est bon pour les microtubules ne
l’est pas forcément pour les endosomes et vice versa. Il est donc important d’avoir tous les compo-
sants nécessaires pour chaque élément du système mais dans des proportions limitées, afin d’éviter
les effets négatifs sur les autres constituant et de ne pas déstabiliser le système.

6.2 Analyses des protocoles

Chacune des étapes de la mise en place de ce système modèle sont importantes. Voici quelques
indications étape par étape. L’ensemble de ces protocoles est décrit dans la partie 8.2.

6.2.1 Les microtubules

Le but est d’avoir un réseau de microtubules stables et fonctionnels. Nous avons testé 3 proto-
coles différents : microtubules doublement stabilisés au Taxol/GMPCC et microtubules stabilisés
(protocole issu de [74]) au Taxol (protocoles long et court) (protocole court inspiré de [108]). Celui
qui nous a semblé le plus efficace étant celui qui permet d’avoir des microtubules stabilisés au
taxol auquel nous avons ajouté du DTT (protocole détaillé dans la partie 8.2.4). Les microtubules
obtenus à partir de ce protocole sont très stables et nous avons pu observer des mouvements actifs
avec ce type de microtubules.
Une chose importante est la température. Elle doit être à 37◦C lors de la polymérisation des micro-
tubules et autour de 22◦C (température ambiante) pour leur conservation. Une fois les microtubules
polymérisés, il faut faire attention à ne pas les refroidir, au risque de les dépolymériser.
Certains préfèrent utiliser de la tubuline purifiée mais d’autres pensent qu’en purifiant la tubuline
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soi-même de nombreuses protéines liées à la tubuline sont également extraites et peuvent gêner
l’attachement des moteurs aux microtubules. Nous avons préféré utilisé de la tubuline commerciale
(Tebu-bio).
Pour pouvoir observer les microtubules sous un microscope optique une partie de la tubuline utilisée
est fluorescente (rhodamine, rouge). Cependant la proportion de tubuline rhodamine ne doit pas
être trop élevée, au risque de diminuer la fonctionnalité des microtubules et d’augmenter les risques
de catastrophe. En effet, la rhodamine joue en quelque sorte un rôle de photosensibilisateur par le
relargage de radicaux libres lorsqu’elle est exposée à une source lumineuse. La présence de radicaux
libres, qui sont des espèces oxydantes, a tendance à favoriser la dépolymérisation des microtubules.
Un ratio compris entre 1/5 et 1/10 (tubuline rhodamine/tubuline) semble être convenable.
Pour avoir des microtubules stables, nous ajoutons, dans toutes les solutions qui sont au contact
des microtubules (même dans la solution contenant les endosomes), du taxol (10 µM) et un anti-
oxydant sous forme de DTT (1 mM). Attention à ne pas mettre trop de DTT qui pourrait avoir
un effet négatif sur les moteurs. Tous les rinçages qui précèdent l’incubation des endosomes sont
fait avec du tampon BRB contenant du taxol et du DTT.

6.2.2 Les endosomes

L’idée est d’extraire des endosomes naturels de cellules en se servant de nanoparticules magné-
tiques.
Toutes les étapes de l’extraction se font dans une solution tamponnée (tampon HB) contenant
un cocktail de protéines inhibitrices (PIC, qui évite la dégradation des moteurs protéiques) et un
anti-oxydant (DTT).
La plupart des protocoles d’extraction d’endosomes, comporte une étape d’ultra-centrifugation. Le
protocole que nous utilisons ici a l’avantage de ne pas utiliser de centrifugations trop rapides, qui
ont tendance à dénaturer les moteurs moléculaires, qui perdent alors leur fonctionnalité.
Des cellules (MSC, HeLa) ont été marquées magnétiquement. La plupart de temps nous avons
fait une chasse de la nuit pour avoir plutôt des endosomes tardifs et des lysosomes, comme dans
les études de trafic intracellulaire (chapitres 3 et 4). Cependant, nous pensons que ce n’est pas
forcément une bonne chose, car les vésicules d’endocytose auquel nous avons accès avec un tri ma-
gnétique ne sont pas toutes équivalentes. Nos observations nous laissent penser que les endosomes
précoces sont plus "mobiles" ou peut-être moins fragiles que les endosomes tardifs ou les lysosomes.
En effet, nous avons testé des endosomes à différents stades (endosomes précoces, endosomes tar-
difs ou lysosomes) et issus de différents types cellulaires et la seule configuration qui a fonctionné
était avec des endosomes précoces issus de HeLa. Les cellules sont ensuite décollées puis lavées
plusieurs fois dans le tampon d’extraction. La solution contenant les cellules est ensuite aspirée à
l’aide d’une seringue. Les cellules sont "cassées" mécaniquement en faisant plusieurs aller-retour de
la solution dans une aiguille (23G). Le nombre d’allers-retours est important. Il vaut mieux ne pas
en faire assez et avoir encore quelques cellules entières, plutôt que d’en faire trop et de commencer
à casser les noyaux. Le contenu des noyaux (chromatine) est visqueux et peut polluer la solution
contenant les endosomes. Un fois les noyaux séparés du reste par une dernière centrifugation (à
vitesse modérée), les endosomes magnétiques sont isolés grâce à un aimant.
Toutes les étapes de l’extraction doivent absolument être effectuées à basse température (<4◦C)
pour éviter une dégradation des moteurs. Les endosomes, une fois extraits, sont à conserver dans de
l’azote liquide (plonger directement, sans étape intermédiaire de congélation). Nous avons observé
des mouvements vésiculaires dirigés avec des endosomes conservés pendant 1 mois dans l’azote
liquide.
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6.2.3 L’énergie chimique

Les moteurs ont besoin d’énergie chimique pour fonctionner. L’ATP est une bonne source
d’énergie.
Le protocole initial (issu de [28]) stipulait de mettre à la fois de l’ATP et un système permettant
de recycler l’ATP. Les moteurs ayant une durée de vie limitée dans un système in vitro (quelques
minutes), si la concentration d’ATP est autour de 1 mM, il n’est pas nécessaire de mettre en plus
un régénérateur d’ATP (qui ajoute encore des molécules dans la solution). Certaines personnes
utilisent du cytosol extrait de cellules, mais l’idée ici était d’avoir un système vraiment minimal et
contrôlé.

6.2.4 Préparation des lamelles

L’idéal est de manipuler des petits volumes. C’est pourquoi nous avons utilisé des chambres
délimitées par deux lamelles séparées par de fines bandes de parafilm. Au début nous utilisions de
la bande collante double face. Mais la colle peut se dissoudre dans la solution et être négative pour
le système, alors que le parafilm est plutôt neutre.
Certains protocoles proposent de traiter la surface avec de la poly-lysine, d’autres sont pour l’utili-
sation de lamelles "sales". Après avoir essayé ces deux systèmes, nous avons opté pour des lamelles
silanisées et un traitement avec de l’anti-β-tubuline (Sigma) de sorte que les microtubules soient
bien fixés à la surface. Il y a plusieurs étapes de rinçage pendant lesquels les microtubules risquent
d’être détachés. Nous avons suivi le protocole de silanisation ainsi que le traitement à l’anti-tubuline
décrits dans cette référence : [108].

6.2.5 Remarques générales

Lors de la préparation des solutions, il faut absolument utiliser de l’eau milliQ (nano-pure) et
pas de l’eau de culture ou de l’eau distillée, pour limiter au maximum la présence d’ions inutiles.
Le pH doit être testé systématiquement et doit idéalement être de 7. Au cas où il doit être ajusté,
il vaut mieux utiliser du KOH (pas du NaOH) et du HCl.
Il faut éviter les étapes de décongélation/recongélation, qui ont tendance à dégrader les différents
constituants. Il vaut mieux aliquoter les solutions en petits volumes et jeter chaque aliquot décon-
gelé. Sachant qu’en plus, l’aliquotage de toutes les solutions pouvant être préparées à l’avance est
un gain de temps et allège grandement le protocole.

6.3 Observations et conclusions

Reconstituer le trafic vésiculaire d’endosomes purifiés à partir d’un système in vitro est très
délicat. Il faut à la fois disposer de microtubules stables et fonctionnels et d’endosomes dont les
moteurs sont actifs après l’extraction.
Nous avons testé de nombreux protocoles dans des conditions différentes. La plupart de ces essais
étaient négatifs. Cependant, nous avons observé occasionnellement des mouvements dirigés. Par
exemple, nous avons pu voir un mouvement d’aller et venue sur plusieurs µm et d’une durée de
2 min (voir trajectoire figure...)

Mais malgré un grand nombre de tentatives, nous n’avons pas réussi à reproduire de façon
systématique ces conditions expérimentales. Néanmoins, ces essais nous ont permis d’identifier les
points les plus importants, afin de simplifier au maximum ces protocoles.
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5 µm 

Figure 6.1 – Trajectoire d’un endosome extrait de cellules (HeLa) le long d’un microtubule (in
vitro).
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Chapitre 7
Conclusion générale

Le trafic intracellulaire est un phénomène actif essentiel pour le bon fonctionnement de chacune
des cellules d’un organisme. L’étude de ses mécanismes de fonctionnement et de régulation est l’un
des sujets d’étude les plus actifs de la recherche dans le domaine de la biologie cellulaire.

Les travaux effectués durant cette thèse avait pour but de tester, à l’échelle de la cellule unique,
la résistance du trafic intracellulaire à deux différentes perturbations : une perturbation mécanique
et une perturbation photo-chimique. La perturbation mécanique consiste à cisailler mécaniquement
le cytoplasme par la rotation de chaîne d’endosomes magnétiques. La perturbation photo-chimique
est induite par la photo-activation de molécules photosensibles (m-THPC et TPCS2a), internalisées
au préalable par les cellules.

Le principe, commun à ces deux types de perturbations, était de quantifier, par des mesures
passives de suivi de particules, le trafic intracellulaire d’endosomes magnétiques ou de chaînes d’en-
dosomes avant la perturbation et de comparer ces mesures à celles effectuées après la perturbation.
Des mesures de microrhéologie active ont également été réalisées dans les deux cas, pour quantifier
l’impact de ces perturbations sur les propriétés viscoélastiques du cytoplasme.

Les analyses des trajectoires des sondes ont mis en évidence un impact plutôt faible, mais
néanmoins significatif, d’une perturbation mécanique sur le trafic intracellulaire. Dans cette partie,
nous avons utilisé, pour sonder le transport vésiculaire des chaînes d’endosomes magnétiques. La
perturbation mécanique a été appliquée au cytoplasme par la rotation de ces mêmes chaînes. Nous
avons observé une diminution à la fois de l’exposant et de l’amplitude du déplacement quadratique
des sondes, correspondant à une diminution des phénomènes de mouvement dirigé ainsi que de
la processivité des sondes, après la perturbation. Des analyses complémentaires dont l’analyse des
mesures actives n’ont mis aucune modification de la structure ou des propriétés mécaniques du
cytoplasme en évidence. Ceci implique que les modifications observées sur les mesures passives sont
dues à un impact direct sur le fonctionnement du trafic intracellulaire par l’inactivation d’une partie
des moteurs moléculaires (comportement collectif) ou par une baisse de leur activité (comporte-
ment individuel). Cependant cette diminution du trafic intracellulaire induite par une perturbation
mécanique ne correspond pas à une inactivation complète, montrant que ce phénomène de trans-
port est résistant à ce type de perturbation (telle que nous l’avons appliquée). Cette robustesse du
trafic intracellulaire n’a pas été retrouvée lors de l’application d’une perturbation photo-chimique.
En effet, la confrontation des mesures passives et actives ont montré que le trafic intracellulaire
était fortement diminuée (facteur 100) alors que la viscosité n’augmentait que d’un facteur 2, im-
pliquant un dysfonctionnement interne au trafic intracellulaire (modifications des moteurs et/ou
du cytosquelette). Les expériences in vitro sur réseau de microtubules ont montré qu’une dépoly-
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mérisation rapide des microtubules était induite par la photo-activation, empêchant ainsi le trafic
intracellulaire de fonctionner après la perturbation.

Parallèlement à cette inhibition du trafic intracellulaire, nous avons observé une augmentation
du trafic extracellulaire, par l’émission de vésicules, notamment lors de la photo-activation du m-
THPC (ou FOSCAN) utilisé en thérapie anticancéreuse (PDT). Cette émission massive et rapide
est induite systématiquement quelques minutes seulement après la photo-activation. Nous avons
caractérisé cette émission de vésicules que nous avons comparé à celle induite par un traitement
anticancéreux plus classique, par chimiothérapie. Nous avons estimé le nombre de vésicules émises
une heure après le traitement photothérapeutique à plus de 10 000 vésicules par cellule. L’émis-
sion de vésicules induite par un traitement chimiothérapeutique est plus lente et moins massive
mais témoigne néanmoins d’un effet secondaire non-négligeable engendré par ces deux types de
traitements anticancéreux. Nous avons pu établir qu’une partie des vésicules provenait du cœur
de la cellule et contenait entre autres une partie de l’agent thérapeutique, partie qui échappe aux
cellules tumorales avec pour conséquence une diminution des effets thérapeutiques. De plus, si ces
vésicules sont capables d’interagir avec des cellules saines, celles-ci pourraient à leur tour subir les
effets des traitements. D’autre part, il n’est pas impossible que ces vésicules soient un intermédiaire
de transport d’oncogènes, pouvant alors favoriser l’apparition de métastases.
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8.1 Expression du couple magnétique

Certaines étapes de ce calcul sont proposées dans [64]. Ici, on ne considère que les interactions
dipolaires et les forces hydrodynamiques dominent par rapport aux fluctuations thermiques. Le
couple magnétique appliqué à une chaîne d’endosomes magnétiques découle des forces d’interactions
entre les endosomes. Si on écrit les forces d’interaction entre les endosomes i et j, suivant l’axe
longitudinal ( ~ur) et transversal ( ~uθ) à la chaîne, on a d’une part :

F rij = −3µ0
4π

mimj

r4i,j
[2 cos(−ϕ) cos(−ϕ)− sin(−ϕ) sin(−ϕ)] (8.1)

= −3µ0
4π

m2

r4i,j
[2 cos2(ϕ)− sin2(ϕ)] (8.2)

= −3µ0
4π

m2

r4i,j
[3 cos2(ϕ)− 1] (8.3)

et d’autre part

F θij = −3µ0
4π

mimj

r4i,j
sin(−ϕ− ϕ) (8.4)

=
3µ0
4π

m2

r4i,j
sin(2ϕ) (8.5)

avec ri,j = |~ri − ~rj = d|i − j| correspond à la distance entre les endosomes i et j, mi et mj

correspondent respectivement aux moments magnétiques des endosomes i et j et ϕ correspond à
la différence de position angulaire entre le champ magnétique et la chaîne.
Soit une chaîne constituée de Ne ≈ 2N ′ (si Ne est impair Ne = 2N ′+ 1 et si Ne est pair Ne = 2N ′)
endosomes de diamètre d. Le couple magnétique appliqué sur la chaîne résulte de la somme des
forces transversales appliquées à chaque endosome. Si on coupe la chaîne en deux (au milieu), on
obtient deux parties de N ′ endosomes et le couple magnétique exercé sur chaque partie est le même.
La contribution du ième endosome dépend de sa distance au centre de la chaîne ri = d|i| (supposé
comme étant le centre de rotation) et de la résultante des forces d’interactions avec ses voisins F θi .
On a donc :

Γm = 2

N ′∑
i=1

F θi ri (8.6)

=
3µ0m

2

4π
sin(2ϕ)

N ′∑
i=1

2ri

 i−1∑
j=−N

1

r4i,j
+

N ′∑
j=i+1

1

r4i,j

 (8.7)

=
3µ0m

2

4π
sin(2ϕ)

N ′∑
i=1

2ri

N ′∑
j=−N ′

j 6=i

1

r4i,j
(8.8)

Si on se limite aux proches voisins, on a :
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N ′∑
j=−N ′

1

r4i,j
=

1

ri,i+1
+

1

ri,i−1
(8.9)

=
1

(d|i− i− 1|)4
+

1

(d|i− i+ 1|4
(8.10)

=
2

d4
(8.11)

et :

N ′∑
i=1

2ri

N ′∑
j=−N ′

j 6=i

1

r4i,j
= 2

2

d4

N ′∑
i=1

d ∗ i (8.12)

=
4

d3
N ′(N ′ + 1)

2
(8.13)

≈ 2N ′2

d3
(8.14)

≈ N2
e

2d3
(8.15)

D’où

Γm =
3µ0m

2

4π
sin(2ϕ)

N ′∑
i=1

2ri

N ′∑
j=−N ′

j 6=i

1

r4i,j
(8.16)

=
3µ0m

2

4π
sin(2ϕ) ∗ N

2
e

2d3
(8.17)

=
3µ0m

2N2
e

4πd3
sin(2ϕ)

2
(8.18)
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8.2 Protocoles détaillés : Système modèle in vitro

8.2.1 Préparation des tampons

La plupart du temps, les solutions peuvent être préparées à l’avance à une concentration supérieure.

Tampon BRB

C’est le tampon pour préparer les microtubules. Le BRB10X peut être préparé à l’avance et aliquoté
pour être conservé à -20◦C.

BRB 10X [ ]stock [ ]finale
PIPES 800 mM
MgCl2 1 M 10 mM
EGTA 0.5 M 10 mM

eau milliQ

BRB+Glycérol+GTP

Cette solution est utilisée pour le stockage de la tubuline. Elle peut être aliquotée et conservée à
-20◦C.

[BRB+Gly+GTP] [ ]stock [ ]finale
BRB 10X 1X

Glycérol 98% 10% (v/v)
GTP 100 mM 1 mM

eau milliQ

Tampon HB

C’est le tampon pour les endosomes. Le HB 5X peut être aliquoté et conservé à -20◦C.

HB 5X [ ]stock [ ]finale
Sucrose 1,25 mM
Imidazole 3 M 15 mM
eau milliQ

Tampon Caséine

Cette solution est utilisée pour la préparation des échantillons ("énergie"). Elle peut être aliquotée
et conservée à -20◦C.

Caséine 100X [ ]stock [ ]finale
Caséine 15 mg/mL
Imidazole 3 M 0.5 M
eau milliQ
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Pré-scavenger

Cette solution est utilisée pour la préparation des échantillons ("énergie"). Elle peut être aliquotée
et conservée à -20◦C.

Pré-scavenger [ ]stock [ ]finale
Glucose 31.25 mg/mL

β-mercaptoéthanol 0.125 M
eau milliQ

Autre solution

D’autres solutions peuvent également être préparées à l’avance puis aliquotées pour être conservées
à -20◦C :
- ATP à 100 mM dans MgCl2 1 M.
- Glucose oxydase à 10 mg/ml dans eau milliQ.
- Catalase 2 mg/ml dans de l’eau.

8.2.2 Silanisation des lamelles

Nous avons utilisé des lamelles 22*22 mm et 26*50 mm pour créer des chambres de 2-3 mm de large
séparées pas des fines bandes de parafilm. La hauteur des chambres étant très petite, les différentes
solutions pénètrent par capillarité. Ce système permet de manipuler de petits volume (≈ 10 µL).
Le protocole est celui décrit dans [108] (sans l’étape au Piranha).

Liste des produits

Trichloroéthylène (TCE)
Dichlorodiméthylsilane (DDS)
KOH
Ethanol
Acétone
Méthanol

Protocole

La silanisation des lamelles se fait par plusieurs bains successifs :
1 - Plonger les lamelles dans un détergent doux pour le verre. Placer le tout au sonicateur pendant
15 min.
2 - Rincer pendant 1 min dans de l’eau milliQ.
3 - Incuber 10 min dans de l’acétone.
4 - Incuber 10 min dans de l’éthanol 70%.
5 - Rincer pendant 1 min dans de l’eau milliQ.
6 - Incuber 15 min dans du KOH 0.1 M.
7 - Rincer pendant 1 min dans de l’eau milliQ.
8 - Sécher complètement les lamelles avec un gaz inerte (ex : azote).
9 - Incuber 1h dans du Trichloroéthylène/Dichlorodiméthylsilane (TCE/DDS) (0.05% de DDS dans
TCE)
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10 - Incuber 5 min dans du méthanol.
11 - Incuber 10-15 min dans un deuxième bain de méthanol.
12 - Incuber 20-30 min dans un troisième bain de méthanol.
13 - Sécher les lamelles sans les frotter.

Remarques

- Il faut vraiment sécher complètement les lamelles avant de les plonger dans le TCE/DDS.
- Lors du mélange du DDS dans le TCE, utiliser une seringue en verre et mélanger sous la surface
du TCE (le DDS précipite en présence d’eau, l’humidité de l’air étant suffisante).
- Les lamelles sont hydrophobes pendant environ 2 semaines.
- Pour fabriquer les chambres, superposer 2 lamelles (22*22 mm et 26*50 mm) séparées par des
bandes de parafilm (largeur : 1-2 mm). Pour sceller les chambres, poser le tout quelques secondes
sur une plaque chauffée à 100◦C.

8.2.3 Extraction des endosomes

Le protocole d’extraction des endosomes est le même que ce soit dans le cadre de l’impact de la
photo-activation sur le trafic intracellulaire, pour la reproduction du transport vésiculaire ou dans
le but de mesurer les propriétés physiques des endosomes. Les parties entre crochets ([...]) sont
spécifiques aux expériences liées au photosensibilisateur.

Liste des produits

Trypsine
Tampon HB
DTT (DL-Dithiothreitol)
PIC (protease inhibitor cocktail)
[HB+PIC+DTT] (à préparer le jour même)

[HB+PIC+DTT] [ ]stock [ ]finale
HB 5X 1X
PIC 1/1000
DTT 1 M 1 mM

eau milliQ

Protocole

Dans une flasque à confluence, incuber les cellules avec 2 mM de maghémite, 5 mM de citrate
[et 5µM de TPCS2a] dans du RPMI pendant 30 min [/2h] à 37◦C [et à l’abri de la lumière]. A la fin
de l’incubation, rincer 3 fois les cellules avec du RPMI et les remettre en culture dans du DMEM
complet frais pour une chasse d’une heure [/de la nuit].

Après la chasse, rincer et incuber les cellules avec 1 ml de trypsine pendant 3 min à 37◦C afin de
les décoller.
Ajouter 4 ml de DMEM complet et centrifuger le tout à 250 g pendant 5 min à 4◦C.
Resuspendre le culot dans 5 mL de [HB+PIC+DTT] et centrifuger à 250 g pendant 5 min à 4◦C
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(premier rinçage).
Resuspendre le culot dans 5 mL de [HB+PIC+DTT] et centrifuger à 250 g pendant 5 min à 4◦C
(deuxième rinçage).
Resuspendre dans 1 mL de [HB+PIC+DTT].
Utiliser une seringue + aiguille 23 G pour faire un aller/retour dans du [HB+PIC+DTT].
Cisailler la solution contenant les cellules en faisant environ 10 aller/retour (jusqu’à ce que les
cellules soient lysées mais pas les noyaux).
Centrifuger le lysat à 700 g pendant 6 min à 4◦C (pour séparer les noyaux du reste).
Prélever le surnageant post-nucléaire (lysat sans noyau) avec une seringue (aiguille 19G par exemple),
pré-enlever le piston de la seringue et la placer contre la tranche d’un aimant pendant minimum
1h à 4◦C.
Enlever le piston et laisser couler la phase non-magnétique.
Remettre le piston et évacuer la dernière goutte de phase non magnétique.
Récupérer la phase magnétique.
La solution peut être diluée dans du tampon [HB+PIC+DTT]. Les endosomes magnétiques peuvent
être conservés dans de l’azote liquide directement après extraction.

8.2.4 Polymérisation des microtubules

Ce protocole est inspiré de celui décrit dans cette référence [108], auquel nous avons ajouté du
DTT.

Liste des produits

[BRB+Glycérol+GTP]
Tubuline rhodamine
Tubuline
Tampon BRB
Taxol
DTT
GTP
MgCl2
DMSO
[BRB+Taxol+DTT] (à préparer le jour même)

[BRB+Taxol+DTT] [ ]stock [ ]finale
BRB 10X 1X
Taxol 1 mM 10 µM
DTT 1 M 1 mM

eau milliQ

Aliquotage et conservation de la tubuline

La tubuline et la tubuline rhodamine peuvent être conservées soit sous forme de poudre à 4◦C, soit
en solution à -80◦C.
Diluer la tubuline à 10 mg/mL dans du [BRB+glycérol+GTP]. Préparer des aliquots de 5µL (1µL
de tubuline rhodamine et 4µL de tubuline). Tremper les eppendorfs dans de l’azote liquide (snap
freeze) et les conserver à -80◦C.



140 Chapitre 8. Annexes

Protocole de polymérisation de microtubules

Préparer la solution de polymérisation MTS-poly de la façon suivante :

MTs-poly [ ]stock [ ]finale
6 µL DMSO 100%

5 µL MgCl2 1 M 25 mM
5 µL GTP 100 mM 1 mM
9 µL BRB 1X
25 µL Vfinal

Faire chauffer un falcon de 5mL d’eau dans l’incubateur (à 37◦C). Dans un eppendrof de 500µL,
mélanger 5µL de MT-poly avec 5µL de tubuline rhodamie/tubuline (1/5). Vortexer brièvement la
solution. Placer l’eppendorf dans le falcon à 37◦C dans l’incubateur. Incuber pendant 30 min. A la
fin de l’incubation, ajouter 250µL de [BRB+Taxol+DTT].

Remarques

- Les microtubules doivent être conservés à température ambiante (une température basse provoque
la dépolymérisation des microtubules) et à l’abri de la lumière (à cause de la rhodamine).
- Ils peuvent être utilisés pendant 2 semaines.
- Pour enlever la tubuline non polymérisée et éviter d’avoir un fond rouge diffus, les microtubules
peuvent être centrifugés à 15 000g pendant 15 min à température ambiante.
- Le [BRB+Taxol+DTT] ajouté à la fin ne doit pas être froid, au risque de dépolymériser les mi-
crotubules.

8.2.5 Préparation des échantillons pour étudier l’impact de la photothérapie
sur les microtubules

Liste des produits

BRB
[BRB+Taxol+DTT]
anti-beta-tubuline
Pluronic
Triton X100
m-THPC
TPCS2a

Protocole

1 - Rincer la chambre avec du BRB 1X.
2 - Incuber 5 min avec l’anti-β-tubuline.
3 - Passiver pendant 10 min avec du Pluronic (1% dans BRB 1X).
4 - Rincer avec du BRB 1X plusieurs fois (au moins 3 passages). Faire le dernier rinçage avec du
[BRB+Taxol+DTT].
5 - Incuber les microtubules 15 min.
6 - Rincer avec du [BRB+Taxol+DTT].
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7 - Ajouter la solution contenant du photosensibilisateur :
soit m-THPC en solution dans du [BRB+Taxol+DTT] avec 0.3% de triton X100 (v/v),
soit TPCS2a en solution dans du [BRB+Taxol+DTT],
soit endosomes contenant du TPCS2a.

8 - Exposer l’échantillon pendant 5s à une puissance surfacique de 1,5 W/cm2.

Remarques

- Dans la solution contenant du m-THPC, le triton empêche l’agrégation du m-THPC qui précipite
dans le tampon BRB.
- Ne pas ajouter de solution "froide" sur les microtubules.
- Protéger l’échantillon de la lumière pour éviter d’exciter le photosensibilisateur avant l’expérience.

8.2.6 Préparation des échantillons pour la reconstitution du transport vésicu-
laire in vitro

Liste des produits

Tampon BRB
[BRB+Taxol+DTT] (A préparer le jour même)
anti-beta-tubuline
Pluronic
Tampon HB
Pré-scavenger
Taxol
DTT
EGTA
ATP
Tampon Caséine
Glucose oxydase
Scavenger (A préparer toutes les heures)
Solutions A1, A2, B1 et B2 (A1, A2, B1, à préparer le jour même, B2 à préparer toutes les heures)

Scavenger 10X [ ]stock [ ]finale
16 µL Pré-scavenger
2 µL Catalase 2 mg/mL 0.2 mg/mL
2 µL Glucose oxydase 10 mg/mL 1 mg/mL
20 µL Vfinal

A1 [ ]stock [ ]finale
100 µL tampon HB 5X 2X
5 µL Caséine 100X 2X
1 µL EGTA 0.5 M 2 mM
5 µL Taxol 1 mM 10 µM
0.5 µL DTT 1 M 1 mM
138.5 µL eau milliQ
250 µL Vfinal
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B1 [ ]stock [ ]finale
200 µL tampon HB 5X 1X
10 µL Caséine 100X 1X
2 µL EGTA 0.5 M 1 mM
10 µL Taxol 1 mM 12 µM
1 µL DTT 1 M 1.2 mM
617 µL eau milliQ
840 µL Vfinal

A2 [ ]stock [ ]finale
10 µL solution A1 2X 1X
10 µL endosomes
20 µL Vfinal

B2 [ ]stock [ ]finale
44 µL solution B1 1.2X 1X
5 µL Scavenger 10X 1X
1 µL ATP 100 mM 2 mM
50 µL Vfinal

Protocole

1 - Rincer la chambre avec du BRB 1X.
2 - Incuber 5 min avec l’anti-β-tubuline.
3 - Passiver pendant 10 min avec du Pluronic (1% dans BRB 1X).
4 - Rincer avec du BRB 1X plusieurs fois (au moins 3 passages). Faire le dernier rinçage avec du
[BRB+Taxol+DTT].
5 - Incuber les microtubules 15 min.
6 - Rincer avec du [BRB+Taxol+DTT].
7 - Incuber la solution contenant les endosomes (solution A2) pendant 8 min.
8 - Injecter la solution contenant l’énergie pour les moteurs (solution B2)

Remarques

- Les lamelles étant silanisées, le premier passage est parfois difficile. Déposer une goutte à l’entrée
de la lamelle et tapoter doucement la tranche de la lamelle sur une surface dure pour faire "entrer"
la goutte.
- Ne pas ajouter de solution froide sur les microtubules.
- Protéger l’échantillon de la lumière pour éviter d’exciter la rhodamine.
- Une fois que la solution B2 est injectée, il faut rapidement observer le système, car les moteurs
moléculaires ont une durée de vie limitée (<30 min).
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8.3 Préparation d’échantillon pour la microscopie électronique (sur
monocouche)

Fixation

Incuber 1h à température ambiante dans du glutaraldéhyde 2% en tampon Cacodylate de Na 0.1 M
(pH ≈ 7.2s)

Rinçage

Incuber de quelques heures à température ambiante à une nuit à 4 ◦C dans du Cacodylate de Na
0.1 M

Post-fixation

Incuber 1h à température ambiante dans du tétroxyde d’osmium à 1% + 1.5% de ferrocyanure de
potassium dans du tampon cacodylate de Na 0.1 M

Déshydratation

Incuber 5 min dans de l’éthanol à 30%
Incuber 5 min dans de l’éthanol à 50%
Incuber 5 min dans de l’éthanol à 70%
Incuber 5 min dans de l’éthanol à 90%
Incuber 3*10 min dans de l’éthanol à 100%

Inclusion dans l’Epon

→Imprégnation

- incuber pendant 1h à température ambiante avec éthanol 100% / Epon sans accélérateur (1/1)
- incuber 1h à température ambiante avec EPON + DMAE

→Inclusion

Retirer la résine, remplir les capsules avec EPON + DMAE et les retourner rapidement sur l’échan-
tillon.

→Polymérisation

La polymérisation se fait à 60◦C pendant 48 à 72h.

Remarques

- Ne pas utiliser des cuves en verre qui risquent de se casser lors du décollement des capsules.
- La résine (EPON) est très visqueuse. Pour la prélever, couper les cônes et pipeter plusieurs fois
(attention le volume max de la pipette diminue) pour "mouiller" les parois et avoir le bon volume.
- Le protocole peut être interrompu pendant une semaine entre le "rinçage" et l’étape "post-
fixation".
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8.4 Proteome et Gene Array

8.4.1 Proteome Profiler Human Apoptosis Array Kit

Les protéines de l’apoptose dont le niveau relatif a été évalué avec le kit Proteome Profiler
Array (R&D Systems) sont listées dans la figure 8.1.

Figure 8.1 – Liste des protéines testées dans le kit Proteome Profiler Human Apoptosis Array
(R&D Systems).

8.4.2 Human Oxidative Stress Profiler PCR Array

Les gènes du stress oxydant dont le niveau relatif d’expression a été évalué avec la technique
de PCR Array (Qiagen) sont listés figure ci-dessous.



Position Symbol Description Gene Name

A01 ALB Albumin DKFZp779N1935, PRO0883, PRO0903, 

PRO1341

A02 ALOX12 Arachidonate 12-lipoxygenase 12-LOX, 12S-LOX, LOG12

A03 AOX1 Aldehyde oxidase 1 AO, AOH1

A04 APOE Apolipoprotein E AD2, LDLCQ5, LPG, MGC1571

A05 ATOX1 ATX1 antioxidant protein 1 homolog 

(yeast)

ATX1, HAH1, MGC138453, MGC138455

A06 BNIP3 BCL2/adenovirus E1B 19kDa 

interacting protein 3

NIP3

A07 CAT Catalase MGC138422, MGC138424

A08 CCL5 Chemokine (C-C motif) ligand 5 D17S136E, MGC17164, RANTES, SCYA5, 

SISd, TCP228

A09 CCS Copper chaperone for superoxide 

dismutase

MGC138260

A10 CYBB Cytochrome b-245, beta polypeptide CGD, GP91-1, GP91-PHOX, GP91PHOX, 

NOX2, p91-PHOX

A11 CYGB Cytoglobin HGB, STAP

A12 DHCR24 24-dehydrocholesterol reductase DCE, KIAA0018, Nbla03646, SELADIN1, 

seladin-1

B01 DUOX1 Dual oxidase 1 LNOX1, MGC138840, MGC138841, NOXEF1, 

THOX1

B02 DUOX2 Dual oxidase 2 LNOX2, NOXEF2, P138-TOX, TDH6, THOX2

B03 DUSP1 Dual specificity phosphatase 1 CL100, HVH1, MKP-1, MKP1, PTPN10

B04 EPHX2 Epoxide hydrolase 2, cytoplasmic CEH, SEH

B05 EPX Eosinophil peroxidase EPO, EPP, EPX-PEN

B06 FOXM1 Forkhead box M1 FKHL16, FOXM1B, HFH-11, HFH11, HNF-3, 

INS-1, MPHOSPH2, MPP-2, MPP2, PIG29, 

TGT3, TRIDENT

B07 FTH1 Ferritin, heavy polypeptide 1 FHC, FTH, FTHL6, MGC104426, PIG15, PLIF

B08 GCLC Glutamate-cysteine ligase, catalytic 

subunit

GCL, GCS, GLCL, GLCLC

B09 GPX1 Glutathione peroxidase 1 GSHPX1, MGC14399, MGC88245

B10 GPX2 Glutathione peroxidase 2 

(gastrointestinal)

GI-GPx, GPRP, GSHPX-GI, GSHPx-2

B11 GPX3 Glutathione peroxidase 3 (plasma) GPx-P, GSHPx-3, GSHPx-P

Gene Table 



B12 GPX4 Glutathione peroxidase 4 

(phospholipid hydroperoxidase)

MCSP, PHGPx, snGPx, snPHGPx

C01 GPX5 Glutathione peroxidase 5 (epididymal 

androgen-related protein)

-

C02 GSR Glutathione reductase MGC78522

C03 GSS Glutathione synthetase GSHS, MGC14098

C04 GSTP1 Glutathione S-transferase pi 1 DFN7, FAEES3, GST3, GSTP, PI

C05 GSTZ1 Glutathione transferase zeta 1 GSTZ1-1, MAAI, MAI, MGC2029

C06 HSPA1A Heat shock 70kDa protein 1A FLJ54303, FLJ54370, FLJ54392, FLJ54408, 

FLJ75127, HSP70-1, HSP70-1A, HSP70I, 

HSP72, HSPA1, HSPA1B

C07 KRT1 Keratin 1 CK1, EHK, EHK1, EPPK, K1, KRT1A, NEPPK

C08 LPO Lactoperoxidase MGC129990, MGC129991, SPO

C09 MB Myoglobin MGC13548, PVALB

C10 MBL2 Mannose-binding lectin (protein C) 2, 

soluble

COLEC1, HSMBPC, MBL, MBP, MBP-C, 

MBP1, MGC116832, MGC116833

C11 MPO Myeloperoxidase -

C12 MPV17 MpV17 mitochondrial inner 

membrane protein

MTDPS6, SYM1

D01 MSRA Methionine sulfoxide reductase A PMSR

D02 MT3 Metallothionein 3 GIF, GIFB, GRIF

D03 NCF1 Neutrophil cytosolic factor 1 FLJ79451, NCF1A, NOXO2, SH3PXD1A, 

p47phox

D04 NCF2 Neutrophil cytosolic factor 2 FLJ93058, NCF-2, NOXA2, P67-PHOX, 

P67PHOX

D05 NOS2 Nitric oxide synthase 2, inducible HEP-NOS, INOS, NOS, NOS2A

D06 NOX4 NADPH oxidase 4 KOX, KOX-1, RENOX

D07 NOX5 NADPH oxidase, EF-hand calcium 

binding domain 5

MGC149776, MGC149777

D08 NUDT1 Nudix (nucleoside diphosphate linked 

moiety X)-type motif 1

MTH1

D09 PDLIM1 PDZ and LIM domain 1 CLIM1, CLP-36, CLP36, hCLIM1

D10 PRDX1 Peroxiredoxin 1 MSP23, NKEFA, PAG, PAGA, PAGB, PRX1, 

PRXI, TDPX2



D11 PRDX2 Peroxiredoxin 2 MGC4104, NKEFB, PRP, PRX2, PRXII, TDPX1, 

TPX1, TSA

D12 PRDX3 Peroxiredoxin 3 AOP-1, AOP1, MER5, MGC104387, 

MGC24293, PRO1748, SP-22

E01 PRDX4 Peroxiredoxin 4 AOE37-2, PRX-4

E02 PRDX5 Peroxiredoxin 5 ACR1, AOEB166, B166, MGC117264, 

MGC142283, MGC142285, PLP, PMP20, 

PRDX6, PRXV

E03 PRDX6 Peroxiredoxin 6 1-Cys, AOP2, KIAA0106, MGC46173, NSGPx, 

PRX, aiPLA2, p29

E04 PRNP Prion protein ASCR, CD230, CJD, GSS, MGC26679, PRIP, 

PrP, PrP27-30, PrP33-35C, PrPc, prion

E05 PTGS1 Prostaglandin-endoperoxide synthase 

1 (prostaglandin G/H synthase and 

cyclooxygenase)

COX1, COX3, PCOX1, PGG, HS, PGHS-1, 

PGHS1, PHS1, PTGHS

E06 PTGS2 Prostaglandin-endoperoxide synthase 

2 (prostaglandin G/H synthase and 

cyclooxygenase)

COX-2, COX2, GRIPGHS, PGG, HS, PGHS-2, 

PHS-2, hCox-2

E07 RNF7 Ring finger protein 7 CKBBP1, ROC2, SAG

E08 SELS Selenoprotein S ADO15, MGC104346, MGC2553, SBBI8, 

SEPS1, VIMP

E09 SEPP1 Selenoprotein P, plasma, 1 SELP, SeP

E10 SFTPD Surfactant protein D COLEC7, PSP-D, SFTP4, SP-D

E11 SIRT2 Sirtuin 2 FLJ35621, FLJ37491, SIR2, SIR2L, SIR2L2

E12 SOD1 Superoxide dismutase 1, soluble ALS, ALS1, IPOA, SOD, hSod1, homodimer

F01 SOD2 Superoxide dismutase 2, 

mitochondrial

IPOB, MNSOD, MVCD6

F02 SOD3 Superoxide dismutase 3, extracellular EC-SOD, MGC20077

F03 SQSTM1 Sequestosome 1 A170, OSIL, PDB3, ZIP3, p60, p62, p62B

F04 SRXN1 Sulfiredoxin 1 C20orf139, FLJ43353, Npn3, SRX1, 

YKL086W, dJ850E9.2

F05 TPO Thyroid peroxidase MSA, TDH2A, TPX
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Résumé

Le trafic intracellulaire est un phénomène naturel essentiel au bon fonctionnement de la cellule.
Il permet le transport des molécules biologiques vers leur destination, le renouvellement des mem-
branes des différents compartiments, et il participe à la communication entre le milieu intracellu-
laire et le milieu extracellulaire. A l’intérieur des cellules, le cytoplasme est un milieu viscoélastique,
dans lequel les phénomènes de diffusion libre sont lents. Le trafic intracellulaire fait intervenir des
moteurs moléculaires, qui sont capables de convertir de l’énergie chimique en énergie mécanique,
afin d’offrir au contenu des vésicules un transport efficace le long des filaments du cytosquelette.
Nous proposons deux façons de perturber le trafic intracellulaire afin de mieux comprendre son
fonctionnement. La première perturbation est de type mécanique : des endosomes (vésicules de
stockage) sont rendus magnétiques par l’internalisation de nanoparticules magnétiques dans des
cellules souches mésenchymateuses (MSC), de façon à pouvoir être manipulés mécaniquement.
Nous observons le déplacement spontané d’une chaine d’endosomes magnétiques (2-4 endosomes
par chaîne) avant et après un cisaillement effectué grâce à un champ magnétique rotationnel. Nous
avons quantifié une légère diminution du trafic intracellulaire après la rotation des chaînes sans
observer de modification des propriétés viscoélastiques du cytoplasme. La deuxième perturbation
est d’origine photochimique et consiste à exciter une molécule photosensible, qui a été au préalable
internalisée dans des cellules cancéreuses (PC3). L’activation de ces molécules trouve des applica-
tions en thérapie anticancéreuse. Nous avons observé une forte diminution du trafic intracellulaire
après la photo-activation avec en parallèle une faible augmentation de la viscosité. Ceci témoigne
d’un impact direct sur les acteurs du trafic intracellulaire. De plus, des observations sur système
modèle (microtubules + endosomes) ont montré un accroissement de la fréquence des catastrophes
des microtubules suite à la photo-activation. Cette étude à l’échelle de la cellule unique, nous a
permis de mettre en évidence un second effet de la photothérapie : l’émission rapide et massive de
vésicules extracellulaires.

Summary

The cell cytoplasm is crowded with membrane-delimited compartments, permanently commu-
nicating with each other. Such communication is permitted by active transport, also called intracel-
lular trafficking, of vesicles along the cytoskeleton (actin filaments, microtubules), and mediated by
molecular motors. In order to perturbate this intracellular trafficking, two different ways to apply
controlled physical stresses have been performed. The first perturbation is a mechanical one : we
used magnetic endosomes to probe and stress the cell body. To obtain them we internalized ma-
gnetic nanoparticles into mesenchymal stem cells (MSC) through the natural endocytosis pathway.
These endosomes align into chains in the presence of a magnetic field. The mechanical perturbation
then consists in applying a rotational magnetic field on these chains. When comparing the activity
before and after a shear stress, we observed a decrease in the intracellular activity. The second
perturbation has a photochemical origin, through the excitation of an internalized photosensiti-
zer molecule (m-THPC or TPCS2a). By combining measurements of local cytoplasmic viscosity
and intracellular activity, we found that photo-activation induced only a slight increase in visco-
sity while a massive slowing down of trafficking was observed. These effects are correlated with
depolymerization of the microtubule network. The experiments demonstrate that these two photo-
chemical agents have different intracellular impacts. Eventually, we studied a second effect of the
photochemical perturbation which is the massive and rapid emission of extracellular vesicles.
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