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Le diabète est une maladie qui constitue un problème de santé publique majeur : d’après l’Organisation Mondiale de la Santé (OMS), c’est « un des principaux tueurs au monde », avec l’hypertension artérielle et le tabagisme, et c’est la première pandémie de maladie non-contagieuse dans le monde. En effet, la prévalence du diabète a presque doublé depuis 1980, passant de 4,7 % à 8,5 %, et 422 millions de personnes sont aujourd’hui atteintes, soit 1 adulte sur 11. Malgré les efforts de prévention, la pandémie se poursuit, et la Fédération Internationale du Diabète (FID) prévoit 640 millions de diabétiques en 2040, soit 1 adulte sur 10. Chez un individu sain, lorsque le taux de glucose dans le sang (ou glycémie) augmente (après un repas par exemple), une hormone est sécrétée par les cellules β des amas de cellules pancréatiques (appelés îlots de Langerhans) : l’insuline. Cette hormone permet aux organes possédant des récepteurs à insuline (comme le foie, les tissus adipeux et les muscles) d’utiliser ou de stocker le glucose. A l’inverse, lorsque la glycémie diminue (hypoglycémie), les cellules α des îlots de Langerhans sécrètent une autre hormone, le glucagon, qui permet au foie de libérer du glucose stocké au préalable. Chez un individu atteint de diabète, la régulation en cas d’hyperglycémie ne s’effectue plus correctement, pour deux raisons possibles : une production insuffisante d’insuline (diabète de type 1), ou une mauvaise utilisation de l’insuline par l’organisme (diabète de type 2). Le diabète de type 1 touche environ 10 % de la population de diabétiques, et en particulier les enfants et jeunes adultes. C’est une maladie auto-immune, où le système immunitaire des malades détruit les cellules β des îlots de Langerhans, produisant l’insuline. La très faible quantité, voire absence d’insuline, entraîne alors une hyperglycémie, pouvant donner lieu à des complications multiples et sévères. D’après l’OMS et le Centre Européen d’Etude du Diabète (CEED), les principaux risques (concernant le diabète de type 1 et de type 2) sont les suivants :  - Multiplication par 7 du risque d’amputation : on compte en France 8 000 cas d’amputation dues au diabète par an, et 5 à 10 % des diabétiques seront amputé·e·s de l’orteil, du pied ou de la jambe. - Multiplication par 2,2 et 1,6 du risque d’infarctus du myocarde ou d’accident vasculaire cérébral respectivement.  - Multiplication par 9 du risque de dialyse pour insuffisance rénale terminale. - Cécité : 2,6 % de la cécité dans le monde peut être attribuée au diabète1.  Dans le cadre du diabète de type 1, le traitement utilisé dans la majorité des cas par les patient·e·s est l’injection pluriquotidienne d’insuline exogène. Ce traitement permet de réguler la glycémie et de réduire certains effets du diabète, mais la régulation n’est pas aussi précise et rapide que celle obtenue naturellement avec les cellules β des îlots de Langerhans. Les malades peuvent donc être confronté·e·s à des pics d’hyperglycémie ou d’hypoglycémie, pouvant entraîner le décès du·de la patient·e.  C’est la raison pour laquelle la médecine s’intéresse depuis des années à l’utilisation de la thérapie cellulaire. Cette technique consiste à implanter des cellules chez un·e patient·e, pour remplacer ou suppléer des cellules défaillantes ou absentes. Dans le cadre du diabète de type 1, les cellules greffées sont des îlots de Langerhans provenant d’un·e donneur·se en état de mort cérébrale. Ces îlots sont tout d’abord isolés du pancréas du·de la donneur·se, selon un protocole développé dans les années 2000 (le protocole Edmonton), et sont ensuite greffés chez le·a patient·e, généralement au niveau du foie par cathétérisme de la veine porte. Ce traitement a montré de bons résultats dans la régulation de la glycémie, cependant, il est utilisé uniquement dans des cas de diabètes graves, pour lesquels les traitements habituels ne fonctionnent plus, car il présente un inconvénient majeur, qui est la nécessité de le coupler à des traitements immunosuppresseurs. En effet, sans ces derniers, la greffe est rejetée par le·a patient·e, or ces traitements 
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immunosuppresseurs rendent les patient·e·s plus vulnérables face à d’autres maladies et infections, et provoquent de nombreux effets secondaires comme une diminution de la guérison des plaies, ou un dysfonctionnement rénal2. Afin de contourner la nécessité d’utiliser les traitements immunosuppresseurs, la recherche s’est donc concentrée depuis quelques années sur l’encapsulation des îlots au préalable de la greffe. L’encapsulation d’îlots consiste à appliquer une membrane semi-perméable autour des îlots, afin de les protéger d’un contact direct avec l’hôte, tout en maintenant un transport bidirectionnel des molécules importantes : insuline, glucose, oxygène et nutriments. Cette technique permet donc de greffer les patient·e·s sans avoir recours à un traitement immunosuppresseur. La taille de la membrane peut varier, et définit trois catégories d’encapsulation : la macroencapsulation, la microencapsulation, et la nanoencapsulation. La méthode qui semble la plus adaptée est la microencapsulation. Elle a été utilisée pour la thérapie cellulaire du diabète de type 1 pour la première fois en 19803, et a fait l’objet de nombreuses études depuis, in vitro et in vivo. Les résultats obtenus sont très encourageants, mais des optimisations sont encore nécessaires.  Les matériaux utilisés pour former ces microcapsules sont principalement des hydrogels, et parmi les hydrogels, l’alginate est celui qui est le plus largement utilisé. Ce polymère présente en effet les avantages d’être biocompatible, de gélifier en conditions physiologiques grâce à des cations divalents, et de présenter une perméabilité adaptée à l’application souhaitée. Cependant, il présente également certaines limitations, comme ses propriétés mécaniques.  Afin d’améliorer les propriétés mécaniques de l’alginate, certaines équipes développent donc des procédés de modification chimique de ce dernier, afin de former des liaisons covalentes au sein des gels. Ces liaisons covalentes, qui s’ajoutent aux liaisons ioniques formées avec les cations divalents lors de la gélification, confèrent à l’alginate une plus grande stabilité mécanique et déformation élastique.4–6 Concernant l’encapsulation, deux principales technologies sont utilisées : les technologies de goutte à goutte, et les technologies en microfluidique. Les technologies de goutte à goutte consistent en une formation de gouttes d’alginate contenant les cellules, à travers une seringue, ces gouttes tombent ensuite dans une solution aqueuse contenant l’agent gélifiant. Cette technique présente l’avantage de permettre d’atteindre des fréquences de productions élevées pour des alginates peu visqueux, et d’être facile d’utilisation ; cependant, différents inconvénients s’en dégagent, comme le contrôle limité de la taille et de la forme des capsules obtenues, et une gamme de fonctionnement limitée en termes de taille de capsules (minimum 500 µm de diamètre en moyenne) et de viscosité de polymère (maximum 200 mPa.s en moyenne). D’autre part, après un certain temps de production de capsules, ces dernières sont récupérées, rincées, et transférées dans une solution de sérum physiologique ou de milieu de culture, manuellement. Ces capsules présentent donc des temps de gélification variables (entre la première et la dernière produite), et sont peu reproductibles au sein d’un même lot.  La microfluidique est la science et la technologie de la manipulation de faibles volumes de fluides dans des canaux micrométriques. L’utilisation de la microfluidique pour l’encapsulation de cellules a démarré dans les années 2000, et n’a cessé de se développer depuis. Les différents dispositifs utilisés permettent de former des capsules sphériques, monodisperses, de taille contrôlée pouvant aller de quelques micromètres à 1 mm de diamètre, avec des polymères sur une large gamme de viscosité (jusqu’à plusieurs Pa.s). De plus, l’utilisation de la microfluidique permet de développer un transfert automatique des capsules, et d’être ainsi plus reproductible. Au sein du laboratoire dans lequel a été effectué cette thèse, une plateforme microfluidique d’encapsulation automatisée de cellules, appelée carte Cellenc™, a été développée (Figure 1), 
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notamment dans le cadre des thèses de Sophie Le Vot, Prisca Dalle7, et Claire Authesserre8. Elle permet d’encapsuler des cellules avec un système utilisant en entrée de l’alginate contenant les cellules, et produisant en sortie, de manière automatique et reproductible, les cellules encapsulées directement en sérum physiologique ou milieu de culture (transférées automatiquement au sein du système).   

 
Figure 1 : Plateforme Cellenc™ : système d’encapsulation microfluidique automatisé et reproductible   Cette thèse a pour but de combiner les avancées effectuées au niveau des modifications chimiques de l’alginate, aux développements effectuées au sein du laboratoire au niveau du système microfluidique d’encapsulation. Pour cela, elle s’inscrit dans un projet collaboratif entre plusieurs partenaires : le CEA de Grenoble (qui développe le système microfluidique et effectue les encapsulations), l’Ecole Polytechnique Fédérale de Lausanne (qui développe les alginates modifiés chimiquement), l’Hôpital de Genève (qui fournit les îlots de porc et font les implantations in vivo), l’Université Grenoble Alpes (qui effectue des caractérisations in vitro), et l’Etablissement Français du Sang (qui fournit des îlots humains). Les objectifs précis de cette thèse sont donc :  - De réussir à produire des capsules d’alginates modifiés chimiquement, dont les propriétés physico-chimiques sont différentes, avec le système microfluidique ayant été développé sur des alginates de référence commerciaux. - De caractériser ces capsules pour s’assurer de la possibilité de les utiliser pour des applications biologiques. - De réussir à encapsuler des îlots de porc et humains avec les différents alginates étudiés. - De caractériser les îlots encapsulés in vitro et in vivo.  Afin de présenter les méthodologies suivies et les résultats obtenus, le manuscrit s’organise comme suit :  

 Le Chapitre 1 présente plus en détails les différentes thérapies pour le diabète, les types d’encapsulations, les matériaux utilisés et les technologies de microencapsulation, qui ont été vus brièvement dans cette introduction. La comparaison des différents résultats accessibles dans la littérature permettra de mettre en évidence les choix effectués pour cette thèse, concernant les matériaux et la technologie d’encapsulation.  
 Le Chapitre 2 positionne le contexte de cette étude, les principaux problèmes qui ont été rencontrés, et les méthodologies suivies afin d’y remédier.  
 Le Chapitre 3 décrit les matériels et protocoles utilisés, ainsi que les méthodes mises en œuvre afin d’atteindre les objectifs fixés dans cette thèse.  
 Le Chapitre 4 présente les résultats des différentes caractérisations qui ont dû être faites en amont de l’encapsulation, afin de mieux contrôler les paramètres à appliquer.  
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 Le Chapitre 5 se concentre sur les différents paramètres entrant en jeu lors de la formation des gouttes et de leur gélification, ainsi que les caractérisations qui ont dû être effectuées pour mieux maîtriser l’encapsulation.  
 Le Chapitre 6 présente les capsules obtenues, leurs caractérisations, ainsi que les résultats d’encapsulations d’îlots in vitro et in vivo Les résultats et développements effectués dans cette thèse permettront ainsi de déterminer tout d’abord s’il est possible d’adapter le système microfluidique développé sur un alginate de référence à d’autres alginates, et enfin les conditions optimales en termes de polymère et de procédé d’encapsulation, afin d’obtenir des résultats permettant d’envisager des essais cliniques dans le futur 
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1. Diabète de type 1 : thérapies existantes 

Le diabète est une maladie très répandue, et le nombre de personnes concernées est en constante augmentation. D’après la Fédération Internationale du Diabète, 422 millions de personnes sont atteintes dans le monde (type 1 et type 2 confondus), et l’Organisation Mondiale de la Santé prévoit 640 millions de diabétiques d’ici 2040. Cette maladie est à l’origine de 5 millions de décès en 2015, ce qui représente plus que le sida, la tuberculose et la malaria.  Sur ces 422 millions de diabétiques, environ 90% sont atteint·e·s du diabète de type 2 et environ 10% du diabète de type 1. Comme présenté précédemment, le diabète de type 1 est une maladie auto-immune entraînant chez le·a patient·e atteint·e la destruction des cellules β des îlots de Langerhans, productrices d’insuline. Il existe aujourd’hui différentes thérapies permettant de limiter les effets du diabète, décrites dans la suite de cette partie, mais aucune thérapie permettant de soigner définitivement les patient·e·s.   1.1. Thérapies pour le diabète de type 1 1.1.1. Injections d’insuline : avantages et inconvénients Actuellement, la majorité des patient·e·s atteint·e·s de diabète de type 1 sont soigné·e·s par apport d’insuline exogène. Il existe sur le marché français une trentaine d’insulines commercialisées par trois laboratoires pharmaceutiques : Lilly, Novo Nordisk et Sanofi. Ces insulines peuvent être classées en 5 catégories : 
- Les insulines à action rapide : elles agissent dans un délai de 30 minutes et ont une durée d’action d’environ 6 heures. Elles doivent être injectées 30 minutes avant le repas.  
- Les analogues rapides de l’insuline, ou insulines ultra-rapides : elles sont actives 15 minutes après l’injection et ont une durée d’action de 3 heures environ. Elles sont injectées juste avant le repas.  
- Les insulines semi-lentes ou intermédiaires : elles ont un début d’action dans les 60 minutes et une durée d’action d’environ 12 heures. 
- Les insulines retard ou prolongées : elles ont un début d’action dans l’heure ou dans les 2 heures et une durée d’action de 24 heures.  
- Les mélanges d’insuline : ils associent dans des proportions variées des insulines rapides ou ultra-rapides à des insulines semi-lentes. Ces insulines peuvent être injectées de deux manières différentes :  
- Par injections pluriquotidiennes, à l’aide d’un stylo à insuline : il s’agit d’un appareil ayant la forme et la taille d’un stylo, à l’intérieur duquel se situe une cartouche d’insuline, et un dispositif permettant de régler la dose d’insuline à administrer et d’assurer son injection (voir Figure 2).  
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Figure 2 : Schéma de fonctionnement du stylo à insuline jetable9 

- Par perfusion grâce à une pompe à insuline : il s’agit d’un réservoir contenant de l’insuline ultra-rapide, qui est transfusée au·à la patient·e par un dispositif de cathéter et tubulure déconnectable, et grâce à un moteur électrique contenu dans un boîtier, qui suit des paramètres programmés (voir Figure 3). Cela permet de contrôler continuellement de manière précise la quantité d’insuline transfusée.  

 
Figure 3 : Schéma de fonctionnement de la pompe à insuline10  Le choix du type d’insuline et son mode d’administration (injections ou pompe à insuline) est effectué par le médecin, en collaboration avec le·a patient·e. Il dépend de nombreux critères :  

- Le profil glycémique du·de la patient·e  
- Son âge  
- Le choix du·de la patient·e 
- L’autonomie du·de la patient·e 
- Son mode de vie   Dans le cas d’injections pluriquotidiennes d’insuline, à l’aide d’un stylo à insuline, le schéma de base est le suivant (il est adapté par le médecin et le·a patient·e au cas par cas) :  
- 1 à 2 injection(s) d’insuline lente dans la journée, appelée insuline basale ou insuline pour vivre. 
- L’insuline pour manger (ou bolus) : une injection d’insuline rapide ou ultra-rapide avant le repas, calculée en fonction du nombre de glucides ingérés. 
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- L’insuline de correction : une injection d’insuline rapide ou ultra-rapide, afin de corriger la glycémie si elle est trop élevée dans la journée.   Dans le cas d’une pompe à insuline, le schéma suivi est également de type basal-bolus :  
- Un débit basal est délivré continuellement : petites doses d’insuline rapide, tout au long de la journée. 
- Un bolus : dose supplémentaire d’insuline adaptée au moment des repas pour couvrir les glucides absorbés à cette occasion, lors d’une collation, ou pour corriger une hyperglycémie.   Concernant le contrôle de la glycémie, des systèmes de mesure de glycémie en continu (Continuous Glucose Monitoring CGM) ont été développés dans les années 1990 : ils consistent  dans la plupart des cas en : 1) un capteur qui est généralement inséré dans les tissus sous-cutanés, 2) un transmetteur qui transmet les informations recueillies par le capteur, 3) un moniteur qui affiche les informations recueillies par le capteur et transmises par le transmetteur (dans certains cas, le moniteur peut être le smartphone du·de la patient·e)11. Ces systèmes de CGM permettent aux patient·e·s ainsi qu’à leurs médecins d’avoir des informations plus précises sur la glycémie et ainsi d’ajuster les traitements et obtenir une meilleure régulation de la glycémie. Par la suite, la recherche s’est concentrée sur le fait de coupler ce système de CGM en temps réel à une pompe à insuline, ainsi qu’un algorithme de contrôle, dans le but de créer des appareils d’insulinothérapie automatisés à boucle fermée. Les données de glycémie en temps réel recueillies par le dispositif de CGM sont transmises sans fil (via Bluetooth généralement) à l’algorithme de contrôle, qui est soit incorporé dans la pompe à insuline, soit hébergé sur un appareil indépendant (comme un smartphone). L’algorithme analyse alors les résultats en temps réel et donne les instructions d’injection d’insuline à la pompe. Les mesures de glycémie sont effectuées toutes les 5 minutes12.  Ces systèmes à boucle fermée peuvent être soit hybrides (semi-automatisés) : l’utilisateur·trice doit renseigner ses repas et activités physiques, soit à boucle fermée complète : le dosage de l’insuline ne nécessite pas d’information sur les repas et présente l’avantage d’une intervention réduite du·de la patient·e12. Le premier dispositif d’insulinothérapie à boucle fermée ayant été approuvé par la Food and Drug Administration (FDA) est le Medtronic Minimed CGM, commercialisé en 1999 par la société Medtronic13. Ce système était constitué d’un capteur de glucose sous-cutanné, d’un capteur, d’un câble connectant les deux, ainsi que d’une ComStation compatible avec Windows 95. Le système a par la suite été amélioré à plusieurs reprises, et le modèle le plus récent est le Guardian Sensor 3 en conjonction avec la pompe à insuline Medtronic 670G, utilisant un système à boucle fermée hybride. D’autres sociétés ont développé des systèmes à boucle fermée, comme Abbott avec le Freestyle Libre, Dexcom avec le G6, ou encore la société Diabeloop© en France. Dans le cadre de Diabeloop©, le système est semi-automatisé (hybride) puisque l’algorithme calcule la juste dose d’insuline à envoyer en analysant les résultats en temps réel du système de CGM, et en prenant en compte également la physiologie et l’historique du patient, ainsi que les données sur ses repas et son activité physique14. Une étude menée durant 12 semaines chez 68 adultes diabétiques de type 1 dans 12 centres français a montré la supériorité de ce dispositif par rapport à une pompe à insuline classique15. En effet, le temps dans la cible glycémique (70-180 mg/dL) a été augmenté de 2,2 heures par jour en moyenne, et le temps en hypoglycémie réduit de moitié, soit 32 minutes par jour15. Ces différents dispositifs représentent donc un réel espoir vers une thérapie moins contraignante pour les patients diabétiques de type 1. 
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Pour plus de détails sur les dispositifs développés par les autres sociétés, il est possible de se référer à la revue de Allen et Gupta13.  Ces différents traitements à base d’apport d’insuline exogène permettent donc de réguler la glycémie à long terme, et d’améliorer considérablement les conditions de vie des patient·e·s. Cependant, ils sont encore très contraignants, particulièrement pour l’administration par injection à l’aide du stylo, car les patient·e·s doivent tout d’abord subir des injections plusieurs fois par jour toute leur vie, et également contrôler en continu de manière précise leur alimentation et leur glycémie, afin d’adapter les doses d’insuline administrées. Même si la pompe à insuline et le système développé par Diabeloop© permettent de s’affranchir d’une partie des contraintes des injections au stylo, il est toujours nécessaire de contrôler son alimentation, et ils imposent de porter continuellement l’appareil sur soi, ce qui représente une contrainte supplémentaire. Par ailleurs, l’utilisation d’insuline exogène ne fournit pas un contrôle aussi précis et rapide que les îlots de Langherans présents chez les patient·e·s sains, et n’empêche donc pas toujours les pics d’hyperglycémie et hypoglycémie16,17. Or des états d’hypoglycémie sévères peuvent être à l’origine de comas et décès, et des épisodes répétés d’hyperglycémie peuvent entraîner de lourdes complications telles que des maladies cardiaques, des insuffisances rénales et une perte de vue17–

20.   1.1.2. Transplantation de pancréas complet Il est également possible de soigner les patient·e·s atteint·e·s de diabète de type 1 à l’aide d’une greffe de pancréas provenant d’un don d’organe d’un·e patient·e décédé·e.  La greffe de pancréas complet permet au·à la patient·e de retrouver un taux de glycémie normal de manière durable et fiable16,21. Actuellement, la survie du greffon est de 82 % au bout d’un an, et de 58 % au bout de 5 ans. Ces résultats montent à 89 % et 71 % respectivement, pour des greffes de pancréas et rein à la fois16,22. Cependant, la procédure est très complexe, et expose les patient·e·s à un risque chirurgical, en plus de la nécessité d’un traitement immunosuppresseur à vie. Comme expliqué précédemment, ces traitements sont très lourds et présentent de nombreux risques et effets secondaires. C’est la raison pour laquelle elle est réservée à de rares cas de diabètes très sévères, pour lesquels les traitements habituels ne fonctionnent plus, ou bien dans les cas où le·a patient·e doit déjà subir une greffe de rein.  Afin d’éviter d’avoir recours à une chirurgie invasive, et de palier aux limitations de l’insuline exogène, une autre thérapie prometteuse est la thérapie cellulaire.  1.1.3. Thérapie cellulaire La thérapie cellulaire consiste en une greffe de cellules saines, afin de remplacer ou suppléer des cellules défaillantes. Dans le cas du diabète de type 1, les cellules greffées sont donc les cellules β d’îlots de Langerhans (amas de cellules endocrines du pancréas), qui sont les cellules produisant l’insuline dans le pancréas. Ces cellules peuvent provenir du·de la patient·e (greffe autologue), d’un autre individu (greffe allogénique), ou bien d’une autre espèce (greffe xénogénique). Les greffes autologues permettent de ne pas avoir de rejet de greffe. Selon le type de greffe, les cellules provoquent une réponse plus ou moins importante du système immunitaire du·de la patient·e. 
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Une greffe autologue n’engendre généralement pas de réponse immunitaire, mais dans le cas du diabète de type 1, la maladie étant auto-immune, même des cellules autologues seraient détruites. De plus, une greffe de cellules β des îlots de Langerhans autologue n’est pas possible puisque le·a patient·e n’en possède plus. Une greffe autologue de cellules souches différentiées en cellules pancréatiques peut cependant être envisagée, mais ces cellules présentent des risques élevés de différenciations non contrôlées donnant lieu à des développements de tumeurs23–25. Les greffes allogéniques et xénogéniques engendrent toujours une réponse plus élevée du système immunitaire, qui détecte les cellules greffées comme un corps étranger, et les détruit, entraînant un rejet de la greffe. Le·a patient·e doit donc coupler ces greffes à un traitement immunosuppresseur visant à réduire cette réponse immunitaire.  Pour le diabète de type 1, la thérapie cellulaire permet donc de fournir au·à la patient·e de nouvelles cellules pancréatiques fonctionnelles, qui une fois dans l’organisme, produisent de l’insuline naturellement lorsque celui-ci en a besoin, dans le but de ne plus recourir à l’insuline exogène. Actuellement, les greffes effectuées sont des greffes allogéniques : les îlots de Langerhans proviennent de donneur·se·s humain·e·s décédé·e·s26.  
1.1.3.1. Allotransplantation En 1964, Hellerström a réussi pour la première fois à isoler des îlots de Langerhans par microdissection sur du tissu pancréatique27,28. Cependant, la procédure était compliquée et la quantité d’îlots récupérés faible. En 1965, Moskalewski a décrit une méthode d’isolation des îlots de Langerhans de cochon d’Inde par digestion du tissu pancréatique exocrine grâce à de la collagénase29.  Cette technique a tout d’abord été améliorée par Lacy et Kostianovsky30, puis de nouveau à de nombreuses reprises, jusqu’à développer dans les années 2000 le protocole Edmonton31, qui est celui utilisé aujourd’hui pour la greffe d’îlots. Ce protocole consiste en une première étape d’isolation des îlots de Langherans présents dans le pancréas d’un·e donneur·se humain·e décédé·e. Ces îlots sont ensuite transplantés dans le foie du·de la patient·e, via la veine porte. Cette nouvelle technique a donné lieu au premier exemple de traitement viable pour des patient·e·s atteint·e·s de diabète de type 1. En effet, suite à cette greffe, sept patient·e·s ont atteint une indépendance à l’insuline pendant un an31. Ces dernières années, les avancées sur ce protocole ont conduit à un essai clinique en phase 3. Entre 50 % et 70 % des patient·e·s ayant reçu une greffe ne sont plus dépendant·e·s d’insuline exogène après 5 ans, d’après différents rapports de cliniques de transplantation32,33. Ce traitement présente de bien meilleurs résultats que la greffe de pancréas total. Actuellement, c’est donc le traitement privilégié pour les patient·e·s ne répondant pas ou plus au traitement d’insuline. Il est cependant confronté à la pénurie de donneur·se·s pancréatiques32.  Afin de contourner la problématique de pénurie de donneur·se·s, la recherche se concentre depuis plusieurs dizaines d’années sur l’utilisation de cellules souches. En effet, ces cellules peuvent fournir une source illimitée de cellules sécrétrices d’insuline, et permettent également d’améliorer la survie et la fonctionnalité lors de transplantation d’îlots34. Il existe quatre principales catégories de cellules souches utilisées pour la thérapie cellulaire : les cellules souches embryonnaires (human Embyonal Stem Cells ESC), les cellules souches fœtales (Fetal Stem Cells FSC), les cellules souches somatiques (ou adultes) (Somatic Stem Cells SSC), et les cellules souches pluripotentes induites (induced Pluripotent Stem Cells iPSC)23,34. Dans le cadre du diabète de type 1, les cellules souches les plus utilisées sont les ESC, les SSC et les iPSC (pour les SSC, plus particulièrement les cellules souches mésenchymateuses MSC). Les ESC sont des cellules pluripotentes qui donnent lieu à tout type de cellule somatique lors du développement d’un embryon. Différentes recherches ont identifié les signaux moléculaires qui 
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permettent de déclencher le développement de cellules β34,35, permettant ainsi de différencier les ESC en des cellules progénitrices du pancréas, endocrines, ou des cellules β sécrétrices d’insuline. Pour plus de détails sur les facteurs de transcription entrant en jeu, il est possible de se référer à différents articles et revues34,35. Un essai clinique utilisant des ESC est en cours aux Etats-Unis, avec le produit PEC-Encap (VC-01) commercialisé par la société ViaCyte34.  Les SSC sont présentes dans des tissus différenciés, et ont pour fonction le maintien et la régénération de tissus âgés ou abîmés par remplacement des cellules23,36. Les SSC les plus utilisées pour le diabète de type 1 sont les cellules souches mésenchymateuses (MSC), qui sont des cellules souches multipotentes pouvant se différencier en divers types cellulaires (ostéoblastes, chondrocytes, myocytes, adipocytes). Elles peuvent être trouvées dans la moelle osseuse, dans les cellules ou le sang du cordon ombilical, les tissus adipeux, les tissus dentaires (cellules souches bucco-dentaires), ou dans le liquide amniotique. Dans le cadre de la thérapie cellulaire du diabète de type 1, les MSC sont souvent utilisées en co-transplantation avec des îlots, car elles ont des effets anti-apoptotiques et pro-angiogéniques34,37, ainsi que des propriétés immunomodulatrices (modulant l’activité des cellules immunitaires comme les cellules dendritiques, les lymphocytes NK, B, et les lymphocytes T cytotoxiques), réduisant ainsi la présence de cytokines pro-inflammatoires34,38. Elles peuvent également être utilisées après différenciation en cellules sécrétrices d’insuline, ou en amas de cellules pancréatiques de type îlot (Islet like Cell Cluster ICC)39–41. Les iPSC sont des cellules souches spécialisées formées à partir de cellules somatiques. Elles présentent l’avantage de pouvoir être formées à partir des cellules des patient·e·s, et d’être donc spécifiques à ces dernier·ère·s. Différentes recherches ont en effet déterminé les facteurs de transcription permettant de former des iPSC spécifiques au diabète de type 1 à partir de cellules somatiques de patient·e·s atteint·e·s de diabète de type 134,42,43, ainsi que les voies de signalisation et les régulateurs contrôlant la différenciation cellulaire44. Ces avancées ont permis de produire des cellules progénitrices du pancréas, qui répondent aux stimulations par le glucose et sécrètent de l’insuline, et ont été transplanté dans des souris45.  Il existe cependant divers obstacles à l’utilisation clinique des cellules souches. Le principal risque est la formation de tumeurs par transformation maligne de ces dernières. En effet, les cellules souches ont des caractéristiques très similaires à celles des cellules cancéreuses, comme la longue durée de vie, une résistance relative à l’apoptose, et une capacité à se répliquer sur une longue période de temps23,46,47. Le risque d’apparition de tumeur peut varier en fonction du type de cellule souche, du site d’administration, ou des conditions de cultures23, mais de nombreuses études témoignent d’apparition de tumeurs après une thérapie cellulaire utilisant des cellules souches23,46,48–57. De plus, pour les cellules issues d’ESC, il est difficile de maintenir les conditions de cultures homogènes afin de générer des populations de cellules stables génétiquement, et les taux de survie des cellules, ainsi que leur fonctionnalité en réaction au glucose sont variables. Concernant les cellules issues d’iPSC, leur formation est complexe, elle nécessite une expression forcée de facteurs de transcription afin d’imiter les étapes normales de développement du pancréas58, et les analyses d’expression des gènes ont montré que les cellules β dérivées d’iPSC ne se comportent pas exactement comme des cellules β adultes matures, mais plus comme des cellules β embryonnaires59. Ces différents obstacles limitent à l’heure actuelle l’utilisation de cellules souches pour la thérapie cellulaire du diabète de type 1.   
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1.1.3.2. Xenotransplantation Il existe une alternative aux greffes de pancréas total, d’îlots de Langherans humains, et de cellules souches, qui permettrait de répondre aux problèmes de pénurie de donneur·se·s pancréatiques sans présenter de risques de formation de tumeurs : la xénotransplantation, ou greffe d’îlots de Langherans provenant d’une autre espèce. Les îlots les plus étudiés pour cette option sont les îlots de porc, car ils sont proches des tissus humains16,60–62. L’insuline de porc présente 98 % de similitude avec l’insuline humaine (un seul acide aminé de différence), et il a été démontré que les cellules β de porc entraînent moins de risque d’attaque auto-immune que des cellules provenant d’autres espèces60,63,64. La première transplantation d’îlots provenant de pancréas de porc a été effectuée dans les années 1990 par Groth et al65,66. Dans cette étude, qui a ouvert la voie à l’utilisation de la xénotransplantation pour le traitement du diabète de type 1, des amas de cellules fœtales de porc en forme d’îlots (Islet-like Cell Clusters ICCs) ont été transplantés sur 10 patient·e·s diabétiques insulinodépendant·e·s ayant reçu au préalable une greffe de rein. Ces patient·e·s ont reçu en parallèle un traitement immunosuppresseur. Suite aux greffes, des traces d’insuline ont été détectées dans l’urine des patient·e·s pendant 200 à 400 jours, et une biopsie des cellules épithéliales a montré un marquage positif à l’insuline et au glucagon. Cette étude a donc permis de conclure que le tissu endocrinien pancréatique porcin peut survivre dans le corps humain.  Cependant, cette thérapie est confrontée à différentes réactions du système immunitaire, qui peuvent être conséquentes malgré l’utilisation de traitements immunosuppresseurs. Tout d’abord, lors de la greffe des îlots, une réponse immunitaire non spécifique a lieu, due au site de transplantation directement dans le flux sanguin de la veine porte : la réaction inflammatoire instantanée véhiculée par le sang, plus connue sous le nom de IBMIR (Instant Blood-Mediated Inflammatory Reaction). Cette réaction s’explique par différents mécanismes : les îlots sécrètent tout d’abord des facteurs tissulaires, ayant pour effet d’activer la coagulation. L’endothélium vasculaire des porcs exprime de plus l’oligosaccharide galactose-α1,3-galactose (Gal), contre laquelle le corps humain a des anticorps naturels anti-Gal67. L’accroche des anticorps anti-Gal sur les antigènes Gal entraîne une activation du système du complément (défini par la suite) quasiment immédiate20. Les plaquettes et le système du complément ainsi activés, les îlots sont infiltrés par des macrophages et des neutrophiles. Enfin, suite à l’IBMIR, les îlots peuvent être rejetés par le système immunitaire adaptatif, qui est probablement enclenché par la réaction de IBMIR, et gouverné par les lymphocytes T68. Le système du complément est un groupe de 35 protéines connues du sérum, faisant partie de l’immunité innée. Douze de ces protéines sont directement impliquées dans les mécanismes d’élimination des pathogènes, et les autres régulent l’activité des premières afin d’éviter une réaction auto-immune. Il existe trois voies d’activation du système du complément : la voie classique qui est activée par le complexe antigène-anticorps ; la voie alterne qui est activée par les surfaces cellulaires des bactéries gram+ ou gram-, quelques cellules infectées par un virus, et quelques levures et parasites ; et la voie des lectines. Dans le cadre de la réaction de IBMIR, des études récentes ont démontré que l’activation du système du complément suit la voie d’activation classique20,69,70. A ces différentes réactions immunitaires s’ajoute un autre risque spécifique à l’utilisation d’îlots provenant d’une autre espèce : en effet, il existe chez chaque espèce animale des rétrovirus endogènes. Un rétrovirus est un virus à ARN qui, à l’aide d’une enzyme virale, rétro-transcrit son génome d’ARN en ADN pour être intégré par la suite dans le génome de la cellule hôte (comme par exemple le Virus d’Immunodéficience Humaine). Un rétrovirus endogène est une séquence stable (qui se transmet de génération en génération) du génome d’un organisme, ayant des 
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analogies avec certains rétrovirus. Cette étude a soulevé le risque de transmission inter-espèces (du porc à l’être humain) du rétrovirus endogène porcin (Porcine Endogenous RetroVirus PERV), ce qui a limité grandement l’utilisation d’îlots porcins par la suite71. Récemment, le laboratoire Church d’Harvard a réussi à éliminer tout PERV du génome d’une lignée de porc, grâce la technologie de modification génétique CRISPR-Cas972, rendant de nouveau la xénotransplantation plus facilement envisageable.  
1.1.3.3. Traitements immunosuppresseurs Dans les deux cas de thérapie cellulaire (allotransplantation et xénotransplantation), il est indispensable de coupler ces thérapies à un traitement immunosuppresseur afin de ne pas exposer les patients à un rejet des cellules greffées. Ces traitements, en réduisant l’action du système immunitaire, permettent à la greffe de ne pas être rejetée, mais placent donc également le·a patient·e dans une vulnérabilité plus importante face à d’autres maladies et infections. Ils ont par ailleurs de lourds effets secondaires et des risques importants, comme par exemple une diminution de la guérison des plaies, un dysfonctionnement rénal2. C’est la raison pour laquelle ces thérapies ne sont utilisées que dans de rares cas de diabète sévère. Afin d’envisager d’utiliser ces différents types de transplantations sans traitement immunosuppresseur, et de contourner les réactions immunitaires spécifiques à la xénotransplantation, une piste prometteuse est l’encapsulation des îlots de Langherans au préalable à la greffe.     1.2. Encapsulation d’îlots L’encapsulation d’îlots consiste à appliquer une membrane semi-perméable autour des îlots, afin de séparer les tissus thérapeutiques d’un contact direct avec l’hôte, tout en maintenant un transport bidirectionnel des molécules importantes : insuline, glucose, oxygène et nutriments. Cette technique permet donc de greffer les patient·e·s sans avoir recours à un traitement immunosuppresseur. Le matériau utilisé doit avoir une perméabilité adaptée, des propriétés mécaniques lui permettant de rester intacte après une greffe, et être biocompatible. Les matériaux généralement utilisés sont des polymères hydrophiles, qui fournissent un environnement extracellulaire aqueux, biocompatible, pour les îlots encapsulés, et agissent comme une barrière pour les agents du système immunitaire. Les différents polymères utilisés sont détaillés dans la partie 2.Matériau d’encapsulation. 
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Figure 4 : Schéma de fonctionnement de l'encapsulation d'îlots La taille des îlots varie de 50 µm à 900 µm, et leur taille moyenne est de 140 µm chez l’être humain73. La membrane appliquée autour des îlots peut être sous différentes formes et tailles, donnant lieu à trois catégories d’encapsulation : la macroencapsulation (ordre de grandeur : centimètre), la microencapsulation (250-1000 µm) et la nanoencapsulation (quelques nanomètres d’épaisseur).  1.2.1. Macroencapsulation La macroencapsulation consiste à encapsuler tous les îlots de Langherans dans un seul contenant, qui peut être facilement transplanté et récupéré si nécessaire. Le principal challenge de cette technologie réside dans le design et la composition de la poche afin de limiter la fibrose et donner accès aux îlots à l’oxygène et aux nutriments, et permettre le passage des autres molécules comme l’insuline74. Il existe deux types de dispositifs de macroencapsulation, classés en fonction du site d’implantation : des dispositifs extravasculaires et intravasculaires.   

1.2.1.1. Macroencapsulation extravasculaire Les dispositifs de macroencapsulation extravasculaires, par définition, sont implantés dans un site faiblement vascularisé : généralement dans la cavité péritonéale, ou en sous-cutané75. Les avantages des dispositifs de macroencapsulation extravasculaires sont la facilité d’implantation par chirurgie très peu invasive, et de récupération en cas de problème. Par ailleurs, le rassemblement des îlots au même endroit donne lieu à de meilleures communications entre ceux-ci, se rapprochant ainsi de la physiologie de l’organe76. Il existe différentes sociétés et groupes ayant développé des dispositifs de macroencapsulation extravasculaire, comme la société Defymed, avec le pancréas bioartificiel Mailpan® : il s’agit d’un disque de 8 centimètres de diamètre constitué d’une membrane artificielle semi-perméable, contenant des îlots de Langerhans (voir Figure 5). Ce dispositif, implanté dans la cavité péritonéale, présente les propriétés de diffusion requises afin de fournir l’insuline au·à la patient·e, et un essai clinique est actuellement en cours. Les principaux inconvénients des macrocapsules extravasculaires sont tout d’abord le choix du lieu d’implantation. Ensuite, du fait de la faible vascularisation, les délais de diffusion d’oxygène, nutriments et glucose, et de sécrétion d’insuline, sont plus importants. Par conséquent, les îlots situés le plus loin de la membrane présentent de forts risques de nécrose.  
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Figure 5 : Le dispositif Mailpan® développé par la société Defymed77 : (a) schéma de fonctionnement ; (b) dispositif Afin de limiter le manque d’apport en oxygène présent dans les deux systèmes de macroencapsulation altérant la viabilité et fonctionnalité des îlots78–80, différentes pistes sont envisagées comme l’ajout de molécules porteuses d’oxygène81,82, ou d’une chambre contenant de l’oxygène. La technologie la plus aboutie est développée par la société βeta-O2 Technologies Ltd. et consiste en un pancréas artificiel implantable β-Air®, avec apport interne d’oxygène83,84. Ce système de macroencapsulation contient deux chambres encapsulant des îlots, autour d’une chambre centrale contenant de l’oxygène (voir Figure 6). Les îlots sont encapsulés dans un hydrogel, et séparés de l’hôte et de la chambre d’oxygène par une membrane de polytétrafluoroéthylène hydrophilisée. L’oxygène est infusé tous les jours via 2 ports implantés le long de l’appareil, et diffusent à travers la membrane jusqu’aux îlots. Ce dispositif a permis de supprimer le diabète chez des rats, et des tests ont été fait avec des îlots isogéniques et allogéniques et n’ont présenté aucun signe inflammatoire et fibrotique après retrait de l’implant83–

86. L’entreprise travaille actuellement sur le transfert de cette technologie sur des modèles d’animaux plus grands86, et a réussi pour l’instant à rétablir une normoglycémie pendant 30 jours à des mini porcs diabétiques85. Un test de biotolérabilité sur patient humain a également été effectué et n’a montré aucun signe de fibrose ou inflammation87. La limitation de ce dispositif est sa taille, car il a une capacité maximale de 150 000 IEQ, or il est prévu qu’un patient nécessite 300 000 à 500 000 IEQ pour supprimer le diabète. Suite à ces résultats, βeta-O2 Technologies Ltd. a donc travaillé sur l’amélioration de la capacité de stockage et de densité des îlots dans leur dispositif, et un essai clinique en phase 1 a été lancé sur 4 patient·e·s en 2014, avec des chambres pouvant contenir 400 000 IEQ88. Cette technologie est donc très prometteuse, mais elle nécessite des injections journalières d’oxygène. 

 
Figure 6 : le dispositif β-Air® développé par βeta-O2 Technologies Ltd.89 : (a) schéma du fonctionnement : chambre 

centrale contenant l’oxygène, 2 chambres latérales contenant les îlots87 ; (b) dispositif  



  

28   

Il existe d’autres sociétés ayant développé des dispositifs utilisant la macroencapsulation extravasculaire, comme Sernova™ avec le produit Cell Pouch™, ou bien TheraCyte™ et ViaCyte™. Pour plus de détails sur ces dispositifs, il est possible de se référer à différentes revues17,90,91.  
1.2.1.2. Macroencapsulation intravasculaire Les dispositifs de macroencapsulation intravasculaires consistent généralement en des tubes ou fibres creux, dont la membrane est un biopolymère (souvent synthétique) contenant les îlots de Langherans74. Ces tubes sont connectés directement au système vasculaire du·de la patient·e, permettant ainsi au sang de passer directement à l’intérieur (vide). Cette technologie permet d’obtenir de meilleurs résultats en termes de transfert d’oxygène, nutriments et insuline que la macroencapsulation extravasculaire. Cependant, le principal inconvénient est le risque de coagulation sanguine et dépôt de plaquettes, entraînant des thromboses au niveau des fibres, et des saignements et complications. La coagulation sanguine est particulièrement problématique pour les diabétiques de type 1 car ils ne peuvent pas être traités par des anticoagulants systémiques. De plus, leur implantation en shunts dans les vaisseaux sanguins est une procédure complexe.  La technologie de macroencapsulation intravasculaire la plus connue a été développée par WR Grace Company dans le cadre d’un partenariat avec Biohybrid© dans les années 1990. L’appareil développé a permis un retour à une glycémie normale pendant plusieurs mois chez des gros animaux ayant reçu une xénogreffe. Cependant, ces animaux ont souffert de lourdes complications hémorragiques92. Ces différentes limitations ont considérablement réduit le développement de cette technologie, même si les avancées récentes en termes de science des matériaux et technologies ont sensiblement relancé la recherche sur ce domaine93. De plus, tout comme les macrocapsules extravasculaires, la taille du système engendre des risques de nécrose pour les cellules situées le plus loin du bord de la membrane.   Malgré des résultats prometteurs (comme βeta-O2), les systèmes de macroencapsulation (extravasculaires et intravasculaires) présentent donc des limitations de taille, citées précédemment :  

- Une diffusion des nutriments et de l’oxygène limitée, entraînant un risque d’hypoxie et de nécrose des îlots (ce phénomène est exacerbé pour les dispositifs extravasculaires de par la faible vascularisation). 
- La limitation du choix du lieu d’implantation 
- Un risque de thrombose et hémorragie pour les dispositifs de macroencapsulation intravasculaire Ces limitations sont problématiques pour l’application de thérapie cellulaire pour le diabète de type 1, puisqu’elles empêchent une bonne viabilité et fonctionnalité des îlots. Elles incitent donc à se pencher vers des dispositifs de taille plus petite.  



  

29   

1.2.2. Microencapsulation La microencapsulation permet de pallier certaines limitations de la macroencapsulation, comme l’oxygénation. Il s’agit de microcapsules d’hydrogel biocompatible, de forme sphérique, allant de 250 µm à 1000 µm de diamètre, contenant un nombre limité d’îlots de Langherans : généralement de 1 à 374,75. L’hydrogel, à l’état liquide, est tout d’abord mélangé avec les cellules à encapsuler. Puis des gouttes sont formées à partir de ce mélange hydrogel – cellules, grâce à différentes technologies qui sont présentées par la suite (3.Technologies de microencapsulation). Enfin, ces gouttes sont gélifiées, grâce à différents procédés, qui dépendent du biopolymère utilisé, qui sont également détaillés par la suite (2.Matériau d’encapsulation).  Le premier article présentant la microencapsulation a été publié par Chang et al. en 196494, et la première utilisation de microcapsules pour la thérapie cellulaire du diabète de type 1 a été publiée en 1980 par Lim et Sun3. Dans cette étude, les îlots encapsulés ont survécu jusqu’à 3 semaines, contre 8 jours pour des îlots non encapsulés, sans traitement immunosuppresseur. En 1984, O’Shea et al. ont ensuite amélioré la technologie en changeant le matériau d’encapsulation, permettant aux îlots  encapsulés greffés dans un des cinq animaux de l’étude de survivre les 365 jours de l’expérience95,17. Différentes études ont montré par la suite l’efficacité de la microencapsulation pour protéger les îlots encapsulés du système immunitaire du receveur3,17,95–

100.  La forme sphérique et la taille plus réduite des capsules présentent différents avantages74,75,101 :  
- La réduction de la distance de diffusion, autrement dit de la distance que l’oxygène et les nutriments doivent parcourir avant d’accéder aux îlots. Cela permet donc d’éviter les risques de nécrose présents dans les macrocapsules.  
- Leur forme sphérique permet d’avoir un rapport surface/volume élevé, et ainsi de maximiser la surface d’échange et donc le transfert d’oxygène et de nutriments. 
- Les microcapsules présentent une forte résistance aux sollicitations mécaniques 
- Leur petite taille permet d’accéder à de nombreux sites d’implantations par injection, comme en sous cutané, sous la capsule rénale, ou bien dans la cavité péritonéale75,102. Le choix du site d’implantation dépend de la technologie103. Cependant, le site privilégié est généralement la cavité péritonéale74,102, car le volume de capsules à injecter peut être assez élevé. En effet, les différentes technologies de microencapsulation utilisées à l’heure actuelle ne permettent pour l’instant pas de contrôler de manière précise le pourcentage de remplissage des capsules. Il peut donc y avoir de nombreuses capsules vides, augmentant considérablement le volume total de capsules à transplanter afin d’espérer obtenir un nombre d’îlots greffés suffisant pour un retour à une glycémie normale104–106. En effet, un patient nécessite en moyenne 10 000 IEQ par kg107 (un patient de 70 kg par exemple, nécessite donc 700 000 IEQ). Les études utilisant la microencapsulation pour la thérapie cellulaire du diabète de type 1 montrent de très bons résultats chez les rongeurs108–110, ainsi que chez de plus larges animaux97,111,112, avec une nette amélioration du contrôle de la glycémie, et une réduction voire suppression de l’insulinothérapie. Cependant, elles présentent encore des difficultés à obtenir chez des patient·e·s des résultats aussi prometteurs et retrouver une glycémie normale113–116. Les raisons peuvent être une quantité insuffisante d’îlots greffés initialement, ou une survie compromise des greffes dans la cavité péritonéale116. Récemment, Living Cell Technologies© a lancé des essais cliniques de xénotransplantation d’îlots de porc encapsulés, dans différents pays. Les premiers résultats montrent une possibilité sans risque de la xénotransplantation d’îlots encapsulés, mais sans parvenir à obtenir l’efficacité 
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souhaitée en termes de contrôle de la glycémie117. Il est donc essentiel d’avoir un pourcentage de capsules remplies le plus élevé possible, afin de réussir à greffer suffisamment d’îlots encapsulés pour retrouver une glycémie normale, sans nécessiter un volume de capsules trop important.  Par ailleurs, la perméabilité des capsules n’est pas toujours précisément adaptée, et même si elle stoppe une réaction globale du système immunitaire, une détection des îlots par certaines molécules du système immunitaire peut entraîner une fibrose autour des capsules. Enfin, les microcapsules étant petites, et réparties dans toute la cavité péritonéale (site d’implantation privilégié), il est beaucoup plus difficile de les récupérer en cas de problème que pour les systèmes de macroencapsulation.    1.2.3. Nanoencapsulation Afin de pouvoir envisager des sites d’implantation plus petits que pour la macroencapsulation et la microencapsulation, et résoudre les problèmes de diffusion de nutriments et oxygène, des techniques de nanoencapsulation ont été développées. Il s’agit toujours d’une membrane semi-perméable, mais qui ici enveloppe individuellement chaque îlot de Langerhans. Son épaisseur peut varier de quelques nanomètres à quelques micromètres75.  Différents polyélectrolytes ont été étudiés pour cette application75, comme le poly(éthylène glycol) (PEG), le poly(alcool de vinyle) (PVA)118, le chitosan ou l’alginate119 (ces différents matériaux sont présentés plus en détails dans le paragraphe 2.Matériau d’encapsulation). Le plus utilisé est le PEG car il présente des propriétés intéressantes : il est biologiquement inerte, hydrophile, et inhibe la cytotoxicité engendrée par les anticorps, qui peuvent entraîner un rejet de la greffe2,120.  Les techniques de nanoencapsulation peuvent aller de l’émulsification au dépôt couche-par-couche (layer-by-layer LBL)121. La technique du couche-par-couche se base sur l’adsorption de composés de charges opposées : la surface des cellules chargée négativement est recouverte d’un polymère cationique, puis cette couche est recouverte d’un polymère anionique104,122 (ce procédé peut être répété pour obtenir une couche plus épaisse). Elle permet de générer une couche d’épaisseur inférieure à 50 nanomètres2,123. C’est une technique largement utilisée, qui permet de produire une pellicule d’épaisseur, perméabilité, propriétés mécaniques et chimie de surface contrôlé·e·s124. Cette technologie permet également d’ajouter des molécules non toxiques protectrices des îlots relativement facilement dans la membrane2.  La nanoencapsulation permet ainsi de fournir une immunoprotection aux îlots tout en n’étant pas confrontés aux limitations de diffusion des nutriments, oxygène et sécrétions cellulaires, et en ayant accès à un choix plus large de sites d’implantation. Cependant, cette technologie est confrontée à des risques en termes de biotolérabilité car les dépôts de couches de polyélectrolytes étant fines, elles ont tendance à se détériorer après implantation104. De plus, la plupart des polymères cationiques sont extrêmement cytotoxiques, par conséquent, leur contact direct avec la surface des cellules entraîne une dégradation progressive de la membrane104, ce qui limite la quantité de polymères pouvant être utilisés. Enfin, le problème de récupération de l’implant rencontré avec la microencapsulation est ici accentué.    
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1.2.4. Résumé des essais cliniques en cours Il existe différents essais cliniques en cours utilisant la macroencapsulation et la microencapsulation. La nanoencapsulation en est encore à un stade de développement et il n’existe pas à l’heure actuelle d’essais cliniques utilisant cette technologie. Le Tableau 1 présente une partie des technologies ayant déjà démarré un essai clinique : les techniques de microencapsulation sont en bleu, et celles de macroencapsulation en vert. Il existe également un dispositif utilisant le même type de chambre qu’en macroencapsulation, mais uniquement pour créer des chambres de tissu, et implanter des îlots nus par la suite, il est indiqué en rouge. Pour un descriptif plus détaillé, il est possible de se référer aux revues de Orive et al.121, Ludwig et al.74, Iacovacci et al.75 ou encore de Desai et al.17   



  

   

   
Nom du dispositif et 

polymère utilisé 

  
Cellules 

encapsulées 

  
Propriétés 

   
Résultats 

  
Dates, 

Références 
Microencapsulation 

Alginate-Poly-L-Ornithine-Alginate (PLO) Îlots humains 

2 essais cliniques pilotes : Calafiore et al.114 : Implanté chez 2 patient·e·s atteint·e·s de diabète de type 1 (400 000 IEQ chez le·la premier·ère patient·e, 600 000 IEQ chez le·la deuxième), laissé pendant 1 an et 6 mois respectivement.  
Les patient·e·s nécessitent toujours une prise d’insuline exogène. Peptide C présente dans l’urine. Réduction des épisodes hypoglycémiques et de la consommation d’insuline exogène.  

Sept 2003 
75,114 

Basta et al.113 : Implanté dans la cavité intrapéritonéale de 4 patient·e·s atteint·e·s de diabète de type 1 (respectivement 7 940, 8 300, 11 100, 23 500 IEQ par kg pour chaque patient·e), laissé pendant 7 ans, avec contrôles jusqu’à 3 ans post-transplantation.  
Aucun effet secondaire post-opératoire. Les patient·e·s nécessitent toujours une prise d’insuline exogène mais qui a nettement baissé. Peptide C présente dans l’urine. Nov 2011 

75,113 
Barium alginate Diamètre des capsules : 255-750 µm Îlots humains 

Implanté chez 4 patient·e·s, IEQ implantés par patient : 98 200 – 227 900 Laissé pendant 19 mois, sans traitement immunosuppresseur, mais avec prise d’un traitement anti-inflammatoire et anti-oxydant juste après l’implantation. 

Détection de peptide C (marqueur de sécrétion d’insuline) 1 jour après implantation, mais son niveau baisse jusqu’à disparaître 1 à 4 semaine·s après implantation. Baisse des niveaux de glucose et du besoin en insuline 1 jour après implantation, mais réaugmente par la suite. Biopsie des capsules après 16 mois : fibrose autour, avec présence de capillaires fins et légère réponse histiocytaire. Détection d’anticorps cytotoxiques au bout de 4 et 8 semaines 
Oct 2009 

75,115 
Alginate Îlots humains Implanté dans la cavité péritonéale d’une patiente : 2.106 cellules β par kg soit 300 000 IEQ.  Capsules récupérées après 3 mois, mais la majorité sont en amas et contiennent des débris, d’où une faible augmentation de peptide C.  Avr 2013 

75,116  DIABECELL® Matrice à base d’alginate, couche externe de PLO 
 
  
 

Îlots de porc néo-natal     

Implanté dans la cavité péritonéale : 10 000 ou 20 000 IEQ par kg pour chaque patient·e, administrés en 2 doses à 3 mois d’écart, sur 46 patient·e·s au total.     

Réduction de 70% des épisodes d’hypoglycémie, et de 20% des doses d’insuline à administrer Nécessite toujours un apport d’insuline exogène       

Juin 2014 
75,125–127     



  

   

Macroencapsulation β-Air® 2 chambres en alginate contenant les îlots, 1 chambre centrale contenant de l’oxygène (Voir partie 1.2.1) (βeta-O2) 
Îlots humains 

Dispositif placé en sous-cutané  sous anesthésie générale. Premier essai sur un patient pendant 10 mois : 2 100 IEQ par kg (155 400 IEQ au total), puis essai clinique sur 4 patient·e·s : 400 000 IEQ chacun·e, pendant 4 à 6 mois. La chambre centrale contenant de l’oxygène doit être infusée tous les jours 

Premier résultat : la greffe fonctionne et il y a régulation de la glycémie, mais il y a toujours besoin d’un apport d’insuline exogène. Récupération du dispositif après 10 mois : fine fibrose autour de la capsule, vascularisée, et sans aucun signe d’inflammation, îlots intacts et répondent à une stimulation au glucose.  Essai clinique en cours : résultats non publiés. Buts actuels : réguler la glycémie totalement sans avoir besoin d’insuline exogène, lancer un essai clinique avec des cellules souches différenciées en cellules pancréatiques.  
Nov 2013,  Mai 2019,  

75,83,85,87,128,129 

Cell pouch System™ (Sernova™) Îlots humains 
Ne fournit pas d’immunoisolation Implantation en sous-cutané, 3 semaines minimum de pré-vascularisation sous immunosuppresseurs, puis des tiges amovibles sont retirées, laissant des chambres de tissu avec un espace central libre pour l’implantation d’au moins 3 000 IEQ par kg, sur 7 patient·e·s. 

Essai clinique en cours. La survie et fonctionnalité de la greffe sera vérifiée au bout d’un an, et l’évolution de la glycémie sera surveillée.  Prise de traitement immunosuppresseur. Juillet 2019 
75,130–132 

PEC-Encap™ et PEC-Direct™, utilisant le dispositif Encaptra® Composition non divulguée (ViaCyte™) 
Précurseurs de cellules β allogéniques, dérivés de ESC 

Implantation en sous-cutané PEC-Encap™ : membrane simple immunoprotectrice, laissant passer l’oxygène et les nutriments, faible densité de cellules (24 000 IEQ) PEC-Direct™ : membrane ouverte permettant la vascularisation, nécessite immunosuppresseurs 

Essais précliniques : les cellules finissent leur différenciation quelques mois après implantation, et produisent de l’insuline, maintenant une glycémie normale. Essai clinique en cours (200 patient·e·s pour PEC-Encap™, 55 patient·e·s pour PEC-Direct™). La greffe est tolérée et n’induit pas de réaction immunitaire, mais les cellules dans PEC-Encap™ ne maintiennent pas leur viabilité et fonctionnalité 
Juin 2019 

17,75,128,133–135 
Islet sheet devices : Fine feuille d’alginate (250 µm d’épaisseur) contenant les cellules ICCs, îlots allogéniques 75 000 IEQ d’îlots allogéniques transplantés à un chien de 7 kg pendant une pancréatectomie 

Essais précliniques sur rongeurs et larges animaux : Utilisation d’insuline le 9ème jour, et d’anticorps pendant les 2 premières semaines, puis aucun traitement. Euglycémie à jeun pendant 84 jours, puis les îlots ont été récupérés intacts 2001 
17,75,136,137 

Tableau 1 : Bilan des différentes technologies d'encapsulation en essai clinique  
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   Ce tableau récapitulatif des essais cliniques en cours montre que certains résultats sont prometteurs, mais aucun essai clinique n’est totalement concluant pour le moment. La recherche semble s’être plus concentrée sur les systèmes de macroencapsulation ces dernières années, mais ces systèmes sont confrontés au manque d’oxygène, ou à la limitation en nombre d’îlots greffés de par la taille des chambres.    1.3. Bilan et paramètres critiques  Afin de soigner le diabète de type 1, il existe donc plusieurs thérapies possibles. Comme présenté précédemment, l’apport d’insuline exogène est très couramment utilisé, mais cette méthode est contraignante et ne permet pas de réguler la glycémie de manière précise et d’éviter les pics de glycémie. Une alternative est la thérapie cellulaire : greffe de cellules pancréatiques, soit avec une prise de traitement immunosuppresseur en parallèle, qui comme nous l’avons vu a de nombreux effets secondaires, soit avec une encapsulation des cellules au préalable. L’encapsulation des cellules peut suivre les trois techniques détaillées précédemment, présentant chacune ses avantages et inconvénients, résumées dans le Tableau 2 :  MACROENCAPSULATION MICROENCAPSULATION NANOENCAPSULATION 

DIFFUSION DE 
L’OXYGENE ET DES 

NUTRIMENTS 

Limitée à cause de la non vascularisation et de la distance à parcourir par les nutriments et l’oxygène jusqu’aux îlots 
Meilleure qu’en macroencapsulation, mais dépend de la taille des capsules Très bonne 

VOLUME DE L’IMPLANT Trop important Réduit Faible 
CHOIX DU SITE 

D’IMPLANTATION Très limité Plus de choix que pour la macroencapsulation mais dépend de la taille des capsules et du nombre de capsules vides Nombreux 
PROPRIETES 
MECANIQUES Bonnes Dépendent du matériau d’encapsulation Limitée : la couche a tendance à se détériorer après implantation 

RECUPERATION DE 
L’IMPLANT Facile Difficile Très compliquée 

REPONSE IMMUNITAIRE Dépend du dispositif Dépend du matériau d’encapsulation et de la perméabilité 
Moyenne : si la couche de polymère se détériore, les îlots sont confrontés à une attaque du système immunitaire 

Tableau 2 : Avantages et inconvénients des différentes méthodes d'encapsulation La microencapsulation, grâce à ses différents avantages cités précédemment, semble donc être le meilleur compromis dans le cas d’une application pour la thérapie cellulaire du diabète de type 1. Cependant, les microcapsules formées doivent remplir différents critères afin de pouvoir être utilisées pour une application de thérapie cellulaire, qui dépendent à la fois du matériau et de la technologie utilisés pour l’encapsulation. Ils sont détaillés dans les deux paragraphes suivants.  
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1.3.1. Paramètres dépendant du matériau d’encapsulation 
1.3.1.1. Biocompatibilité-Biotolérabilité La biocompatibilité est définie comme « la capacité d’un biomatériau à engendrer une réponse de l’hôte adaptée à l’application voulue ». Cette définition a été donnée à l’origine dans le cadre d’organes entièrement artificiels comme des hanches et genoux138,139. Pour ces organes artificiels, la biocompatibilité correspond à une réaction du système immunitaire du greffé formant une fibrose autour des organes, qui est bénéfique afin d’intégrer le matériau artificiel dans les tissus environnants.  Dans le cas de la thérapie cellulaire pour le diabète de type 1, une fibrose autour des capsules ne serait pas bénéfique puisqu’elle empêcherait les nutriments et l’oxygène d’être transmis aux cellules encapsulées, et entraînerait donc leur nécrose. Ici, une biocompatibilité adaptée doit donc correspondre à une réaction de l’hôte au matériau la plus faible possible, afin d’avoir très peu ou pas de croissance cellulaire autour des capsules greffées, et ainsi permettre la diffusion des molécules nécessaires138,140,141. Rokstad et al. ont défini cette réaction comme une biotolérabilité : « la capacité d’un matériau à rester dans l’organisme pendant une longue durée avec seulement de faibles degrés de réactions inflammatoires »141,142.  Pour plus de détails concernant les mécanismes de réponse immunitaire, il est possible de se référer à différentes revues comme celle de Hilborn et al.142 ou de Rokstad et al.141 Outre la biotolérabilité du matériau avec l’organisme dans lequel il est greffé, le matériau doit être également non toxique pour les cellules qu’il encapsule. La viabilité des îlots de Langerhans ne doit pas être affectée par leur contact avec le matériau, afin qu’ils continuent à produire de l’insuline une fois encapsulés138,143,144.  
1.3.1.2. Caractère hydrophile et charge La biotolérabilité du matériau dépend entre autres de son caractère hydrophile et de sa charge. Il a été démontré que les cellules s’attachent et se développent mieux sur des surfaces ou matériaux hydrophiles145, et plus précisément, l’attachement des cellules est maximal pour des surfaces ayant un angle de contact compris entre 20 et 60 degrés d’après van Wachem et al.145–147 De plus, les matériaux hydrophobes présentent une plus grande adsorption des protéines, et une dégradation des protéines à leur surface, ce qui entraîne une exposition de nouveaux épitopes (molécules reconnues par le système immunitaire), entraînant donc une réaction immunitaire141,148. Un matériau hydrophile présentera donc de meilleurs résultats en termes de biotolérabilité. La charge du matériau est également un paramètre critique pour la biotolérabilité : un matériau chargé positivement peut être cytotoxique, immunogène et attirer les cellules inflammatoires de l’hôte149–151. Il est donc nécessaire d’avoir un matériau hydrophile et chargé négativement.  
1.3.1.3. Perméabilité Afin de maintenir leur viabilité, les îlots doivent également avoir accès à de l’oxygène et des nutriments. Comme expliqué précédemment, il faut pour cela que le matériau utilisé pour l’encapsulation ait une perméabilité permettant de laisser passer l’oxygène (Mw = 32 Da), les nutriments comme le glucose (Mw = 180 Da ; 0,4 nm)75, et l’insuline (Mw = 6 kDa ; 1,35-2,75 nm)75,152, tout en stoppant les cellules du système immunitaire (7 µm), les anticorps (Mw = 150-900 kDa ; IgG : 5,9 nm), et les médiateurs inflammatoires (cytokines, interleukines ; Mw = 17-70 kDa).  
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La taille d’exclusion appropriée est généralement comprise entre 50 et 150 kDa. Calafiore et al. recommandent une taille critique d’exclusion de 50 à 70 kDa de façon à empêcher le passage d’une partie des cytokines, tout en laissant passer l’oxygène, les nutriments et l’insuline153.  
1.3.1.4. Propriétés mécaniques et biodégradabilité Les capsules utilisées pour la thérapie cellulaire doivent fournir une immunoprotection aux cellules in vivo sur le long terme, et doivent donc pour cela être non biodégradables, et mécaniquement stables et durables aussi longtemps que les cellules sont fonctionnelles75,141. En effet, si les capsules viennent à se désintégrer mécaniquement, cela entraîne une perte de l’immunoprotection et un rejet de la greffe.   1.3.2. Paramètres dépendant du type d’encapsulation (macro, micro, nano) 
1.3.2.1. Taille des capsules Les capsules doivent avoir une taille proche de la taille moyenne des îlots, afin d’optimiser la diffusion des différentes molécules d’intérêt :  

- Le glucose présent dans l’organisme de l’hôte doit pouvoir atteindre les îlots le plus rapidement possible, afin que ces derniers puissent procéder à la libération biphasique normale de l’insuline, qui doit elle-même être diffusée dans le sang le plus rapidement possible.  
- L’oxygène et les nutriments doivent pouvoir accéder aux îlots très rapidement également, afin d’éviter une nécrose des tissus.  Des études in vitro ont montré que la diffusion du glucose et de l’insuline n’était pas altérée pour des capsules allant jusqu’à 1 mm de diamètre138,154. Cependant, lorsque les capsules sont greffées, le site d’implantation étant souvent la cavité péritonéale, elles sont éparpillées sans vascularisation directe. La diffusion des différentes molécules d’intérêt est donc plus compliquée. C’est la raison pour laquelle les capsules ne doivent idéalement pas dépasser 500 µm de diamètre (la taille des îlots variant de 50 à 350 µm environ).   

1.3.2.2. Forme des capsules et état de surface La forme est également un paramètre critique, et les capsules doivent être le plus homogènes possible car si les capsules présentent des aspérités, cela peut provoquer une reconnaissance du système immunitaire. En effet, il a été démontré que la morphologie de surface des capsules est directement liée à la biotolérabilité, et qu’une surface lisse et sans défauts entraîne une meilleure biotolérabilité155,156. Les capsules doivent donc avoir une surface la plus lisse possible, et une forme la plus ronde possible.  
1.3.2.3. Possibilité d’utiliser des viscosités variées Comme expliqué précédemment, les propriétés mécaniques des capsules sont également importantes. Or la viscosité du polymère utilisé peut jouer grandement sur ces propriétés. Il est donc important d’avoir un système d’encapsulation qui peut permettre d’utiliser des polymères de viscosités variées.  
1.3.2.4. Cisaillement Enfin, les îlots ne doivent pas être endommagés lors de l’encapsulation. Il est donc très important d’utiliser une technologie d’encapsulation qui n’impose pas un cisaillement trop élevé sur les 
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cellules, et donc de connaître et maitriser le taux de cisaillement imposé par le système lors de l’encapsulation.   Au vu des paramètres critiques pour une optimisation de l’encapsulation d’îlots de Langerhans, le type d’encapsulation présentant les résultats les plus adaptés semble être la microencapsulation, car la taille des capsules obtenues permet d’optimiser la diffusion des nutriments, de l’oxygène et de l’insuline, ainsi que le volume de l’implant, et donne accès à un large choix de sites d’implantation. Par ailleurs, en fonction du type de matériau utilisé, il est également possible d’avoir de bons résultats en termes de biotolérabilité et propriétés mécaniques, contrairement aux nanocapsules qui ont tendance à se désintégrer rapidement.  C’est donc le type d’encapsulation qui a été choisi pour cette thèse. Quant au choix du matériau, il doit également répondre aux différents paramètres critiques cités précédemment, et être utilisable dans le cadre de la microencapsulation. Les différentes possibilités de matériau ainsi que les différentes technologies de microencapsulation sont décrites par la suite.     
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2. Matériau d’encapsulation  

Il existe de nombreux biopolymères pouvant être utilisés pour l’encapsulation de cellules, et ayant été étudiés dans différentes revues138,143,144,149,157–163. Ils sont classés en deux catégories : les polymères naturels les polymères synthétiques. Ce paragraphe va présenter rapidement les propriétés des différents polymères les plus utilisés pour l’encapsulation de cellules. Pour une description plus détaillée, il est possible de se référer à la revue de De Vos et al.138 présentant les deux catégories, ou bien de Gasperini et al.149 pour une revue sur les polymères naturels, et enfin de Olabisi et al.162 concernant les polymères synthétiques.   2.1. Polymères utilisés pour l’encapsulation de cellules 2.1.1. Polymères synthétiques Les polymères synthétiques sont produits facilement, et avec des procédés relativement standardisés. Ils sont également faciles à purifier, ce qui leur confère une bonne efficacité en termes d’immunoisolation et de diffusion de nutriments et oxygène75,162.  Cependant, les polymères synthétiques peuvent présenter des problèmes de biotolérabilité car leur procédé de synthèse implique souvent l’utilisation de solvants toxiques qui peuvent altérer la viabilité des cellules75. C’est la raison pour laquelle ils sont généralement utilisés pour la macroencapsulation138, car ils ne sont ainsi pas en contact direct avec les cellules. Le PEG est un des seuls polymères synthétiques dont la synthèse ne nécessite pas de solvant toxique, et qui est donc également utilisé pour la microencapsulation. Les polymères synthétiques les plus utilisés sont présentés plus en détails dans le Tableau 3 (pour une description plus exhaustive, il est possible de se référer à la revue de De Vos et al.138 ou de Olabisi et al.162)  :   



  

   

 
POLYMERE SYNTHESE DESCRIPTION PROCESS, 

GELIFICATION 
RESISTANCE 
MECANIQUE 

PERMEABILITE BIOTOLERABILITE REFERENCES 

POLY (ETHYLENE 
GLYCOL) (PEG) 

N’utilise pas de solvants toxiques 
Composé à majorité d’eau, temps de diffusion courts. Peut facilement être couplé à des peptides pour se rapprocher de la structure de la MEC 

Polymérisation sous UV ou lumière visible en présence des bons photoinitiateurs Bonne 
Faible perméabilité aux nutriments. Observations de réponses immunitaires qui suggèrent le passage de molécules cytotoxiques 

A vérifier : impact des radicaux libres sur la viabilité et fonctionnalité des cellules 75,138,162,164–167 

POLY ALCOOL DE 
VINYLE (PVA) 

Hydrolyse du Polyacétate de Vinyle Thermoplastique soluble dans l’eau Gélification par cycles de congélation / décongélation   
Faiblement hydrophile, ce qui provoque une réaction inflammatoire in vivo. Les îlots encapsulés n’adhèrent pas bien au matériau, il est donc généralement utilisé avec un polymère naturel à l’intérieur.  

138,162,168–171 

POLYURETHANE (PU) 
Réaction covalente entre polyol et diisocyanate en présence de catalyseurs Elastomère. Biodégradable. Hydrophobe.    

Sujet à débat. Hydrophobicité : provoque une réponse de l’hôte. De par sa biodégradabilité, dégradation complète de la membrane et rejet de la greffe 
138,157,172–175 

POLYACRYLATE 
(PHEMA, HEMA-MMA) 

PHEMA synthétisé par réticulation de HEMA par radiation UV. HEMA-MMA préparé par copolymérisation, avec un initiateur, solvant : PEG. 
Thermoplastique   

Dépend des monomères d’acrylate utilisés, mais de manière générale, faible perméabilité aux nutriments solubles dans l’eau. 
HEMA-MMA : biocompatibilité optimale 138,162,176–178 

Tableau 3 : Comparaison des propriétés des polymères synthétiques  
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Comme on peut le voir sur le tableau, la majorité des polymères synthétiques présentent des problèmes de biotolérabilité ou perméabilité. Comme expliqué précédemment, le PEG est un des seuls polymères dont la synthèse ne nécessite pas de solvant toxiques, cependant, chez les animaux, les membranes de PEG ne permettent pas de stopper les molécules cytotoxiques activant une réponse immunitaire164. Certains groupes observent également des réactions immunitaires qui suggèrent que des molécules cytotoxiques passent à travers le PEG164. Par ailleurs, le PEG présente une faible perméabilité aux nutriments167. Enfin, la photopolymérisation utilise des photoinitiateurs qui produisent des radicaux libres, qui abîment les cellules et réduisent leur fonctionnalité179. Peu d’études se sont penchées sur l’impact de ces radicaux libres dans le cas d’utilisation du PEG, alors que ce phénomène est plus largement étudié pour d’autres polymères180. Il faut déterminer leur impact sur la longévité des cellules encapsulées et leur fonctionnalité. Cependant, afin d’améliorer sa biotolérabilité, il est possible d’association le PEG à des peptides fonctionnels pour se rapprocher de la structure de la matrice extra cellulaire165,166. Concernant le PVA, il est faiblement hydrophile, ce qui le rend susceptible à des adhésions cellulaires in vivo. Or l’adhésion cellulaire interfère avec une bonne nutrition des îlots encapsulés138. La surface des capsules de PVA peut également provoquer des réactions inflammatoires chroniques170. Afin de contrer cette réaction inflammatoire, de nombreuses équipes utilisent un autre polymère en couche externe (comme le PEG). Par ailleurs, les cellules encapsulées à l’intérieur du PVA n’y adhèrent pas facilement171, et le PVA est donc souvent utilisé avec un polymère naturel à l’intérieur (en contact direct avec les cellules). Ce polymère n’est donc pas idéal pour l’encapsulation cellulaire. La biotolérabilité du PU et son rôle en tant que barrière immunoprotectrice est sujet à débat173,174. En effet, de par son hydrophobicité, il peut entraîner une réponse immunitaire de l’hôte175. Afin d’éviter cette réaction immunitaire, il est possible de traiter la surface du PU avec un réactif hydrophile comme du Tween 80174. Concernant les polyacrylates, les plus utilisés pour l’encapsulation de cellules sont le poly(hydroxyethyl methacrylate) (PHEMA) et l’hydroxyethyl méthacrylate – méthyl méthacrylate (HEMA-MMA)176,177. Le copolymère HEMA-MMA a à la fois une biocompatibilité optimale et une perméabilité convenable178. La géométrie et les propriétés physico-chimiques de ces capsules peuvent être adaptées à volonté en utilisant des monomères acrylate différents138. Cependant, malgré cet avantage, la plupart des capsules à base de polyacrylate présentent une faible perméabilité aux nutriments solubles dans l’eau177.     On peut donc voir que les polymères synthétiques ne semblent pas tout à fait adaptés à une application d’encapsulation de cellules. En effet, ils présentent tous des limitations en termes de biotolérabilité et de perméabilité. Le PEG semble plus envisageable car c’est celui qui présente la meilleure biotolérabilité, mais il est malgré tout limité au niveau de la perméabilité, et de plus, sa gélification par photopolymérisation soulève le questionnement de l’effet des radicaux libres. C’est la raison pour laquelle la plupart des groupes travaillant sur l’encapsulation de cellules utilisent plutôt des polymères naturels, qui donnent de meilleurs résultats. Leurs propriétés sont présentées dans le paragraphe suivant.    
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2.1.2. Polymères naturels  Les polymères de source naturelle sont séparés en trois catégories : les polysaccharides, les polypeptides et les polynucléotides. Dans le cadre de l’encapsulation de cellules, les polysaccharides sont beaucoup plus utilisés, car ils forment dans la majorité des cas des hydrogels138,149,161, qui sont de très bon candidats pour l’encapsulation de cellules. En effet, les hydrogels sont des polymères hydrophiles constitués à majorité d’eau (>90%), qui s’utilisent généralement dans des conditions douces, qui n’altèrent pas la viabilité des cellules3,163,181. De plus, ils peuvent réticuler pour former des réseaux tridimensionnels dont la structure et la résistance mécanique sont très similaires à celles de la matrice extracellulaire de nombreux tissus humains75,149,182. Enfin, les gels obtenus peuvent être mécaniquement stables, souples157, et induire très peu de réponse immunitaire182,183.  Les principaux polymères naturels utilisés dans le cadre de l’encapsulation de cellules sont l’alginate, l’agarose, le chitosan, la cellulose et le collagène. Ils peuvent gélifier de différentes manières, les trois principales étant la gélification thermique, ionique, ou la photoréticulation. Leurs propriétés sont résumées dans le Tableau 4 :    



  

   

POLYMERE ORIGINE TYPE PROCESS, 
GELIFICATION 

RESISTANCE 
MECANIQUE 

PERMEABILITE BIOTOLERABILITE REFERENCES 

ALGINATE Algue marine Polysaccharide Chargé négativement Non biodégradable 
Gélification ionique, en présence d’ions divalents, et en conditions physiologiques 

Dépend du type d’alginate et de la concentration et solubilité des ions de la solution gélifiante. Bonne stabilité sur longue durée in vivo 

Variable, dépend du type d’alginate et de la concentration et solubilité des ions de la solution gélifiante, globalement un peu trop poreux pour fournir une bonne immunoisolation 
Bonne biotolérabilité si le polymère est bien purifié 75,138,149,184–

187 

AGAROSE Algue marine Polysaccharide Non chargé Non biodégradable 
Gélification thermique, en dessous d’une température qui dépend du type d’agarose et de sa concentration 

Dépend du type d’agarose et de sa concentration Passage d’anticorps (IgG) et de facteurs du complément, dépend de la concentration 
Mitigé : Miyoshi et al.188 témoignent de 5 semaines de fonctionnement post greffe sans réaction immunitaire, d’autres groupes témoignent de  réactions de l’hôte. Dépend aussi de la concentration 

75,138,149,188–

195 
CHITOSAN 

Chitine produite par les crustacés Polysaccharide Chargé positivement Biodégradable Gélification ionique Soluble uniquement à pH acide (<6) 
Mécaniquement peu stable. Propriétés polyvalentes, dépendant de la désacétylation de la chitine 

 Dépend de la désacétylation de la chitine. Charge positive : immunogène, cytotoxique et mucoadhésif 138,149–

151,196,197 
CELLULOSE Plantes vertes, algues 

Polysaccharide ne formant pas d’hydrogel Non chargé Faiblement biodégradable 
Non soluble dans l’eau et la plupart des solvants, mais possède des dérivés solubles dans l’eau  

Possibilité d’obtention de microcapsules mécaniquement stables avec les dérivés de cellulose 
Sujet à débat, certaines études témoignent d’infiltration de cellules immunitaires et fibrose autour des capsules, d’autres témoignent d’aucune réponse inflammatoire à des cellules encapsulées greffées 

Avis partagés sur la provocation de réaction inflammatoire, légère inhibition de la prolifération des cellules Possibilité d’obtention de microcapsules biocompatibles à partir des dérivés de cellulose 
138,198–204 

COLLAGENE Matrice extra cellulaire 
Protéine Biodégradable (dégradation enzymatique très rapide) 

Gélification thermique et par variation de pH, en conditions physiologiques 
Faibles propriétés mécaniques et faible stabilité Difficilement contrôlable 

Légère réponse humorale. Pas de fibrose après 3 mois sur îlots allogéniques encapsulés. Pour des applications biomédicales à long terme : nécessité de le coupler à un agent de réticulation ou à d’autres polymères pour compenser les faibles propriétés mécaniques. 
75,138,149,205–

208 
Tableau 4 : Comparaison des propriétés des polymères naturels  
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Comme le montre le Tableau 3, tous les polymères présentent des propriétés et résultats intéressants, mais également des limitations. Concernant l’agarose tout d’abord, ses propriétés en termes de perméabilité sont très peu polyvalentes. Il a été démontré que de nombreux facteurs complémentaires et cytokines passent à travers les capsules d’agarose209,210. Certaines équipes utilisent une couche externe d’un autre polymère pour contrer ce problème, mais cela réduit généralement la biotolérabilité. Par ailleurs, il est difficile de trouver des sources d’agarose pur et reproductible pour envisager une application généralisée211,212.  Concernant le chitosan, il n’est pas très stable mécaniquement, et interfère avec la viabilité et le fonctionnement des cellules de par sa solubilité uniquement à pH < 6 et sa charge positive138. Certaines équipes utilisent une combinaison de gélatine + chitosan afin de contourner les problèmes de propriétés mécaniques et biologiques. Mais globalement, de par sa faible compatibilité avec les cellules, le chitosan est peu utilisé pour former des capsules immunoprotectrices. La cellulose n’est pas soluble dans l’eau et la plupart des solvants, ce qui rend son utilisation plus compliquée. Il est possible de se tourner vers certains de ses dérivés qui sont solubles dans l’eau : le sulfate de cellulose de sodium (NaCS) et le carboxyméthylcellulose (CMC)200,201. A partir du NaCS, on peut suspendre les cellules dans une solution de sulfate de cellulose en conditions physiologiques, et ainsi obtenir des microcapsules mécaniquement stables, qui n’altèrent pas la viabilité et la fonctionnalité des cellules encapsulées200,213. Le NaCS s’utilise sous forme liquide avec une membrane autour par coacervation avec un polycation, et le CMC s’utilise soit sous forme de matrice avec une couche d’un autre polymère autour, soit sous forme de gel en le mélangeant avec du chitosan par exemple. Il est donc possible de contourner les limitations de la cellulose mais en utilisant des dérivés, et avec des procédés qui sont plus complexes et donnent des résultats mitigés en termes de propriétés mécaniques.  Enfin, le collagène présente de très faibles propriétés mécaniques. C’est la raison pour laquelle dans le cadre d’applications à long terme, il est nécessaire de le coupler avec un agent de réticulation afin d’augmenter ses propriétés mécaniques. Cependant, l’agent de réticulation le plus utilisé dans ce contexte est le Glutaraldéhyde, mais il provoque des réactions inflammatoires, rendant le polymère non biotoléré et non utilisable pour des applications biologiques214. Il peut aussi être utilisé en le mélangeant à d’autres polymères comme l’alginate, afin d’augmenter la résistance mécanique également75.  De par ses propriétés, l’alginate présente des performances très intéressantes pour une application d’encapsulation de cellules : 
- Il est constitué à majorité d’eau (>98%) et est hydrophile, ce qui rend son utilisation avec des cellules favorable 
- Il est chargé négativement, ce qui limite l’adhésion cellulaire 
- Il gélifie en conditions physiologiques de manière simple et rapide (le procédé de gélification sera présenté plus en détails dans un paragraphe suivant) 
- Il est disponible en grande quantité et à un coût modéré, sous forme purifiée 
- Il présente une bonne biotolérabilité et stabilité in vivo Il présente peu d’inconvénients, les principaux étant tout d’abord la variabilité de ses propriétés physico-chimiques du fait de sa provenance, et sa perméabilité qui est variable mais généralement légèrement élevée138,184 (la distribution en taille des pores varie de 5 à 200µm149), cependant elle dépend également du type d’alginate et de sa concentration. Afin de compenser cette perméabilité qui est un peu trop importante pour fournir une bonne immunoprotection, il est souvent utilisé une seconde couche d’un polymère différent, majoritairement la Poly-L-Lysine. Cependant, cette 
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dernière est chargée positivement, ce qui est néfaste pour les cellules149–151. Il est donc possible d’ajouter une troisième couche d’alginate (pour avoir à la fin alginate-PLL-alginate)138,149.  En conclusion, parmi les polymères naturels utilisé dans l’encapsulation de cellules, l’alginate semble être le choix le plus pertinent, et c’est la raison pour laquelle il fait l’objet de nombreuses études et publications. Ses propriétés sont présentées plus en détails dans le paragraphe suivant.   2.2. Alginate Comme présenté précédemment, l’alginate est le polymère naturel le plus utilisé dans les applications d’encapsulation de cellules. Il provient des algues brunes, dans lesquelles il sert comme élément de structure. Il confère à la plante sa force et sa flexibilité. Industriellement, l’alginate a été utilisé pendant des années pour ses propriétés gélifiantes, épaississantes et stabilisantes, et pour sa capacité à garder de l’eau215. Il est maintenant également utilisé pour des applications pharmaceutiques, biomédicales, et en biotechnologie. Il a été utilisé pour la première fois dans le cadre de l’encapsulation d’îlots pour le diabète de type 1 par Lim et Sun en 19803. Par la suite, il a beaucoup été utilisé pour cette application ainsi que dans de nombreux autres domaines (encapsulation d’autres types de cellules endocrines, ou de cellules recombinantes pour la délivrance de gènes thérapeutiques comme des hormones de croissance), et il est encore aujourd’hui beaucoup utilisé138.   2.2.1. Composition L’alginate est un copolymère linéaire anionique, de la famille des polysaccharides. Il est composé de 2 types de monomères : l’acide β-D-mannuronique (M), et l’acide α-L-guluronique (G). Ces deux monomères se lient entre eux par liaison 1-4, en suivant différentes séquences : blocs homopolymériques de monomères G (blocs G), blocs homopolymériques de monomère M (blocs M), ou bloc de séquences de monomères M et G alternant (blocs MG) (voir Figure 7)215.  
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Figure 7 : Composition de l'alginate215 : (a) Illustration des deux monomères. M = acide β-D-mannuronique, G = acide α-L-

guluronique. (b) Différentes séquences d'enchaînement des monomères dans l'alginate. (c) Chaînes de monomères en 
conformation chaise.  Les chaînes de poly-mannuronate se lient au niveau d’un carbone équatorial et forment ainsi des structures étendues, alors que les chaînes de poly-guluronate se lient au niveau d’un carbone axial et forment des structures en « zig-zag » (voir Figure 7). Cette forme de « zig-zag » permet d’avoir une cavité entre chaque motif de guluronate, créant un site favorable de liaison ionique avec des cations divalents, déterminant pour la gélification de l’alginate qui sera présentée par la suite.  Les différents alginates sont caractérisés par la proportion de chaque monomère (rapport M/G), l’arrangement de leurs blocs, leur masse molaire moyenne en nombre Mn (moyenne des masses molaires pondérée par le nombre de chaînes de chaque longueur. Cela correspond à la masse molaire d’une chaîne de longueur moyenne), leur masse molaire moyenne en masse Mw (moyenne des masses molaires pondérée par la masse de chaînes de chaque longueur), et leur polydispersité (Mw/Mn)144. Les alginates sont classés en trois catégories en fonction de leur proportion de monomères G : forte proportion (>60%, noté HG), proportion intermédiaire (40-60%, noté IG), et faible proportion (<40%, noté LG)216. L’influence de ces paramètres sur les propriétés des gels obtenus est décrite par la suite.  2.2.2. Gélification La majorité des utilisations de l’alginate s’intéressent à sa capacité à former un gel ionotropique en présence de cations divalents, tels que les ions Ca2+, Ba2+ ou Sr2+, qui s’incorporent dans la matrice polymère215. Les liaisons créées avec ces ions sont très sélectives et vont dépendre de la composition de l’alginate. En effet, comme expliqué brièvement précédemment, ces liaisons vont avoir lieu au niveau de la cavité entre les motifs guluronates des bloc G, avec les groupements COO-, OH et les atomes d’Oxygène, formant ainsi des points de réticulation entre les chaînes de polymère. Ces liaisons peuvent se former avec de nombreux cations différents, les plus utilisés étant Ca2+, Ba2+ ou Sr2+, mais également avec des cations qui sont toxiques pour les cellules et ne sont donc pas utilisés pour des applications d’encapsulation cellulaire, comme Pb2+, Cu2+, Cd2+, 
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Co2+, Ni2+, et Zn2+. L’affinité de l’ion pour le polymère dépend de l’ion utilisé, et suit l’ordre suivant (pour les ions non toxiques pour les cellules) : Ba2+ > Sr2+ > Ca2+  215,217. Les grandes différences d’affinité entre les ions indiquent que les interactions entre l’alginate et ces ions ne sont pas uniquement électrostatiques215. La gélification de l’alginate suit en effet un modèle qui a été défini comme celui de la boîte à oeufs218 : les ions se lient au niveau des cavités entre les motifs guluronate selon le schéma présenté en Figure 8, et ces cavités stabilisent les liaisons formées avec les ions :  

 
Figure 8 : Gélification de l'alginate215 On peut donc voir que la gélification a lieu grâce à la mise en place des liaisons ioniques au sein des cavités sur les séquences de bloc G, puis aux liens qui se forment entre les différentes séquences de blocs G au sein de la même chaîne de polymère ou entre deux chaînes différentes, créant ainsi un réseau. Le gel ainsi formé est irréversible tant que les ions sont toujours dans le milieu, et autocoopératif215. Il a été déterminé que le nombre minimum de motifs G adjacents permettant d’obtenir une jonction stable est de 8 à 20 motifs pour le cation Ca2+ 219,220. Il a aussi été démontré que le nombre minimum de motifs G nécessaires pour former une jonction stable diminue avec l’augmentation d’affinité de l’ion avec l’alginate220.  Dans le cadre de l’encapsulation de cellules avec de l’alginate, le cation le plus utilisé est le calcium Ca2+, car c’est le cation divalent ayant le moins d’effet sur les cellules. La gélification de l’alginate à l’aide de calcium peut avoir lieu selon deux mécanismes différents : par gélification interne ou gélification externe.  La gélification interne a été introduite par Poncelet et al.221,222 en 1992, elle consiste en un apport de calcium sous forme de sel inactif non soluble dans l’eau, comme des nanocristaux de carbonate de calcium (CaCO3). Ils sont intégrés dans la matrice d’alginate avant de former les gouttes par émulsification ou extrusion dans de l’huile. Une fois les gouttes formées, un acide soluble dans le milieu environnant est ajouté (comme de l’acide acétique) afin de réduire le pH (pH<6,5) et convertir le sel de calcium insoluble en cation libre Ca2+ 221–224, selon le mécanisme décrit dans l’équation ( 1 ) :  
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 𝐶𝑎𝐶𝑂 + 2𝐻 →  𝐶𝑎𝐻𝐶𝑂 + 𝐻 →  𝐶𝑎 + 𝐻 𝑂 +  𝐶𝑂  ( 1 ) Les cations Ca2+ ainsi disponibles diffusent vers les sites de boîte à œufs formés par les acides guluroniques de l’alginate afin de le gélifier. Le processus de gélification est lent et contrôlé, et les gels d’alginate obtenus sont donc homogènes215. Cependant, dans le cadre de l’encapsulation de cellules, les conditions acides nécessaires pour la conversion du sel de calcium sont néfastes pour les cellules. De plus, les capsules obtenues ne sont pas très lisses, de par la présence des sels de calcium, ce qui peut réduire la biotolérabilité155,156. La gélification externe consiste en un apport de calcium sous forme de sel soluble dans l’eau, comme du chlorure de calcium (CaCl2). Les gouttes sont tout d’abord formées avec l’alginate, puis transférées dans une solution aqueuse de sel de calcium, au sein duquel les cations Ca2+ sont directement disponibles, diffusent et gélifient l’alginate223,224. Cette méthode permet de gélifier l’alginate très rapidement, et d’obtenir un gel lisse, mais moins homogène, de par la diffusion du calcium qui a lieu à l’extérieur des capsules en premier. C’est malgré tout le mécanisme qui est choisi préférentiellement pour les applications d’encapsulation de cellules, car contrairement à la gélification interne, il permet de gélifier l’alginate en conditions physiologiques (pH neutre), et d’obtenir des capsules plus lisses et donc présentant de meilleurs résultats en termes de biotolérabilité.  2.2.3. Propriétés physico-chimiques des gels d’alginate Les gels d’alginate sont des réseaux continus de biopolymères, liés par des liaisons non-covalentes selon le mécanisme décrit précédemment. Leur formation en présence de cations divalents s’effectue très rapidement, et les gels obtenus sont stables thermiquement. Comme expliqué précédemment, les propriétés de ces gels qui sont importantes pour une implantation d’îlots encapsulés in vivo sont :  
- Les propriétés mécaniques : les gels d’alginate doivent présenter de bonnes résistance mécanique et élasticité, afin de résister aux contraintes subies lors de l’implantation in vivo, et ne pas se dégrader.  
- La biodégradabilité : les réseaux formés par les gels d’alginate ne doivent pas se déformer dans l’organisme, afin de permettre aux capsules de rester stables et ne pas se dégrader également. 
- La biotolérabilité : les gels d’alginate obtenus ne doivent pas provoquer d’inflammation et de réaction immunitaire une fois implantés. 
- La perméabilité : comme expliqué précédemment, la taille des pores obtenus dans les réseaux de gel d’alginate doit permettre à l’oxygène, aux nutriments et à l’insuline de passer, tout en stoppant les molécules du système immunitaire.   

2.2.3.1. Propriétés mécaniques Le module élastique, ou module d’Young est souvent utilisé pour mesurer la force des gels d’alginate. Il dépend de la composition (proportions de monomères M et G), la masse moléculaire, la concentration de l’alginate, et le type d’ion utilisé pour la gélification215.  Les proportions de monomères G et M varient en fonction de la source d’algue138,215. Les blocs G étant nécessaires à la gélification, ils fournissent une plus grande rigidité au gel obtenu, qui sera 
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plus résistant aux tests de compression et de tension, et plus stable mécaniquement4,138,149,215,225–

229. A l’inverse, un alginate contenant plus de blocs M sera plus flexible, souple et élastique138,215,227. Par ailleurs, la conformation des blocs de monomères influence également leur rigidité. Dans les blocs M, les liaisons entre les 2 monomères sont diéquatoriales et forment une structure plane alors que dans les blocs G, les liaisons sont diaxiales et donc plus courtes, rendant la structure plus compacte et moins flexible. Les blocs MG contiennent des liaisons axiales et équatoriales, et les différents degrés de liberté des deux monomères le composant leur donnent une plus grande flexibilité globale. La rigidité des blocs de monomères augmente donc dans cet ordre : MG < MM < GG215. Les blocs M-G dans les gels d’alginate augmentent donc sa flexibilité230. Outre la composition de l’alginate et le rapport M/G, les propriétés mécaniques des gels d’alginate dépendent également de la vitesse de gélification. En effet, une gélification lente produira un gel ayant une structure plus uniforme et une plus grande intégrité mécanique qu’un gel produit par gélification rapide4,187. La vitesse de gélification quant à elle, dépend de la concentration et solubilité des ions de la solution gélifiante. Comme expliqué précédemment, dans le cadre de la gélification interne par exemple, les ions utilisés sont sous forme non soluble (comme le carbonate de calcium CaCO3), et le processus de gélification est donc lent et contrôlé, les gels d’alginate obtenus sont donc mécaniquement homogènes215. A l’inverse, dans le cadre de la gélification externe, les ions utilisés sont sous forme très soluble dans l’eau (comme le chlorure de calcium CaCl2), et les cations Ca2+ diffusent et gélifient l’alginate très rapidement, de manière peu contrôlée, et le gel obtenu est donc moins homogène mécaniquement4,223,224. La vitesse de gélification dépend également de la température : à basse température, la réactivité des cations divalents est réduite, donc la vitesse de gélification aussi, et la structure du gel d’alginate obtenu est donc plus ordonnée, donnant lieu à de meilleures propriétés mécaniques4,231.  Le choix de l’ion réticulant agit aussi sur le module d’Young et sur la résistance du gel obtenu : l’utilisation d’un ion présentant une meilleure affinité avec l’alginate produira un gel possédant un module d’Young et une résistance plus importants215. Enfin, l’augmentation de la concentration de la solution d’alginate entraîne une augmentation de la rigidité du gel obtenu231.   
2.2.3.2. Biodégradabilité - stabilité L’alginate n’est intrinsèquement pas biodégradable chez les mammifères, car ces derniers ne possèdent pas l’enzyme permettant de sectionner les chaînes du polymère (l’alginase). Cependant, les gels d’alginate réticulés par liaisons ioniques peuvent être dissouts par libération des cations divalents formant ces liaisons dans le milieu environnant, à cause de réactions d’échange avec des cations monovalents (comme les ions sodium)4. Cela peut donc réduire la stabilité à long terme des capsules d’alginate in vivo. Cependant, la masse moléculaire moyenne des alginates commerciaux est supérieure au seuil de clairance rénale, donc même si une partie de l’alginate peut être dissout, les capsules ne disparaissent pas complètement de l’organisme232. Malgré tout, ces limitations de l’alginate conduisent à s’intéresser à des hydrogels d’alginate réticulés par liaisons covalentes.   
2.2.3.3. Biotolérabilité La biotolérabilité de l’alginate a été évaluée à de nombreuses reprises in vitro et in vivo, et l’impact de la composition de l’alginate sur les cellules porte toujours à débat4. En effet, certaines équipes témoignent du fait que l’alginate à teneur importante en M est immunogène, et présente 10 fois 
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plus de risque d’induire une production de cytokines que l’alginate à forte teneur en G233 ; alors que d’autres équipes témoignent d’aucune réponse immunitaire autour d’implants d’alginate, peu importe la teneur en M ou G234. Cependant, ces questionnements sont très certainement liés au degré de pureté de l’alginate : comme il provient de sources naturelles, les réponses immunogènes suite à une implantation d’alginate peuvent être associées à des impuretés restantes, comme des métaux lourds, des endotoxines, des protéines et des composés polyphénoliques. En effet, il a été démontré que l’alginate purifié par des procédés d’extraction multi-étapes pour obtenir une pureté très élevée n’induit pas de réaction immunitaire significative lorsqu’il est implanté dans des animaux235. Les mêmes résultats ont été observés pour des implantations sous-cutané de gels d’alginate commercial ultra-pur dans des souris236.  Concernant l’impact des propriétés chimiques, l’alginate est hydrophile et chargé négativement, ce qui est bénéfique pour les cellules encapsulées, ainsi que pour la réponse immunitaire (voir partie 1.3.1)  
2.2.3.4. Perméabilité Les pores des gels d’alginate présentent une large distribution en taille, allant de 5 à 200 nm, et leur perméabilité dépend de la composition et du rapport M/G de l’alginate, ainsi que de la concentration et solubilité des ions de la solution gélifiante, comme expliqué par la suite.  Concernant la composition, les gels d’alginate les plus poreux sont ceux à forte teneur en bloc G149,237,238. Concernant l’influence des ions, une solution gélifiante contenant des ions très solubles (comme dans le cadre de la gélification externe) et à une concentration élevée va donner une structure de gel plus serrée, et par conséquent une diffusion plus faible des grosses molécules185,186. A l’inverse, si la solution gélifiante contient des sels peu solubles (comme dans le cadre de la gélification interne), la structure formée sera plus perméable aux grosses molécules mais également plus uniforme187. Par ailleurs, les protéines étant pour la majorité chargées négativement à pH 7, elles ne diffusent pas facilement à l’intérieur de l’alginate, mais elles diffusent de l’intérieur vers l’extérieur de l’alginate rapidement237.   Les gels d’alginate présentent de bonnes propriétés pour une application d’implantation in vivo de cellules encapsulées, mais également quelques limitations : les propriétés mécaniques ne sont pas très homogènes dans le cadre de gélification externe, or c’est le mécanisme de gélification utilisé dans la plupart des applications en thérapie cellulaire. Par ailleurs, les liaisons ioniques formées lors de la gélification peuvent être en partie détruites par dissolution des cations divalents dans le milieu environnant. Ces limitations de l’alginate conduisent à s’intéresser à des hydrogels d’alginate réticulés par liaisons covalentes, qui peuvent être obtenus par modifications chimiques.  2.2.4. Modifications chimiques de l’alginate Contrairement aux liaisons ioniques, les liaisons covalentes ne peuvent pas se détruire sous l’effet d’une contrainte, ou par dissolution des cations divalents dans le milieu environnant. L’ajout de ces dernières dans les gels d’alginates leur confère donc une plus grande déformation élastique4,5. Il existe différentes méthodes utilisées pour modifier chimiquement l’alginate afin d’ajouter des liaisons covalentes et ainsi améliorer ses propriétés physico-chimiques, qui sont détaillées dans 
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les revues de Yang et al.239, Rokstad et al.141 ou de Lee et Mooney4. Une première technique est l’ajout de liaisons covalentes grâce à la réaction de Staudinger entre du PEG-phosphine et de l’azine fonctionnalisé sur l’alginate240,241. Ces liaisons covalentes entraînent une résistance complète des capsules au gonflement osmotique. Ces réseaux interpénétrés d’alginate et de PEG-vinyl-sulfone multibranche lié par covalence montrent également des effets bénéfiques sur la stabilité mécanique et l’élasticité6. Cette technique est développée entre autres par l’Ecole Polytechnique Fédérale de Lausanne, et sera présentée plus en détails dans le chapitre Pré-encapsulation. Récemment, le renforcement de complexes polyélectrolytes par covalence a été proposé pour des capsules d’alginate-PLL également. Une liaison a lieu entre le copolymère réactif poly(méthacrylic acid, sodium salt-co-2-[methacryloyloxy]-ethyl acetoacetate) avec du PLL. C’est un système polyvalent puisque la résistance et perméabilité des microcapsules obtenues peuvent être ajustées en faisant varier le degré de pénétration du copolymère et de la PLL242,243. Il existe également une technique de réticulation covalente du PLO avec du genipin, qui a été utilisée dans le but d’améliorer la biotolérabilité des microcapsules d’alginate-PLO127. La revue de Yang et al.239 offre un descriptif plus exhaustif et détaillé sur les possibles modifications chimiques de l’alginate.   
3. Technologies de microencapsulation 

La microencapsulation d’îlots de Langerhans peut se séparer en trois phases : 
- Le mélange des îlots avec le biopolymère utilisé (qui est généralement une solution aqueuse) 
- La formation de gouttes à partir de la suspension de cellules dans le biopolymères 
- La transformation de ces gouttes en microcapsules. Le passage de la solution aqueuse à un « gel » se fait par gélification ionique, thermique ou photoréticulation, et dépend du biopolymère utilisé, comme présenté précédemment (partie 2. Matériau d’encapsulation). L’étape de formation de gouttes peut se faire à l’aide de différentes technologies, qui peuvent se classer sous deux catégories :  
- Les technologies dites de « dripping » : les gouttes sont formées par extrusion à travers une seringue contenant le mélange biopolymère – cellules. Comme présenté par la suite, ces technologies peuvent être déclinées de différentes manières. 
- Les technologies de microfluidique : le mélange biopolymère – cellules s’écoule dans un canal de taille micrométrique, et son flux est cisaillé par un fluide non miscible, afin de former des gouttes. Ce type de technologie sera plus détaillé par la suite (partie 3.2).  Les technologies de dripping sont à l’heure actuelle les plus utilisées101,244, car elles permettent de former des capsules rapidement, et avec des montages relativement simples. La matrice utilisée pour l’encapsulation peut être composée de nombreux matériaux différents. Selon le biopolymère utilisé, l’étape de transformation des gouttes en capsules varie : gélification thermique, par liaison covalente, ou ionique245 (voir partie 2. Matériau d’encapsulation). Dans ce paragraphe, afin de simplifier la présentation des technologies de microencapsulation, le biopolymère choisi pour les exemples est l’alginate, qui gélifie à l’aide de liaisons ioniques avec des cations bivalents (procédé présenté plus en détails dans la partie précédente 2.2.2 Gélification). 
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3.1. Technologies de dripping Comme présenté précédemment, les technologies de dripping correspondent à une extrusion du biopolymère liquide contenant les cellules, à travers une aiguille. La manière dont les gouttes vont se former dans cette configuration dépend de la vitesse appliquée sur le biopolymère. On peut ainsi distinguer 3 régimes244 :  
- Vitesse faible : les gouttes sont formées directement à la sortie de la seringue, c’est le régime de goutte à goutte.  
- Vitesse intermédiaire : le polymère sort de la seringue sous forme d’un jet, qui se sépare en gouttes par la suite, soit naturellement, soit par apport de forces extérieures (vibration par exemple) :  c’est le régime de jet.  
- Vitesse élevée : le jet devient instable et se sépare en plusieurs petites gouttes, c’est le régime de spray.   

 
Figure 9 : Régimes de formation de goutte en dripping : (a) goutte à goutte; (b) segmentation de jet; (c) spray244  Le régime de spray implique une application d’énergies et de pressions très élevées, et donc de forces de cisaillement également très élevées, ce qui est néfaste pour les cellules. Par conséquent, ce régime n’est pas utilisé pour l’encapsulation de cellules. Les dispositifs actuels utilisent le régime de goutte à goutte ou de segmentation de jet. Pour chaque régime, plusieurs technologies existent, qui sont détaillées par la suite.   3.1.1. Régime de goutte à goutte par gravité Le dripping par gravité consiste à former des gouttes de biopolymères en utilisant simplement les forces de gravité. La formation de goutte a donc lieu lorsque la force de gravité est plus forte que la tension superficielle maintenant la goutte à l’extrémité de l’aiguille.  Le dispositif commercialisé le plus connu utilisant cette technique et développé par Nisco Engineering©, une entreprise Suisse (voir Figure 10). 
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Figure 10 : Dripping en goutte à goutte par gravité (Nisco©) - (a) Système à aiguille simple; (b) Système à plusieurs 

aiguilles; (c) Tête de 30 aiguilles Le diamètre des capsules formées avec ce système est d’environ 1.8mm245, ce qui est trop grand pour une application de greffe d’îlots encapsulés. En effet, comme expliqué précédemment, une taille de capsule réduite permet tout d’abord d’optimiser les diffusions de nutriments, oxygène et insuline, et permet également de réduire le volume total de capsules à implanter.  De plus, la production de gouttes est lente et cette technologie présente donc une faible productivité246. Enfin, elle est utilisable uniquement avec des polymères de faible viscosité (inférieure à 200mPa.s)246, or l’utilisation de polymère plus visqueux peut être utile pour obtenir des gels de meilleures propriétés mécaniques (voir partie 2.2.3). Afin de réduire la taille des gouttes formées en dripping goutte à goutte par gravité, il est possible d’ajouter un potentiel électrostatique, ou un flux d’air coaxial.   3.1.2. Régime de goutte à goutte avec potentiel électrostatique Ici, un potentiel électrostatique est appliqué à l’aiguille contenant le mélange biopolymère – cellules. L’application de ce potentiel électrostatique engendre un déplacement d’ions à la surface de la goutte247, provoquant des répulsions et une réduction de la tension superficielle. La réduction de la tension superficielle dépend de la valeur du potentiel électrostatique appliqué, qui définit donc également la réduction du diamètre des gouttes formées. Bidoret et al. ont ainsi établi le graphique de l’évolution du diamètre de goutte en fonction du potentiel électrostatique appliqué (Figure 11). 
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Figure 11 : Diamètre de goutte en fonction du potentiel électrostatique244 Ce graphique montre que l’ajout d’un potentiel électrostatique permet effectivement de diminuer de manière efficace le diamètre des gouttes produites. Par ailleurs, la formation et la segmentation de la goutte s’effectuent plus rapidement, donc cela permet également d’obtenir une meilleure productivité. La société Nisco engineering commercialisant les dispositifs de dripping en goutte à goutte par gravité commercialise également des dispositifs utilisant le potentiel électrostatique (voir Figure 12).  

 
Figure 12 : Système de dripping en goutte à goutte avec potentiel électrostatique (Nisco©) - (a) fonctionnement ; (b) 

équipement avec une tête à 10 aiguilles Cette technique permet donc d’obtenir une réduction de la taille des gouttes, allant jusqu’à 200 µm de diamètre environ, pour des polymères faiblement visqueux, mais la taille des gouttes augmente avec la viscosité du polymère248,249. La distribution en taille est élevée (coefficient de variation allant de 11% à 59% environ), et augmente également avec la viscosité de l’alginate248,249. Cette technique n’a pas d’impact sur la viabilité des cellules d’après Branko et al.249, mais tout comme le régime de goutte à goutte par gravité, elle ne permet pas d’obtenir une vitesse de production élevée246.  
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3.1.3. Régime de goutte à goutte avec flux d’air co-axial Afin de réduire la taille des gouttes produites en régime de goutte à goutte, il est également possible d’ajouter un système de flux d’air co-axial, qui va assister les forces de gravité et ainsi faire tomber des gouttes plus rapidement, et de diamètre plus petit. Il est ainsi possible d’obtenir des gouttes de 800µm de diamètre environ244.  De nouveau, un exemple de société commercialisant ce type de dispositif est la société Nisco© (Figure 13) :  

 
Figure 13 : Système de dripping en goutte à goutte avec flux d'air coaxial (Nisco©) - (a) fonctionnement ; (b) équipement Cette technique permet de réduire la taille des gouttes, mais à un diamètre qui est encore important par rapport à la taille moyenne des îlots (140µm)73. Par ailleurs, l’ajout du flux d’air coaxial entraîne une distribution en taille plus importante, et les capsules obtenues sont donc plus poly-disperses246. De plus, si le flux d’air n’est pas bien contrôlé, cela peut créer des turbulences qui mènent à un régime de spray, ce qui n’est pas idéal pour l’encapsulation d’îlots245 car les gouttes formées peuvent donc être trop petites par rapport à la taille des îlots. Enfin, cette technique ne peut pas non plus être utilisée pour des polymères trop visqueux (200mPa.s maximum, comme pour le régime de goutte à goutte par gravité)246.  3.1.4. Segmentation de jet par vibration  Il existe également des technologies formant des gouttes dans le régime de jet : régime dans lequel le débit appliqué est supérieur à un débit minimum à partir duquel le biopolymère forme un jet au lieu de former des gouttes. Afin de sectionner ce jet pour former les gouttes, il existe différentes techniques. La première est l’utilisation d’une buse vibrante.  Grâce à l’application d’une vibration, le jet va se séparer en goutte dû à l’instabilité de Rayleigh250. Afin d’obtenir des gouttes les plus mono-disperses possibles, il faut trouver le bon équilibre entre la fréquence de production et la vibration appliquée, celui-ci est obtenu lorsque le jet entre en résonnance avec la vibration appliquée244,245.  Il existe principalement trois entreprises qui commercialisent ce type d’équipements : Buchi© (voir Figure 14), Nisco© et Brace©244. Afin de trouver le bon point d’équilibre entre la fréquence et la vibration, ces appareils sont équipés de LED qui éclairent à la même fréquence que la 
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vibration appliquée sur le système. Ainsi, quand les conditions optimales sont trouvées, les gouttes doivent paraître immobiles244.  

 
Figure 14 : Système de dripping en segmentation de jet par vibration (Buchi©) Cette technique peut donc permettre d’obtenir des gouttes de taille relativement faible, et mono-disperses, mais dans des conditions qui sont parfois compliquées à trouver, comme présenté précédemment. Par ailleurs, si le biopolymère utilisé est trop visqueux (viscosité supérieure à 200mPa.), il a un effet amortissant qui rend impossible l’utilisation de cette technique244.   3.1.5. Segmentation de jet par disque rotatif Il existe une autre technique utilisant la segmentation de jet, mais à l’aide d’un disque rotatif équipé de fils fins. Cette technique, contrairement aux autres techniques de dripping citées précédemment, peut être utilisée avec des polymères visqueux. Elle a été présentée par Vorlop251 en 1994 et a été développée par GeniaLab©. Le disque équipé de fils tourne sous le jet de biopolymère, et les fils viennent ainsi sectionner le jet de biopolymère en cylindres de mêmes tailles (voir Figure 15). Par la suite, les cylindres reprennent une forme sphérique sous l’effet de la tension de surface. Une partie du biopolymère peut être éjectée lors de la segmentation de jet. Afin de limiter ce phénomène, la roue peut être légèrement inclinée. 

 
Figure 15 : Système de dripping en segmentation de jet par disque rotatif (GeniaLab©) Cette technologie permet d’utiliser des polymères visqueux (plusieurs Pa.s)252, et de former des capsules relativement monodisperses et de tailles réduites : jusqu’à 200µm de diamètre251,253,254. Cependant, du biopolymère est perdu lors de la segmentation de jet, et par ailleurs, le cisaillement 
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subi par les cellules lors de leur passage dans l’aiguille à une pression élevée, ainsi que lors de la segmentation mécanique, est relativement élevé, même s’il n’empêche pas le développement des cellules encapsulées d’après Schwinger et al.252  3.1.6. Bilan des technologies de dripping  Les différentes technologies de dripping présentées permettent de former des capsules à des fréquences élevées pour les techniques de segmentation de jet, mais dont la forme n’est pas parfaitement contrôlée, et dont le diamètre peut difficilement atteindre moins de 500 µm. Le Tableau 5 résume les avantages (vert) et inconvénients (rouge) des différentes méthodes de dripping. La technique de segmentation de jet par disque rotatif semble présenter les meilleurs résultats, mais comme expliqué précédemment, le contrôle de la taille des gouttes n’est pas optimal, du biopolymère est perdu lors de la segmentation, et le cisaillement imposé sur les cellules est relativement élevé.   
 Gravité Potentiel 

électrostatique 
Flux d’air 
co-axial Vibration Disque 

rotatif 

Diamètre des 
capsules 

Minimum 1,5 mm Minimum 200 µm pour un polymère très peu visqueux Minimum 800 µm Minimum 500 µm Minimum 200 µm 
Mono-

dispersité CV > 15% CV > 10% CV ≈ 10-15% CV ≈ 5-10% conditions difficiles à trouver 
CV > 15% conditions difficiles à trouver 

Productivité Faible ≈ 4000 gouttes/min ≈ 4000 gouttes/min Jusqu’à 40 000 gouttes/min Jusqu’à 10 000 gouttes/s 
Utilisation 

de polymère 
visqueux 

Maximum 200 mPa.s 
Jusqu’à plusieurs Pa.s  mais produit des capsules beaucoup plus grandes et poly-disperses 

Maximum 200 mPa.s Maximum 200 mPa.s Jusqu’à plusieurs Pa.s 
Tableau 5 : Bilan des technologies de dripping  On peut donc voir que les technologies de dripping ne sont pas optimales, particulièrement en termes de contrôle de taille des gouttes, ainsi qu’en termes de gamme de viscosité de polymère utilisable. Par ailleurs, dans chacune des technologies de dripping présentées, les gouttes formées sont gélifiées en solution aqueuse de calcium, extérieure au système d’encapsulation. Par conséquent, la première goutte formée ne gélifie pas le même temps que la dernière, et les capsules obtenues n’ont donc pas exactement les mêmes propriétés mécaniques. Il est donc intéressant de se tourner vers des technologies permettant de contrôler plus précisément la taille des gouttes, tout en pouvant utiliser une gamme plus large de viscosité de polymère, et gélifier toutes les gouttes de manière uniforme. La microfluidique permet d’atteindre ces objectifs, comme cela est présenté dans la partie suivante.   
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3.2. Microfluidique La microfluidique est la science et la technologie de la manipulation de faibles volumes de fluides (10-9 à 10-18 litres255) dans des canaux micrométriques (dont au moins une des dimensions varie de quelques dizaines à quelques centaines de micromètres255). Cette technologie a été développée dans les années 1980, et ses premières applications ont été dans le domaine de l’analyse, pour lequel la microfluidique présente de nombreux avantages : possibilité d’utiliser des très faibles quantité d’échantillon et réactifs, d’effectuer des séparations et détections à des bonnes résolutions et sensibilité, à faible coût, avec des temps d’analyse courts, et un faible impact sur l’appareil d’analyse256. La microfluidique est maintenant utilisée entre autres dans les domaines d’impression à jet d’encre, de puce à ADN,  de technologies de laboratoires-sur-puce, de micropropulsion, et de technologies micro-thermiques257. Les fluides peuvent s’écouler selon différents régimes : le régime turbulent, où la vitesse présente en tout point un caractère tourbillonnaire, dont la taille, la localisation et l’orientation varient constamment ; le régime laminaire, où l’écoulement est de manière parallèle et dans la même direction ; et le régime intermédiaire. Ces différents régimes sont caractérisés par le nombre de Reynolds (sans dimension), défini par l’équation ( 2 ), où 𝜌 est la masse volumique du fluide (kg/m3) ; 𝑢 est la vitesse du fluide (m.s-1) ; 𝑙 est une longueur caractéristique du système ; et 𝜂 est la viscosité dynamique du fluide (Pa.s) :   𝑅𝑒 = 𝜌𝑢𝑙𝜂  ( 2 )  Un écoulement turbulent est caractérisé par un nombre de Reynolds supérieur à 1, et un écoulement laminaire est caractérisé par un nombre de Reynolds inférieur à 1. Dans les systèmes microfluidiques, le nombre de Reynolds est inférieur à 1 et le régime est donc laminaire, car les forces visqueuses et capillaires dominent sur les forces inertielles (contrairement à des écoulements de fluides macroscopiques, où l’inertie est plus importante)255. Cela permet d’avoir un contrôle beaucoup plus précis sur le déplacement des fluides. Un autre avantage de la microfluidique est la possibilité de manipuler des fluides multiphasiques. En effet, il est ainsi possible de produire et contrôler des gouttes monodisperses d’une phase dispersée gazeuse ou liquide, dans un flux de phase continue liquide non miscible255,258–260.  Les micro-gouttes ainsi formées présentent des propriétés intéressantes : taille réduite, large surface, vitesse de production, taille uniforme, stabilité interne etc.261, et sont utilisées dans différents domaines comme la libération contrôlée de médicaments, la détection de virus, la synthèse de particules, et en particulier l’encapsulation de cellules.   3.2.1. Dispositifs de génération de goutte Les méthodes de génération de goutte en microfluidique peuvent être séparées en deux catégories : active et passive261,262. Les méthodes actives utilisent une force extérieure afin d’aider à la formation de la goutte, comme un déclencheur piézoélectrique, un système thermique, un champ électrique ou magnétique261. Les méthodes passives, à l’inverse, utilisent uniquement la géométrie, les dimensions des canaux microfluidiques, et les débits des deux phases non miscibles (contrôlés par des pousse-seringue ou des contrôleurs en pression), afin de déformer l’interface entre les deux fluides et augmenter les instabilités interfaciales, jusqu’à la formation de gouttes monodisperses (dont la polydispersité est généralement de 1 à 3 %261,262).  
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La majorité des études utilisent les méthodes de génération de goutte passives. Nous nous intéresserons dans la suite de cette partie uniquement à ces méthodes. Pour plus d’information sur les méthodes actives, il est possible de se référer aux revues de Zhu et al.263, Gu et al.262 ou de Teh et al.264 Parmi les méthodes passives présentées par la suite, les techniques les plus utilisées sont la jonction T et les géométries à focalisation d’écoulement (flow focusing devices), présentées dans les parties 3.2.2 et 3.2.5. Pour un descriptif plus détaillé de ces techniques, il est possible de se référer aux revues citées précédemment, ainsi qu’à celle de Vladisavljevic et al.265  3.2.2. Jonction-T et jonction-Y La jonction-T est la structure microfluidique la plus simple pour produire des gouttes. Cette géométrie a été présentée pour la première fois par Thorsen et al. en 2001260. La phase continue est portée par le canal principal, et la phase dispersée est injectée dans ce canal principal par un canal perpendiculaire à celui-ci. Les deux fluides forment une interface à la jonction des canaux, et par contrôle de l’écoulement des fluides, la phase dispersée entre dans le canal principal. Les forces de cisaillement produites par la phase continue entraînent un amincissement de la phase dispersée dans le canal principal, jusqu’à rupture et formation d’une goutte262,264–266 (voir Figure 16).  

 
Figure 16 : Jonction-T (CP ─ Phase Continue, DP – Phase Dispersée, et E – Emulsion) ; A) Schéma de fonctionnement265; 

B) Dispositif utilisé par Thorsen et al.260 La taille des gouttes obtenues dépend des débits et rapports des débits des deux phases, de la dimension des canaux, de la viscosité des deux phases, et de l’utilisation de tensioactifs et leur concentration262,264. Elle peut également être contrôlée activement par des forces extérieures comme des micro-vannes pneumatiques267,268 ou magnétiques269, ou des micro éléments chauffants270.  Il est aussi possible de modifier légèrement la géométrie de la jonction-T, pour une forme en Y par exemple, utilisée entre autres par Steegmans et al.271,272 ou Hong et al.273 (voir Figure 17). Les équipes de Steegmans et al. ont démontré qu’une Jonction-Y plane peut être utilisée comme tensiomètre microfluidique272. Contrairement à la jonction-T, la taille des gouttes en jonction-Y est indépendante du débit et de la viscosité de la phase dispersée, elle dépend uniquement de la taille du canal et du nombre capillaire de la phase continue, défini par l’équation ( 3 ), où 𝑢 est la vitesse du fluide (m.s-1) ; 𝜇 est la viscosité dynamique (Pa.s) ; et 𝜎 est la tension superficielle (N.m-1) 265,271 :  𝐶𝑎 = 𝑢𝜇𝜎  ( 3 ) 
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Figure 17 : Jonction-Y (CP ─ Phase Continue, DP – Phase Dispersée, et E – Emulsion) ; A) Schéma de fonctionnement265 ; 

B) Dispositif utilisé par Hong et al273.  3.2.3. Jonction-croix Une autre géométrie proche de la jonction-T est la jonction-croix ou jonction-X. Ici, la phase dispersée est cisaillée perpendiculairement et symétriquement par deux flux de phase continue opposés (voir Figure 18 A). Cela permet d’avoir une formation de gouttes plus contrôlée et stable264. Cette géométrie est utilisée entre autres par les équipes de Liu et Zhang274 et Hoa et al.275 (voir Figure 18 B). 

 
Figure 18 : Jonction-croix (CP ─ Phase Continue, DP – Phase Dispersée, et E – Emulsion) ; A) Schéma de fonctionnement265 

; B) Dispositif utilisé par Hoa et al.275  3.2.4. Géométrie à co-écoulement coaxial La géométrie à co-écoulement coaxial a été introduite pour la première fois en 2004 par Cramer 
et al.276 Elle consiste en deux tubes alignés co-axialement : un microcanal contenant la phase continue, dans lequel est intégré un capillaire contenant la phase dispersée (voir Figure 19). La phase dispersée est donc cisaillée par la phase continue tout autour de l’orifice du capillaire, afin de former des gouttes.  Les gouttes peuvent être obtenues selon deux mécanismes différents : directement au bout du capillaire (c’est le régime de goutte à goutte ou dripping), ou bien au bout d’un jet formé à la sortie du capillaire par la phase dispersée (c’est le régime de jet ou jetting) (voir Figure 19 B). La taille des gouttes obtenues, et le mécanisme d’obtention de ces gouttes dépendent des débits appliqués sur les phases continue et dispersée265,266. En effet, pour un débit de phase dispersée faible, le cisaillement appliqué par la phase continue est important par rapport aux forces de tension de surface, et on obtient ainsi un régime de goutte à goutte. A l’inverse, pour un débit de phase dispersée suffisamment élevé par rapport au débit de phase continu, la force d’inertie de la phase 
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dispersée est plus importante que les forces de tension de surface, et on obtient un régime de jet265,266,276.  

 
Figure 19 : Géométrie à co-écoulement coaxial (CP ─ Phase Continue, DP – Phase Dispersée) ; A) Schéma de 
fonctionnement265 ; B) Dispositif utilisé par Cramer et al.276 : 1) régime de jet, 2) régime de goutte à goutte  3.2.5. Géométries à focalisation d’écoulement (Flow Focusing Device) La géométrie à focalisation d’écoulement consiste en un système plan ou cylindrique de jonction-croix ou de géométrie à co-écoulement coaxial, auquel est ajouté un orifice étroit juste avant le canal de sortie, appelé focalisation d’écoulement hydrodynamique265,277–279. Comme on peut le voir en Figure 20 A et Figure 21 A, la phase dispersée est contenue dans le canal central, et est cisaillée symétriquement par deux flux de phase continue opposés. Le co-écoulement de phase continue et phase dispersée est alors amené à l’intérieur de l’orifice, où le fluide extérieur (phase continue) applique une pression et un cisaillement importants sur le fluide intérieur (phase dispersée). Ce dernier est alors sous forme de jet très étroit, qui se rompt à l’intérieur de l’orifice ou en aval de celui-ci, pour former des gouttes259,265.  La présence de deux flux symétriques de phase continue cisaillants, au lieu d’un seul pour la jonction-T, et de l’orifice en aval du canal, permettent d’avoir une génération de gouttes plus stable et contrôlée, et ainsi d’obtenir des gouttes plus monodisperses264. En effet, la focalisation d’écoulement hydrodynamique permet (pour certaines gammes de pressions) à la rupture de la phase dispersée d’avoir lieu à ce point précis, et ainsi de s’assurer de la reproductibilité et monodispersité des gouttes obtenues264.  La géométrie à focalisation d’écoulement a été utilisée pour la première fois par Gañán-Calvo et 

al. en 1998 pour la formation de gouttes d’eau dans un flux d’air280 et en 2001 pour la formation de bulles d’air dans un liquide281. La première utilisation pour une émulsion a été proposée par Anna et al.259 en 2003 sur une version plane (Micro Flow Focusing Device MFFD), pour former des gouttes d’eau dans de l’huile (voir Figure 21 B et C). Ces études ont démontré que la taille des gouttes dépend du débit d’huile (phase continue) et du rapport entre les débits de phase continue et phase dispersée, ainsi que de la géométrie du dispositif et de la viscosité des phases continue et dispersée.  
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Figure 20 : Géométrie à focalisation d'écoulement plane (MFFD) (CP ─ Phase Continue, DP – Phase Dispersée, et E – 

Emulsion) ; A) Schéma de fonctionnement265 ; B) Dispositif utilisé par Anna et al.259 ; C) Formation de goutte avec rupture 
de la phase dispersée au sein de la focalisation d’écoulement hydrodynamique, dans le dispositif utilisé par Anna et al.259 Le dispositif en version cylindrique de la focalisation d’écoulement hydrodynamique, utilisée après un système de co-écoulement coaxial, est appelé dispositif axisymétrique262,263,265,282,283 (Axisymetric Flow Focusing Device AFFD). Ce système fonctionne de la même manière qu’un MFFD, mais en 3D (voir Figure 21 A). Cela permet d’éviter des problèmes présents en système MFFD comme la mouillabilité de la phase dispersée aux parois de l’orifice283, et ainsi d’obtenir des gouttes monodisperses à des fréquences de production plus élevées qu’en MFFD263,283. Ce système est utilisé entre autres par les équipes de Takeuchi et al.283 (voir Figure 21 B et C) et Schneider et 

al.282 

 
Figure 21 : Géométrie à focalisation d'écoulement axisymétrique (AFFD) (CP ─ Phase Continue, DP – Phase Dispersée) ; 
A) Schéma de fonctionnement283 ; B) Dispositif utilisé par Takeuchi et al.283 ; C) Formation de gouttes avec le dispositif 

utilisé par Takeuchi et al.283 Il existe quatre régimes de formation de goutte en MFFD : un régime de pincement (squeezing), un régime de goutte à goutte (dripping), un régime de jet (jetting), et un régime de tip-streaming263,265 (voir Figure 22).  

 
Figure 22 : Régimes de formation de goutte en géométries à focalisation d'écoulement : A) Pincement ; B) Goutte à 

goutte ; C) Régime de jet ; D) Tip-streaming Dans le régime de pincement (ou squeezing), la phase dispersée forme une avancée qui occupe presque toute la largeur de l’orifice, la phase continue occupe seulement une fine épaisseur entre la paroi de l’orifice et l’interface avec la phase dispersée. La réduction de l’espace disponible pour la phase continue entre l’interface et les parois entraîne un gradient de pression autour de la phase dispersée, et lorsque ce gradient de pression est plus important que la pression à l’intérieur de la 
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phase dispersée, l’interface de cette dernière est pincée et une goutte est formée263,265. Ce régime est aussi appelé le régime contrôlé par la géométrie, et les gouttes formées ont une taille proche ou supérieure à celle de l’orifice.  Dans le régime de goutte à goutte (ou dripping), la phase dispersée prend une forme de jet qui s’amincit de par la contrainte visqueuse imposée par la phase continue. Ces forces visqueuses prennent le dessus sur la tension interfaciale qui tend à stabiliser l’interface entre les phases continue et dispersée, jusqu’à formation d’une goutte de cette dernière. La rupture de la phase dispersée a lieu à l’intérieur de l’orifice, et les gouttes obtenues sont monodisperses et ont un diamètre approximativement égal à la largeur de l’orifice259,263,265.  Le régime de jet (ou jetting) apparaît lorsque le débit de la phase dispersée est augmenté. Le jet formé par la contrainte visqueuse de la phase continue est alors plus long que dans le régime de goutte à goutte, et avance jusqu’à dépasser l’orifice, jusqu’à se séparer en gouttes par instabilité de Plateau-Rayleigh250,263,265. La formation de gouttes est donc moins contrôlée et les gouttes obtenues sont plus grosses, et beaucoup moins monodisperses que celles obtenues en régime de goutte à goutte, à cause également des perturbations capillaires263,265.  Le régime de tip-streaming a lieu en présence de tensioactif, à des rapport de débits de phase continue sur phase dispersée très élevés284. Ce phénomène a été démontré pour la première fois en 1934 par Taylor et al.285, où une goutte isolée a été soumise à un flux et étirée jusqu’à observer des extrémités en pointe. Des micro-gouttes ou jets très fins sont alors formés depuis ces extrémités265,285. Ce phénomène a été utilisé par la suite en microfluidique par de nombreuses équipes265,286–292. La phase dispersée forme un jet très long et très fin (dont l’épaisseur est plus fine que le diamètre de l’orifice de 2 ou 3 ordres de grandeur263), au bout duquel les gouttes sont formées. Il permet de produire des gouttes beaucoup plus petites qu’avec les autres régimes, et dépend fortement de la concentration en tensioactif265,284.   Dans tous les dispositifs de formation de goutte présentés, il est donc possible d’obtenir des gouttes de taille précisément contrôlée (par la taille des canaux, les débits appliqués, et le régime de formation de goutte choisi), et par conséquent monodisperses (CV < 5%), quelle que soit la viscosité de la phase dispersée. La taille des gouttes obtenues peut aller de quelques micromètres de diamètre (en tip-streaming) à quelques centaines de micromètres. Ces technologies microfluidiques sont donc particulièrement adaptées à l’encapsulation de cellules pour la thérapie cellulaire du diabète de type 1.   3.2.6. Géométrie utilisée pour la thèse Dans le cadre de cette thèse, la géométrie choisie est celle de Tan et al.293 Il s’agit d’une jonction croix suivie d’un élargissement du canal de sortie sous forme de chambre triangulaire (voir Figure 23 A). Ces équipes témoignent d’une focalisation du gradient de vitesse provoqué par cet élargissement (voir Figure 23 B), qui permet de contrôler précisément la localisation de la rupture de la phase dispersée, et ainsi d’obtenir des gouttes parfaitement monodisperses, dont la taille dépend des débits des phase continue et dispersée. 
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Figure 23 : Géométrie utilisée par Tan et al.293 : A) Dispositif utilisé ; B) Modélisation de la focalisation du gradient de 

vitesse au niveau de l’orifice de la jonction Il s’agit donc d’une géométrie à la fois proche du type jonction croix, et des géométries à focalisation d’écoulement grâce à la chambre triangulaire. D’après Tan et al., cette chambre triangulaire permet un contrôle précis de la rupture de la phase dispersée et donc de la taille des gouttes. De plus, la formation des gouttes suit les mêmes régimes qu’en MFFD. Par conséquent, dans la suite de cette thèse, la géométrie sera appelée MFFD. 3.2.7. Intégration de la gélification en microsystème Comme expliqué précédemment, il est important de gélifier chaque goutte formée de manière uniforme, afin d’obtenir des capsules de propriétés mécaniques égales. Cela est possible en microfluidique, en intégrant l’étape de gélification dans le microsystème. Comme cela a été présenté dans la partie 2.2.2, la gélification peut s’effectuer de manière interne ou externe. Ces deux méthodes ont été intégrées dans des systèmes microfluidiques par différentes équipes. 
3.2.7.1. Gélification interne Afin de gélifier l’alginate par gélification internet en microfluidique, la technique utilisée le plus fréquemment par les différentes équipes est une génération de gouttes d’alginate contenant du carbonate de calcium (CaCO3), soit cisaillé directement par une huile contenant de l’acide acétique (voir Figure 24 A), soit cisaillé par une huile neutre et suivi d’un co-écoulement de l’huile contenant les gouttes d’alginate + CaCO3 avec une huile contenant de l’acide acétique (voir Figure 24 B). La diffusion de l’acide acétique ainsi présent dans la phase continue vers les gouttes d’alginate va permettre de dissocier le carbonate de calcium à l’intérieur des gouttes d’alginate selon la réaction décrite en partie 2.2.2, et diffuser les cations bivalents Ca2+, entraînant ainsi la gélification des gouttes. Cette technique est utilisée entre autres par Zhang et al. (avec du CaCO3 et de l’huile de soja contenant de l’acide acétique)294, et Tan et Takeuchi (avec du CaCO3 et de l’huile de maïs contenant de l’acide acétique)295.  

 
Figure 24 : Gélification interne en système microfluidique : A) Schéma du système utilisé par Zhang et al.294 : CP = Phase 

Continue d’huile de soja + acide acétique, DP = Phase Dispersée d’alginate + carbonate de calcium ; B) Schéma du système 
utilisé par Tan et Takeuchi295 
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 L’équipe d’Akbari et al.296 utilise également la gélification interne, mais avec une système différent : les capsules sont constitués d’un cœur d’alginate + cellules, ne contenant pas de CaCO3, et le carbonate de calcium est contenu dans une couche externe d’alginate. Pour cela, un co-écoulement d’alginate + cellules avec de l’alginate + CaCO3 est effectué, puis ce co-écoulement est cisaillé par de l’huile contenant de l’acide acétique, afin de former des gouttes qui sont ensuite gélifiées par diffusion de l’acide et dissociation du CaCO3 (voir Figure 25). 

 
Figure 25 : Gélification interne en microfluidique, système utilisé par Akbari et al.296 : (a) Schéma de fonctionnement ; 

(b) Formation de gouttes cœur alginate-cellules, couche externe alginate-CaCO3, dans le dispositif utilisé  
3.2.7.2. Gélification externe La gélification externe en système microfluidique peut avoir lieu de différentes manières :  

- Par formation de gouttes d’alginate et formation de gouttes de solution aqueuse de calcium, puis coalescence des deux (voir Figure 26 A) 
- Par mélange de la phase dispersée et de la phase aqueuse gélifiante au niveau de la formation de goutte (voir Figure 28) 
- Par apport de l’ion calcium depuis un agent gélifiant présent dans la phase organique (voir 

 

Coalescence de gouttes : La première méthode est utilisée par les équipes de Hong et al.297 et Shintaku et al.298 avec un MFFD formant les goutes d’alginate par cisaillement par de l’huile, puis un apport de gouttes de solutions aqueuses de chlorure de calcium par un ou deux canaux latéraux (voir Figure 26 A). Ces équipes témoignent d’une viabilité des cellules encapsulées non affectée par l’encapsulation, mais les capsules obtenues ne sont pas du tout sphériques et monodisperses (voir Figure 26 B et C). 
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Figure 26 : Gélification externe en système microfluidique par coalescence de gouttes : A) Schéma du fonctionnement 

utilisé par Shintaku et al.298 ; B) Capsules obtenues par Shintaku et al.298 ; C) Capsules obtenues par Hong et al.297 Liu et al.299 ont également utilisé la méthode de coalescence de gouttes, mais dans leur système, les gouttes d’alginate et de solution aqueuse de CaCl2 sont générées par un MFFD individuel, et coalescent dans une chambre prévue à cet effet (voir Figure 27). Cette méthode permet d’obtenir des capsules beaucoup plus monodisperses (CV < 3%), mais dont la sphéricité n’est pas optimale.  

 
Figure 27 : Gélification externe en système microfluidique par coalescence de gouttes : 1) Schéma du fonctionnement 
utilisé par Liu et al.299 : (b) génération des gouttes d’alginate, (c) génération des gouttes de CaCl2, (d) coalescence des 

gouttes ; 2) (a) et (b) chambre utilisée pour la coalescence des gouttes, (c) et (d) capsules obtenues 

Mélange des deux phases au niveau de la jonction Cette deuxième technique consiste à injecter l’alginate et la phase aqueuse de calcium en même temps, qui se mélangent donc avant de former des gouttes dans la phase continue à l’aide d’une jonction T, Y ou croix (voir Figure 28 A). Cette technique est utilisée entre autres par Rondeau et al.300 (avec du DiméthylCarbonate en guise de phase continue) et Choi et al.301 (avec de l’Hexadécane en guise de phase continue), et permet d’obtenir des capsules très sphériques et monodisperses (voir Figure 28 B). 
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Figure 28 : Gélification externe en système microfluidique par mélange au niveau de la jonction, exemple de Choi et al.301 : 

A) Schéma du fonctionnement utilisé ; B) Capsules obtenues  
Apport de l’agent gélifiant dans la phase organique  Dans cette méthode, les gouttes d’alginate sont tout d’abord formées, puis une phase organique contenant un agent gélifiant est mise en contact avec la phase continue portant les gouttes d’alginate, par le biais d’un co-écoulement par exemple (voir Figure 29). Cette technique peut ainsi également être utilisée en étape de pré-gélification de l’alginate, avant que ce dernier soit gélifié complètement par une solution aqueuse. Elle est utilisée entre autres par les équipes de Zhang et al.294 (la phase organique gélifiante est de l’huile de soja contenant de l’acétate de calcium), Kim et al.302,303, et Lee et al.304 (la phase organique gélifiante pour les deux derniers est de l’acide oléique contenant du chlorure de calcium). Cette technique permet d’obtenir des capsules lisses et sphériques, tout en maintenant une bonne viabilité des cellules.  

 
Figure 29 : : Gélification externe en système microfluidique par apport de l’agent gélifiant dans la phase organique : 

A) Schéma du fonctionnement utilisé par Zhang et al.294 ; B) Schéma du fonctionnement utilisé par Kim et al.302 ; 
C) Schéma du fonctionnement utilisé par Lee et al.304 Ces différentes techniques d’intégration de la gélification en microsystème permettent de gélifier chaque goutte la même durée, et par conséquent d’obtenir des capsules aux propriétés mécaniques identiques. Cependant, comme on a pu le voir, selon la méthode utilisée, les capsules ne sont pas toujours sphériques et lisses, ce qui est problématique dans une optique de greffe de ces capsules (voir partie 1.3.2). Concernant la gélification externe, les techniques qui semblent le plus adaptées pour une application d’encapsulation cellulaire pour le diabète de type 1 sont soit par mélange des deux phases au niveau de la jonction, soit par apport de l’agent gélifiant dans la phase organique. Dans le cadre de cette thèse, la méthode qui sera utilisée est la seconde. 
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3.3. Bilan et comparaison des technologies de microencapsulation   Afin de comparer les différentes technologies d’encapsulation, le tableau récapitulatif des technologies de dripping est rappelé en Tableau 6, auquel une colonne est ajoutée pour les technologies microfluidiques.   
 Gravité Potentiel 

électrostatique 
Flux d’air 
co-axial Vibration Disque 

rotatif 
Micro-

fluidique 

Diamètre 
des capsules 

Minimum 1,5 mm Minimum 200 µm pour un polymère très peu visqueux Minimum 800 µm Minimum 500 µm Minimum 200 µm 5-1000 µm 
Mono-

dispersité CV > 15% CV > 10% CV ≈ 10-15% CV ≈ 5-10% conditions difficiles à trouver 
CV > 15% conditions difficiles à trouver CV < 5% 

Productivité Faible ≈ 4000 gouttes/min ≈ 4000 gouttes/min 
Jusqu’à 40 000 gouttes/min 

Jusqu’à 10 000 gouttes/s Jusqu’à 10 000 gouttes/s 
Utilisation 

de polymère 
visqueux 

Maximum 200 mPa.s 
Jusqu’à plusieurs Pa.s  mais capsules beaucoup plus grandes et poly-disperses 

Maximum 200 mPa.s Maximum 200 mPa.s Jusqu’à plusieurs Pa.s Jusqu’à plusieurs Pa.s 
Gélification Externe au système, temps de gélification non uniforme entre première et dernière capsule collectées Uniforme 

Tableau 6 : Bilan comparatif des différentes technologies de microencapsulation   On peut donc voir que la microfluidique présente les meilleurs résultats dans une optique d’encapsulation de cellules pour le diabète de type 1. En effet, cette technologie permet d’obtenir des capsules monodisperses (CV<5%), lisses, sphériques, de taille inférieure à 200 µm, et cela même avec des polymères très visqueux. Par ailleurs, comme expliqué précédemment, l’intégration de la gélification en microsystème permet d’obtenir des capsules reproductibles. Enfin, de la même manière que la gélification, des procédés de rinçage et de transfert de capsules peuvent être intégrés en microfluidique également, permettant ainsi d’obtenir un système automatisé et reproductible.     
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4. Bilan et choix pour la thèse 

On a donc pu voir que de nombreux essais cliniques utilisant des îlots de Langerhans en macroencapsulation ou microencapsulation sont en cours. Les différents résultats ont montré qu’il est possible de protéger les îlots du système immunitaire, mais dans les techniques de macroencapsulation, ces derniers sont confrontés à un manque d’oxygène. Les techniques de microencapsulation semblent donc plus adaptées à une meilleure survie des îlots in vivo.  Parmi les différentes technologies de microencapsulation, il a été démontré que la microfluidique donne de bien meilleurs résultats en termes de taille et forme de capsules, monodispersité, reproductibilité et automatisation.  Concernant les matériaux utilisés pour l’encapsulation, l’alginate est le meilleur candidat car il est biotolérable, chargé négativement, gélifie en conditions physiologiques et est disponible en grande quantité et à coût modéré sous forme purifiée. Cependant, ses propriétés mécaniques sont limitées et les résultats in vivo ne sont donc pour l’instant pas optimaux. Différentes équipes s’intéressent donc au fait d’améliorer l’alginate en termes de propriétés mécaniques, afin de lui conférer une meilleure résistance et plus longue stabilité in vivo. Pour cela, il est possible par exemple de modifier chimiquement l’alginate afin d’ajouter des liaisons covalentes au liaisons ioniques présentes dans les gels d’alginate conventionnels, donnant lieu ainsi à une double gélification. Ce type d’alginate est développé entre autres par l’Ecole Polytechnique Fédérale de Lausanne, mais la technologie d’encapsulation utilisée est une technologie de dripping. Dans le cadre de cette thèse, le choix s’est donc porté sur ce type d’alginate modifié chimiquement, couplé à une technologie d’encapsulation en microfluidique. Pour cela, l’alginate a été développé par l’EPFL, et le système microfluidique au sein du laboratoire d’accueil de cette thèse, au CEA de Grenoble. La géométrie ayant été choisie pour la formation de gouttes est le système MFFD développé par Tan et al.293, et la technique de gélification choisie est celle de Zhang et al.294, consistant en une pré-gélification des gouttes d’alginate à l’aide d’une huile de soja contenant une dispersion d’acétate de calcium, avant de terminer la gélification des gouttes dans une solution aqueuse de calcium.  Le but de la thèse a donc été tout d’abord de réussir à produire des capsules en microfluidique avec les alginates modifiés chimiquement par l’EPFL. Pour cela, différentes caractérisations des fluides et du système ont été effectuées, qui seront décrites par la suite, afin de comprendre les mécanismes mis en jeu. Après être parvenu à former des capsules avec les différents alginates aux propriétés physico-chimiques variées, les propriétés de ces dernières étant importantes pour une application d’encapsulation de cellules ont été caractérisées. Enfin, des îlots de porcs néonataux ont été encapsulés et caractérisés in vitro et in vivo.   
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1. Description du projet 

Les travaux effectués dans le cadre de cette thèse s’inscrivent dans un projet nommé FUTURCAPS (ANR-15-CE18-0022-02). Ce projet collaboratif implique l’Université Grenoble Alpes, l’Ecole Polytechnique Fédérale de Lausanne, l’Hôpital Universitaire de Genève, l’Etablissement Français du Sang de Grenoble, et le CEA. Ce projet a deux ambitions : développer et évaluer de nouveaux matériaux d’encapsulation, et évaluer et comparer les technologies d’encapsulation. Pour cela, les performances de 2 différentes technologies d’encapsulation sont utilisées : 
- L’encapsulation dite « classique » utilisant l’encapsulateur B-395 Pro produit par Buchi©, avec lequel les capsules d’alginate sont formées par dripping avec segmentation de jet par vibration, comme présenté dans l’Etat de l’art. Cet équipement est disponible à l’hôpital de Genève 
- L’encapsulation en microfluidique, utilisant une géométrie à focalisation d’écoulement développée par Tan et al.293, présentée également dans l’Etat de l’art. Afin d’étudier l’influence du matériau d’encapsulation, différents alginates sont utilisés :  
- Un alginate de référence pour les encapsulations en microfluidique : l’ultra-pur PronovaTM SLG100, commercialisé par NovaMatrix. 
- Un alginate de référence pour les encapsulations en goutte à goutte : l’alginate ultra-pur PronovaTM UP LVM, commercialisé également par NovaMatrix 
- Des alginates modifiés chimiquement : différents processus réactionnels expliqués par la suite (Chapitre Pré-Encapsulation) sont suivis afin de greffer des dérivés de  PolyEthylène Glycol (PEG), contenant des groupements thiol (SH), acrylates, ou kétoprofène sur les chaînes carbonnées d’un alginate commercial Kelton HV (commercialisé par Kelco, San Siego, USA). Ainsi, 3 types d’alginates modifiés chimiquement ont été testés : le Système 

A, le Système C et l’Alginate-Kétoprofène. Ils seront présentés en détail par la suite.  Ces modifications de la structure chimique de l’alginate ont pour but de lui conférer de meilleures propriétés mécaniques, élasticité, stabilité et biocompatibilité. Les travaux effectués dans cette thèse ont pour objectif d’évaluer l’efficacité des alginates modifiés, ainsi que l’avantage de la microfluidique par rapport à l’encapsulation en goutte à goutte en termes de contrôle de taille et forme des capsules, dans le cadre d’une application en thérapie cellulaire pour le diabète de type 1. Pour cela, il est tout d’abord nécessaire de produire des capsules vides en microfluidique avec ces alginates modifiés chimiquement. Ces évaluations et comparaisons sont ensuite effectuées à travers l’encapsulation d’îlots de Langerhans, avec lesquels le but est d’optimiser les résultats en termes de viabilité in vitro, pour enfin aboutir à des tests in vivo sur souris.  Les différentes étapes de ces encapsulations sont réparties entre les partenaires du projet. L’équipe de recherche de l’EPFL (Suisse, Lausanne) effectue les réactions chimiques sur l’alginate Kelton permettant de greffer les différents dérivés de PEG (voir chapitre 4). Par la suite, ces alginates sont lyophilisés et envoyés au laboratoire du CEA de Grenoble. Des îlots de Langerhans de porc néo-natal sont isolés et purifiés par les Hôpitaux Universitaires de Genève, puis envoyés au CEA de Grenoble également. Les encapsulations en microfluidique sont effectuées au CEA de Grenoble, puis les îlots encapsulés sont caractérisés in vitro au CEA de Grenoble, puis à l’Université Grenoble Alpes. Enfin, un test in vivo a été effectué, en suivant le même procédé d’encapsulation (îlots de porc provenant de HUG, encapsulés avec les polymères synthétisés par l’EPFL et le système microfluidique développé par le CEA), et en greffant ces îlots encapsulés sur des souris fournies par les Hôpitaux Universitaires de Genève. 
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Ce projet est donc très collaboratif et multidisciplinaire, sa mise en place et son bon fonctionnement reposent sur le bon déroulement de nombreuses étapes, pouvant présenter des problèmes et limitations à différents niveaux.  
2. Méthodologie suivie 

Comme cela a été expliqué dans le chapitre Etat de l’Art, la microencapsulation de cellules peut se séparer en 3 étapes :  
- La préparation du biopolymère, et le mélange de ce dernier avec les cellules 
- La formation de gouttes avec le polymère contenant les îlots (ou bien sans îlots dans le cadre de formation de capsules vides) 
- La transformation de ces gouttes en capsules, par gélification de l’alginate. Une quatrième étape peut être définie comme la récupération des capsules et leur caractérisation.  Chaque étape présente des paramètres critiques à étudier et ajuster, ainsi que des paramètres pouvant avoir un impact sur la viabilité des îlots et le bon fonctionnement de l’encapsulation, et donc sur l’obtention d’îlots encapsulés viables et fonctionnels.  L’organisation du manuscrit suit donc principalement ces trois étapes. Le Chapitre 4 présente les différentes caractérisations nécessaires à une bonne préparation du polymère, et les résultats obtenus permettent de définir quels types d’alginates utiliser pour l’encapsulation de cellules. Ensuite dans le Chapitre 5, la formation de goutte en microfluidique a été étudiée et analysée, afin de réussir à produire des capsules dans les différents systèmes microfluidiques utilisés, avec les différents alginates. Enfin, le Chapitre 6 présente tout d’abord la caractérisation des capsules obtenues, ainsi que les résultats obtenus en encapsulation de cellules et d’îlots, les différentes optimisations effectuées, et les résultats d’un test in vivo.   2.1 Pré-encapsulation  Concernant la préparation du biopolymère et le mélange avec les îlots, les paramètres critiques et importants pour la formation de gouttes par la suite concernent principalement les propriétés physico-chimiques des biopolymères :  
- La viscosité : elle a un impact sur la viabilité des cellules, autant en termes de contrainte visqueuse, qu’en termes de force de cisaillement appliquée pendant le mélange des cellules dans le polymère.  
- La longueur des chaînes de l’alginate : elle a une influence sur la viscosité, et donc sur les paramètres cités au-dessus.  
- La pureté de l’alginate : cela a également une influence sur la viabilité des cellules mélangées avec ce dernier.  Ces différentes propriétés doivent donc être caractérisées pour chaque polymère, afin de déterminer les paramètres à appliquer pour le bon fonctionnement de l’encapsulation et l’obtention d’îlots encapsulés viables et fonctionnels. Les méthodes utilisées sont présentées dans le chapitre Matériel et Méthodes.  
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 2.2 Formation de gouttes L’étape de formation de gouttes dépend de plusieurs paramètres, concernant à la fois les propriétés physico-chimiques des biopolymères, et le système microfluidique : 
- Les propriétés rhéologiques (viscosité et élasticité) : elles ont un impact sur le temps de formation de goutte, et la taille, forme et monodispersité des gouttes obtenues ; ainsi que sur les forces de cisaillement appliquées pour former les gouttes, et peuvent donc impacter la viabilité des cellules contenues dans l’alginate. 
- La tension interfaciale des polymères dans l’huile : elle a un impact sur la formation de gouttes, ainsi que sur le passage de l’interface eau-huile des polymères. 
- Le caractère hydrophile-hydrophobe, caractérisé par l’angle de contact des polymères avec la surface des canaux : cela a un impact sur l’accroche des polymères dans les systèmes microfluidiques, et donc sur la manipulation des polymères et des gouttes. 
- Le cisaillement appliqué par les flux de phase continue sur les biopolymères pendant la formation de gouttes : cela peut avoir un impact sur la viabilité des cellules encapsulées.  De la même manière, ces différents paramètres doivent être caractérisés afin de réussir au mieux l’encapsulation des îlots. Les méthodes et appareils utilisés pour les caractérisations sont présentés dans le chapitre Matériel et Méthodes.  2.3 Gélification des gouttes La transformation des gouttes en capsules s’effectue par gélification ionique de l’alginate, en présence d’ions calcium Ca2+ en solution (en suivant le processus présenté dans le l’Etat de l’art partie). Ce processus peut être plus ou moins rapide en fonction de la composition et des propriétés physico-chimiques de l’alginate. La vitesse de gélification doit donc être caractérisée, afin de déterminer les paramètres à appliquer pour gélifier les différents alginates dans le système microfluidique. La méthode suivie afin de caractériser la vitesse de gélification des alginates, et son influence sur le système microfluidique sont présentées dans le Chapitre 5.   2.4 Post encapsulation : caractérisation des capsules Enfin, une fois les gouttes gélifiées et les capsules formées, ces dernières présentent des propriétés physico-chimiques critiques pour une application de thérapie cellulaire (présentées plus en détails précédemment dans l’Etat de l’art) :  
- La taille, la forme et la monodispersité : les capsules ne doivent pas être trop grandes pour bien oxygéner les îlots, et leur forme doit être le plus lisse et sphérique possible afin de ne pas provoquer de réponse immunitaire dans le cadre d’application in vivo. 
- La perméabilité : les capsules formées doivent stopper les molécules du système immunitaire, tout en laissant passer l’oxygène, les nutriments et l’insuline.  Ces paramètres doivent donc également être caractérisés, et les différentes méthodes utilisées sont présentées dans le chapitre Matériel et Méthodes.  
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3. Contraintes de l’étude 

Les principales limitations rencontrées dans cette thèse ont été la variabilité des lots de polymères reçus et la non disponibilité d’une quantité suffisante de chaque lot de biopolymère afin de pouvoir effectuer toutes les caractérisations présentées précédemment ; ainsi que la quantité limitée d’îlots humains pour les tests in vitro et in vivo.  En effet, comme nous le verrons au Chapitre 4, les processus réactionnels développés par l’EPFL pour la synthèse d’alginates chimiquement modifiés sont complexes : ainsi pour chaque synthèse d’un même type de polymère, chaque lot obtenu a des pourcentages de greffage et de pureté différents, et donc des propriétés physico-chimiques très différentes. Par conséquent, les caractérisations citées précédemment doivent être faites sur chaque lot différent (y compris pour un même polymère).  Afin de pouvoir effectuer toutes les caractérisations citées précédemment, la quantité de polymère nécessaire est d’environ 3mL. Or les conditions expérimentales des modifications chimiques de l’alginate permettent difficilement à l’EPFL de fournir les quantités suffisantes. En effet, à chaque synthèse, la masse maximale de polymère obtenue était d’environ 100 mg, ce qui permettait de préparer 2,4 mL de polymère.  Ces caractérisations ont donc été effectuées uniquement lorsque la quantité de polymère reçu était suffisante. Les caractérisations effectuées pour chaque lot sont résumées dans les Tableau 7, Tableau 8, et Tableau 9. Ces tableaux permettent de souligner les limites de l’étude, de par la variabilité des lots reçus, et les quantités limitées ne permettant pas d’avoir toutes les caractérisations pour un même lot. Le but de cette thèse a donc été de caractériser les polymères dans un premier temps, lorsque cela était possible, afin de réussir à former des capsules. Ces capsules ont ensuite été caractérisées, afin de déterminer si leurs propriétés sont adaptées à une utilisation en encapsulation de cellules. Par la suite, des cellules et îlots ont été encapsulés, et leur viabilité a été mesurée et comparée, afin d’optimiser les différents paramètres cités précédemment lorsque cela était possible, et ainsi améliorer les résultats obtenus. Enfin, un test d’implantation d’îlots encapsulés in vivo a été effectué. Ces expériences ont été possibles grâce à la collaboration des différentes équipes partenaires de la thèse, et la mise en commun d’expertises très pluridisciplinaires.      
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Système A 

LOT VISCOSITE RHEOLOGIE TENSION DE 
SURFACE 

ANGLE DE 
CONTACT CISAILLEMENT PERMEABILITE TAILLE ET 

FORME VIABILITE 

FTR-159-3% Oui Non Non Non Non Non Non Non 
LS1-058-4% Non Non Oui Oui Non Oui Non Non 
LS1-125-4% Oui Non Oui Oui Non Oui Non Non 
LS4/026 4%  Non Non Non Non Oui Non Non Oui 

LS3/003 - 
4% Oui Non Oui Oui Non Oui Oui Oui 

LS2/060 - 
4% Non Non Non Non Non Oui Oui Oui 

LS2/095-4% Non Non Non Non Non Non Oui Oui 
LS3/043 - 

4% Non Non Non Non Non Non Non Oui 
LS3/133 - 

4% Non Non Non Non Non Non Non Oui 
LS2/036 - 

4% Non Non Non Non Non Non Oui Oui 
Tableau 7 : Bilan des caractérisations effectuées sur les lots de polymère Système A  
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Système C 

LOT VISCOSITE RHEOLOGIE TENSION DE 
SURFACE 

ANGLE DE 
CONTACT CISAILLEMENT PERMEABILITE TAILLE ET 

FORME VIABILITE 

LS3/039 + 040 
- 4% Oui Non Oui Oui Non Non Non Non 

LS4/027 + 28 
4%  Non Non Non Non Oui Non Non Oui 

LS3/019 + 045 
+ FN3/62 + 

LS3/082 + 023 
1, 2, 3 ET 4% 

Non Oui Non Non Non Non Non Non 
LS3/022 + 023 Non Non Non Non Non Oui Non Oui 
LS2/039 + 53 Non Non Non Non Non Oui Non Non 

LS3019 + 044 + 
045 + FN3-62 - 

4%  
Non Non Non Non Non Non Non Oui 

LS3/044 + 134 
- 4%  Non Non Non Non Non Non Non Oui 

LS2/026 + 039 
+ 053 4% Non Non Non Non Non Non Oui Oui 

Tableau 8 : Bilan des caractérisations effectuées sur les lots de polymère Système C      
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Alginate-Kétoprofène  

LOT VISCOSITE RHEOLOGIE TENSION DE 
SURFACE 

ANGLE DE 
CONTACT CISAILLEMENT PERMEABILITE TAILLE ET 

FORME VIABILITE 

FN3-069 - 
4% Oui Non Oui Oui Non Oui Oui Oui 

LS4-025 4%  Non Non Non Non Oui Non Non Oui 
LS3/077 + 

092 + 114 1, 
2, 3 ET 4% 

Non Oui Non Non Non Non Non Oui 
LS3/132 - 

4%  Non Non Non Non Non Non Non Oui 
LS3/076 + 
077 - 4% Non Non Non Non Non Non Oui Oui 

LS3/080-4% Non Non Non Non Non Non Oui Oui 
Tableau 9 : Bilan des caractérisations effectuées sur les lots de polymère Alginate-Kétoprofène  
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Ce Chapitre décrit les équipements ainsi que les méthodes expérimentales utilisées au cours de cette thèse, afin de réussir à produire des capsules en microfluidique avec les différents alginates étudiés, et à encapsuler des îlots.  
1. Banc expérimental et fabrication microfluidique 1.1. Géométrie utilisée  Les systèmes microfluidiques utilisés dans cette thèse ont pour la plupart été développés au sein du laboratoire avant le déroulement de la thèse. 3 principaux types de système ont été utilisés, décrits par la suite : le système automatisé GEL200, et les système simplifiés MFFD200 et MFFD550. Chacun de ces systèmes possède, dans une carte microfluidique, au moins les deux modules suivants :  - un module de formation de goutte en MFFD (inspiré du dispositif développé par Tan et 

al.293, présenté dans l’Etat de l’art). Dans ce module, la phase dispersée (alginate) est contenue dans le canal central, et une phase continue, non miscible avec la phase dispersée (dans notre cas, de l’huile de soja), s’écoule dans deux canaux perpendiculaires. Au niveau de la jonction entre les deux phases, la phase continue cisaille la phase dispersée, produisant ainsi des gouttes. Cette jonction est suivie d’une chambre triangulaire, permettant de focaliser la rupture des gouttes au niveau de la jonction293 (Figure 30 A). - un module de pré-gélification des gouttes (inspiré du dispositif de Zhang et al.294, présenté dans l’Etat de l’art également). Dans ce module, deux canaux périphériques sont positionnés de part et d’autre du canal central contenant la phase continue et les gouttes de phase dispersée (voir Figure 30 B). Ces canaux permettent d’apporter en co-écoulement une huile contenant un agent gélifiant (ou huile pré-gélifiante). Cet agent gélifiant diffuse vers les gouttes de polymère, et commence ainsi à les gélifier, avant que celles-ci ne soient transférées en solution aqueuse gélifiante. Cette pré-gélification permet aux capsules de ne pas être déformées, et maintenir leur forme sphérique lors du passage de l’interface huile-eau pour leur transfert en solution aqueuse gélifiante.   

 
Figure 30 : Formation et pré-gélification de gouttes en microfluidique : A) module de formation de goutte en MFFD, 

inspiré de Tan et al.293 ; B) Module de Pré-gélification de goutte inspiré de Zhang et al.294  
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1.2. Fabrication des cartes microfluidiques 1.2.1. Choix du matériau Le laboratoire du CEA dans lequel a été effectuée cette thèse s’est spécialisé dans la conception de cartes en matériaux thermoplastiques comme le COC (Cyclic Olefin Copolymer), le COP (Cyclic Olefin Polymer), ou le PMMA (Poly(Méthylméthacrylate)). Ces matériaux sont avantageux en termes de coûts, de compatibilité biologique, et d’industrialisation.  Les cartes microfluidiques utilisées dans cette thèse sont conçues en COC. Contrairement au PDMS souvent utilisé en microfluidique, ce matériau est quasiment imperméable aux gaz et possède des propriétés optiques intéressantes : il est transparent à la lumière pour des longueurs d’ondes supérieures à 400 nm, et est faiblement auto-fluorescent. De plus, il est compatible avec la stérilisation aux rayons gamma ou à l’autoclave, permettant ainsi de l’utiliser pour des applications médicales. Le COC est d’ailleurs approuvé par la FDA et est souvent utilisé dans le domaine des dispositifs médicaux.  Le COC est disponible sous formes de granules destinés à l’injection, mais notre laboratoire s’approvisionne directement auprès de l’entreprise TOPAS afin d’obtenir des plaques déjà formées. Plusieurs types de COC existent, possédant des températures de transition vitreuse différentes : TOPAS-8007 (Tv=78°C) ; TOPAS-5013 (Tv=134°C) ; TOPAS-6015 (Tv=160°C), et TOPAS-6017 (Tv=130°C). Comme la technique d’usinage provoque un échauffement local du matériau, le type de COC utilisé doit suffisamment résister à la température. Le COC préférentiellement utilisé au sein du laboratoire est le grade 5013.   1.2.2. Conception et usinage Les cartes microfluidiques sont au format carte de crédit (85,6 mm x 54 mm), d’épaisseur allant de 1 à 2 mm. Les canaux microfluidiques sont fabriqués par usinage de bloc de COC. La technique d’usinage consiste à enlever de la matière au sein du bloc par fraisage. Les copeaux de matière sont ensuite évacués et la carte microfluidique est refermée par collage thermoplastique d’un second bloc de COC. Des puits d’entrée ou sortie sont creusés avant le collage au niveau des extrémités des canaux microfluidiques, afin de réaliser la connectique fluidique entre les tubes d’injection/récupération des liquides et la carte.  L’architecture des cartes est dessinée en 3 dimensions à l’aide du logiciel de conception assistée par ordinateur (CAO) Solidworks. L’usinage est réalisé sur l’équipement Datron-M7HP (Figure 31), et est piloté par le logiciel CAO. Cet équipement permet d’usiner les cartes microfluidiques dans des conditions optimales car l’usinage s’effectue à l’éthanol plutôt qu’à l’huile de coupe, ce qui évite la contamination des échantillons. Suite à l’usinage, les canaux sont refermés grâce à un scellement thermique entre le bloc usiné et un bloc de COC plein. Pour cela, les deux blocs sont placés dans une presse à 127°C, température de déformation sous charge (DTUL) du COC, pendant 80 minutes.   
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Figure 31 : Equipement d’usinage Datron-M7HP  1.2.3. Traitement de surface Lors de la formation de gouttes en microfluidique, la mouillabilité des parois des canaux est un paramètre influençant le détachement et l’accroche des gouttes. Afin d’avoir un bon détachement, et de former des gouttes monodisperses, la phase dispersée ne doit pas mouiller les parois. Dans notre cas, la phase dispersée étant aqueuse, les parois doivent donc être le plus hydrophobes possible. La mouillabilité adaptée peut être obtenue soit par utilisation de tensioactifs, soit par fonctionnalisation de surface. L’utilisation de tensioactifs peut avoir un impact négatif sur la viabilité des cellules. Par conséquent, dans le cadre d’encapsulation de cellules, il est préférable d’utiliser une fonctionnalisation de surface.  Le traitement de surface utilisé dans le cadre de cette thèse est une silanisation : il consiste en un dépôt d’une fine couche d’un silane (le FDTS, perFluoroDecylTrichloroSilane) (AB111155, ABCR) sur les parois des canaux. Ce dépôt est effectué en phase vapeur (Molecular Vapor Déposition), à pression constante. Cette technique permet de rendre les canaux très hydrophobes, et résiste aux solvants tels que l’éthanol.   1.3. Banc expérimental  Les deux modules présentés précédemment (partie 1.1) sont associés dans des cartes microfluidiques de différentes dimensions, donnant lieu à différents systèmes : - Le Système microfluidique simplifié MFFD200 : il est constitué d’une carte plastique en COC contenant les deux modules présentés précédemment (formation de goutte et pré-gélification), aux dimensions décrites en Figure 32. Suite à ces deux modules, le canal amène directement à une sortie de la carte microfluidique. Le montage utilisé pour ce système est présenté en Figure 33 : les fluides sont déplacés à l’aide de contrôleurs en pression, commercialisés par la société Fluigent (MFCS™-EZ, 4 voies, 0-1 bar), pouvant délivrer entre 0 et 1 bar. La pression appliquée sur les réservoirs contenants les fluides (bouteille, falcon ou eppendorf) permet de déplacer ces derniers et de les injecter dans la carte microfluidique, où les gouttes sont formées et pré-gélifiées. Ces gouttes sont ensuite récupérées dans un falcon en sortie de carte, contenant 5 mL de solution aqueuse 
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gélifiante. Dans ce falcon s’accumule donc la phase continue huileuse au-dessus de la phase aqueuse gélifiante. Les capsules doivent tout d’abord passer l’interface huile-eau afin d’être transférées en solution aqueuse gélifiante et ainsi terminer leur gélification, puis être transférées manuellement en sérum physiologique ou milieu de culture.  - Le Système microfluidique simplifié MFFD550 : il s’agit du même système que le MFFD200, mais dans lequel les canaux du MFFD ont une dimension de 550 µm au lieu de 200 µm. Les rapports des dimensions sont les mêmes que ceux utilisés en Figure 32. Le montage utilisé pour ce système est également le même que celui utilisé pour le système MFFD200, présenté en Figure 33. 

 
Figure 32 : Dimensions des canaux du système microfluidique simplifié MFFD200 

 
Figure 33 : Schéma du montage des systèmes microfluidiques simplifiés : les fluides sont mis en mouvement par un 

contrôleur en pression, les réservoirs d’huile sont identiques pour la phase continue et l’huile pré-gélifiante, et l’alginate 
est contenu dans un eppendorf ; les capsules sont récupérées en sortie de carte dans une phase aqueuse gélifiante - Le Système microfluidique automatisé GEL200 : il s’agit d’une carte en COC sur laquelle est fixée une puce en silicium (voir Figure 34 A). Cette puce contient les deux modules présentés précédemment (formation de goutte et pré-gélification), aux dimensions décrites en Figure 32, auxquels sont ajoutés deux modules de transfert de phase (voir Figure 34 B). Ces deux modules permettent de transférer chaque goutte tout d’abord depuis la phase continue huileuse vers une phase aqueuse contenant le calcium, terminant la gélification, puis de transférer chaque capsule gélifiée dans une autre solution aqueuse de sérum physiologique, ou de milieu de culture (Figure 34 B). Les canaux de pré-gélification et gélification sont contenus dans la carte en COC. Le montage utilisé pour ce système est proche de celui utilisé pour les systèmes simplifiés, mais ici, les capsules en sortie de carte sont directement en sérum physiologique ou milieu de culture (Figure 35). 
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Dans ces différents systèmes microfluidiques, les connexions fluidiques sont effectuées via un système développé au sein du laboratoire : le système Flowpad, qui permet d’assurer des connexions multiples.  

 
Figure 34 : Système microfluidique automatisé : A) Carte microfluidique en COC contenant le système de formation et 

gélification de gouttes ; B) Schéma du système présente à l’intérieur de la carte pour former et gélifier les gouttes, où HS 
est l'Huile de Soja, AC l'Acétate de Calcium, et Sérum Phy le Sérum Physiologique 

 
Figure 35 : Schéma du montage du système microfluidique automatisé GEL200 : les fluides sont mis en mouvement par un 
contrôleur en pression ; les réservoirs d’huile sont identiques pour la phase continue et l’huile pré-gélifiante, et l’alginate 
est contenu dans un eppendorf ; les capsules sont récupérées en sortie de carte directement en sérum physiologique ou 

milieu de culture Les systèmes microfluidiques simplifiés présentent l’avantage d’une mise en place simple et rapide. Cependant, les capsules doivent être transférées manuellement depuis la solution gélifiante vers une solution de Sérum Physiologique ou milieu de culture. Par conséquent, selon la durée au bout de laquelle le transfert est effectué, les capsules présentent une disparité plus ou moins importante au niveau du temps de gélification et donc des propriétés mécaniques. En effet, si l’utilisateur récupère les capsules pendant 15 minutes (par exemple) dans le falcon de sortie, avant de les transférer en solution aqueuse non gélifiante (comme du sérum physiologique), la première capsule formée aura été gélifiée 15 minutes alors que la dernière capsule formée seulement moins d’une minute. Afin d’avoir des capsules le plus reproductibles possible, il est 
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donc décidé dans cette thèse de transférer les capsules toutes les 5 minutes. Ainsi, tout au long des résultats présentés dans ce manuscrit, lorsque ce système est utilisé, les capsules sont transférées toutes les 5 minutes.  Pour effectuer le transfert, le falcon de récupération (contenant la phase continue d’huile de soja portant les capsules, et la phase aqueuse gélifiante en-dessous) est légèrement secoué afin de s’assurer que toutes les capsules passent bien l’interface huile-eau et soient transférées en phase aqueuse. La phase continue contenant l’huile de soja et l’huile-prégélifiante est ensuite retirée à l’aide d’une pipette de 10 mL. La majorité de la phase aqueuse de solution gélifiante est également retirée, en laissant environ 500 µL-1 mL, de manière à pouvoir prélever les capsules. Ce reste de solution aqueuse contenant les capsules est ainsi prélevé à l’aide d’une pipette et transféré dans un falcon de 50 mL contenant 15 mL de sérum physiologique. Lorsque des cellules sont encapsulées, les capsules en sérum physiologique sont ensuite transférées en milieu de culture (voir partie 5.5).  Le système microfluidique automatisé quant à lui, présente l’avantage de produire des capsules qui sont toutes gélifiées exactement la même durée, et ont donc exactement les mêmes propriétés mécaniques. De plus, comme son nom l’indique, il permet d’avoir une formation de capsules complètement automatisée, en injectant les solutions utilisées en entrée de carte, et en récupérant en sortie directement les îlots encapsulés (Figure 34 B). Cependant, son utilisation est plus complexe, et il est donc nécessaire de connaître suffisamment les propriétés du polymère et les paramètres à utiliser. En effet, si les capsules ne sont pas assez gélifiées, ou si la fréquence de production est trop élevée, elles peuvent s’accrocher aux piliers des transferts de phase, ou bien coalescer dans les canaux, et créer des bouchons.  Dans le cadre de cette thèse, les 3 types de systèmes ont été utilisés pour former des capsules vides. Concernant l’encapsulation de cellules, toutes les expériences ont été faites en Système microfluidique simplifié MFFD550. Le montage obtenu est présenté en Figure 36. 

 
Figure 36 : Photos du montage utilisé pour l’encapsulation de cellules  Enfin, concernant la visualisation des expériences, 3 types de systèmes ont été utilisés :  - Pour les expériences en cartes GEL200 : microscope Olympus PROVIS AX70 muni d’un adaptateur Olympus U-CMAD-2, et d’objectifs x5 et x10, d’une lampe et d’une caméra ultra-rapide (permettant d’enregistrer jusqu’à 2 000 images/s).  
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- Pour les caractérisations des flux en micro-Particle Image Velocimetry (partie 1.4) : même montage que pour cartes GEL200, mais avec une caméra ultra-rapide Photron Fastcam SA 1.1. - Pour les expériences en système microfluidique simplifié : tube optique (Navitar 1-60191) muni d’un système d’éclairage LED 1-62350 et d’une caméra (Basler acA640). - Pour les mesures de viabilité :  microscope inversé (Olympus IX50) muni d’objectifs x5, d’une lampe, et d’une caméra (Point Grey Research CMLN-13s2c). Lors de la formation des gouttes, la visualisation du MFFD à l’aide des caméras a permis de déterminer la fréquence de production en temps réel, en comptant le nombre de gouttes produites à la minute. Cette fréquence a ainsi pu être optimisée en modifiant les pressions appliquées sur les fluides.   1.4. Caractérisation des écoulements : microPIV Des expériences de micro-vélocimétrie par image de particules (micro-Particle Image Velocimetry ou micro-PIV) ont été effectuées, dans le but de déterminer les champs de vitesse des phases dispersée et continue lors de la formation de goutte, afin d’en déduire le taux de cisaillement. Cette technique est basée sur la technique de PIV, qui consiste à suivre le déplacement de particules fluorescentes introduites dans la solution étudiée, sur une durée précise. Pour cela, l’écoulement est éclairé par une nappe laser, et les particules fluorescentes sont imagées à haute fréquence. Les images, acquises dans un même plan de l’écoulement, sont ensuite analysées grâce à un algorithme d’intercorrélation, qui permet de déterminer le déplacement de groupes de traceurs fluorescents entre deux images consécutives. Connaissant le déplacement et le temps entre les deux images, un logiciel reconstruit alors le champ de vitesse dans le plan.  La micro-PIV utilise le même principe que la PIV, mais l’écoulement est mesuré sous un microscope. Ce dernier est entièrement éclairé, et le plan de mesure est le plan focal de l’objectif. La concentration en traceur ne doit pas être trop élevée pour ne pas bruiter les images. La faible quantité de traceurs est compensée par une acquisition d’un nombre important de paires d’images. Le calcul de corrélation est donc fait sur des centaines d’images, au lieu de seulement 2 images.  Les particules de traçage doivent suivre différents critères : elles doivent être suffisamment petites pour suivre le mouvement du fluide et ne pas le perturber, mais suffisamment grande pour que la quantité de lumière émise puisse être détectée. Il est estimé que le diamètre des particules de traçage doit être plus petit d’au moins 10 fois la dimension des canaux microfluidiques. Dans le cadre de cette thèse, les particules de traçage choisies sont des microbilles fluorescentes (λex=468 nm, λem=508 nm) de 3 µm de diamètre (G0300, Duke Scientific).  Pour les alginates, 5 µL de solution mère de billes (à 6,7.108 billes/mL) sont filtrés puis repris dans 150 µL d’alginate buffer pour l’alginate de référence, et 80 µL d’alginate buffer pour les alginates PEGylés. 250 µL et 320 µL d’alginates de référence et PEGylés respectivement, sont ensuite ajoutés, et le tout est mélangé à la pipette. On obtient ainsi des alginates à 2,5% massique pour l’alginate de référence, et 4% massique pour les alginates PEGylés (concentrations utilisées dans les autres expériences, voir partie 2.1). Pour l’huile de soja, 400 µL de solution mère de bille (qui est en phase aqueuse) sont filtrés puis rincés deux fois avec 400 µL de méthanol. Les billes filtrées sont ensuite incorporées dans 20 mL d’huile de soja. La solution est vortexée puis placée dans un bain à ultrasons chauffé à 30°C pendant 10 minutes afin de bien disperser les billes.  
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Ces expériences ont été réalisées avec le système microfluidique simplifié MFFD550 (car c’est celui qui est utilisé pour les encapsulations de cellules), et sous un microscope Olympus PROVIS AX70 muni d’objectifs x5 et x10, d’une lampe, ainsi que d’un cube FITC (Ex 472/30, Em 520/35, DM 498). L’acquisition des images est effectuée à l’aide d’une caméra ultra-rapide Photron Fastcam SA 1.1, à des fréquences d’acquisition de 1 000 ou 2 000 images/sec, pour un temps d’acquisition de 0,3 secondes à 5 secondes. Une lampe à mercure (France-Lampes, HBO 103 w/2 OSRAM) combinée à un filtre FITC permet d’exciter les billes fluorescentes (Figure 37). 

 
Figure 37 : Banc expérimental des expériences de caractérisation du flux par micro-PIV Ainsi, pour chaque polymère étudié, une formation de goutte d’alginate contenant les billes fluorescentes, cisaillée par l’huile de soja contenant les billes fluorescentes, est filmée (répété 3 fois pour chaque polymère). Les gouttes sont formées sur une gamme de pression en huile de soja allant de 100 mbar à 400 mbar. L’enregistrement des formations de gouttes s’effectue à l’aide du système optique décrit précédemment, à des fréquences de 1000 ou 2000 images/sec. Les analyses de micro-PIV sont ensuite effectuées sur les images obtenues, par groupes de 200 ou 400 images (pour une fréquence d’enregistrement de 1000 ou 2000 fps respectivement), grâce à un programme MATLAB d’intercorrélation (développé par S. Wereley, utilisé avec permission). Ce programme permet d’obtenir les champs de vitesse (Figure 38 A), qui sont traités avec le logiciel CleanVec (développé par S.M. Soloff et C.D. Meinhart, en libre accès), ainsi que les champs de cisaillement à partir de ces champs de vitesse (Figure 38 B).  Enfin, pour l’analyse des champs de cisaillement, il faut noter que le taux de cisaillement étant calculé grâce à la différence de vitesse entre deux points du champ de vitesse, il en résulte que pour les contours de la goutte, les champs de vitesse entraînent artificiellement une valeur de taux de cisaillement très élevée. Ces contours de l’image de cisaillement ne sont donc pas à considérer, et les valeurs de taux de cisaillement à l’intérieur de l’alginate sont prises juste en-dessous de ces valeurs surévaluées.  
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Figure 38 : Exemple de résultats obtenus pour les caractérisations de micro-PIV : A) Champ de vitesse ; B) Taux de 

cisaillement  
2. Solutions utilisées  2.1. Phases dispersées Dans le cadre de cette thèse, différents alginates ont été utilisés pour former des capsules puis encapsuler des cellules et des îlots : des alginates modifiés chimiquement par une équipe de l’Ecole Polytechnique Fédérale de Lausanne (Suisse), partenaire de la thèse ; et des alginates de référence ultra-purs PronovaTM SLG100, SLM100, et UP LVM, commercialisés par NovaMatrix,  Les alginates modifiés chimiquement sont synthétisés en deux étapes : tout d’abord, des dérivés de Poly Ethylène Glycol (PEG) sont synthétisés : il s’agit de PEG sur lequel différents groupements chimiques sont greffés : des groupements thiol (SH), ou acrylate, ou kétoprofène. Ces dérivés de PEG sont ensuite greffés sur un alginate de départ : l’alginate Kelton HV (lot n° 61650A, η=813 mL.g-1 dans 0,1 M NaCl, T=25°C, G/M=0,67), commercialisé par Kelco (San Diego, USA, CA). On obtient ainsi trois types d’alginates modifiés chimiquement ayant été utilisés dans cette thèse :  - Le Système A : Alginate sur lequel est greffé le dérivé PEG-SH. - Le Système C : mélange de 2 alginates : le premier sur lequel est greffé le dérivé PEG-SH, et le deuxième sur lequel est greffé le dérivé PEG-acrylate. - L’alginate-kétoprofène : Alginate sur lequel est greffé le dérivé PEG-Kétoprofène. Les étapes de synthèse permettant d’obtenir ces alginates PEGylés sont décrites plus en détails dans le Chapitre 4, et également dans les articles publiés par l’EPFL.305–308 Une fois synthétisés, ces alginates sont lyophilisés par l’EPFL, et envoyés aux laboratoires du CEA. Une fois reçus sous forme lyophilisée, ces alginates sont tout d’abord exposés aux UV pendant 30 minutes afin de les stériliser (dans le cadre d’encapsulation de cellules ou îlots), puis sont solubilisés dans une solution aqueuse d’alginate buffer, composée de MOPS (Sigma-Aldrich, M1254) à 10 mM et de NaCl (Sigma-Aldrich, S9625) à 0,4 % massique. Les composés utilisés dans cette solution n’étant pas stérile, elle est donc préparée dans un laboratoire normal (salle grise), puis son pH est ajusté à 7,4, et la solution est filtrée (à l’aide de filtres 0,22 µm, Millipore, Millex®-GV Hydrophilic PDVF) et autoclavée (à 120°C), afin de s’assurer de la stérilité.  
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Ces alginates sont utilisés à différentes concentrations au cours de la thèse : de 1 à 4 % massique dans le chapitre 4 pour leur caractérisation, puis à 4 % massique pour les encapsulations de cellules et îlots. Ils sont donc solubilisés à 4 % massique en premier lieu, puis dilués si besoin. L’étape de solubilisation est assez complexe, car les polymères obtenus peuvent être très visqueux, et il est difficile de s’assurer de leur homogénéité. Dans un premier temps, les alginates ont été solubilisés à l’aide d’un agitateur vortex versatile Vortexer (commercialisé par Dutscher), à 3000 rpm, pendant 1 à 2 heures, puis les bulles d’air étaient évacuées à l’aide d’un bain à ultrasons. Cette méthode n’était cependant pas suffisante lorsque les alginates étaient très visqueux. Par la suite, les alginates ont donc été solubilisés à l’aide de pipettes Microman E M100E (commercialisées par Gilson). Ces pipettes sont munies de cônes à piston (Capillary pistons CP100, commercialisés par Gilson également), qui permettent de prélever tout type de fluide, même extrêmement visqueux. Ainsi, les agglomérats d’alginate mal solubilisés parviennent à être dispersés et solubilisés à l’aide de ces pipettes. Les bulles d’air (si des bulles d’air ont été introduites) sont ensuite évacuées par centrifugation, à 400 g. Sur les premières expériences effectuées dans cette thèse, les alginates devaient également être filtrés une fois solubilisés (avec un filtre Pall, Acrodisc Syringe Filter Supor Membrane, 0.2µm, PN4602). Cependant, cette étape de filtration était très compliquée de par la viscosité des alginates (d’autant plus qu’ils sont utilisés à 4 % dans cette thèse, alors que les équipes de l’EPFL les utilisent à une concentration maximale de 3 %), et un volume non négligeable de polymère était perdu. Par la suite, les équipes de l’EPFL ont donc optimisé leurs protocoles afin de filtrer le polymère avant lyophilisation, afin de nous permettre de l’utiliser directement après solubilisation.  Concernant l’alginate de référence SLG100 (ou SLM100), il est reçu sous forme solide, en bouteille de 250mg, et solubilisé à l’aide d’une une solution aqueuse stérile de NaCl (Merck, EMPROVE®, 1-06400) à 150mM, et de HEPES (Merck, 1-37075) à 10mM, dont le pH est ajusté à 7,4 au préalable, à l’aide d’un pHmètre VWR pHenomenalTM. Cette solution est préparée en conditions stérile, sous un PSM, avec des composés stériles, et ne nécessite donc pas d’être autoclavée. Cet alginate est utilisé à différentes concentrations au cours de la thèse également : de 1 à 4 % massique dans le chapitre 4 pour les caractérisations (comme pour les alginates PEGylés), puis à 2,5 % massique pour les encapsulations de cellules et îlots. Il est donc solubilisé à 4 % massique en premier lieu, puis dilué si besoin. Afin d’optimiser la solubilisation et d’obtenir un polymère homogène, il est laissé à agiter 12h à l’aide d’un barreau aimanté.  2.2. Phases continues Les phases continues sont constituées d’huile de soja (Super refined Soybean oil, USP EP LQ (MH), Croda), notée HS, et d’huile pré-gélifiante, notée HS+AC. Cette huile pré-gélifiante est de l’huile de soja contenant des cristaux d’acétate de calcium (Calcium Acetate,Sigma Aldrich, PHR1362), à 2% massique.  Elle est préparée par broyage colloïdal, afin d’obtenir des cristaux d’acétate de calcium les plus petits possibles (et ainsi moins impacter la surface des capsules), à l’aide d’un broyeur planétaire à billes (RETSCH, PM200), et du protocole suivant :  - 30 g de poudre d’acétate de calcium sont séchés une nuit dans une étuve à 100°C (les expériences ont montré que cette étape de séchage améliore l’efficacité du broyage).  - La poudre séchée est mélangée avec 60 g d’huile de soja, afin d’obtenir une concentration massique de 33% en acétate de calcium.  - Le mélange huile – acétate de calcium est placé dans un bol de broyage de 50 mL en alumine (RETSCH 01-462-0153), contenant des billes de zirconium de 2 mm (Verder 
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Scientific, 05.368.0089) (voir Figure 39(1) : bol contenant les billes de zirconium ; Figure 39(2) : ajout du mélange huile de soja-acétate de calcium dans le bol).  - Le bol est refermé et placé à l’étuve à 60°C une nuit entière afin de réduire la viscosité de la solution et améliorer l’efficacité du broyage.  - Le broyage est réalisé durant 2 heures, alternant des cycles de broyage de 5 minutes à 500 rpm et des cycles de repos de 1 minute (Figure 39(3)) - La solution d’huile+acétate de calcium et les billes de zirconium sont transférés dans un contenant en plastique et de l’huile de soja pure est ajoutée afin d’obtenir une concentration en acétate de calcium à 9% (Figure 39 (4), (5) et (6)) - L’ensemble est ensuite filtré pour récupérer les billes de zirconium (Figure 39 (7)). - L’huile pré-gélifiante est stockée à la concentration de 9% (Figure 39(8)), et la solution est diluée avant chaque expérience à la concentration de 2%.   

 
Figure 39 : Etapes de préparation de l’huile pré-gélifiante par broyage colloïdal des particules d’acétate de calcium dans 

l’huile de soja Malgré le broyage, l’acétate de calcium finit toujours par sédimenter au cours du temps. Il est donc important de bien vortexer la solution de HS+9%AC avant d’effectuer la dilution, et la solution de HS+2%AC avant de démarrer les expériences en microfluidique.   2.3. Bain de Calcium et Sérum Physiologique La solution gélifiante (bain de calcium) et la solution de rinçage (sérum physiologique) sont préparées à l’aide de NaCl (Merck, EMPROVE®, 1-06400), CaCl2 (Merck, EMPROVE®, 1-02465) et HEPES (Merck, 1-37075) en poudres, en conditions stériles. Pour cela, des solutions mères aqueuses de NaCl, CaCl2, et HEPES sont préparées sous Poste de Sécurité Microbiologique (PSM), 
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dans un laboratoire de type L2, puis les volumes nécessaires sont prélevés afin d’obtenir les concentrations décrites dans le tableau suivant  
 NaCl CaCl2 HEPES 
Bain de Calcium 80mM 30-100mM 25Mm 
Sérum Physiologique 150mM 2mM 10Mm  Le pH de ces solutions est ensuite ajusté à 7,4 à l’aide d’un pHmètre (VWR, pHenomenalTM), par ajout de quelques gouttes de NaOH ou HCl. Les solutions n’ont pas besoin d’être autoclavées puisqu’elles sont préparées en conditions stériles, avec des composés stériles.   

3. Caractérisations physico-chimiques des solutions 3.1. Rhéologie Les propriétés rhéologiques des différents alginates utilisés ont été caractérisées à l’aide d’un rhéomètre Kinexus pro+ (commercialisé par la société Malvern Panalytical) (Figure 40 A), muni d’un cône CP1/60 (angle de 1°, 60mm de diamètre). Pour chaque mesure, 1mL d’échantillon est déposé sur le plateau (Figure 40 B), puis le cône se place à un écart de 30 µm entre le centre du cône et le plateau (Figure 40 C), et applique une gamme de cisaillement ou un balayage en fréquence. Le plateau est régulé en température, les mesures ont ainsi été effectuées à 22°C.   

 
Figure 40 : Caractérisation des alginates en rhéologie : A) Rhéomètre cône-plan utilisé (Kinexus pro+, Malvern 

Panalytical) ; B) Dépôt de l’échantillon (1 mL) sur le plan du rhéomètre ; C) Cône CP1/60 placé sur l’échantillon étudié 
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Deux types de tests ont été effectués : des mesures en mode « Viscosimétrie », et des mesures en mode « Oscillation ». Pour les mesures en viscosimétrie, la viscosité des échantillons a été mesurée par l’appareil en fonction du taux de cisaillement, sur une gamme allant de 0,001s-1 à 1000s-1. Concernant les mesures en oscillation, elles sont faites en deux étapes : dans un premier temps, des mesures en oscillation avec balayage en déformation sont effectuées (de 0,01 à 100 %), à fréquence imposée, afin de déterminer la zone linéaire de viscoélasticité (zone pour laquelle le polymère répond correctement à la sollicitation). Un taux de déformation est ensuite choisi dans cette zone de linéarité, afin d’effectuer des mesures en oscillation avec balayage en fréquence (de 0,005 à 10 Hz), à taux de déformation fixe. Le taux de déformation choisi pour les différents polymères varie de 0,8 à 10 %. Ces mesures permettent de déterminer les modules élastiques G’ et visqueux G’’ des différents polymères étudiés.  Les résultats obtenus avec ces différents tests seront présentés dans le chapitre 4.   3.2. Tension interfaciale Des mesures de tensions interfaciales des différents alginates dans les phases dispersées ont été effectuées avec l’appareil Kruss DSA100 (Figure 41 A), en utilisant la méthode de la goutte pendante (Figure 41 B). Pour cela, le polymère à analyser est prélevé à l’aide d’une seringue (500 µL, Gastight 1750 PLL, Hamilton®), dont l’aiguille présente un diamètre interne de 0,25 mm et un diamètre externe de 0,52 mm (gauge 25, PN 7018345, EDF Nordson®). Cette seringue est ensuite placée au-dessus d’une cuve de spectroscopie contenant la phase continue (Huile de Soja). Une goutte de polymère de 25 à 38µL (volume ajusté à chaque polymère afin d’optimiser la mesure) est ensuite formée dans la phase dispersée. La mesure de tension interfaciale est effectuée toutes les secondes pendant 5 à 10 minutes, sur 3 gouttes pour chaque condition testée. Une moyenne des valeurs obtenues pour chaque goutte est ensuite effectuée. Les résultats présentés dans le Chapitre 5 correspondent à la moyenne effectuée sur les 3 gouttes, et les barres d’erreur représentent les écarts types entre ces trois valeurs.  

 
Figure 41 : Mesure de tension interfaciale : A) Appareil Kruss DSA100 utilisé ; B) Mesure de la tension interfaciale par la 

méthode de la goutte pendante  
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3.3. Angle de contact Des mesures d’angle de contact des différents polymères sur différentes surfaces, en huile de soja, ont été effectuées. Le même appareil que pour la tension interfaciale, Kruss DSA100, a été utilisé (Figure 41 A), ainsi que la même seringue. Des gouttes d’alginate sont formées dans l’huile de soja, et sont déposées sur la surface étudiée : silicium silanisé ou COC silanisé (Figure 42). Ces gouttes stabilisent pendant 3 heures, avant que les angles de contacts ne soient mesurés par l’appareil (du côté gauche et du côté droit de la goutte). Pour chaque mesure, une moyenne est effectuée entre les angles obtenus de chaque côté, et pour chaque polymère étudié, les résultats présentés dans le chapitre 5 sont les moyennes des valeurs obtenues sur chaque goutte (pour n=3 gouttes), les barres d’erreur représentent les écarts types sur ces trois valeurs.  

 
Figure 42 : Exemple de mesure d’angle de contact pour différents polymères étudiés : A) Alginate de référence SLG100 ; 

B) Alginate Système A  3.4. Cinétique de gélification La cinétique de gélification des différents polymères a été étudiée. Pour cela, une goutte de polymère est déposée sur une lame de verre. Une lamelle est posée sur le dessus, à une épaisseur contrôlée à l’aide de scotch double face de 50 µm d’épaisseur.  La solution aqueuse gélifiante est ensuite déposée autour de la goutte d’alginate par capillarité (Figure 43). L’avancée du front de gélification de l’alginate est alors observée et enregistrée pendant environ 10min, à l’aide d’une caméra à une fréquence de 2 images par seconde. Les images sont ensuite analysées sur ImageJ afin d’obtenir l’avancée du front de gélification en fonction du temps (Figure 44). Les résultats sont présentés dans le chapitre 4. 

 
Figure 43 : Illustration du montage utilisé pour les mesures de cinétique de gélification309 
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Figure 44 : Détermination expérimentale de la cinétique de gélification, par mesure de la vitesse d’avancement du front 

de gélification  
4. Caractérisation des capsules 4.1. Taille et forme des capsules  Les capsules formées en microfluidique sont caractérisées en termes de taille et de forme, par analyse d’images grâce au logiciel ImageJ. Pour cela, les mesures suivantes sont effectuées sur une centaine de capsules pour chaque expérimentation : - Diamètre maximal (𝑑 ) et minimal (𝑑 ) de la capsule (voir Figure 45 A et B). - Aspect Ratio AR :    𝐴𝑅 =  L’Aspect Ratio témoigne de la sphéricité de la capsule : une capsule parfaitement sphérique aura un AR de 1, et plus la valeur s’éloigne de 1, moins la capsule est sphérique (plus elle est ovale). Dans les exemples donnés en Figure 45, la capsule caractérisée en A) a un AR de 0,99, alors que celle caractérisée en B) a un AR de 0,79. - Moyenne de tous les diamètres obtenus, et écart type. - Coefficient de variation CV :   𝐶𝑉 = é     il témoigne de la monodispersité des capsules.  - Pourcentage de capsules satellites.  
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Figure 45 : Exemples de mesures de diamètre maximal et minimal de capsules : A) sur une capsule d’alginate 

Système A - 4% ; B) sur une capsule d’alginate de référence SLG100 - 2,5% Les résultats de caractérisation de capsules sont présentés dans le Chapitre 6.  4.2. Perméabilité La perméabilité des capsules a été caractérisée grâce à la méthode suivante :  Des capsules vides des différents alginates testés sont tout d’abord produites en microfluidique (une centaine pour chaque condition testée). Ces capsules sont ensuite mises dans des solutions aqueuses de Fluorescéine Isothiocyanate Dextran (FITC-Dextran) de différentes tailles (Sigma Aldrich, FD20S, FD40S, FD70S, FD150S, FD250S, FD500S), préparées à 0,033mg/mL dans du Sérum Physiologique (150 mM NaCl, 2 mM CaCl2, permettant de maintenir les capsules gélifiées). Les tailles suivantes ont été testées : 20 kDa, 40 kDa, 70 kDa, 150 kDa, 250 kDa, et 500kDa. Dans chaque solution, des billes de verre de 425-600 µm de diamètre (Sigma Aldrich, G8772) sont ajoutées aux capsules afin de servir de contrôle négatif (Figure 46 A). Les capsules sont agitées dans ces solutions pendant 48h à température ambiante, à l’aide d’un agitateur à microplaques.  Suite à cela, les solutions contenant les FITC-Dextran, capsules et billes de verre sont récupérées, et observées en microscopie confocale. La mise au point est effectuée de manière à se placer à l’intérieur des capsules/billes de verre, et des photos sont prises en fluorescence (Figure 46 B).  Enfin, les images obtenues sont analysées sur ImageJ, avec le protocole suivant, utilisé pour chaque condition (sur 3 capsules différentes par condition testée) : sur chaque capsule, 8 diamètres sont tracés, pour chaque diamètre, le profil de fluorescence est obtenu (Figure 46 C). Une moyenne est ensuite faite des 8 profils de fluorescence obtenus. On obtient ainsi un profil moyen de fluorescence, à partir duquel on calcule la valeur moyenne de l’intensité de fluorescence au niveau du plateau, représentant l’intérieur de la capsule. Après avoir répété ce protocole sur 3 capsules différentes, une nouvelle moyenne est faite sur ces 3 valeurs. Ce protocole est réitéré pour obtenir de la même manière la valeur moyenne de l’intensité de fluorescence à l’intérieur des billes de verre en solution. Puis, l’intensité de fluorescence de la solution est mesurée (zone correspondant au fond des images, sans capsule ni bille de verre). En calculant le rapport entre l’intensité de fluorescence à l’intérieur des capsules et billes de verre, par l’intensité de fluorescence de la solution, on obtient ainsi le pourcentage de passage de molécules de FITC-dextran. Les billes de verre servant de référence, le pourcentage de passage obtenu pour les capsules est donc normalisé par la valeur de pourcentage de passage obtenue pour les billes de 
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verre. On obtient ainsi les résultats présentés dans le Chapitre 6. Les barres d’erreur correspondent aux écarts types obtenus en effectuant la moyenne des valeurs d’intensité de florescence sur les 3 capsules étudiées.   

 
Figure 46 : Mesure de la perméabilité des capsules : A) Capsules en solution de FITC-Dextran + billes de verre, en lumière 

blanche ; B) Capsules en solution de FITC-Dextran + billes de verre, en fluorescence ; C) Détermination des profils 
d’intensité de fluorescence sur 8 diamètres d’une capsule  

5. Encapsulation de cellules et d’îlots 

Les expérimentations d’encapsulation de cellules ont été effectuées en laboratoire de classe de confinement L2, sous Poste de Sécurité Microbiologique. Les différents types de cellules 
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encapsulées sont des INS-1 (cellules de lignée dérivées de cellules pancréatiques β de rats, sécrétrices d’insuline), des îlots de Langerhans issus de porcs néo-nataux, fournis par l’Hôpital Universitaire de Genève, et des îlots de Langerhans humains, fournis par l’Etablissement Français du Sang de Grenoble.  5.1. Solutions utilisées  Les différentes solutions utilisées pour les encapsulations de cellules et d’îlots sont les suivantes : - Milieu de culture des INS-1, composé de 215 mL de RPMI 1640 (PAN Biotech RPMI 1640 Medium, DD Biolab), 25 mL de sérum de veau fœtal (PAN Biotech, FBS Premium, 0,2 µm sterile filtered P30-14401), 2,5 mL de Sodium Pyruvate (PAN Biotech, Sodium Pyruvate 100 mM, P04-43100), 2,5 mL d’Hepes (PAN Biotech, Hepes Buffer 1 M, P05-01100), 2,5 mL de L-Glutamine (PAN Biotech, P04-80050), 2,5 mL de pénicilline-streptomycine (PAN Biotech, P06-19100), et 250 µL de 2-Mercaptoéthanol (Sigma Aldrich, M6250) à une concentration de 50 µM. Pour le milieu de culture des INS-1 encapsulées, 55 mg de chlorure de calcium sont ajoutés (pour maintenir les capsules gélifiées), à partir d’une solution aqueuse stérile de CaCl2. - Tampon phosphate salin DPBS (Gibco™, 14190144, ThermoFIsher Scientific), pour rincer les cellules. - Trypsin-EDTA (Gibco™, 25300054, ThermoFisher Scientific), pour décoller les cellules INS-1 de leur flasque de culture (lors du passage).  - Bleu de Trypan (Gibco™, 15250061, ThermoFIsher Scientific), pour marquer les cellules mortes lors du comptage des INS-1.  - Milieu d’îlots de porc (Corning® Mediatech Inc., Neonatal Porcine Islet Culture Media, 98-343-CV). - Milieu d’îlots humains, fourni par l’EFS lors de réception d’îlots humains.  5.2. Comptage et caractérisation des îlots/cellules Pour chaque lot d’îlots reçus, une caractérisation en nombre et taille est effectuée, afin d’adapter les conditions expérimentales. Pour cela, les îlots imagés, et une macro a été développée sous ImageJ afin de déterminer par automatiquement la taille des ilots. Ces tailles sont ensuite analysées sous excel afin de déterminer la répartition en taille, et le nombre d’îlots. Une fois le nombre d’îlots déterminé, le volume à prélever afin d’avoir environ 20 000 IEQ est calculé.  Concernant l’encapsulation d’INS-1, les cellules étant maintenues en culture, les encapsulations ont été effectuées juste après le passage d’une flasque à confluence, en suivant un protocole habituel suivant :  - Le milieu de la flasque est retiré - 5 mL de PBS sont ajoutés, pour rinçage, puis retirés.  - 2,5 mL de Trypsine sont ajoutés, puis la flasque est mise à incuber à 37°C pendant 5 minutes.  - La flasque est retirée de l’étuve, et secouée légèrement, afin de bien détacher toutes les cellules.  - 7,5 mL de milieu de culture sont ajoutés, afin de désactiver la Trypsine.  - Les 10 mL de suspension cellulaire sont récupérés en falcon de 60 mL, et centrifugés 5minutes à 900 rpm 
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- Le surnageant est retiré, et 2 mL de milieu de culture sont ajoutés  - 100 µL de la suspension cellulaire obtenue sont prélevés, puis ajoutés dans 900 µL de PBS - La solution obtenue est de nouveau diluée de moitié avec du bleu de Trypan (100 µL de suspension cellulaire + 100 µL de bleu de Trypan).  - Le comptage des cellules est effectué manuellement en lame de Malassez, sur la suspension cellulaire diluée obtenue  - Une fois la concentration cellulaire de la suspension de départ déduite, le volume à prélever afin d’avoir 5.106 cellules est calculé.   5.3. Préparation des îlots et des alginates Les alginates utilisés pour les encapsulations de cellules sont à une concentration massique de 2,5% pour l’alginate de référence SLG100, et de 4% pour les alginates PEGylés. Ils doivent, préalablement à l’encapsulation, être mélangés aux îlots/cellules. Le fait d’ajouter les îlots/cellules dilue les alginates, il est donc nécessaire de préparer les alginates à des concentrations plus élevées afin d’avoir les concentrations finales voulues. Pour cela, l’alginate de référence SLG100 est solubilisé à 4% massique, et les alginates PEGylés sont solubilisés à 5,45% massiques. Il est également nécessaire que les îlots/cellules soient en suspension dans de l’alginate buffer avant de les mélanger aux alginates, et dans un volume connu. Pour cela, le protocole suivant est appliqué :  
- Le volume nécessaire d’îlots/cellules en suspension dans leur milieu est prélevé (volume correspondant à 20 000 IEQ pour les îlots, et 5.106 cellules pour les INS-1). 
- Ces îlots sont centrifugés à 100g pendant 3 minutes (900 rpm, 5 minutes pour les INS-1), afin de retirer le surnageant.  
- 1ml de sérum physiologique est ajouté pour les rincer. 
- La suspension est centrifugée suivant les mêmes paramètres que précédemment, afin de retirer le surnageant. 
- 1ml d’alginate buffer est ajouté.  
- La suspension est centrifugée (mêmes paramètres). 
- Un volume précis d’alginate buffer surnageant est retiré :  

 Pour l’alginate de référence SLG100 : 887,5µL du surnageant sont retirés. 
 Pour les alginates PEGylés : 920µL du surnageant sont retirés. 

- Les alginates préalablement solubilisés aux concentrations plus élevées sont ajoutés aux suspensions îlots/cellules + alginate buffer :  
 Pour l’alginate de référence SLG100 : aux 112,5µL restants, 187,5µL d’alginate à 4% sont ajoutés.  
 Pour les alginates PEGylés : aux 80µL restants, 220µL d’alginate à 5.45% sont ajoutés.  

- Les îlots/cellules et l’alginate sont mélangés à l’aide d’un cône de pipette gel-loading 200 µL (Corning® gel-loading pipet tips, Sigma Aldrich, CLS4884). On obtient ainsi un mélange d’alginate + îlots/cellules, aux concentrations massiques souhaitées : 2,5% massique pour l’alginate de référence SLG100, et 4% massique pour les alginates PEGylés.   
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5.4. Mesures de viabilité Pour les mesures de viabilité, différents marqueurs ont été utilisés au cours de la thèse : pour marquer les cellules vivantes, le premier type de marqueur ayant été utilisé est le Fluorescéine Diacétate (FDA) (ThermoFisher Scientific, S1303), puis un autre type de marqueur a été utilisé : le Syto™ 13 (ThermoFisher Scientific, S7575) (marqueur d’acides nucléiques des cellules vivantes, fluorescant en vert) ; pour marquer les cellules mortes, de l’Iodure de Propidium (IP) (ThermoFisher Scientific, P1304MP) a été utilisé (marqueur des cellules mortes, intercalent des acides nucléiques, fluoresce en rouge).  Le protocole de marquages est le suivant :  
- Un échantillon d’îlots est déposé dans un puits de 2 mL.  
- 1 µL de Syto-13 (5mM) est ajouté, puis 2 mL de milieu (concentration finale : 2.5µM).  
- La solution est laissée à l’incubateur pendant 15min.  
- 20 µL d’une solution de PI à 1mg/ml sont ajoutés (concentration finale : 10 µg/ml).  
- L’échantillon est ensuite observé en fluorescence (λex=545 ; λém=630).  
- Des photos des cellules vivantes et des cellules mortes sont prises, afin d’être ensuite analysées sur ImageJ. Un exemple d’images obtenues est présenté en Figure 47. Le protocole utilisé sur ImageJ pour déterminer les viabilités à partir des images obtenues est le suivant :  
- Sur la totalité de l’image des cellules vivantes en fluorescence, l’aire et la densité intégrée (Integrated density, IntDen) sont calculées.  
- La moyenne d’intensité (mean gray value) est calculée sur 15 cercles sélectionnés dans le fond d’image (ne contenant aucune cellules) à différents endroits (pour prendre en compte la fluorescence du fond en tout point, et ainsi avoir une valeur fiable même si l’intensité n’est pas parfaitement homogène). 
- La moyenne des intensités obtenues sur les 15 cercles de fond est calculée (cela nous donne l’intensité de fluorescence moyenne du fond).  
- L’intensité de fluorescence des cellules vertes est ainsi calculée avec la formule suivante :  𝐹𝑙𝑢𝑜 𝑣𝑒𝑟𝑡𝑒 = 𝐼𝑛𝑡𝐷𝑒𝑛 − 𝐴𝑖𝑟𝑒 × 𝑚𝑜𝑦𝑒𝑛𝑛𝑒(𝑓𝑜𝑛𝑑) 
- Le même protocole est suivi pour l’image des cellules mortes en fluorescence. 
- Le pourcentage de viabilité est ainsi obtenu grâce au calcul suivant :   % 𝑣𝑖𝑎𝑏𝑖𝑙𝑖𝑡é =  𝐹𝑙𝑢𝑜 𝑣𝑒𝑟𝑡𝑒𝐹𝑙𝑢𝑜 𝑟𝑜𝑢𝑔𝑒 + 𝐹𝑙𝑢𝑜 𝑣𝑒𝑟𝑡𝑒 

 
Figure 47 : Exemple d’images obtenues lors de mesures de viabilité sur des cellules encapsulées, marquées au Syto13-IP : 
A) Image en lumière blanche ; B) Image en fluorescence, les cellules vivantes marquées par le Syto13 fluorescent en vert ; 

C) Image en fluorescence, les cellules mortes marquées par l’IP fluorescent en rouge  
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5.4.1. Test d’impact des fluides sur les cellules Un premier test de viabilité a été effectué sur des cellules INS-1 mélangées dans les différents alginates, afin de déterminer l’impact des fluides sur les cellules. Pour cela, les protocoles de préparation des cellules et de mélange avec l’alginate décrits dans les parties 5.2 et 5.3 sont suivis. Suite au mélange des cellules avec les alginates, une première mesure de viabilité est effectuée juste après mélange, puis des mesures de viabilité sont effectuées toutes les 10 minutes jusqu’à 40 minutes de contact entre les cellules et l’alginate.  Ce test a été effectué sur les alginates Système A, Système C et alginate-kétoprofène à chaînes longues et chaînes courtes, à différentes concentrations (2, 3 et 4 % massique) ; ainsi qu’en alginate de référence SLG100 aux mêmes concentrations (2, 3 et 4 % massique). Les résultats sont présentés en Chapitre 4.  5.4.2. Mesures de viabilité pendant les encapsulations Lors des expériences d’encapsulation de cellules ou îlots, des mesures de viabilité sont effectuées sur les îlots/cellules tout au long de l’encapsulation (Figure 48) :  - Dans le milieu à t0 (juste avant l’expérience) (Mesure de viabilité 1 sur la Figure 48) - Juste après avoir mélangé les cellules avec l’alginate (Mesure de viabilité 2 sur la Figure 48) - En fin d’expérience, dans l’alginate restant n’ayant pas été utilisé pour former des capsules (Mesure de viabilité 3 sur la Figure 48) - En fin d’expérience, dans les capsules (Mesure de viabilité 4 sur la Figure 48) 
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Figure 48 : Mesures de viabilité effectuées au cours d’une expérience d’encapsulation  5.5. Récolte des capsules et conservation  La récolte des capsules diffère en fonction du type de système microfluidique utilisé. Pour les encapsulations de cellules effectuées dans cette thèse, il a été décidé d’utiliser uniquement le système microfluidique simplifié MFFD550. Dans ce système, les capsules en sortie sont récupérées dans un falcon contenant 5 mL de solution aqueuse gélifiante, et transférées en Sérum Physiologiques toutes les 6 minutes (pour plus de détails, voir partie 2.3).  A la fin de l’expérience d’encapsulation, une fois que les capsules ont sédimenté dans le falcon de récupération contenant le sérum physiologique, les capsules et les restes de solution gélifiante, le surnageant est retiré est les capsules sont transférées dans une flasque ou un falcon (en fonction de l’utilisation des capsules par la suite) contenant du milieu de culture. Si les capsules sont conservées au CEA pour des mesures de viabilité in vitro sur plusieurs jours, ces dernières sont récupérées en flasques et conservées à l’incubateur (à 37°C). En revanche, si les capsules doivent être envoyées à l’Université Grenoble Alpes (partenaire de la thèse) pour des mesures de viabilité 
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et sécrétion d’insuline, elles sont alors récupérées en falcon 50 mL, et envoyées par livreur à l’UGA dans l’heure qui suit l’encapsulation.   5.6. Implantation in vivo  Un test d’implantation d’îlots encapsulés et de capsules vides in vivo a été effectué. Pour cela, le protocole suivant a été utilisé :  - Les capsules vides ont tout d’abord été produites en système microfluidique simplifié MFFD550, en conditions stériles sous Poste de Sécurité Microbiologique (au CEA de Grenoble) - Les îlots de Languerhans ont été encapsulés, également sous PSM (à l’Hôpital de Genève) - Suite aux encapsulations des îlots, les capsules vides ainsi que les capsules contenant les îlots sont tout d’abord rincées plusieurs fois dans une solution de HBSS contenant 2 mM de chlorure de calcium (afin de bien maintenir l’alginate gélifié).  - Une fois rincées, les capsules sont maintenues dans cette solution de HBSS+CaCl2 - Les souris sont endormies  - Une petite incision est effectuée sur leur abdomen (Figure 49 A).  - Les capsules contenues dans la solution de HBSS+CaCl2 sont injectées dans la cavité péritonéale des souris à travers cette incision (Figure 49 B).  - L’incision est refermée à l’aide d’un point de suture (Figure 49 C).  - Les souris sont réveillées. Les souris ont ensuite été nourries et entretenues normalement, en cage, pendant deux semaines. A l’issu des deux semaines, elles ont été sacrifiées pour récupérer les capsules à l’intérieur, et les observer.  
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Figure 49 : Greffe de capsules dans la cavité péritonéale d’une souris : A) incision sur l’abdomen ; B) Injection de la 

solution de HBSS+CaCl2 contenant les capsules ; C) point de suture pour refermer l’incision  
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1. Phase de pré-encapsulation, méthodologie de l’étude 

Comme présenté précédemment, l’encapsulation de cellules en système microfluidique se sépare en 3 principales étapes : l’étape de pré-encapsulation, d’encapsulation, et de post-encapsulation. L’étape de pré-encapsulation consiste en la préparation des solutions utilisées pour l’encapsulation, en particulier les biopolymères, ainsi que la préparation des cellules à encapsuler, et le mélange des deux. La préparation des phases continues (huile de soja et huile pré-gélifiante) suit les protocoles décrits dans le Matériel et Méthodes.  Ces protocoles sont établis de manière à obtenir des huiles le plus reproductibles possibles, afin de ne pas changer les conditions expérimentales et les paramètres à utiliser dans le système microfluidique.  La solubilisation de l’alginate de référence suit également le protocole décrit dans le Matériel et Méthodes : 6 mL d’alginate buffer (dont la composition a été décrite précédemment) sont ajoutés dans un flacon de 250 mg d’alginate SLG100 (ou SLM100) Ultrapure Pronova, afin d’obtenir un alginate à 4% massique. Le mélange est ensuite laissé à agiter à température ambiante pendant 24h.  Concernant les alginates modifiés chimiquement par l’EPFL, ils sont formés à partir de l’alginate Kelton HV de chez Kelco (San Diego, USA). Il existe ensuite différents protocoles de synthèse utilisés, donnant lieu à des alginates ayant différentes compositions chimiques, et donc différentes propriétés physico-chimiques. Les méthodes de synthèse sont expliquées dans la suite de ce paragraphe.   1.1 Modification chimique de l’alginate Le but de ces modifications chimiques est d’améliorer les propriétés mécaniques, l’élasticité, et la stabilité à long terme de l’alginate. Concernant les propriétés mécaniques et l’élasticité, il a été décidé par l’EPFL d’ajouter du Poly(Ethylène-Glycol) sur la chaîne carbonée de l’alginate, car il présente de bonnes propriétés mécaniques et élastiques (voir Etat de l’Art). Concernant la stabilité à long terme, les chaînes de PEG greffées contiennent des groupes fonctionnels à leur extrémité, qui vont former des liaisons covalentes entre eux. L’alginate ainsi obtenu gélifiera donc de deux manières : par gélification ionique avec la formation de la boîte à œufs (comme l’alginate normal) (voir Etat de l’art), ainsi que par gélification covalente entre les groupements fonctionnels des chaînes de PEG, plus stable que la gélification ionique.  Ces synthèses utilisent différents mécanismes de réactions organiques, basés sur le déplacement des électrons de composés organiques. Elles peuvent être séparées en deux principales étapes : la synthèse des dérivés de PEG contenant un groupement fonctionnel à leur extrémité, et le greffage de ces dérivés de PEG sur l’alginate. Dans le cadre de cette thèse, les dérivés de PEG ayant été utilisés sont les suivants :  
- PEG auquel a été ajouté une fonction thiol : PEG-SH (voir Figure 50 A) 
- PEG auquel a été ajouté une fonction acrylate : PEG-acrylate (voir Figure 50 B) 
- PEG auquel a été ajouté du Kétoprofène : PEG-ketoprofen (voir Figure 50 C) 
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Figure 50 : Différents groupes fonctionnels ajoutés sur le PEG : A) Fonction thiol ; B) Fonction Acrylate ; C) Kétoprofène Ces différents dérivés de PEG, une fois greffés, donnent lieu à différents types d’alginates. Ceux utilisés dans le cadre de cette thèse seront nommés comme suit :  

- Système A : Alginate auquel est greffé du PEG-SH  
- Système C : mélange de deux alginates : le premier auquel est greffé du PEG-SH et le deuxième auquel est greffé du PEG-acrylate  
- Alginate-Ketoprofen : Alginate auquel est greffé du PEG-Kétoprofène  Pour le Système A et l’Alginate_Ketoprofen, les dérivés de PEG sont synthétisés par l’EPFL. Pour le Système C, les dérivés de PEG (PEG-acrylate et PEG-SH) sont achetés auprès de Biochempeg et Sigma. Pour les trois alginates, les dérivés de PEG sont greffés sur l’alginate par l’EPFL. Tout au long de ce manuscrit, le même code couleur, représenté en Figure 51, sera utilisé pour présenter les résultats obtenus avec les différents alginates.  

 
Figure 51 : Code couleur utilisé tout au long de cette thèse  pour  

représenter les résultats obtenus pour les différents alginates  1.1.1 Synthèse des dérivés de PEG 
1.1.1.1 Synthèse du PEG-SH La synthèse du dérivé PEG-SH suit de nombreuses étapes, décrites dans les Figure 52 et Figure 53. Il faut tout d’abord synthétiser l’intermédiaire réactionnel azide-PEG-amine, à partir du PEG, selon le protocole décrit en Figure 52.  
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Figure 52 : Premières étapes de synthèse du PEG-SH : synthèse de l’intermédiaire réactionnel azide-PEG-amine305 Pour cela, le PEG (composé 1) subit tout d’abord une ditosylation, dans les conditions décrites en Figure 52, permettant d’obtenir le composé 2. Ce composé est ensuite filtré sur gel de silice, et les fonctions tosyles sont remplacées par des fonctions azoture de sodium par substitution nucléophile, permettant d’obtenir ainsi le composé 3. Ce composé subit ensuite une mono-réduction afin de supprimer la symétrie, et l’ajout d’un équivalent de triphénylphosphine et milieu acide permet d’obtenir le composé 4. Pour plus de détails, il est possible de se référer à la publication de Passemard et al.305 Une fois cet intermédiaire réactionnel obtenu, les étapes décrites en Figure 53 peuvent être suivies. Pour un équivalent de azide-PEG-amine, on ajoute 3 équivalents de 1-éthyl-3-(3-diméthylaminopropyl)carbodiimide (EDCI), 3 équivalents de Triéthylamine (NEt3) et 2 équivalents de composé 2 (synthétisé au préalable, selon le protocole décrit dans la publication de Passemard et al.306), dans du dichlorométhane (DCM). Le mélange réactionnel est agité pendant 24 heures à température ambiante, puis lavé avec une solution de chlorure d’amonium (NH4Cl), et une solution saturée de bicarbonate de sodium (NaHCO3). La phase organique est séchée et concentrée à l’aide d’un évaporateur rotatif. Le produit est ensuite purifié par Flashchromatographie sur gel de silice. On obtient ainsi les composés 3a et 3b (voir Figure 53). 

 
Figure 53 : Protocole de synthèse du dérivé PEG-SH306 
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Enfin, afin d’obtenir le dérivé PEG-SH, 1 équivalent de composé 3a ou 3b est mis en solution dans du toluène, 1,8 équivalents de Triphénylphosphine (PPh3) sont ajoutés, et le mélange est agité pendant 30 minutes à température ambiante. Une solution à 1 M d’acide chlorhydrique (HCl) est ensuite ajoutée, tout en maintenant l’agitation pendant 48 heures à température ambiante. Les deux phases sont alors séparées et la phase organique est lavée avec une solution à 1 M de HCl, les phases aqueuses sont lavées avec du DCM avant d’être concentrées à l’évaporateur rotatif. Après coévaporation avec du toluène, on obtient le dérivé PEG-SH (composés PEG-a-I et PEG-b-I sur la Figure 53).  
1.1.1.2 Synthèse du PEG-Kétoprofène La synthèse du dérivé PEG-Ketoprofen s’effectue dans les conditions décrites en Figure 54, et plus précisément dans la publication de Noverraz et al.308 Le composé utilisé au départ est un dérivé de PEG, où une extrémité est constituée d’un groupement NH ou OH, et l’autre d’un groupement NH protégé par un tert-butoxycarbonile (Boc). Cette protection permet par la suite de greffer le kétoprofène par estérification uniquement sur l’extrémité composée du groupe fonctionnel OH ou NH. Un traitement en conditions acides est ensuite effectué pour retirer la protection tert-butoxycarbonile, et le PEG-kétoprofène est ainsi obtenu.  

 
Figure 54 : Protocole de synthèse du dérivé PEG-Ketoprofen308 Après différents tests, la méthode retenue par l’EPFL est l’utilisation uniquement du composé de départ ayant un groupement OH en extrémité.   1.1.2 Greffage des dérivés de PEG sur l’alginate Pour greffer différents groupes fonctionnels sur les chaînes carbonées de l’alginate, de nombreuses équipes utilisent la réactivité des groupements carboxyliques de l’alginate (voir Figure 55). Cependant, ces groupements sont essentiels à la gélification ionique de ce dernier, puisque c’est à leur niveau que se forment les liaisons ioniques au sein de la « boîte à œufs » (voir Etat de l’art). Il a donc été décidé de greffer les chaînes de PEG sur les groupes hydroxyles de l’alginate, même s’ils sont plus difficiles à modifier chimiquement. Cela permet de maintenir les groupements carboxyliques libres pour la formation des boîtes à œufs, et ainsi d’avoir une gélification double avec la formation des liaisons ioniques et des liaisons covalentes.  
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Figure 55 : Groupements fonctionnels de l'alginate : A) Groupement carboxylique, essentiel pour la gélification ionique 

avec la formation de boîtes à œufs ; B) Groupement hydroxyle, utilisé pour le greffage des chaînes de PEG  Le greffage des dérivés de PEG sur le groupement hydroxyle de l’alginate peut se séparer en deux principales étapes : la protection des groupements carboxyliques de l’alginate, puis le greffage des dérivés de PEG et la déprotection des groupements carboxyliques. En effet, il est nécessaire, dans un premier temps, de bloquer l’accès aux groupements carboxyliques afin de forcer la réaction de greffage préférentiellement sur les groupements hydroxyles. Pour cela, de l’Hydroxyde de Tétrabutylammonium (TBAOH) est utilisé (voir Figure 56). Le TétraButylAmmonium (TBA) se fixe sur les groupements carboxyliques de l’alginate, les rendant non réactifs. Par la suite, les dérivés de PEG peuvent ainsi être greffés, avant d’enlever le TBA des extrémités carboxyliques grâce à du Tris(2-carboxyéthyl(phosphine)) (TCEP).    

 
Figure 56 : Mécanisme réactionnel de greffage des dérivés de PEG sur l'alginate306 Pour la première étape (protection de l’alginate avec le TBAOH), l’alginate est solubilisé dans de l’éthanol, puis refroidi à 0°C. La poudre obtenue est ensuite filtrée et nettoyée avec un mélange 



Chapitre 4 : Pré-encapsulation  

115   

eau/éthanol, puis avec de l’acétone. Le solide obtenu est ensuite séché sous vide à 40°C, puis solubilisé dans de l’eau. Enfin, le TBAOH est ajouté goutte à goutte jusqu’à obtenir un pH neutre, et la solution est directement lyophilisée.  Pour la deuxième étape, l’alginate-TBA est dissous dans du Diméthylsulfoxyde (DMSO), et laissé à agiter pendant 12h. Du Carbonyldiimidazole (CDI), précédemment dissout dans du DMSO, est ensuite ajouté, et la solution est agitée à température ambiante pendant 30 minutes. De l’acétone est ensuite ajouté afin d’enclencher la précipitation de l’intermédiaire de réaction alginate-imidazole. Le précipité obtenu est filtré et nettoyé à l’acétone. Le solide est séché de nouveau pendant 15 minutes sous vide à 40°C, puis transféré dans un ballon en verre. De l’eau distillée est ensuite ajoutée, et le mélange est laissé à agiter jusqu’à dissolution complète. Le dérivé de PEG synthétisé précédemment est ensuite dissout dans un peu d’eau, et ajouté au mélange. La solution est agitée à température ambiante pendant 2 heures. La réaction est ensuite stoppée par addition d’Hydroxide de Sodium, jusqu’à obtenir un pH de 11. La solution est alors transférée dans une membrane de dialyse, et dialysée dans de l’eau distillée. Le premier jour, l’eau est changée une première fois, puis un second changement d’eau est effectué, avec ajout de Tris(2-carboxyéthyl(phosphine)) (TCEP) au préalable dans le tube de dialyse. La dialyse est continuée pendant deux jours supplémentaires, avec un ajout de TCEP supplémentaire le premier jour, et dialyse dans de l’eau distillée changée trois fois le second jour. Le dernier jour de dialyse, du carbonate de sodium est ajouté dans le récipient, afin de rétablir un pH de 7. La solution est ensuite filtrée et lyophilisée, afin d’obtenir l’alginate PEGylé sous forme solide. Le CDI utilisé dans l’étape de greffage des dérivés PEG sur l’alginate-TBA donne un sous-produit basique : l’imidazole. L’alginate étant donc en conditions basiques, cela peut avoir pour conséquence de dégrader les chaînes et réduire leur longueur, et par conséquent modifier les propriétés rhéologiques du produit obtenu. Afin de neutraliser ce sous-produit, il est possible d’ajouter un équivalent d’acide, et donc éviter d’être en condition basique, et ainsi maintenir la longueur des chaînes. Ainsi, afin d’obtenir un polymère aux chaînes plus longues, 1 équivalent d’acide acétique est ajouté avant l’ajoute de CDI307. Selon le protocole utilisé (avec ajout d’acide ou non), le polymère obtenu n’a donc normalement pas la même longueur de chaînes, et par conséquent pas les mêmes propriétés rhéologiques.   Pour plus de détails sur les conditions expérimentales de synthèse de ces alginates PEGylés, il est possible de se référer aux publications de Passemard et al.305,306, Szabó et al.307, et Noverraz et al.308 Comme cela a été montré, il existe de nombreuses étapes, et plusieurs paramètres pouvant avoir un impact pour une application d’encapsulation de cellules. Tout d’abord, dans les étapes de synthèse, de nombreux solvant organiques néfastes pour les cellules sont utilisés. L’étape de purification est donc essentielle, et il est très important de caractériser la pureté du polymère final obtenu. Ensuite, les synthèses présentant de nombreuses étapes, il est très difficile d’être parfaitement reproductible d’un lot à l’autre. Par conséquent, les pourcentages de greffage, ainsi que les propriétés physico-chimiques des alginates obtenus sont souvent différents. Cela peut influer sur les propriétés rhéologiques des polymères. En effet, le protocole de synthèse peut influer sur la longueur des chaînes, cette dernière ayant un effet direct sur les propriétés rhéologiques du polymère. Dans notre application, ces paramètres sont importants car par exemple, un polymère très visqueux sera plus difficile à mélanger avec les cellules et cette étape pourra donc avoir plus d’impact sur leur viabilité. De plus, les propriétés rhéologiques régissent la déformation et l’écoulement du polymère sous l’effet d’une contrainte, et sont donc également critiques pour son utilisation en système microfluidique. Ces différents paramètres ont donc été caractérisés, et les résultats obtenus sont présentés par la suite. 
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2. Caractérisation des alginates 2.1 Rhéologie Lors de l’utilisation des biopolymères en microfluidique, ces derniers sont soumis à une contrainte et à un cisaillement afin de déplacer les fluides, particulièrement lors de la formation de la goutte. Il est donc important de caractériser le cisaillement présent dans le système (cela sera effectué dans le chapitre Encapsulation), et l’influence de ce cisaillement sur les polymères. L’étude de la déformation et l’écoulement d’un matériau sous l’effet d’une contrainte est, comme expliqué précédemment, l’étude des propriétés rhéologiques.  Ce type d’étude consiste donc principalement à appliquer un cisaillement au matériau sous différentes formes (en contrôle de la contrainte ou du taux de cisaillement, avec une application de cisaillement constant ou en oscillation etc), et à mesurer différentes grandeurs comme la viscosité, la contrainte de cisaillement ou le taux de cisaillement, qui sont définies par la suite.  La Figure 57 présente le fonctionnement de l’application d’un cisaillement à un échantillon situé entre deux plaques parallèles, et la Figure 58 présente les grandeurs du système à partir desquelles seront calculées les paramètres caractéristiques pour ce modèle, comme la contrainte de cisaillement et le taux de cisaillement 

 
Figure 57 : Modèle plan-plan pour les mesures de rhéologie : le cisaillement est appliqué à l'échantillon qui est entre les 

deux plateaux, lorsque celui du haut est en mouvement. Le plateau du bas reste fixe. Les figures représentent une 
illustration des couches planes du fluide, qui se déplacent les unes par rapport aux autres310.  

 
Figure 58 : Grandeurs utiles pour calculer la contrainte de cisaillement et le taux de cisaillement : A est l'aire de 

cisaillement; h est l'écart entre les deux plateaux ; F est la force de cisaillement; et v est la vitesse310. La contrainte de cisaillement 𝜏 est la contrainte mécanique appliquée au fluide, représentée par l’équation ( 4 ), où F est la force de cisaillement (en N), A est l’aire de cisaillement (en m2), et 𝜏 est en N/m2, soit en Pa. Elle est mesurée par le rhéomètre en chaque point.   𝜏 = 𝐹𝐴 ( 4 )  
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Le taux de cisaillement, ou vitesse de cisaillement �̇� décrit la variation spatiale de la vitesse d’écoulement et est définie par l’équation ( 5 ), où v est la vitesse (en m/s), h est l’écart entre les plateaux (en m), et �̇� est en s-1. Il est également mesuré par le rhéomètre en chaque point.   �̇� = 𝑣ℎ ( 5 ) On obtient alors la viscosité dynamique 𝜂, qui représente la résistance des molécules du matériau au mouvement imposé par le cisaillement, grâce à l’équation ( 6 ), où 𝜂 est en Pa.s :  𝜂 = 𝜏�̇� ( 6 ) Ce type d’étude permet ainsi de déterminer le comportement d’un fluide lorsqu’il subit une contrainte ou un taux de cisaillement, et en particulier si ce fluide est :  
- Newtonien : la contrainte de cisaillement évolue linéairement par rapport au taux de cisaillement, et la viscosité du fluide est le rapport de proportionnalité entre les deux. Cette viscosité est donc constante et ne dépend pas de la contrainte ou du taux de cisaillement appliqués au fluide. 
- Non Newtonien : la contrainte de cisaillement n’est pas une fonction linéaire du taux de cisaillement, et la viscosité du fluide évolue donc en fonction de la contrainte ou du taux de cisaillement qui lui est appliquée. On exprime alors 𝜂 et 𝜏 en fonction de �̇� dans le cas d’un taux de cisaillement appliqué, comme dans l’équation ( 7 ) ; ou 𝜂 et �̇� en fonction de 𝜏, dans le cas d’une contrainte de cisaillement appliquée, comme dans l’équation ( 8 ) :  𝜂(�̇�) = 𝜏(�̇�)�̇�  ( 7 )     𝜂(𝜏) = 𝜏�̇�(𝜏) ( 8 )  Parmi les fluides non Newtoniens, il existe principalement 2 catégories :  
- Les fluides rhéofluidifiants, pour lesquels la viscosité diminue lorsqu’un cisaillement leur est appliqué  
- Les fluides rhéoépaississants, pour lesquels la viscosité augmente lorsqu’un cisaillement leur est appliqué. Pour les différents types de fluides, ces comportements rhéologiques peuvent survenir dès l’application du cisaillement, c’est le cas des fluides sans seuil ; ou bien uniquement lorsque le cisaillement appliqué dépasse une valeur seuil, c’est le cas des fluides à seuil. Ces derniers seront présentés un peu plus en détails par la suite. Dans le cadre de la formation de gouttes en microfluidique, il a déjà été établi et présenté dans le chapitre Etat de l’art que les paramètres importants sont principalement les rapports de débits, la viscosité et la tension de surface des fluides. D’après différentes études, s’ajoutent à ces paramètres le caractère rhéofluidifiant et les propriétés viscoélastiques de la phase dispersée, qui ont un effet sur la fréquence de génération de gouttes, leur taille, ainsi que la présence de gouttes satellites.311–315  En ce qui concerne la fréquence de génération de gouttes, Wong et al.316 ont étudié l’effet de la viscosité et du caractère rhéofluidifiant sur la formation de gouttes de carboxyméthylcellulose de sodium. Ils ont démontré que l’augmentation de la viscosité et du caractère rhéofluidifiant augmentent le temps nécessaire pour la formation d’une goutte. Cela a pour conséquence de réduire la fréquence de génération de gouttes.  
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Par ailleurs, il a été démontré que l’élasticité d’un fluide (qui dépend de la capacité d’étirement de ses chaînes) entraîne la formation de gouttes satellites, ainsi que des filaments entre les gouttes, dont la taille augmente avec le caractère élastique du fluide.311,313,314,316 La formation de ces filaments entre les gouttes augmente le temps nécessaire à la formation des gouttes. La fréquence de génération de gouttes diminue donc lorsque l’élasticité augmente. Enfin, il a également été démontré que plus un fluide est visqueux, rhéofluidifiant, ou élastique, plus la taille des gouttes formées est importante316,317. Il est donc essentiel de caractériser les propriétés rhéologiques de la phase dispersée afin de comprendre et contrôler plus précisément la formation de gouttes en microfluidique, et ainsi optimiser les propriétés des capsules obtenues dans le cadre d’une application en thérapie cellulaire.  Pour déterminer ces propriétés, il existe différents appareils et tests rhéologiques. Dans le cadre de cette thèse, un rhéomètre cône-plan Malvern a été utilisé, selon le protocole décrit dans le Matériel et Méthodes. Les tests réalisés ont été : tout d’abord, l’application d’une gamme de cisaillement allant de 0,1 s-1 à 1000 s-1. Ce test permet de déterminer l’évolution de la contrainte et de la viscosité au cours du cisaillement, et ainsi de déterminer les grandeurs caractéristiques du polymère comme l’indice d’écoulement, l’indice de consistance et le temps de relaxation. Ces différents paramètres donnent des informations sur le comportement des fluides (Newtonien, non Newtonien et degré de rhéofluidification ou rhéoépaississement) en fonction du cisaillement. Un deuxième test a ensuite été effectué : l’application d’une déformation fixe dans la zone linéaire de viscoélasticité, en oscillation avec un balayage en fréquence. Ce test permet de déterminer les modules élastiques et visqueux d’un polymère, et d’en déduire son comportement viscoélastique.   2.1.1 Viscosité et contrainte de cisaillement en fonction du taux de cisaillement Dans le premier test effectué, une gamme de taux de cisaillement γ̇ allant de 0,1 s-1 à 1000 s-1 est donc appliquée sur le polymère. Différents paramètres sont alors mesurés, et en particulier la contrainte de cisaillement τ, et la viscosité dynamique η. Dans la suite de ce chapitre, lorsque la viscosité est évoquée, cela fait référence à la viscosité dynamique (sauf précision contraire). Il existe différents modèles théoriques de comportement des fluides. L’utilisation du bon modèle, qui est au plus proche des résultats obtenus, permet de déterminer des grandeurs caractéristiques du fluide, et ainsi de mieux comprendre son comportement. Les principaux modèles utilisés dans la littérature sont les suivants :  
- Loi d’Ostwald-de-Waele (ou loi en puissance) : modèle mathématique simple, permettant de modéliser facilement la zone rhéofluidifiante ou rhéoépaississante d’un fluide sans seuil, en reliant la contrainte de cisaillement au taux de cisaillement, selon l’équation ( 9 ), où 𝜏 est la contrainte de cisaillement (Pa) ; γ̇ est le taux de cisaillement (s-1) ; k est l’indice de consistance (Pa) ; et n est l’indice d’écoulement (constante sans dimension).  𝜏 = 𝑘�̇�  ( 9 ) 
- Modèle de Bingham : ce modèle est adapté aux fluides à seuil viscoplastiques, qui ont un comportement de solide parfait sous faibles contraintes, et un comportement de fluide visqueux Newtonien au-delà d’une contrainte seuil. Il relie la contrainte de cisaillement au 
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taux de cisaillement selon l’équation ( 10 ), où 𝜏 est la contrainte de cisaillement (Pa) ; γ̇ est le taux de cisaillement (s-1) ; et 𝜂  et 𝜏  sont les constantes caractéristiques du fluide : 𝜂  est la viscosité plastique de Bingham (Pa.s), et 𝜏  est la contrainte seuil de Bingham (Pa).  𝜏 = 𝜏 + 𝜂 �̇� ( 10 ) 
- Modèle de Herschel-Bulkley : ce modèle est également adapté aux fluides à seuil : tout comme pour le modèle de Bingham, le fluide a un comportement de type solide parfait sous faibles contraintes, mais au-delà de la contrainte seuil, son comportement est de type visqueux non Newtonien. Il peut être défini comme une combinaison du modèle de Bingham et de la loi d’Ostwald-de-Waele. Il relie également la contrainte de cisaillement au taux de cisaillement, selon l’équation ( 11 ), où 𝜏 est la contrainte de cisaillement (Pa) ; γ̇ est le taux de cisaillement (s-1) ; 𝜏  est la contrainte seuil de Herschel-Bulkley (Pa) ; 𝑘  est l’indice de consistance (Pa) ; et 𝑛  est l’indice d’écoulement, qu’on retrouve dans la loi en puissance (constante sans dimension).  𝜏 = 𝜏 + 𝑘 (�̇�)  ( 11 ) 
- Loi de Carreau-Yasuda : cette loi permet de décrire précisément la viscosité apparente d’un fluide sans seuil Newtonien ou non-Newtonien (selon les valeurs des paramètres). Elle lie la viscosité en fonction du taux de cisaillement, et permet l’ajustement d’un rhéogramme sur toute la gamme de cisaillement. Elle est définie par l’équation ( 12 ), où 𝜂 est la viscosité (Pa.s) ; γ̇ est le taux de cisaillement (s-1) ; 𝜆 et 𝑛 sont des constantes propres au fluide ; 𝜂  est la viscosité pour un taux de cisaillement nul (Pa.s) ; et 𝜂  est l’asymptote de la viscosité pour un taux de cisaillement très élevé (Pa.s).   𝜂 = 𝜂 + (𝜂 − 𝜂 )[1 + (𝜆�̇�) ]   ( 12 ) 
- Modèle de Cross : ce modèle est une variante simplifiée du modèle de Carreau-Yasuda (cas particulier avec a=m et m=n-1), également proche de la loi en puissance d’Ostwald-de-Waele mais plus précis. Il permet de décrire les fluides sans seuil newtoniens ou non Newtoniens, rhéofluidifiants ou rhéoépaississants (selon les valeurs des paramètres), sur toute la gamme de cisaillement, comme la loi de Carreau-Yasuda. Il relie la viscosité au taux de cisaillement, selon l’équation ( 13 ), où 𝜂 est la viscosité (Pa.s) ; γ̇ est le taux de cisaillement (s-1) ; 𝛼 et 𝑚 sont des constantes propres au fluide ; 𝜂  est la viscosité pour un taux de cisaillement nul (Pa.s) ; et 𝜂  est l’asymptote viscosité pour un taux de cisaillement très élevé (Pa.s).  𝜂 = 𝜂 + 𝜂 − 𝜂1 + (𝛼�̇�)  ( 13 )  Afin d’interpréter les résultats obtenus sur les polymères caractérisés, il a donc été décidé d’appliquer tout d’abord la loi d’Ostwald-de-Waele, pour avoir un premier aperçu du type de comportement des fluides. Cette loi présente l’avantage de modéliser de manière facile et précise le caractère rhéofluidifiant ou rhéoépaississant d’un fluide, cependant, elle modélise uniquement 

les zones rhéofluidifiantes ou rhéoépaississantes, et ne prend pas en compte les plateaux Newtoniens, elle n’est donc pas suffisante pour connaître le comportement du fluide sur la gamme entière de taux de cisaillement. Les résultats obtenus avec la loi d’Ostwald-de-Waele seront donc complétés par une modélisation avec les modèles de Cross ou de Carreau-Yasuda, pour avoir des informations plus précises 
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sur les propriétés des fluides, ainsi qu’une modélisation de la viscosité sur la totalité de la gamme 
de cisaillement étudiée (elles permettront ainsi de prédire une valeur de viscosité pour n’importe quel taux de cisaillement). Pour utiliser la loi d’Ostwald-de-Waele, on applique tout d’abord le logarithme sur l’équation  ( 9 ), on obtient alors l’équation suivante :  

 log(𝜏) = log(𝑘) + 𝑛 log(�̇�)   ( 14 ) Ainsi, en traçant le logarithme des valeurs de contrainte de cisaillement en fonction du logarithme des valeurs de taux de cisaillement, on obtient des courbes sur lesquelles une régression linéaire donne les valeurs des indices k et n.  Cette loi nous permet ainsi de déterminer les paramètres suivants :  
- L’indice k qui est l’indice de consistance, il témoigne de la viscosité du fluide. En effet, 𝑘 est égal à la valeur de la viscosité lorsque le cisaillement est de 1 s-1. 
- L’indice  𝒏 qui est l’indice d’écoulement. Ce dernier détermine si le fluide est Newtonien ou non Newtonien :  

 Si 𝑛 = 1, le fluide est Newtonien 
 Si 𝑛 < 1, le fluide est rhéofluidifiant 
 Si 𝑛 > 1, le fluide est rhéoépaississant.  La valeur de 𝑛 détermine également le degré de rhéofluidification ou rhéo-épaississement : plus la valeur est éloignée de 1, plus le caractère rhéofluidifiant ou rhéoépaississant est prononcé318.  Concernant l’utilisation des modèles de Cross ou Carreau-Yasuda, la méthode utilisée pour ajuster les modèles sur les résultats expérimentaux est l’approximation non-linéaire par moindres carrés. Pour cela, les valeurs de viscosités sont calculées avec les équations ( 12 ) et ( 13 ), en utilisant des paramètres de départ choisis manuellement. L’erreur, représentée par le carré de la différence entre les valeurs prédites par les modèles et les valeurs expérimentales, est calculée en chaque point. Puis la somme des erreurs est minimisée en ajustant les paramètres. On obtient les valeurs des paramètres de chaque modèle lorsque cette somme des erreurs est minimale.  Les paramètres obtenus avec les modèles de Cross et de Carreau-Yasuda sont les suivants :  

- L’indice sans dimension 𝑚, qui est défini par 𝑚 = 1 − 𝑛. Par conséquent, 𝑚 définit également le caractère Newtonien ou non Newtonien du polymère : le polymère est Newtonien si 𝑚 = 0, rhéofluidifiant si 0 < 𝑚 < 1, et rhéoépaississant si 𝑚 < 0. Le caractère rhéofluidifiant est plus prononcé pour une valeur de 𝑚 proche de 1. 
- La viscosité à cisaillement nul 𝜼𝟎 : c’est la viscosité au cisaillement le plus faible, soit finalement la viscosité du composé au repos. 
- La viscosité à cisaillement infini 𝜼  : c’est l’asymptote de la viscosité pour un cisaillement très élevé. 
- La constante de temps 𝜶 𝒐𝒖 𝝀 qui définit le temps de relaxation du polymère  
- A partir de ce dernier paramètre, on peut obtenir le cisaillement critique �̇�𝑪 par la relation suivante :  �̇� =  : ce cisaillement critique est le cisaillement à partir duquel les chaînes de polymère n’ont plus le temps de reprendre leur conformation d’équilibre, et s’alignent donc en suivant le flux. C’est donc le cisaillement à partir duquel le polymère passe d’un domaine Newtonien à un domaine non Newtonien.  
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Après modélisation avec les modèles de Cross et de Carreau-Yasuda, les valeurs des constantes obtenues pour les deux modèles sont données, ainsi que la somme des erreurs. Concernant l’analyse des résultats obtenus, le caractère rhéofluidifiant sera étudié à partir des indices d’écoulement obtenus avec la loi d’Ostwald-de-Waele (qui modélise plus précisément ce phénomène), et les autres paramètres étudiés seront ceux obtenus avec le modèle de Cross ou Carreau-Yasuda.  
2.1.1.1 Influence de la concentration Il a tout d’abord été décidé de s’intéresser à l’influence de la concentration de l’alginate sur son comportement rhéologique. Pour cela, les mesures rhéologiques décrites précédemment ont été effectuées sur des alginates de référence SLG100 dont la concentration varie de 1% à 4% massique.  La Figure 59 rassemble les courbes des logarithmes des contraintes de cisaillement en fonction des logarithmes du taux de cisaillement pour les différentes concentrations d’alginate SLG100, ainsi que les régressions linéaires, et l’aperçu de ces mêmes courbes en échelle normale sur le coin supérieur du graphique. Les régressions linéaires ont permis d’obtenir les indices d’écoulement 𝑛 et de consistance 𝑘 (calculé à partir de log(k)) de la loi d’Ostwald de Waele, qui sont rassemblés dans le Tableau 10.  

 
Figure 59 : Etude de l’influence de la concentration sur le comportement rhéologique de l’alginate de référence SLG100, à 

l’aide de la loi d'Ostwald-de-Waele ; le graphique dans le coin supérieur représente la contrainte de cisaillement en 
fonction du taux de cisaillement, en échelle non logarithmique 

Polymère 𝒏 log(k) 𝒌 R² 
SLG100-1% 0,952 -1,042 0,091 0,999 
SLG100-2% 0,958 -0,070 0,851 0,999 
SLG100-3% 0,945 0,473 2,972 0,999 
SLG100-4% 0,945 0,986 9,683 0,999 



Chapitre 4 : Pré-encapsulation  

122   

Tableau 10 : Valeurs obtenues pour les indices de consistance et d’écoulement avec le fit par la loi d’Ostwald-de-Waele 
uniquement sur les parties rhéofluidifiantes des rhéogrammes Dans la gamme de cisaillement étudiée, les modèles de Cross et de Carreau-Yasuda ajustent aussi bien les courbes expérimentales. Cependant, les valeurs des indices obtenus, et en particulier celles de la viscosité à cisaillement nul sont aberrantes pour le modèle de Carreau-Yasuda (Tableau 11). Le modèle gardé est donc celui de Cross.  La Figure 60 rassemble donc les courbes de viscosité dynamique en fonction du taux de cisaillement, en échelle logarithmique, ajustées par le modèle de Cross. Les valeurs des paramètres obtenues sont rassemblées dans le Tableau 12.  

 
Figure 60 : Influence de la concentration sur le comportement rhéologique des alginates - Utilisation du modèle de Cross  
Polymère n a η0 (Pa.s) η∞ (Pa.s) λ �̇�𝑪(s-1) Erreur 
SLG100-

1% 
2,681.10-5  0,433 4,458.1012  7,877.10-2  7,839.1014  1,276.10-15  6,83.10-4  

SLG100-
2% 

0 0,810 0,880 0 2,558.10-3  390,980 1,261.10-3  
SLG100-

3% 
0,932 0,003  2,549.108  0,083 0,364 2,747 6,296.10-2  

SLG100-
4% 

0,206 0,838 10,060 0 0,020 50,291 4,846.10-2  
Tableau 11 : Valeurs des paramètres obtenues avec le modèle de Carreau-Yasuda pour les alginates de référence SLG100 

à différentes concentrations  
Polymère m η0 (Pa.s) η∞ (Pa.s) α �̇�𝑪(s-1) Erreur 

SLG100-1% 0,102 0,143 0 3,521.103  284,021 1,81.10-3  
SLG100-2% 0,834 0,880 0 3,573.10-3  279,884 1,30.10-3  
SLG100-3% 0,451 3,249 0 3,191.10-3  313,390 2,05.10-2  
SLG100-4% 0,822 10,073 0 0,018 55,108 5,023.10-2  

Tableau 12 : Valeurs des paramètres obtenues avec le modèle de Cross pour les alginates de référence SLG100 à 
différentes concentrations 
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 Afin d’étudier le caractère rhéofluidifiant de ces alginates, les valeurs des indices d’écoulements obtenus avec le modèle d’Ostwald-de-Waele sont pris en considération (Tableau 10). Tout d’abord, pour tous les polymères, on a bien des coefficients de détermination R² supérieurs à 0,99, ce qui valide l’utilisation de la loi Ostwald-de-Waele. L’indice d’écoulement est toujours inférieur à 1, ce qui est caractéristique des fluides non Newtoniens rhéofluidifiants. Cela s’explique par le fait que lorsqu’un cisaillement est appliqué, les chaînes de polymère se désenchevêtrent partiellement, avant de s’orienter dans le sens du flux, réduisant ainsi la viscosité. Le caractère rhéofluidifiant de ces alginates est peu prononcé (indice proche de 1).  La valeur de l’indice d’écoulement 𝑛 semble être peu impactée par la concentration des alginates. On peut cependant noter une légère diminution quand la concentration augmente, témoignant d’une augmentation du caractère rhéofluidifiant du polymère. Cela peut s’expliquer par le fait qu’un polymère plus concentré présente un enchevêtrement de chaînes plus important que pour un polymère peu concentré. Par conséquent, lorsqu’un cisaillement est appliqué et désenchevêtre les chaînes (entraînant une réduction de la viscosité), le différentiel de viscosité résultant sera plus important pour un polymère concentré que pour un polymère peu concentré. Ce résultat rejoint les résultats publiés par Ma et al.318  La Figure 60 montre que l’alginate de référence SLG100 est rhéofluidifiant, mais que selon la concentration de polymère utilisée, et le taux de cisaillement appliqué, le polymère peut se comporter comme un fluide Newtonien (dans les gammes de cisaillement du plateau Newtonien), ou rhéofluidifiant.  Les analyses suivantes sont effectuées à partir des paramètres obtenus avec le modèle de Cross (Tableau 12). En accord avec la littérature (Gomez et al.319 et Marcotte et al.320), on constate sans surprise que la viscosité à cisaillement nul augmente avec la concentration (Figure 60) (ce résultat est observable également au niveau des indices de consistance k obtenus avec le modèle d’Ostwald-de-Waele).  Le taux de cisaillement critique �̇� =  à partir duquel le polymère est en régime rhéofluidifiant diminue lorsque la concentration augmente (temps de relaxation beaucoup plus grand). Cela signifie que le plateau Newtonien est plus étendu pour les viscosités faibles. Cette tendance n’est cependant pas observée pour la concentration de 3 %. Cela est dû à une erreur de mesure, qui a entraîné une réduction de la gamme de taux de cisaillement étudiée, faussant donc la valeur de taux de cisaillement critique calculée par le modèle.  Le temps de relaxation caractérise la mobilité des chaînes d’un polymère : un temps de relaxation faible est caractéristique de chaînes mobiles, qui reviennent donc rapidement à leur conformation d’équilibre. Un polymère plus concentré possède plus de chaînes, qui ont donc moins d’espace disponible et sont moins mobiles, et nécessitent plus de temps pour revenir à leur conformation d’équilibre. C’est la raison pour laquelle le SLG100-4% présente un temps de relaxation plus élevé : la présence d’un nombre plus élevé de chaînes réduit leur mobilité et le temps de relaxation du polymère, et par conséquent, le cisaillement critique à partir duquel les chaînes se réarrangent dans le sens du flux intervient plus tôt.  L’alginate de référence SLG100 est donc un polymère non Newtonien rhéofluidifiant, dont le caractère rhéofluidifiant augmente légèrement avec la concentration, et dont le temps de relaxation augmente également avec la concentration.   
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2.1.1.2 Comparaison entre les différents alginates Par la suite, il a été décidé de comparer les comportements rhéologiques entre l’alginate de référence SLG100 et les différents alginates PEGylés. Ces mesures ont donc été effectuées sur de l’alginate de référence SLG100 à 2,5% massique, sur un autre alginate de référence SLM100 à 2,5% massique, ainsi que sur le Système A, Système C et Alginate-Ketoprofen (à 4% chacun).  Le choix des concentrations des polymères étudiés a été effectué en fonction des conditions expérimentales : ce sont les concentrations fixées pour les applications de formations de capsules et d’encapsulation d’îlots de Langerhans (car les paramètres de fonctionnement microfluidique avaient été fixé pour l’alginate de référence à cette concentration au préalable de la thèse, et les premiers essais de formation de capsules avec l’alginate Système A ont montré qu’une utilisation à une concentration de 4% donnait de meilleurs résultats). La Figure 61 rassemble les courbes des logarithmes des contraintes de cisaillement en fonction des logarithmes du taux de cisaillement pour les différentes concentrations d’alginate SLG100, ainsi que les régressions linéaires ayant permis d’obtenir les indices d’écoulement 𝑛 et de consistance 𝑘 (calculé à partir de log(k)) de la loi d’Ostwald de Waele, qui sont rassemblés dans le Tableau 13.  

 
Figure 61 : Etude comparative des comportements rhéologiques des différents polymères  

à l'aide de la loi d'Ostwald-de-Waele  
Polymère n log(k) k r² 

SLG100-2,5% 0,891 -0,054 0,884 0,993 
SLM100-2,5% 0,681 0,837 6,869 0,982 
Système A-4% 0,400 1,276 18,863 0,986 
Système C-4% 0,401 0,823 6,645 0,976 

Ketoprofen-4% 0,723 0,755 5,689 0,989 
Tableau 13 : Valeurs obtenues avec la loi d'Ostwald-de-Waele pour les indices de consistance k et d'écoulement n des 
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La Figure 62 présente les courbes de viscosité dynamique en fonction du taux de cisaillement, en échelle logarithmique, ajustées par le modèle de Carreau-Yasuda. Les valeurs des paramètres obtenues sont rassemblées dans le Tableau 14.  

 
Figure 62 : Etude comparative des comportements rhéologiques des différents alginates  

à l'aide du modèle de Carreau-Yasuda  
Polymère n a η0 (Pa.s) η∞ (Pa.s) λ �̇�𝑪(s-1) Erreur 

SLG100-2,5% 0,708 0,116 1,302 0 1,018.10-6  9,820.105  4,82.10-1  
SLM100-2,5% 0,620 0,017 1,245.109  0 7,984.106  1,253.10-7  19,6 

Système A-
4% 

0,213 13,694 1,908.104  0,874 7,691.103  1,3.10-4  5,93 
Système C-4% 0,203 0,377 1,175.1010  0,270 4,546.1011 2,200.10-12  3,16.10-1  

Ketoprofen-
4% 

0 0,097 53,280 0 5,138.10-7  1,946.106  7,84 
Tableau 14 : Valeurs des paramètres obtenues avec le modèle de Carreau-Yasuda pour les différents alginates  La Figure 63 rassemble les mêmes résultats, ajustés par le modèle de Cross. Les valeurs des paramètres sont rassemblées dans le Tableau 15.  
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Figure 63 : Etude comparative des comportements rhéologiques des différents alginates à l'aide du modèle de Cross  

Polymère m η0 (Pa.s) η∞ (Pa.s) α �̇�𝑪(s-1) Erreur 
SLG100-2,5% 0,984 0,867 0,109 0,004 231,504 3,27.10-4  
SLM100-2,5% 0,554 9,658 0 0,147 6,798 2,12.10-1  
Système A-4% 0,787 1,324.106  0,864 1,688.106  5,925.10-7 5,94 
Système C-4% 0,797 8,264.105  0,269 2,806.106  3,564.10-7  3,16.10-1  

Ketoprofen-4% 0,533 8,351 0 0,153 6,517 3,63.10-1  
Tableau 15 : Valeurs des paramètres obtenues avec le modèle de Cross pour les différents alginates  Les Figures précédentes montrent que les polymères sont tous non Newtoniens 

rhéofluidifiants, mais présentent des comportements rhéologiques très différents. L’alginate-kétoprofène a un comportement rhéologique très proche de l’alginate de référence SLM100, mais les alginates Système A et Système C ont des comportements ne s’apparentant pas du tout aux alginates de référence dans la gamme de cisaillement étudiée. En effet, ces polymères présentent un comportent purement rhéofluidifiant, sans présence de plateau Newtonien, même à très faible cisaillement, où la viscosité augmente continuellement. Par conséquent, les ajustements des résultats expérimentaux par les modèles de Cross ou de Carreau-Yasuda ne fonctionnent pas (les modèles ajoutent un plateau en fin de gamme de cisaillement, qui n’existe pas expérimentalement). Les valeurs des paramètres obtenues avec ces modèles ne sont donc pas exploitables.  Le type de comportement des alginates Système A et Système C correspond aux fluides à seuil de type plastique, pour lesquels il est nécessaire d’appliquer une contrainte ou un cisaillement minimal avant d’obtenir un écoulement du fluide. Avant cette contrainte seuil, le polymère se comporte comme un solide et se déforme de manière élastique, et après cette contrainte, le polymère se comporte comme un fluide visqueux. Ces courbes doivent donc être modélisées par un des modèles adaptés aux fluides à seuil : le modèle de Bingham ou de Herschel-Bulkley. Ces modélisations seront présentées par la suite.  Afin d’étudier le caractère rhéofluidifiant des alginates de références et de l’Alginate-Kétoprofène dans un premier temps, les valeurs des indices d’écoulements obtenus avec le modèle d’Ostwald-de-Waele sont pris en considération. Les valeurs des coefficients de corrélation obtenus pour 
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chaque polymère confirment la fiabilité de la loi d’Ostwald-de-Waele (voir Tableau 13). On peut voir que les polymères ont des caractères rhéofluidifiants très différents, comme en témoignent la large gamme de valeurs obtenues pour les indices d’écoulement (allant de 0,4 à 0,9), rassemblées dans le Tableau 13 Concernant les polymères PEGylés tout d’abord, on peut voir que l’alginate-kétoprofène possède un indice d’écoulement beaucoup plus élevé que les alginates Système A et C, qui témoigne donc d’un caractère rhéofluidifiant moins prononcé. Cela peut s’expliquer par la présence de ramifications de très grandes tailles, avec les deux groupements phénol cycliques du kétoprofène, qui confèrent aux chaînes une moins grande flexibilité que pour les Systèmes A et C, dont les ramifications constituées des groupements thiol et acrylate sont beaucoup moins grandes. Ces résultats sont cohérents avec différentes publications321–327, comme celle de Tsamopoulos et al.323, qui compare le comportement rhéologique de molécules de PEG linéaires et cycliques, et démontre que les chaînes en conformation linéaire s’alignent beaucoup plus facilement dans le flux, et résultent donc en un caractère rhéofluidifiant plus prononcé que la forme cyclique pour laquelle les chaînes présentent moins de déformabilité et une plus forte résistance à l’alignement dans le flux.  Les alginates Système A et Système C quant à eux, ont un indice d’écoulement quasiment identique. Cela s’explique certainement par le fait que les groupements thiol et acrylate sont de taille très proche, et n’ont donc que peu d’influence sur le caractère rhéofluidifiant. Cela permet également de conclure que la longueur de chaîne entre ces deux alginates doit être du même ordre de grandeur.  On constate qu’entre les alginates SLG100 et SLM100, le caractère rhéofluidifiant est plus prononcé pour le SLM100, contenant plus de groupements mannuroniques. Ces alginates sont obtenus auprès du même fournisseur (voir chapitre Matériel et Méthodes), et présentent les mêmes propriétés physico-chimiques, et particulièrement la même masse moléculaire moyenne, qui témoigne de la longueur des chaînes. Par conséquent, cette différence de caractère rhéofluidifiant semble être principalement due à la différence de conformation des chaînes : en effet, les chaînes de poly-mannuronate se lient au niveau d’un carbone équatorial et forment ainsi des structures étendues, alors que les chaînes de poly-guluronate se lient au niveau d’un carbone axial et forment des structures en « zig-zag » (voir chapitre Etat de l’Art). Par conséquent, les chaînes de poly-mannuronate auront tendance à se réarranger plus facilement que les chaînes de poly-guluronate, donnant un caractère rhéofluidifiant plus prononcé au SLM100 qu’au SLG100.  Concernant la comparaison entre les alginates PEGylés et les alginates de référence, les résultats montrent que les alginates de référence ont un caractère rhéofluidifiant moins prononcé que les alginates Système A et Système C, et proche de celui de l’alginate-Kétoprofène. Or ces alginates de référence n’ont aucune ramification, et devraient donc se réarranger plus facilement et présenter un caractère rhéofluidifiant plus prononcé.  Ces résultats peuvent donc s’expliquer par le deuxième paramètre influençant le réarrangement des chaînes : leurs longueurs. Le fait que les chaînes des polymères PEGylés se réarrangement plus facilement que celles des alginates de référence peut donc signifier qu’elles sont plus courtes que ces dernières (de par les protocoles de synthèse qui peuvent dégrader les chaînes et réduire leurs longueurs). Dans le cas de l’alginate-kétoprofène, il y a donc certainement compétition entre la longueur des chaînes (plus courtes que les alginates de référence), qui a tendance à faciliter le réarrangement, et la taille des ramifications, qui a tendance à empêcher le réarrangement, donnant au final une valeur d’indice d’écoulement proche de celles des alginates de référence.   
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Ces analyses sont cohérentes avec la littérature, qui établit que la rhéofluidification peut être définie comme le réarrangement des chaînes de polymère qui s’alignent dans le sens du flux sous l’effet d’une contrainte, réduisant ainsi la viscosité, et que le caractère rhéofluidifiant d’un polymère dépend donc de différents paramètres, selon le type de polymère :  
- Pour un polymère non ramifié, le caractère rhéofluidifiant dépend principalement du rayon de giration, d’après la théorie de Rouse328–330 
- Pour un polymère ramifié, le caractère rhéofluidifiant dépend principalement de la présence des ramifications tout d’abord (en comparaison avec un polymère non ramifié), de la longueur effective des chaînes du polymère, du nombre de ramification et de leurs tailles (d’après Jabbarzadeh et al.321) : tous ces différents paramètres auront pour effet de réduire la mobilité des chaînes et par conséquent de réduire le caractère rhéofluidifiant.   Concernant les paramètres obtenus avec les modèles de Cross et Carreau-Yasuda, le modèle de Cross permet d’obtenir une modélisation fiable, mais le modèle de Carreau Yasuda fournit un mauvais ajustement des résultats expérimentaux (Figure 62), qui se manifeste par des valeurs de paramètres aberrantes (valeurs notées en rouge dans le Tableau 14). Le modèle de Cross s’approche donc mieux des valeurs expérimentales obtenues, et sera donc utilisé pour la suite des analyses. Les viscosités à cisaillement nul obtenues sont très proches pour l’alginate de référence SLM100-2,5% et l’alginate-kétoprofène-4%, et environ 10 fois moins élevée pour l’alginate de référence SLG100-2,5%. Ces grandes différences de viscosité peuvent avoir un impact important lors de la formation de gouttes en microfluidique.  Le temps de relaxation, qui caractérise la mobilité des chaînes, montre que les chaînes de l’alginate SLG100 sont beaucoup plus mobiles que celles du SLM100 et de l’alginate-Kétoprofène. Cela est dû à la présence de groupements volumineux et peu flexibles pour l’alginate-kétoprofène. Ces chaînes étant moins mobiles, le cisaillement critique pour lequel ces polymères passent en zone rhéofluidifiante est beaucoup plus faible que pour l’alginate SLG100.  Il est donc d’autant plus important pour ces alginates de connaître précisément le taux de cisaillement présent dans le système microfluidique lors de la formation de gouttes, puisque leur viscosité est variable sur une plus grande gamme de taux de cisaillement.   Pour les alginates Système A et Système C, comme expliqué précédemment, les courbes correspondent à un comportement de fluide à seuil. Après modélisation de la contrainte de cisaillement par les modèles de Bingham et de Herschel-Bulkley, ce dernier donne des résultats beaucoup plus adaptés aux courbes, c’est donc celui qui a été gardé. Les modélisations obtenues avec le modèle Herschel-Bulkley sont présentées en  Figure 64. 
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Figure 64 : Contrainte de cisaillement en fonction du taux de cisaillement pour les alginates Système A et Système C, 

modélisation par le modèle de Herschel Bulkley  Pour rappel, l’équation ( 11 ) définissant le modèle de Herschel Bulkley est la suivante :   𝜏 = 𝜏 + 𝑘 (�̇�)  ( 11 )  Ces modélisations permettent donc d’obtenir les paramètres suivants :  
- L’indice de consistance 𝑘 , sans dimension, qui témoigne de la viscosité du polymère 
- L’indice d’écoulement 𝑛 , qui est celui de la loi en puissance, et définit donc de la même manière le caractère rhéofluidifiant ou rhéoépaississant du polymère, lorsqu’il est dans la zone d’écoulement (au-dessus de la contrainte seuil) 
- La contrainte seuil 𝜏  (Pa) : c’est la valeur de contrainte qui définit la transition du polymère du comportement de type solide élastique, au comportement de type fluide visqueux, selon les équations suivantes :  Pour 𝜏 < 𝜏 , le polymère se comporte comme un solide, et la viscosité est constante : 𝜂 = 𝜂  Pour 𝜏 > 𝜏 , le polymère se comporte comme un fluide visqueux, Newtonien ou non Newtonien (en fonction de la valeur de 𝑛 ), dont la viscosité est définie par l’équation ( 15 ), obtenue en remplaçant 𝜏 par 𝜂 × �̇� dans l’équation de Herschel Bulkley ( 11 ), grâce à l’équation ( 6 ) :   𝜂 = 𝜏�̇� + 𝑘 (�̇�)  ( 15 )  Grâce à la valeur de 𝜏  déterminée par le modèle, et à la valeur de �̇�  déterminée expérimentalement, on peut ainsi en déduire la valeur de la viscosité à cisaillement nul 𝜂  : 𝜂 = 𝜏�̇� + 𝑘 (�̇� )  
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Le Tableau 16 rassemble les valeurs de ces paramètres obtenues pour les deux alginates Système A et Système C :  
Polymère 𝝉𝟎𝑯 (Pa) 𝒌𝑯 (m2/s) 𝒏𝑯 �̇�𝟎 

(expérimentalement) 𝜼𝟎 

Système A-4% 4,614 12,412 0,483 8,34.10-4 6,02.103 
Système C-4% 2,556 3,072 0,549 1,667.10-2 1,73.102 
Tableau 16 : Valeurs des paramètres du modèle de Herschel Bulkley obtenues pour les alginates Système A et Système C  On peut voir que les valeurs des indices d’écoulement sont cohérentes avec celles obtenues avec le modèle d’Ostwald-de-Waele, ces polymères présentent bien un caractère rhéofluidifiant prononcé.  La valeur de la contrainte seuil est assez proche pour les deux polymères, et elle correspond à un cisaillement très faible dans les deux cas (valeurs de �̇�  dans le Tableau 16), ce qui signifie que dans le système microfluidique, les polymères seront bien en phase d’écoulement visqueux, car le cisaillement imposé pour déplacer les fluides est plus important (cela sera confirmé par les valeurs de cisaillement calculées dans notre système dans le paragraphe Encapsulation). Enfin, la viscosité à cisaillement nul de l’alginate Système A-4% est plus de 60 fois plus élevée que celle de l’alginate-kétoprofène-4% et SLM100-2,5%, et celle de l’alginate Système C-4% est environ 20 fois plus élevée pour l’alginate Système C. Cela s’explique par le fait que ces polymères se comportent comme des solides lorsqu’ils ne sont soumis à aucun cisaillement.   

2.1.1.3 Comparaison entre 3 lots de Système A Enfin, on s’est intéressé à la répétabilité des valeurs obtenues pour les indices d’écoulement et de consistance d’un lot de polymère à l’autre. Pour cela, les mesures ont été effectuées sur 3 différents lots d’alginate Système A. Le premier lot est un alginate sur lequel le pourcentage de greffage de groupements PEG-SH obtenu est de 17,2 %, et le deuxième lot présente un pourcentage de greffage de 21,1 % (le pourcentage de greffage n’a pas été caractérisé pour le troisième lot). Les courbes des logarithmes de contraintes de cisaillement en fonction des logarithmes de taux de cisaillement, ainsi que les régressions linéaires, sont présentées en Figure 65, et le Tableau 17 rassemble les valeurs obtenues pour les différents paramètres.   
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Figure 65 : Comparaison des comportement rhéologiques entre 3 lots différents d'alginate Système A, en appliquant la loi 

d'Ostwald-de-Waele 

Polymère 𝒏 log(k) 𝒌 R² % greffage 
Système A lot 1 - 

4% 
0,400 1,276 18,880 0,986 17,2 

Système A lot 2 - 
4% 

0,181 1,733 54,075 0,893 21,1 
Système A lot 3 - 

3% 
0,984 -1,045 0,090 1  

Tableau 17 : Valeurs obtenues avec la loi d'Ostwald-de-Waele pour les indices de consistance k et d'écoulement n des 
différents lots d'alginate Système A  La Figure 66 présente les viscosités dynamiques en fonction du taux de cisaillement, en échelle logarithmique, ajustées par le modèle de Herschel Bulkley (à partir de l’équation ( 15 )), et les valeurs des paramètres obtenus avec ce modèle sont rassemblées dans le Tableau 18.  
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Figure 66 : Viscosité de cisaillement en fonction du taux de cisaillement pour différents lots de l'alginate Système A, 

modélisation par Herschel Bulkley  
Polymère 𝝉𝟎𝑯 (Pa) 𝒌𝑯 𝒏𝑯 �̇�𝟎 

(expérimentalement) 𝜼𝟎 

Système A 
lot 1 - 4% 4,614 12,412 0,483 8,34.10-4 6,02.103 
Système A 
lot 2 - 4% 17,020 27,766 0,298 1,12.10-2  2,18.103  

Tableau 18 : Valeurs des paramètres du modèle de Herschel Bulkley obtenues pour différents lots de l'alginate Système A  Ces résultats montrent que pour un même alginate, les différents lots peuvent présenter des comportements rhéologiques très différents : les lots 1 et 2 ont un comportement de fluides plastiques à seuil, alors que le lot 3 a un comportement Newtonien sur la gamme étudiée (sa viscosité est d’environ 88 mPa.s.). Afin d’étudier le caractère rhéofluidifiant, les valeurs de l’indice d’écoulement 𝑛 obtenues avec la loi d’Ostwald-de-Waele sont considérées : elles confirment que les lots 1 et 2 sont rhéofluidifiants, alors que le lot 3 a un indice quasiment égal à un, qui témoigne d’un comportement presque Newtonien. Pour rappel, un caractère rhéofluidifiant plus prononcé témoigne de chaînes qui se réarrangent plus facilement, qui sont donc soit plus courtes, soit dont le pourcentage de greffage est plus faible. Les chaînes du lot 3 ne se réarrangent donc quasiment plus dans la gamme de cisaillement étudiée. Concernant les lots 1 et 2, le lot 2 a un caractère rhéofluidifiant beaucoup plus prononcé que le lot 1, alors que son pourcentage de greffage est plus important (ce qui a pour effet d’empêcher le réarrangement des chaînes, et donc de réduire le caractère rhéofluidifiant). Cela signifie donc que les chaînes du Système A lot 2 doivent être plus courtes que celles du lot 1, entraînant donc un réarrangement plus facile, et un caractère rhéofluidifiant plus prononcé.  Ces résultats montrent donc que ces 2 lots du même alginate Système A, à la même concentration, présentent des caractères rhéofluidifiants très différents, et que cette différence est principalement due aux longueurs de chaînes, ainsi qu’aux différents pourcentages de greffage., 
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bien que l’alginate de départ (sur lequel sont greffés les dérivés de PEG) soit le même. Par conséquent, ces différences de longueurs de chaînes viennent uniquement des différentes étapes de synthèse.   Les paramètres obtenus avec le modèle de Herschel Bulkley présentent également une variabilité importante : les valeurs de viscosité à cisaillement nul sont presque 3 fois plus élevées pour le lot 1 que pour le lot 2. Ce résultat est cohérent avec les valeurs d’indice d’écoulement obtenues précédemment, qui montraient que les chaînes du lot 2 sont plus courtes que celles du lot 1. La valeur de la contrainte seuil est également différente : celle du lot 2 est presque 4 fois supérieure à celle obtenue pour le lot 1. Ces valeurs correspondent cependant dans les deux cas à un cisaillement très faible, ce qui signifie que dans le système microfluidique, les polymères seront bien en phase d’écoulement visqueux (cela sera confirmé par les valeurs de cisaillement calculées dans notre système dans le paragraphe Encapsulation)  On peut donc voir que les protocoles de synthèses des alginates PEGylés ne sont pas encore standardisés, et entraînent des variabilités relativement importantes entre les différents lots d’un même polymère. Comme expliqué précédemment, ces variabilités auront un impact sur la fréquence de formation de gouttes et leur taille.   2.1.2 Propriétés viscoélastiques et comparaison Lorsqu’une chaîne de polymère est étirée, elle résiste à l’étirement par une force de rappel. Cette force est responsable de l’élasticité de la solution de polymère. Les solutions de polymères sont alors dites viscoélastiques. Lors de la formation des gouttes en microfluidique, la phase dispersée est étirée par la phase continue avant le détachement de la goutte. Il est donc important de caractériser l’élasticité des phases dispersées utilisées.  La viscoélasticité d’une solution de polymère se caractérise par le module viscoélastique complexe G*=G’+iG’’ où G’ est le module élastique et G’’ est le module visqueux. Ces modules ont été déterminés à l’aide d’un test en oscillation effectué au rhéomètre, dont le fonctionnement est décrit dans le Matériel et Méthodes. Les essais en oscillation permettent de caractériser les propriétés des solutions aqueuses, tout en gardant les conditions proches de l’état de repos (à des taux de cisaillement très faibles) et sans détruire la structure interne du polymère. Cela permet d’étudier le comportement viscoélastique d’un polymère, en s’intéressant aux structures responsables de ces comportements. Pour rappel, ces tests consistent à appliquer un taux de déformation constant (allant de 0,8 à 10 %), en oscillation avec balayage en fréquence. Le taux de cisaillement pouvant être défini comme la vitesse de déformation, divisée par la distance entre les deux plaques, lorsque la fréquence augmente, la déformation est donc effectuée sur un temps plus court, et le taux de cisaillement augmente. L’oscillation avec balayage en fréquence correspond donc à une oscillation avec balayage en taux de cisaillement (à des taux de cisaillement très faibles). Ces mesures ont été effectuées à différentes concentrations (de 1 à 4 %), sur les alginates Système C, Alginate-kétoprofène, et alginate de référence SLG100 (l’alginate Système A n’a pas pu être testé, car nous ne disposions pas de suffisamment de polymère au moment des tests).  
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Les résultats obtenus pour les différents alginates, aux différentes concentrations étudiées, sont présentés en Figure 67 (SLG100), Figure 68 (Alginate-Kétoprofène), et Figure 69 (Système C). 

 
Figure 67 : Modules élastiques G’ et visqueux G’’ pour les différentes concentrations d’alginate de référence SLG100 Pour l’alginate de référence SLG100, la mesure à une concentration de 1 % ne semble pas stable, mais pour les autres mesures, on peut voir que le module visqueux est supérieur au module élastique aux différentes concentrations étudiées : ce polymère a donc un comportement de type liquide visqueux. La fréquence de sollicitation est telle que les chaînes de polymère ont suffisamment le temps de relaxer, et la majorité de l’énergie est dissipée par énergie visqueuse. Lorsque la fréquence augmente, les deux modules G’ et G’’ augmentent et leurs valeurs se rapprochent. Sur des gammes de fréquence plus larges, les deux courbes peuvent se croiser et le point de croisement de ces courbes correspond au temps de relaxation du polymère, mais dans la gamme de fréquence étudiée, les courbes ne se croisent pas et ne permettent donc pas de déterminer le temps de relaxation du polymère.  
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Figure 68 : Modules élastiques G’ et visqueux G’’ pour les différentes concentrations d’alginate-kétoprofène  L’alginate-kétoprofène présente des résultats similaires à l’alginate SLG100 : le module visqueux est supérieur au module élastique pour toutes les concentrations étudiées, ce qui témoigne également d’un comportement de type liquide visqueux. Les valeurs semblent cependant moins se rapprocher que pour l’alginate de référence SLG100. On peut supposer que si les courbes de G’ et G’’ se croisent, c’est donc pour des fréquences plus élevées, et le temps de relaxation de l’alginate-kétoprofène doit donc être inférieur à celui de l’alginate de référence.   
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Figure 69 : Modules élastiques G’ et visqueux G’’ pour les différentes concentrations d’alginate Système C Pour l’alginate Système C, les résultats obtenus sont différents en fonction des concentrations : ici, pour les concentrations de 1 % et 2 %, les valeurs des modules visqueux semblent être supérieures aux valeurs des modules élastiques, ce qui correspond, comme pour les alginates de référence et Kétoprofène, à un comportement de type liquide visqueux, mais les courbes à ces concentrations ne semblent pas stables et précises donc ces résultats sont à prendre avec précaution. Pour les concentrations de 3 et 4 % cependant, on obtient des modules élastiques supérieurs aux modules visqueux, ce qui correspond à un comportement de type solide élastique : aux fréquences étudiées, les enchevêtrements n’ont pas le temps de se défaire (les chaînes n’ont pas le temps de se réarranger), et la capacité du réseau à stocker l’énergie imposée augmente. Les résultats obtenus pour les concentrations de 3 et 4 % sont cohérents avec les résultats obtenus en rhéologie statique avec balayage en taux de cisaillement, qui ont montré que le Système C se comporte comme un fluide plastique à seuil, et donc comme un solide élastique sous une contrainte seuil.  Afin de comparer les différents alginates entre eux, les modules élastiques et visqueux obtenus à une concentration de 3 % pour chaque alginate sont rassemblés en Figure 70. 
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Figure 70 : Modules élastiques G’ et visqueux G’’ pour les différents alginates, à une concentration de 3 %  On peut voir que les valeurs du module élastique sont beaucoup plus élevées pour l’alginate Système C, alors que les valeurs des modules visqueux sont dans les mêmes ordres de grandeur pour les trois polymères. Le Système C est donc plus élastique que les deux autres alginates. Ces différences d’élasticité ont un impact sur la formation de gouttes en microfluidique, qui sera étudiée dans le chapitre Encapsulation.   2.2 Structure et pureté des polymères Les différentes étapes de synthèse des polymères peuvent avoir un impact sur la pureté du produit obtenu (à cause de potentiels résidus de solvants organiques utilisés pendant les synthèses), sur la longueur des chaînes du polymère (s’il y a dégradation des chaînes du polymère de départ, de par des conditions acides ou basiques pendant les étapes de synthèse), et sur le pourcentage de greffage obtenu. Ces paramètres doivent donc être caractérisés au mieux, et les résultats obtenus sont présentés ici.  2.2.1 Pureté et pourcentage de greffage Concernant la pureté, les caractérisations ont été effectuées par les équipes de l’EPFL. Pour cela, après chaque synthèse, des mesures de résonance magnétique nucléaire du proton ont été effectuées sur les produits obtenus. Ces mesures permettent également de déterminer la structure chimique des produits. Des exemples de spectres obtenus sont présentés en Figure 71 pour le Système A, Figure 72 pour l’alginate-PEG-SH préparé pour le Système C, Figure 73 pour l’alginate-PEG-acrylate préparé pour le système C, et Figure 74 pour l’alginate-kétoprofène.  
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Figure 71 : Exemple de spectre RMN obtenu pour le Système A  

 
Figure 72 : Exemple de spectre RMN obtenu pour l’alginate-PEG-SH utilisé pour préparer le Système C 
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Figure 73 : Exemple de spectre RMN obtenu pour l’alginate-PEG-acrylate utilisé pour préparer le Système C  

 
Figure 74 : Exemple de spectre RMN obtenu pour l’alginate-kétoprofène 
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L’identification des différents pics présents sur les spectres permet de déterminer les types de groupements présents dans la molécule, et ainsi de vérifier sa pureté. L’intégration des pics permet de déterminer le nombre de groupements présents, et donc le pourcentage de greffage des différents groupements. Le Tableau 19 rassemble les identifications des pics et groupements chimiques correspondants, pour les 4 spectres présentés précédemment.   
Alginate Déplacement 

chimique δ 
Type de 

pic 

Constante 
de 

couplage 
Intégration Groupement 

correspondant 

Système A 
(Figure 71) 

4,20-3,79 multiplet   CH-Alginate 3,78-3,63 multiplet   CH2-O-CH2 3,42 triplet J=5,0 Hz 2H CH2-NH-C(O)-O 3,23 triplet J=5,0 Hz 2H CH2-NH-C(O)-CH2 2,98 triplet J=6,7 Hz 2H CH2-C(O)-NH 2,70 triplet J=6,7 Hz 2H CH2-SH 
Alginate-

PEG-SH pour 
Système C 

(Figure 72) 

4,19-3,52 multiplet -  CH-Alginate + CH2-CH2-O 3,23 triplet J=5,0 Hz 2H CH2-SH 2,97 triplet J=6,1 Hz 2H CH2-NH-C(O)-O 
Alginate-

PEG-acrylate 
pour 

Système C 
(Figure 73) 

6,47 Dd J=17,3 ; 1 Hz 1H CH2=CH-O 6,24 dd J=17,3 ; 10,5 Hz 1H CH2=CH-O 6,02 dd J=10,7 ; 0,9 Hz 1H CH2=CH-O 4,37-4,36 multiplet  2H CH2-O-C(O) 4,20-3,33 multiplet   CH-Alginate + CH2-CH2-O 3,23 triplet J=4,9 Hz 2H CH2-NH 
Alginate-

Kétoprofène 
(Figure 74) 

7,78-7,60 multiplet   Ar. 4,29-3,57 multiplet   CH-Alginate + CH2-CH2-O 3,23 multiplet   CH2-NHC(O) 1,52 doublet J=7,1 Hz  CH3  
Tableau 19 : Identification et affectation des pics présents sur les différents spectres : les déplacements chimiques 

correspondent à l’emplacement des pics sur l’axe des abscisses ; les types de pics donnent une information sur le nombre 
d’Hydrogènes voisins, dd=doublet de doublet ; les constantes de couplage permettent d’identifier les protons couplés ; et 

l’intégration permet de déterminer combien d’Hydrogènes sont concernés Ces spectres permettent donc à la fois de confirmer l’obtention des molécules souhaitées en identifiant chaque groupement chimique de ces molécules, grâce aux pics correspondants sur les spectres, et également de confirmer la pureté du produit obtenu, de par l’absence de pics supplémentaires sur les spectres.  Concernant le pourcentage de greffage, celui-ci est obtenu en comparant l’intégration des résonnances des hydrogènes pour le fragment de PEG et pour le groupement alginate. Cependant, comme les pics se superposent, la séparation des résonances est effectuée par déconvolution (voir Figure 75). Ces spectres de déconvolution sont obtenus par superposition des spectres de RMN du proton enregistrés pour les différents Alginate-PEG, avec des simulations de spectres obtenus par la somme de fonctions Lorentziennes.  
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Figure 75 : Exemple de spectre de déconvolution pour l’alginate-PEG-SH (Alg-SH) et l’alginate-PEG-acrylate (Alg-ACR) 

utilisés pour le Système C : les spectres se décomposent en une région correspondant à la contribution du signal d’alginate 
(en bleu) ; le pic aliphatique du PEG, comprenant les 13C satellites (en noir) ; et d’autres groupes fonctionnels 
correspondants à différents composés (en vert), qui doivent être soustraits de la contribution de l’alginate307. Pour plus de détails concernant les caractérisations en RMN, et l’exploitation des spectres obtenus, il est possible de se référer aux différents articles publiés par les équipes de l’EPFL.305–308  2.2.1 Longueur des chaînes  Un autre élément de structure des polymères pouvant varier en fonction des étapes de synthèse est la longueur des chaînes, comme expliqué précédemment. Cependant, ce paramètre n’est pas directement caractérisé par les équipes de l’EPFL après les synthèses des alginates, un autre paramètre lié à la longueur des chaînes est caractérisé à la place : la viscosité. Après chaque synthèse, les équipes de l’EPFL mesurent donc la viscosité du polymère obtenu, à l’aide d’un viscosimètre à bille roulante Anton Paar. A partir de la viscosité mesurée, ils en déduisent une longueur de chaînes comparative entre les polymères (plus la viscosité est élevée, plus les chaînes sont longues). Le Tableau 20 rassemble les différentes valeurs fournies par l’EPFL pour une partie des lots étudiés, ainsi que les pourcentages de greffages lorsque ceux-ci étaient fournis.   

Polymère Concentration Lot % de 
greffage 

Viscosité 
(mPa.s) 

Viscosité 
mesurée au 

CEA à 4% 
(mPa.s) 

Système A 

3 2 21,1 628 1496 3  32,9 728,9  -  28,3   2 1 17,2 827,8 1347 
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2  13 506,0  
Système C SH 

2,5  37,3 808,1  2,5   477,7  3   70,41  3   77,57  3   303,4  
% de greffage 

plus faible 2   473,8  
Système C 

acrylate 

2   305  3   431,7  2,5   277,3  2   440,5  2,5   491,2  
% de greffage 

plus faible 2   301,6  
Kétoprofène 

3   359,2  1   311,1  2,5   Trop élevée  2,5   516,4  3   264,4  
Tableau 20 : Valeurs de viscosité et pourcentage de greffage obtenues par l’EPFL pour différents lots des différents 

alginates étudiés  Deux des lots d’alginate Système A présentés dans le Tableau 20 ont pu être caractérisés en rhéologie au sein du laboratoire (lot 1 et 2 présentés plus tôt). Pour ces deux alginates, la valeur de viscosité a donc été calculée avec le modèle de Herschel Bulkley et les paramètres trouvés précédemment, pour la valeur de taux de cisaillement appliquée par l’appareil utilisé par l’EPFL (79,916 s-1). Les valeurs de viscosité obtenues sont indiquées dans le Tableau 20. Ces résultats montrent qu’on obtient une tendance inverse à celle des valeurs de caractérisation effectuées par l’EPFL.  Ces résultats ne permettent donc pas d’en déduire des informations précises sur les longueurs de chaîne des polymères, car la viscosité ne dépend pas uniquement de la longueur des chaînes, mais également du caractère rhéofluidifiant et du pourcentage de greffage. Ils permettent cependant de souligner le fait que les viscosités obtenues varient grandement. De plus, on peut isoler deux valeurs intéressantes à comparer, qui sont rassemblées dans le Tableau 21 : 
Polymère Concentration (%) % de greffage Viscosité (mPa.s) 

Système A 2 17,2 827,8 3 32,9 728,9 
Tableau 21 : Valeurs de viscosité et pourcentage de greffage obtenues par l’EPFL pour deux lots différents d’alginate 

Système A Sur ces deux exemples, on peut voir que le lot étudié à une concentration de 3 % présente à la fois une concentration et un pourcentage de greffage plus élevés que celui étudié à une concentration de 2 %. Par conséquent, si l’influence de la concentration et du pourcentage de greffage sont considérés, ce polymère devrait être plus visqueux que celui à 2 %. Or les mesures de viscosité indiquent le contraire. Ces résultats confirment que les longueurs de chaînes d’un lot à l’autre peuvent être très différentes, donnant lieu ici à une valeur de viscosité à l’inverse de ce qu’on attendait. Cela peut être expliqué par un caractère rhéofluidifiant différent   
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Malgré le fait que les longueurs de chaînes n’ont pas pu être précisément déterminées, ces résultats illustrent le fait qu’elles peuvent grandement varier d’un lot à l’autre. Cela souligne la difficulté que pourront présenter ces polymères lors de leur utilisation en microfluidique, de par la variabilité des lots et la difficulté de caractériser tous les paramètres ayant un impact sur la formation de gouttes et de capsules en microfluidique.   
3. Impact des fluides sur la viabilité 

Suite à ces différentes caractérisations effectuées sur les polymères, il a été décidé de vérifier l’impact de ces derniers sur les cellules. Pour cela, un test a été effectué sur des cellules mélangées dans différents lots d’alginate (non gélifié), pour différents temps de contact (voir Matériel et Méthodes). Ces tests ont été menés pour les différents types d’alginates (Système A, Système C, Alginate-Kétoprofène et alginate de référence SLG100), à différentes concentrations (2, 3 et 4 %), et pour des temps de contact (durée pendant laquelle les cellules sont laissées dans l’alginate avant d’effectuer les mesures de viabilité) variant de 10 à 40 minutes.  De plus, ces tests ont été effectués en parallèle sur des lots d’alginates dont les chaînes sont théoriquement plus longues (car un équivalent d’acide est ajouté lors de l’utilisation du CDI, voir partie 1.1.2), et sur des alginates dont les chaînes sont théoriquement plus courtes (sans ajout d’acide). La comparaison des résultats obtenus pour les polymères à chaînes longues et chaînes courte est présentée en Figure 76 (où lc signifie longues chaînes et cc chaînes courtes), et la Figure 77 présente les résultats pour les polymères à chaînes longues en parallèle des résultats pour l’alginate de référence.   

 
Figure 76 : Résultats de viabilités obtenus sur des cellules mélangées avec les différents alginates à chaînes longues et 

chaînes courtes, à différentes concentrations, et pour différents temps de contact 
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Nb : pour le Système C chaînes longues 4% à un temps de contact de 10min, il y a eu un problème de mesure et la viabilité n’a pas pu être calculée (valable pour la Figure 77 également). Pour tous les autres résultats, lorsque la viabilité n’apparait pas, cela signifie qu’elle est nulle ou très faible. La Figure 76 montre que les viabilités sont largement supérieures pour les alginates à chaînes longues que pour les alginates à chaînes courtes. En effet, pour les alginates à chaînes courtes, les cellules en Système A sont toutes mortes, et celles en Système C et Alginate-Kétoprofène présentent des viabilités qui décroient très rapidement avec la concentration en alginate et le temps de contact, la seule condition présentant une viabilité qui reste bonne (passe de 77 % à 67 %) est le Système C-2%. Concernant les alginates à chaînes longues, les viabilités sont bien meilleures, mais on peut voir malgré tout une tendance à la baisse plus prononcée que pour l’alginate de référence lorsque la concentration en alginate et le temps de contact augmentent, en particulier avec le Système A (Figure 77).  

 
Figure 77 : Résultats de viabilités obtenus sur des cellules mélangées avec les différents alginates à chaînes longues, à 

différentes concentrations, et pour différents temps de contact La Figure 77 montrer que malgré de meilleurs résultats pour les alginates à chaînes longues que les alginates à chaînes courtes, les alginates modifiés chimiquement semblent plus impacter la viabilité des cellules que l’alginate de référence, en particulier le Système A, pour lequel la concentration et le temps de contact ont tous deux un effet négatif :  
- Pour un temps de contact de 10 minutes, l’alginate Système A-2% entraîne une viabilité de 98 %, alors que celui à 4% entraîne une viabilité de 49 %, soit une baisse d’environ 50 %. 
- Pour le Système A-2% à 40 minutes de temps de contact, la viabilité chute à 38 % (contre 98 % à 10 minutes), soit une baisse de 60 %. Ces résultats ont permis de déterminer que parmi les alginates synthétisés par l’EPFL, ceux à utiliser pour l’encapsulation de cellules sont plutôt ceux à chaînes longues (pour lesquels un équivalent d’acide est ajouté lors de l’utilisation du CDI, voir partie 1.1.2), et soulignent le fait que 
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l’encapsulation doit également être optimisée afin d’être le plus courte possible, car le temps de contact des cellules avec les alginates a un impact sur leur viabilité.   
4. Bilan  

Ce chapitre a permis de déterminer les propriétés rhéologiques des alginates étudiés, et d’identifier les modèles théoriques permettant de représenter au mieux les résultats expérimentaux. L’identification de ces modèles est utile pour déterminer la valeur de viscosité théorique à n’importe quel taux de cisaillement, ce qui sera nécessaire dans le chapitre Encapsulation. De plus, les résultats obtenus ont démontré la variabilité des différents lots d’alginates, soulignant la difficulté que ces polymères risquent de présenter lors de leur utilisation en microfluidique.  Enfin, les résultats de viabilité obtenus sur des cellules mises en contact avec les différents polymères ont permis d’identifier le type de polymère à utiliser pour la suite de la thèse. Ainsi, dans les chapitres suivants, lorsque ce n’est pas précisé, les polymères utilisés sont des polymères à chaînes longues. Ces résultats ont également permis de montrer que malgré une pureté de polymère qui semble être suffisante (au vu des spectres RMN présentés en partie 2.2.1), les viabilités des cellules sont plus impactées par le contact avec les alginates PEGylés qu’avec l’alginate de référence. Par conséquent, les expériences d’encapsulations de cellules devront être optimisées afin de minimiser le temps de contact des cellules avec les polymères avant gélification.  Les chapitres suivants vont donc se concentrer sur la formation de gouttes et de capsules vides, et les caractérisations nécessaires pour y parvenir (Chapitre 5) ; puis sur la caractérisation des capsules obtenues, afin de déterminer si leur utilisation pour des applications biologiques est possible, et les résultats obtenus lors d’encapsulation de cellules et d’îlots (Chapitre 6).     
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1. Formation de gouttes, gélification, passage de l’interface 

Après avoir préparé et caractérisé les solutions utilisées pour la phase dispersée, les capsules sont formées. Pour cela, un des 3 systèmes microfluidiques décrits dans le Matériel et Méthodes est utilisé (Système simplifié MFFD200, MFFD550, ou Système automatisé GEL200), dans lequel les fluides sont actionnés par un contrôleur en pression.  Dans ces différents systèmes microfluidiques, la phase dispersée d’alginate (alginate de référence SLG100, ou alginates PEGylés Système A, Système C et Alginate-Kétoprofène) est cisaillée par la phase continue d’huile de soja, formant ainsi des gouttes. Ces gouttes sont pré-gélifiées à l’aide de la phase continue pré-gélifiante (huile de soja contenant des cristaux d’acétate de calcium), et enfin gélifiées complètement dans une solution aqueuse de calcium, soit dans la carte pour le système automatisé, soit à l’extérieur pour le système simplifié. Au cours de cette thèse, le but était donc tout d’abord de réussir à produire des capsules vides avec ces alginates modifiés chimiquement, dans les différents systèmes microfluidiques développés au sein du laboratoire.  Afin de trouver les conditions optimales à utiliser, il est nécessaire de s’intéresser aux différents paramètres ayant une influence sur la formation de gouttes en microfluidique. Les propriétés des capsules obtenues dépendent de trois étapes critiques lors de leur formation, représentées Figure 78, qui sont les suivantes :  - La formation des gouttes, qui s’effectue dans la carte microfluidique (dans le module MFFD) - La pré-gélification des gouttes, qui s’effectue également dans la carte microfluidique (dans le module prégel) - Le passage des gouttes à travers l’interface huile-solution aqueuse de calcium (pour finir la gélification), qui s’effectue soit dans le système microfluidique (pour le système automatisé GEL200), soit en dehors (pour les systèmes simplifiés).  

 
Figure 78 : Etapes critiques lors de la formation des capsules 
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Ces trois étapes sont gouvernées par différentes paramètres, propriétés des fluides, et propriétés d’interaction entre les fluides et le système microfluidique (comme les paramètres géométriques, les propriétés de surfaces des canaux du MFFD, les débits de chaque phase, et les propriétés rhéologiques des fluides). Les différentes expériences de formation de capsules ayant tout d’abord été faites en MFFD550, et à des pressions d’huile de 300 mbar et d’huile pré-gélifiante de 350 mbar, les paramètres géométriques et les débits d’huile sont identiques. Le reste de ce chapitre s’intéressera donc uniquement aux propriétés de surface du système, et aux propriétés des fluides. Le Tableau 22 représente les étapes de formation de capsules sur lesquelles ces différents paramètres ont un impact (par des croix) :  
 Viscosité  Elasticité Tension 

interfaciale 
Angle de 
contact 

Formation de gouttes X X X X 
Gélification X    

Passage de l’interface X  X  
Tableau 22 : Influence des propriétés des fluides et des interactions système microfluidique – fluides sur les différentes 

étapes de formation de capsules. Lorsqu’une croix est indiquée, la propriété a un impact sur l’étape de formation de 
capsule.  Les différentes théories entrant en jeu lors des phases critiques de la formation de capsules sont présentées plus en détail par la suite.   1.1 Formation de gouttes Les différents régimes de formation de gouttes en MFFD sont rappelés en Figure 79. Ils ont précédemment été présentés dans l’Etat de l’Art, auquel il est donc possible de se référer pour plus de détails.   

 
Figure 79 : Régimes de formation de goutte en géométries à focalisation d'écoulement : A) Pincement ; B) Goutte à goutte 

; C) Régime de jet ; D) Tip-streaming - Le régime de pincement ou squeezing forme des gouttes dont la taille est proche ou supérieure à celle de l’orifice - Le régime de goutte à goutte (ou dripping) forme des gouttes monodisperses, de diamètre approximativement égal à la largeur de l’orifice - Le régime de jet (ou jetting) forme des gouttes de taille beaucoup moins contrôlée, qui sont donc beaucoup moins monodisperses qu’en goutte à goutte, et généralement plus grosses - Le régime de tip-streaming forme des gouttes de diamètre beaucoup plus petit que la largeur de l’orifice, mais uniquement en présence de tensioactif Dans le cadre de l’encapsulation de cellules pancréatiques pour le diabète de type 1, deux paramètres sont importants :  
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- Contrôler précisément la taille des gouttes afin de fabriquer un produit reproductible : nous nous concentrons donc sur le régime de goutte à goutte (dripping). - Maximiser la viabilité des cellules : l’utilisation des tensioactifs pouvant être néfaste pour les cellules, nous avons fait le choix de ne pas les utiliser.   De façon générale, les écoulements sont déterminés par l’équilibre entre les forces d’inertie et les forces visqueuses. Dans le cas de systèmes diphasiques comme les systèmes de génération de gouttes, les forces interfaciales s’ajoutent. Les forces élastiques interviennent également dans le cas d’écoulement de fluides viscoélastiques. Ces différentes forces sont définies comme suit :  - Force d’inertie : dans le cas d’un écoulement stationnaire, elle suit l’équation ( 16 ), où 𝜌 est la densité (kg/m3), et 𝑈 la vitesse caractéristique du fluide (m/s).  𝐹 =  𝜌𝑈  ( 16 )  - Forces visqueuses : les forces de cisaillement visqueux s’exerçant sur la surface S à l’interface des deux phases sont définies par l’équation ( 17 ), où 𝜂 est la viscosité dynamique du fluide (Pa.s), �̇� est le taux de cisaillement (s-1), qui peut s’exprimer aussi par le rapport de la vitesse caractéristique du fluide 𝑈 (m/s) sur la longueur caractéristique de l’écoulement 𝐿 (m).   𝐹 ~𝜂�̇�𝑆~ 𝜂𝑈𝐿 𝑆 ( 17 ) Lors de la formation des gouttes, cette force a tendance à déformer l’interface entre les deux fluides. Par ailleurs, le fluide de phase dispersée étant entraîné par la phase continue, l’écoulement est également de type élongationnel. Les contraintes élongationnelles sont définies par l’équation ( 18 ), où  𝜇 est la viscosité élongationnelle et 𝜀̇ est le taux d’élongation :  𝜎é = 𝜇𝜀̇ ( 18 )  - Force de tension interfaciale ou capillaire : elle est présente dans le cas d’une interface entre deux fluides non miscibles, s’applique sur une surface S et est décrite par l’équation ( 19 ), où 𝜎 est la tension interfaciale entre les deux fluides (N.m-1), S est la surface de l’interface (m2), et 𝜅 est la courbure de l’interface (m-1).  𝐹 ~𝜎𝜅𝑆 ( 19 ) Dans le cas d’une goutte sphérique de rayon R, 𝜅 = . Dans le cas d’une goutte confinée dans un canal rectangulaire, 𝜅 = +  où h et w sont respectivement la profondeur et la largeur du canal. La tension interfaciale est quant à elle caractéristique des fluides, donc constante lors de la formation des gouttes. La formation d’une interface entre deux fluides non miscibles représente un coût énergétique. Le système tend à minimiser l’énergie, et donc à minimiser l’interface entre les deux fluides.   Les écoulements étant déterminés par la compétition entre les forces présentées, plusieurs nombres adimensionnés ont été définis pour décrire ces écoulements :  
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- Le nombre de Reynolds Re (présenté dans l’Etat de l’Art) : il est défini par l’équation ( 20 ), où 𝜌 est la masse volumique du fluide (kg/m3) ; 𝑢 est la vitesse du fluide (m.s-1) ; 𝑙 est une longueur caractéristique du système ; et 𝜂 est la viscosité dynamique du fluide (Pa.s).  𝑅𝑒 = 𝐹𝐹 = 𝜌𝑢𝑙𝜂  ( 20 ) Il compare les forces d’inertie aux forces visqueuses. Dans notre cas, le nombre de Reynolds de la phase continue est :  𝑅𝑒 = 𝜌𝑢𝑙𝜂 = 0,92 × 2,5 × 0,850,7 ≈ 0,04 (Où la vitesse est exprimée en mm.s-1 et la viscosité en mPa.s). Les forces d’inertie sont donc négligeables et les écoulements résultent de l’équilibre entre les forces visqueuses et interfaciales. - Le nombre Capillaire Ca, défini par l’équation ( 21 ) (pour la phase continue ou dispersée), où 𝜂 est la viscosité dynamique du fluide (Pa.s), 𝑢 est la vitesse du fluide (m.s-1), 𝑄 est le débit de la phase considérée (m3.s-1), 𝜎 est la tension interfaciale (N.m-1), et S est la section du canal.  𝐶𝑎 = 𝐹𝐹 = 𝜂𝑢𝜎 = 𝜂𝑄𝜎𝑆 ( 21 ) En microfluidique, les effets inertiels étant négligeables, le nombre Capillaire est le plus approprié pour décrire les écoulements, et en particulier le mécanisme de génération de gouttes. Il prend typiquement des valeurs de 10-3 à 10,331,332 signifiante que les forces capillaires peuvent être soit dominantes, comparables, ou négligeables devant les forces visqueuses.  Dans notre configuration, pour la phase continue, on a :  𝐶𝑎 = 𝜂𝑢𝜎 = 50,7 × 2,525,1 ≈ 5 Les effets visqueux et capillaires sont donc importants dans notre système. - Le nombre de Weber We, défini par l’équation ( 22 ), où 𝜌 est la masse volumique du fluide (kg/m3) ; 𝑢 est la vitesse du fluide (m.s-1) ; 𝑙 est une longueur caractéristique du système, et 𝜎 est la tension interfaciale (N.m-1).  𝑊𝑒 = 𝐹𝐹 = 𝜌𝑙𝑢𝜎 = 𝑅𝑒 × 𝐶𝑎 ( 22 ) Il compare les effets inertiels à la tension interfaciale, et est généralement défini pour la phase dispersée. Il est égal au produit du nombre de Reynolds et du nombre Capillaire, et vaut 0,2 dans notre configuration. Les effets capillaires dominent donc les effets inertiels dans notre système.  Dans le régime de dripping, les contraintes visqueuses jouent un rôle important dans le processus. Elles déforment l’interface émergente, la phase dispersée s’affine et forme un cou de largeur inférieure à la taille de l’orifice. Les gouttes formées ont alors un diamètre inférieur à la taille de l’orifice.  Les différentes études expérimentales ont montré que pour un rapport de débits fixe, le volume V des gouttes est relié au nombre Capillaire de la phase continue par la relation ( 23 ), où 𝛽 ≤ 1 333–335:  
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 𝑉 ∝ 𝐶𝑎  ( 23 ) Le nombre Capillaire étant le nombre qui compare les effets visqueux aux effets capillaires, cela signifie que la formation de gouttes en dripping est contrôlée par un équilibre entre les forces visqueuses et les forces interfaciales (capillaires).  Différentes études numériques se sont intéressées à la modélisation du mécanisme de formation de goutte en géométrie MFFD. Une simulation en 3D avec des canaux rectangulaires a été proposée par Wu et al.336 Leur modèle, validé par des résultats expérimentaux, présente la rupture de jet et formation de goutte comme étant déterminée par une compétition entre :  - La force de tension interfaciale qui s’oppose à l’élongation du jet de phase dispersée et au détachement de la goutte - La force de trainée visqueuse, exercée par la phase continue sur la phase dispersée, qui est la principale force favorisant la rupture - La force d’inertie de la phase dispersée, qui contribue également au détachement de la goutte Ainsi, lorsque les forces de trainée visqueuse et d’inertie deviennent supérieures à la force de tension interfaciale, le jet de phase dispersée se rompt, et la goutte se détache. La goutte reprend ensuite sa forme sphérique grâce à la tension interfaciale.  A ces trois forces entrant en jeu s’ajoutent les forces élastiques du polymère. En effet, une augmentation de l’élasticité de la phase dispersée augmente le temps nécessaire au détachement de la goutte et par conséquent diminue la fréquence de production8  D’après les équilibres des forces entrant en jeu lors de la formation de gouttes décrits précédemment, on peut donc voir que les propriétés des fluides ayant un impact sur la formation de goutte sont les propriétés rhéologiques (la viscosité et la viscoélasticité) ; et la tension interfaciale.  Ces propriétés ont donc été caractérisées (voir chapitre IV et partie 2.2 de ce chapitre), et les résultats obtenus et leur impact sur la formation de gouttes sont présentés par la suite. Les paramètres impactés qui nous intéressent particulièrement dans cette partie sont :  - Le temps nécessaire au détachement d’une goutte de phase dispersée, qui influe logiquement sur la fréquence de production des gouttes. En effet, un polymère pour lequel un détachement de gouttes est très long engendrera une durée d’encapsulation beaucoup plus longue qu’un polymère pour lequel le détachement est rapide, pour le même nombre d’îlots à encapsuler. Or le nombre d’îlots nécessaires pour une transplantation est important (voir Etat de l’Art), et si la durée d’encapsulation est trop longue, les cellules n’ayant pas d’oxygène et de nutriments pendant la production, survivent moins bien.  - La production de gouttes satellites et la monodispersité des gouttes obtenues. En effet, la présence de gouttes satellites peut influer sur le risque de protrusion d’îlots dans ces gouttes (dont le diamètre n’est pas adapté à la taille des îlots), et par conséquent de reconnaissance du système immunitaire dans le cadre d’une implantation in vivo. Cela peut également affecter la monodispersité des capsules produites et donc la reproductibilité du produit thérapeutique formé.  
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1.2 Gélification  La gélification des gouttes formées dans le système microfluidique a lieu en deux étapes :  - La pré-gélification dans le module de prégel, à l’intérieur de la carte microfluidique - La gélification totale dans la phase aqueuse de calcium, qui a lieu soit dans la carte microfluidique pour le système automatisé GEL200, soit en extérieur de cartes pour les systèmes simplifiés.  Dans cette partie, nous nous intéressons à la phase de pré-gélification, car c’est elle qui détermine l’état des gouttes lorsqu’elles passent l’interface huile-solution aqueuse gélifiante : les gouttes doivent être suffisamment gélifiées pour que leur forme sphérique soit maintenue lors du passage de l’interface.  Cette étape de pré-gélification consiste en un apport de l’huile pré-gélifiante (huile de soja contenante de l’acétate de calcium) en co-écoulement au-dessus et en-dessous de la phase continue d’huile portant les gouttes. Ces gouttes sont ainsi gélifiées par diffusion des ions calcium, tout en étant continuellement cisaillées par les huiles.  Il a été établi que la vitesse de gélification de l’alginate est régie par la diffusion des ions calcium309, et le coefficient de diffusion d’un soluté dans un solvant est défini par la loi de Stokes-Einstein (équation ( 24 )), où  𝑘 est la constante de Boltzmann,  𝑇 est la température,  𝑟 est le rayon équivalent de la particule, et 𝜇 est la viscosité dynamique du solvant.  𝐷 = 𝑘𝑇6𝜋𝑟𝜇 ( 24 )  La viscosité de l’alginate a donc un effet direct sur la diffusion, et sur la cinétique de gélification.   1.3 Passage de l’interface Les gouttes une fois pré-gélifiées doivent passer l’interface huile-solution aqueuse de calcium, afin de finir leur gélification et être récupérées dans la solution gélifiante. Dans le cas de l’utilisation du dispositif microfluidique simplifié, cette interface se situe dans un tube-falcon en sortie de carte dans lequel sont récupérées les capsules pré-gélifiées (la phase continue étant de l’huile, en réceptionnant les gouttes pré-gélifiées, on obtient donc dans le falcon de sortie une phase aqueuse gélifiante, au-dessus de laquelle s’accumule la phase continue d’huile). Dans le cas de l’utilisation du dispositif automatisé GEL200, l’interface se situe au niveau du 1er transfert de phase (voir Matériel et Méthodes), et la coalescence des capsules avec la phase aqueuse est facilitée par l’application de pressions.  Différentes études se sont intéressées au passage de billes solides ou de gouttes liquides au travers d’une interface liquide-liquide337–351. La revue de Kamp et al.352 présente de manière détaillée les mécanismes entrant en jeu pour la coalescence de deux gouttes de phase dispersée dans une phase continue. La coalescence d’une goutte sur une interface plate n’est alors autre que la condition limite de la coalescence de deux gouttes (la deuxième goutte ayant un rayon infini). Dans notre cas, la phase continue est alors l’huile, et les phases dispersées sont la goutte aqueuse d’alginate, et la solution aqueuse gélifiante. Les mécanismes de coalescence sont les suivants :  - Approche de la goutte vers l’interface 
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- Contact et déformation : formation d’un film de phase continue (huile) entre les deux interfaces - Drainage du film de phase continue, dû à une baisse de pression entre le milieu du film et la périphérie de la goutte, elle-même causée par la pression capillaire et les intéractions de Van-der-Waals352. Le temps nécessaire entre le contact de la goutte et la fin du drainage du film est défini par tdrainage.  - Coalescence : elle a lieu lorsque la distance h entre les deux surfaces passe en-dessous d’une distance critique hcrit. En dessous de cette distance critique, les deux surfaces fusionnent spontanément, suivant le mécanisme suivant : Des ondes de surface341 provoquent des petits trous dans le film, puis la tension interfaciale agrandit ces trous jusqu’à expulser complètement le film. Le temps nécessaire à la rupture du film est défini par trupture.  Dans le cas de deux gouttes, si le temps de contact des gouttes est inférieur au temps nécessaire au drainage du film, il y a alors répulsion des gouttes ; et si la distance h entre les deux surfaces ne passe jamais en-dessous de hcrit, alors il y a agglomération des gouttes. Les différentes configurations possibles sont représentées en Figure 80. Nous nous intéresserons ici uniquement au cas de figure où les gouttes coalescent, dont la condition limite (un des deux rayons de goutte est de longueur infinie) modélise le passage d’une goutte à l’interface huile-phase aqueuse.  Dans cette configuration, on obtient alors le temps de coalescence par :  𝑡 = 𝑡 + 𝑡  Le temps de drainage est largement supérieur à celui de rupture, c’est donc lui qui détermine principalement le temps de coalescence, et c’est la raison pour laquelle de nombreux auteurs choisissent de modéliser le temps de drainage afin de déterminer le temps de coalescence.   

 
Figure 80 : Schémas représentant les différentes configurations possibles lors du contact de deux gouttes, et leurs 

mécanismes352. Les forces entrant en jeu lors de la coalescence sont complexes, et de nombreux paramètres influencent le temps de drainage et de rupture. Ils peuvent être classés en trois catégories : les paramètres de la phase continue, de l’interface, et de la phase dispersée. Dans notre cas, la phase continue est toujours identique, donc nous nous intéresserons uniquement aux paramètres de l’interface et de la phase dispersée, qui sont les suivants :  
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- Interface : tension interfaciale, potentiel de surface, composants actifs à la surface (tensioactif, ions…), transfert de masse. - Phase dispersée : viscosité, densité, diamètre de goutte, force ionique et pH. Dans le cadre de notre étude, l’interface ne possède aucun composant actif, et il n’y a pas de transfert de masse. Concernant le potentiel de surface, les forces électrostatiques en jeu sont fortement influencées par la présence d’ions et le pH de la phase aqueuse, qui déterminent s’il y a des effets électrostatiques répulsifs, mais aucune tendance générale n’a pu être observée concernant leur influence sur la coalescence352. Le paramètre prépondérant est donc la tension interfaciale.   Une augmentation de la tension interfaciale entraîne deux phénomènes opposés en termes de temps de coalescence :  - Une réduction de la déformation des gouttes, et donc de l’aire du film de phase continue et du temps de drainage, ce qui entraîne une réduction du temps de coalescence. - Une diminution de la mobilité de surface, ce qui tend à bloquer le flux de drainage du film et donc à augmenter le temps de drainage et de coalescence.  Cependant, l’effet de l’aire de drainage est plus important, et lorsque la tension interfaciale augmente, la probabilité de coalescence augmente et le temps de coalescence diminue352.  Concernant les paramètres de la phase dispersée, l’influence de la taille de la goutte n’a pas été clairement définie. Certaines équipes témoignent d’une augmentation du temps de coalescence lorsque le diamètre de goutte augmente338,341,344,346, d’autres témoignent d’une réduction348–351. La revue de Kamp et al.352 résume l’influence du diamètre de goutte comme suit : si la goutte est de l’ordre de quelques micromètres, elle reste sous forme sphérique, ce qui donne lieu à un régime équivalent à une sphère solide approchant l’interface, et sans film de phase continue. Dans ce régime, le temps de coalescence diminue lorsque le diamètre de la goutte augmente. Lorsque la goutte atteint une certaine taille et devient déformable, le film de drainage se forme. Dans ce régime, une augmentation du diamètre de goutte entraîne une augmentation de l’aire du film, et donc du temps nécessaire à son drainage, ainsi que du temps de coalescence. Dans notre cas, les tailles des gouttes sont quasiment constantes donc n’ont que très peu d’effet sur la coalescence. Leur influence n’a dont pas été étudiée. Concernant la densité de la phase dispersée par rapport à celle de la phase continue, si la différence entre les deux diminue (dans notre cas, la densité de la phase continue d’huile est constante et inférieure à celle de la phase dispersée d’alginate, donc une diminution de la différence entre les deux correspond à une diminution de la densité de l’alginate), le temps de drainage du film augmente, et le temps de coalescence aussi. Quant à la viscosité, il est plus pertinent de s’intéresser au rapport de viscosités entre celle de la phase dispersée (𝜇 ) et celle de la phase continue (𝜇 ) : quand  augmente, le temps de coalescence diminue353. Dans notre cas, la viscosité de la phase continue reste constante, donc quand la viscosité de l’alginate augmente, le temps de coalescence diminue.  La Figure 81 rassemble les différents paramètres ayant une influence sur la coalescence. 
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Figure 81 : Facteurs influençant la probabilité de coalescence de deux gouttes, classés en 2 parties : ⊕ favorisent la 

coalescence, ⊝ inhibent la coalescence, pour une augmentation des grandeurs considérées. Les paramètres dont 
l’influence est neutre, n’a pas été clairement identifiée, ou peut aller dans les deux sens, sont situés au milieu 352 Les paramètres à retenir par rapport à la coalescence de goutte dans notre application sont donc la tension interfaciale, la viscosité, et la densité des alginates, et pour conclure, leur impact est le suivant :  - Une augmentation de la tension interfaciale entraîne une augmentation de la probabilité de coalescence et une diminution du temps de coalescence - Une augmentation de la densité de l’alginate entraîne une réduction du temps de coalescence - Une augmentation de la viscosité de l’alginate entraîne une diminution du temps de coalescence Parmi ces paramètres, celui ayant un impact prépondérant est malgré tout la tension interfaciale, puisque la coalescence est un phénomène dicté par la minimisation de l’aire et de l’énergie interfaciale352.  
2. Caractérisation de l’interaction système microfluidique - 

fluide 

Les caractérisations de l’interaction entre le système microfluidique et les fluides utilisés effectuées au cours de cette thèse sont les suivantes :  - Caractérisation de l’hydrophobicité de la surface des canaux - Mesure de la tension interfaciale entre la phase dispersée (alginate) et la phase continue (huile de soja) L’hydrophobicité, ou plus précisément la mouillabilité d’un liquide sur une surface solide se caractérise à l’aide de la mesure de l’angle de contact par la méthode de la goutte sessile : une goutte du liquide étudié est déposée sur la surface étudiée, et l’angle formé par l’intersection de 
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l’interface liquide/solide et de l’interface liquide/air est mesuré. Un angle de contact inférieur à 90° indique une affinité chimique élevée entre le liquide et la surface, et donc une mouillabilité élevée. Un angle de contact supérieur à 90° indique une faible affinité chimique, et donc un faible degré de mouillabilité. Les différents types de matériau en fonction de l’angle de contact obtenu sont rassemblées dans la Figure 82 : 

 
Figure 82 : Schéma représentant les différentes catégories d'angle de contact, et le type de matériau correspondant354 Dans le cadre de la formation de gouttes d’alginate en microfluidique, les canaux doivent être le plus hydrophobe possible, afin que l’huile s’écoule facilement, et que les gouttes de solution aqueuse n’accrochent pas. Afin de caractériser l’affinité des alginates avec la surface des canaux, l’angle de contact entre les différents alginates et les différentes surfaces utilisées a donc été mesuré, en huile de soja. Les résultats obtenus sont présentés dans la suite de cette partie.   2.1 Angle de contact Les mesures d’angle de contact ont été faites en respectant le protocole décrit dans le Matériel et Méthodes. Comme expliqué précédemment, deux différents types de systèmes microfluidiques ont été utilisés, et selon le type de système, le matériau utilisé pour former les canaux des modules de MFFD, pré-gélification et transfert de phase n’est pas le même :  - Dans le système microfluidique simplifié : la totalité de la carte microfluidique est en COC, y compris les modules de MFFD et pré-gélification - Dans le système microfluidique automatisé : les modules de MFFD, pré-gélification, et transferts de phase sont contenus dans une puce en silicium, et le reste (canaux de pré-gélification et gélification) est contenu dans la partie en COC de la carte.  Comme expliqué précédemment, ces canaux doivent être le plus hydrophobes possible afin que l’huile s’écoule facilement, et que les gouttes d’alginate ne s’accrochent pas. Pour cela, un traitement de surface, greffant des groupements silanes (hydrophobes), est appliqué sur les surfaces des canaux (voir Matériel et Méthodes). Ce traitement peut être appelé également silanisation.  Les mesures d’angle de contact entre les alginates et ces surfaces permettent donc tout d’abord de vérifier l’hydrophobicité des surfaces obtenue, et de comparer l’affinité entre les alginates et les surfaces, en fonction des alginates.  2.1.1 Sur silicium silanisé La Figure 83 rassemble les résultats obtenus pour l’alginate de référence, à deux concentrations différentes, ainsi que pour le Système A, pour deux lots différents, sur du silicium silanisé. 
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Figure 83 : Résultats obtenus pour les mesures d'angles de contact des différents alginates sur une surface de silicium 

silanisé Les valeurs obtenues sont toutes largement supérieures à 90°, on a donc bien une surface hydrophobe. Cependant, on peut voir que l’angle de contact est plus faible pour l’alginate Système A que pour l’alginate de référence. Le Système A présente donc plus de mouillabilité avec la couche de silanisation que l’alginate de référence.  On peut voir également que la concentration en alginate pour l’alginate de référence ne semble pas influencer la valeur d’angle de contact obtenu. Par ailleurs, les résultats semblent également reproductibles entre 2 lots différents d’alginate Système A.  Cela peut avoir un impact lors de la formation de gouttes : l’alginate peut accrocher aux canaux, et la goutte peut se détacher plus difficilement. Cependant, ces problèmes n’ont pas été observés lors des expériences de production de capsules. On peut donc en déduire que les différences de valeurs observées ne sont pas problématiques pour une utilisation en système microfluidique automatisé, les surfaces des canaux de silicium sont suffisamment hydrophobes pour les différents alginates.   2.1.2 Sur COC silanisé La Figure 84 rassemble les résultats d’angles de contact obtenus pour l’alginate de référence et les différents alginates PEGylés, sur du COC silanisé. 
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Figure 84 : Résultats obtenus pour les mesures d'angles de contact des différents alginates sur une surface de COC silanisé On peut voir que les valeurs des angles de contact des différents alginates sur COC silanisé sont quasiment identiques. Il est important de noter cependant que le Système A mesuré sur COC silanisé n’est pas le même lot que les deux Système A mesurés sur silicium silanisé.  En conclusion, quel que soit le type et lot d’alginate, la surface silanisée des canaux de COC 
est suffisamment hydrophobe pour éviter des problèmes d’accroche d’alginate lors de la formation de gouttes.   2.2 Tension interfaciale Dans de nombreuses études, la tension interfaciale est étudiée afin de déterminer son influence sur le détachement des gouttes et leur taille. Dans notre cas, la taille des gouttes n’est pas étudiée, mais il est intéressant d’avoir des informations sur la facilité de détachement de goutte, et donc sur la fréquence de production. Comme vu dans la partie 1.1, pour un polymère présentant une tension interfaciale plus élevée, les forces de trainée visqueuses et inertielles devront être d’autant plus importantes afin de détacher une goutte en formation et le temps de formation de gouttes peut donc être réduit. La tension interfaciale a également un impact sur le passage de l’interface huile-solution aqueuse des capsules pré-gélifiées : une augmentation de la tension interfaciale entraîne une diminution du temps de coalescence (partie 1.3) Cette grandeur a donc été caractérisée pour les différents alginates, en huile de soja, et les résultats obtenus sont présentés en Figure 85.  
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Figure 85 : Tensions interfaciales pour les différents polymères en huile de soja  On peut voir que ces valeurs sont plus faibles pour les alginates modifiés chimiquement que pour l’alginate de référence, et en particulier pour le Système A. Nous verrons en partie 3.1.3 que ces propriétés ont effectivement une influence sur la production des capsules.   

3. Formation de gouttes 

La formation de goutte est étudiée suivant différents aspects :  - Des mesures de micro-PIV ont permis de déterminer les taux de cisaillement (et d’en déduire les contraintes de cisaillement) présents au sein du MFFD lors de la formation d’une goutte - Le temps de formation de goutte a été étudié - Les valeurs de contraintes de cisaillement obtenues ont été comparées avec la littérature, afin de déterminer si le système microfluidique peut avoir un impact négatif sur la viabilité des cellules 3.1 Mesures de micro-P.I.V. Les mesures de Micro-Particle Image Velocimetry (µP.I.V.) permettent de caractériser les écoulements, par la mesure du taux de cisaillement appliqué aux différents alginates lors de la formation de gouttes. Ces mesures ont été effectuées selon le protocole défini dans le Matériel et Méthodes a été utilisé.  Ces analyses ont deux principaux objectifs :  - Connaître la viscosité des alginates lors de la formation de goutte, car comme expliqué dans le chapitre Pré-Encapsulation, les alginates étant non Newtonien, leur viscosité dépend du taux de cisaillement. Or il est important de connaître la viscosité des alginates, car elle a une influence sur la formation des gouttes, comme cela sera vu dans la partie 1.1. 
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- Connaître le taux de cisaillement maximal appliqué aux alginates. En effet, le but étant d’encapsuler des cellules afin de les greffer, les alginates contiennent à terme ces cellules, et l’étape de formation de gouttes (qui est celle où le cisaillement est le plus important) ne doit pas affecter leur viabilité.  La méthodologie adoptée pour interpréter les champs de cisaillement obtenus a été la suivante : Tout d’abord, nous avons comparé les taux de cisaillement obtenus en différents points de la goutte d’alginate (bordure, intérieur). Cette première étape a permis de déterminer que le taux de cisaillement est de 10 s-1 maximum à l’intérieur de la goutte, et de plusieurs dizaines à plusieurs centaines (en fonction des pressions d’huile et d’alginate) en bordure de goutte (Figure 86 D). 

 
Figure 86 : Exemple de champs de cisaillement obtenu grâce aux analyses de µP.I.V. lors de la formation de la goutte dans 

le canal microfluidique au niveau du MFFD. A) exemple d’une image de formation de goutte en lumière blanche ; B) 
Exemple d’un champ de vitesse obtenu par analyse µPIV. Ce champ de vitesse ne correspond pas à l’image A) ; C) Champ 
de cisaillement obtenu à partir du champ de vitesse B) ; D) Zoom du champ de cisaillement : la ligne noire représente le 

contour de la goutte, et la ligne rouge représente la zone de cisaillement maximal Le taux de cisaillement est donc maximal en bordure de goutte, comme le montre la Figure 86 D, où la ligne noire représente la délimitation de la goutte, la ligne rouge représente la zone de cisaillement maximale au sein de l’alginate, et les cisaillements présents à l’intérieur de la goutte d’alginate sont d’environ 10 s-1 maximum.  Le taux de cisaillement n’est donc pas homogène au sein de la goutte, et les polymères étant non Newtoniens rhéofluidifiants, cela signifie que la viscosité n’est pas non plus homogène au sein de la goutte, et la contrainte de cisaillement en résultant également. Cela peut avoir un impact sur la formation de goutte, mais également sur la viabilité des cellules (cet aspect sera étudié dans la partie 3.1.4), et sur la gélification des gouttes (cet aspect sera vu dans la partie 4). 
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 Suite à cette observation, les différents champs de cisaillement ont été étudiés individuellement, afin de déterminer s’il y a, au sein même de cette zone de bordure de l’alginate (ligne rouge sur la Figure 86), une zone plus spécifique où le cisaillement est maximal. On a ainsi pu observer que sur chaque champ de cisaillement, le cisaillement est maximal plus précisément au niveau du pincement de l’alginate, comme le montrent les cercles rouges sur la Figure 87. Il y a également un fort cisaillement au niveau des parois du canal dans la zone de rétrécissement. Il est dû à l’écoulement de l’huile entre la goutte et la paroi. Comme à la paroi la vitesse est nulle, le cisaillement est fort.  

 
Figure 87 : Exemple de champs de cisaillement obtenu grâce aux analyses de P.I.V. Les cercles rouges représentent les 

zones de cisaillement maximal Dans le cadre de cette étude, le but étant de déterminer les conditions de cisaillement expérimentées par les cellules dans l’alginate, afin de vérifier que même le cisaillement maximal n’est pas néfaste pour ces dernières ; nous nous sommes donc intéressés par la suite uniquement aux valeurs de cisaillement au niveau du pincement pour chaque champ de cisaillement. Ceci a donc permis de déterminer l’évolution du taux de cisaillement maximal au cours de la formation d’une goutte. Les résultats sont présentés dans la partie suivante.   3.1.1 Etude du taux de cisaillement lors de la formation de goutte Comme expliqué précédemment, le but de cette première partie est de déterminer l’évolution du taux de cisaillement au cours de la formation de goutte, pour chaque polymère. Cette étude peut ainsi permettre de déterminer s’il y a un schéma récurrent, et en fonction de ces résultats, quelle méthodologie choisir pour comparer les polymères entre eux.  Etant donné que le cisaillement maximal est situé au niveau du pincement de l’alginate par l’orifice du MFFD, pour la suite des analyses, une moyenne du cisaillement sur cette zone est calculée, pour chaque champ de cisaillement, et chaque alginate. On peut ainsi tracer l’évolution de cette valeur moyenne de cisaillement maximal en fonction du temps, pour chaque vidéo de formation de 
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goutte. Ceci a donc été effectué pour chaque polymère, à différentes pressions d’huile de soja (100 mbar, 200 mbar, 300 mbar et 400 mbar).  Un exemple de courbes obtenues, accompagné des images des champs de cisaillement des points critiques, est donné pour chaque polymère, en Figure 88 (SLG100), Figure 89 (Système A), Figure 90 (Système C), et Figure 91 (Alginate-Kétoprofène). 

 
Figure 88 : Evolution du cisaillement au cours de la formation d'une goutte pour l'alginate SLG100 - 2,5%, et pour 

P(huile)=100 mbar  

 
Figure 89 : Evolution du cisaillement au cours de la formation d'une goutte pour le Système A - 4%, et pour 

P(huile)=200 mbar  
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Figure 90 : Evolution du cisaillement au cours de la formation d'une goutte pour le Système C - 4%, et pour 

P(huile)=300 mbar  

 
Figure 91 : Evolution du cisaillement au cours de la formation d'une goutte pour l'alginate-Kétoprofène - 4% pour 

P(huile)=200 mbar  Ces différents graphiques montrent que le profil de courbes est similaire quels que soient l’alginate et les pressions : les courbes montrent le cycle de formation de la goutte depuis le début 
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de pincement de la phase dispersée jusqu’au détachement de la goutte. Les différentes étapes sont représentées ci-dessous :  

 
- Le taux de cisaillement est constant ou légèrement fluctuant au début de la formation de goutte, lorsque l’alginate commence tout juste à s’avancer dans la jonction MFFD.  

 
- Le taux de cisaillement commence à augmenter lorsque l’alginate est au niveau de l’orifice du MFFD, et subit donc un pincement et un cisaillement plus important.  

 
- Cette augmentation continue, jusqu’à atteindre le maximum juste avant le détachement de la goute d’alginate.  

 
- Après le détachement de la goutte d’alginate, le taux de cisaillement chute pour retomber à la valeur obtenue avant que l’alginate ne soit au niveau de l’orifice du MFFD.   Le temps nécessaire pour effectuer les différentes étapes et l’allure précise de la courbe varient selon l’alginate. Ces observations permettent d’établir une méthodologie pour la suite des analyses. Comme expliqué précédemment, le but de ces mesures est de déterminer le cisaillement maximal subi par les cellules. Au vu de ces premières analyses, pour comparer le taux de cisaillement maximal appliqué sur chaque type d’alginate, en fonction des pressions d’huile appliquées, il a été décidé que la valeur mesurée et comparée pour chaque condition serait la moyenne du taux de cisaillement en bordure d’alginate, au niveau de la zone de pincement, et pour le champ de cisaillement obtenu juste avant le détachement de goutte.  La partie suivante rassemble les valeurs obtenues pour les différents alginates et les différentes pressions.   3.1.2 Etude du taux de cisaillement en fonction des pressions appliquées et des alginates Comme évoqué précédemment, l’étude de µP.I.V. a été effectuée sur une gamme de pression d’huile de soja allant de 100 mbar à 400 mbar. Pour chaque pression d’huile de soja, la pression d’alginate est adaptée pour pouvoir former des gouttes, à une fréquence moyenne, permettant d’enregistrer la formation sans difficulté. Pour chaque formation de goutte, et sa série de champ de cisaillement correspondante, la valeur de cisaillement maximal est donc calculée à partir du 
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taux de cisaillement présent dans le système juste avant détachement de la goutte. Les valeurs obtenues sont représentées dans la Figure 92, et rassemblées dans le Tableau 23.  

 
Figure 92 : Evolution du taux de cisaillement en fonction des pressions d'huile, pour les différents polymères   

Pression appliquée 
sur la phase continue 

Taux de cisaillement maximum (s-1) 
SLG100 Système A Système C Kétoprofène 

Ph=100 mbar 229,75 82,41 143,10 87,66 
Ph=200 mbar 272,32 267,33 264,38 383,16 
Ph=300 mbar 333,48 320,25 400,20 470,67 
Ph=400 mbar 432,24 395,43 446,77 582,74 

Tableau 23 : Valeurs de taux de cisaillement maximal obtenues pour les différentes pressions d'huile et les différents 
alginates Ces caractérisations montrent que les cisaillements obtenus pour les différents alginates sont du même ordre de grandeur, et que le taux de cisaillement augmente avec la pression appliquée sur la phase d’huile de soja (puisque l’augmentation de la pression entraîne une augmentation de la vitesse de l’écoulement de l’huile).  Il est intéressant de noter que dans le cas du Kétoprofène, le cisaillement a tendance à être plus important que pour les autres alginates, sauf à faible pression (100 mbar). Nous verrons dans la partie 3.1.3 que cela peut s’expliquer par les différences de propriétés rhéologiques entre les alginates. Dans le cadre de cette thèse, toutes les expériences d’encapsulation d’îlots et de production de capsules vides sont effectuées pour une pression en huile de soja de 300 mbar. Par conséquent, d’après ces résultats, le cisaillement maximal subi par les cellules lors de ces expériences varie de 300 à 500 s-1 en moyenne, en fonction des alginates.  
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3.1.3 Temps de formation des gouttes  Le temps nécessaire à la formation d’une goutte est un paramètre critique dans le cadre d’une encapsulation de cellules, car une fréquence de production faible entraîne une augmentation considérable de la durée requise pour encapsuler le nombre d’îlots nécessaires à une greffe chez un patient diabétique. Or pendant l’encapsulation, les îlots n’ont ni oxygène ni nutriments, par conséquent, une durée d’encapsulation trop importante entraîne une baisse de viabilité des îlots.  Le temps de formation de gouttes a donc été caractérisé pour les différents alginates, et le Tableau 24 présente les résultats obtenus, à travers l’évolution des champs de cisaillement en fonction du temps, au cours de la formation d’une goutte, à la pression d’huile utilisée (300 mbar), et à des pressions d’alginate très proches (SLG100 : 85 ; Système A : 90 ; Système C : 93 ; Alginate-Ketoprofen : 80).  
 Champs de cisaillement 

SLG100 Système A Système C Kétoprofène 

t0 (sec)     
t0+0,2 (sec)     
t0+0,4 (sec) Goutte détachée à t0+0,325 sec    
t0+0,6 (sec)  Goutte détachée à t0+0,5 sec   
t0+0,8 (sec)   Goutte détachée à t0+0,8 sec  
t0+1 (sec)     

t0+1,2 (sec)     
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t0+1,4 (sec)     
    Goutte détachée à t0+1,6 sec 

Tableau 24 : Evolution des champs de cisaillement au cours de la formation de goutte, en fonction du temps, et pour les 
différents alginates, et pour une pression d’huile de 100 mbar On peut voir que l’alginate de référence est celui pour lequel le temps de formation de goutte est le plus court. Le temps de formation de gouttes est environ 1,5 fois plus long pour l’alginate Système A, 2,5 fois plus long pour l’alginate Système C, et 5 fois plus long pour l’alginate Kétoprofène. Ces résultats peuvent s’expliquer par les différences entre les alginates au niveau des propriétés rhéologiques (viscosité et élasticité), ainsi qu’au niveau de leur tension interfaciale.  Comme présenté dans le Chapitre IV, les alginates utilisés sont non Newtoniens, et leur caractère rhéofluidifiant, ainsi que leur viscosité ont été caractérisés en fonction du taux de cisaillement. Le taux de cisaillement appliquée sur la phase dispersée dans le système microfluidique a également été caractérisé, permettant d’en déduire la viscosité effective de la phase dispersée.  Les valeurs de cisaillement maximal obtenues dans la partie 3.1.2 sont rappelées dans le Tableau 25, avec les valeurs de viscosités correspondantes ajoutées. Ces viscosités sont calculées à l’aide des modèles établis dans le Chapitre Pré-Encapsulation (modèle de Cross pour l’alginate de référence et l’alginate Kétoprofène, et modèle de Herschel Bulkley pour les alginates Système A et Système C). Cependant, il est important de souligner que les lots de polymère avec lesquels les caractérisations rhéologiques ont été effectués ne sont pas les mêmes que ceux avec lesquels les caractérisations de Micro-P.I.V. ont été effectués, car nous ne possédions pas suffisamment de polymère pour faire ces expériences sur les mêmes lots. Nous avons malgré tout choisi d’utiliser les résultats du chapitre précédent, afin d’essayer de tirer des conclusions, tout en gardant à l’esprit que cela peut biaiser les interprétations.  

  SLG100 Système A Système C Kétoprofène 
Ph=100 

mbar 
Cisaillement max (s-1) 229,75 82,41 143,10 87,66 Viscosité (Pa.s) 0,489 1,325 0,345 1,67 

Ph=200 
mbar 

Cisaillement max (s-1) 272,32 267,33 264,38 383,16 Viscosité (Pa.s) 0,458 0,708 0,258 0,853 
Ph=300 

mbar 
Cisaillement max (s-1) 333,48 320,25 400,20 470,67 Viscosité (Pa.s) 0,421 0,644 0,212 0,773 

Ph=400 
mbar 

Cisaillement max (s-1) 432,24 395,43 446,77 582,74 Viscosité (Pa.s) 0,375 0,576 0,202 0,697 
Tableau 25 : Valeurs de taux de cisaillement maximal obtenues pour les différentes pressions d'huile et les différents 

alginates, et viscosités correspondantes, calculées à l’aide des modèles établis dans le chapitre Pré-Encapsulation Les expériences de productions de capsules et encapsulation d’îlots sont effectuées à une pression en huile de soja de 300 mbar. Ainsi, en gardant uniquement les valeurs de viscosité obtenues à partir des taux de cisaillement calculés pour ces pressions, on obtient les résultats rassemblés dans la Figure 93 :   
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Figure 93 : Valeurs de viscosités obtenues pour les différents alginates, au cisaillement maximal présent dans le système 

lors de la formation de goutte Les barres d’erreur sont obtenues à partir des barres d’erreur du taux de cisaillement calculé grâce à la Micro-P.I.V. On a donc un taux de cisaillement minimum et maximum pour chaque polymère. Ces taux de cisaillement minimum et maximum donnent lieu, toujours à l’aide des modèles établis dans le chapitre Pré-Encapsulation, à des valeurs de viscosité minimale et maximale pour chaque polymère. Ces résultats montrent qu’aux taux de cisaillement appliqués lors de la formation des gouttes, l’alginate-kétoprofène est beaucoup plus visqueux que les autres alginates étudiés, ce qui explique le temps de formation de goutte beaucoup plus long. En effet, différentes études s’intéressant à l’influence de la viscosité de la phase dispersée sur la taille des gouttes formées, leur monodispersité, ainsi que la fréquence de production8,334,355–357 ont conclu qu’une augmentation 
de la viscosité augmente la monodispersité, et diminue la fréquence de production8,334,355–357. L’impact sur la monodispersité sera étudié dans le Chapitre VI. Bien que les résultats présentés en Figure 93 montrent que la viscosité de l’alginate Système C est la plus faible (au cisaillement maximal), le temps de formation de gouttes reste élevé par rapport à l’alginate de référence (facteur 2,5). Ce résultat peut s’expliquer par les caractérisations de viscoélasticité : l’alginate Système C est beaucoup plus élastique que l’alginate de référence et l’alginate-kétoprofène. Certaines études ont montré que lorsque l’élasticité augmente, la longueur du filament augmente, son amincissement avant rupture est plus lent, et le nombre de gouttes satellites augmente314,358–360. Cela est dû à la capacité d’étirement des chaînes du polymère, de par ses propriétés élastiques.311,313,314,316 Ainsi, lorsque l’élasticité augmente, le temps de formation de goutte 
augmente (et la fréquence de production diminue). Cela semble donc également s’appliquer pour le Système C. Le Système A présente un temps de formation de goutte plus long que l’alginate de référence SLG100. Cela peut s’expliquer par sa viscosité qui est 1,5 fois plus importante. Il est également intéressant de noter qu’une compétition doit avoir lieu entre la viscosité, qui a tendance à rallonger le temps de formation des gouttes, et la tension interfaciale (plus faible que tous les autres alginates, voir partie 2.2), qui a tendance à raccourcir le temps de formation des gouttes. Cela peut expliquer le fait que son temps de formation de gouttes est seulement légèrement 
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supérieur à celui de l’alginate de référence SLG100, alors que sa viscosité est bien plus élevée. (Les mesures de viscoélasticité n’ont pas été faites sur le Système A, et ce paramètre ne peut donc pas être pris en compte pour ce polymère). Concernant la monodispersité et la présence de gouttes satellites, on a donc vu qu’une augmentation de la viscosité améliore la monodispersité, et qu’une augmentation de l’élasticité augmente le nombre de gouttes satellites produites. La monodispersité et le pourcentage de gouttes satellites seront étudiés dans le Chapitre VI.  Le paramètre dans notre système microfluidique permettant de jouer sur la fréquence de formation de gouttes est la pression appliquée à l’alginate. Ces résultats permettent donc de mettre en évidence le fait que pour les alginates PEGylés, et en particulier pour l’alginate-kétoprofène, il est nécessaire d’augmenter la pression d’alginate afin d’obtenir les mêmes fréquences de génération de goutte que l’alginate de référence.   Ces analyses sont cependant à prendre avec précaution, tout d’abord car les lots de polymères sur lesquels ont été effectués les caractérisations de micro-PIV ne sont pas les mêmes que ceux sur lesquels ont été effectués les caractérisations rhéologiques.  De plus, comme cela a été expliqué dans la partie 3.1, le taux de cisaillement n’est pas le même à l’intérieur des gouttes qu’en bordure, et l’analyse effectuée précédemment est basée sur des valeurs obtenues pour un taux de cisaillement maximal en périphérie de gouttes.  Le taux de cisaillement mesuré à l’intérieur des gouttes est d’environ une dizaine de s -1, pour tous les alginates et toutes les pressions étudiées. Ainsi, en calculant les viscosités correspondantes à un taux de cisaillement de 10 s-1 pour chaque alginate, à partir des modèles établis dans le Chapitre IV, on obtient les valeurs rassemblées dans le Tableau 26 :   
 Viscosité maximale (Pa.s) 

SLG100 0,834 
Système A 4,237 
Système C 1,343 

Kétoprofène 3,701 
Tableau 26 : Valeurs de viscosités pour les différents alginates, calculées à l’aide des modèles établis dans le chapitre Pré-

Encapsulation pour un taux de cisaillement de 10 s-1  On peut voir qu’à ce taux de cisaillement, le Système A est l’alginate le plus visqueux, et le Système C est plus visqueux que l’alginate de référence SLG100 (facteur 1,6). En se basant sur ces résultats pour l’analyse des temps de formation de gouttes, les temps obtenus pour l’alginate de référence SLG100, pour le Système C et pour l’alginate-Kétoprofène sont toujours cohérents, mais le temps de formation de gouttes du Système A devrait être beaucoup plus élevé. De nouveau, ce résultat peut s’expliquer par la valeur de tension interfaciale qui a tendance à réduire le temps de formation de goutte.  Ces analyses soulignent la complexité de l’étude, de par la non homogénéité des taux de cisaillement au sein des gouttes, et le caractère rhéofluidifiant plus ou moins prononcé des alginates. Il serait intéressant d’effectuer une étude plus poussée pour bien comprendre les phénomènes et les compétitions de paramètres en jeu. 
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3.1.4 Corrélation taux de cisaillement-viabilité cellulaire Suite aux résultats présentés en partie 3.1.2, les valeurs obtenues ont été comparées par rapport à la littérature, afin de vérifier si des taux de cisaillement compris entre 300 et 500 mbar peuvent être néfastes pour les cellules ou non.  De nombreuses études s’intéressent à l’impact du cisaillement sur la viabilité des cellules. Le cisaillement dans ces études est généralement exprimé en contrainte de cisaillement (en Pa ou dyn/cm3), et non pas en taux de cisaillement. Par conséquent, afin de comparer nos résultats avec la littérature, il est tout d’abord nécessaire de les exprimer en valeurs de contraintes de cisaillement.  Pour cela, la relation entre la contrainte et le taux de cisaillement, rappelée dans l’équation ( 25 ), est utilisée :   𝜂 = 𝜏�̇�  𝑠𝑜𝑖𝑡 𝜏 = 𝜂 × �̇� ( 25 )  Ainsi, à partir du Tableau 23, on obtient les valeurs rassemblées dans le Tableau 27 :  
Pression appliquée 

sur la phase continue 
Contrainte de cisaillement maximum (Pa) 

SLG100 Système A Système C Kétoprofène 
Ph=100 mbar 112,43 109,21 49,44 146,41 
Ph=200 mbar 124 ,64 189,30 68,23 327,02 
Ph=300 mbar 140,25 206,13 85,01 363,82 
Ph=400 mbar 162,08 227,75 90,15 406,00 

Tableau 27 : Valeurs de contraintes de cisaillement maximales obtenues pour les différentes pressions d'huile et les 
différents alginates On peut voir que la contrainte maximale subie par les cellules en bordure de gouttes est d’environ 400 Pa. Cependant, cette contrainte n’est appliquée qu’aux cellules étant en bordure de goutte, ce qui représente une infime partie des cellules. En effet, étant donné que le taux de cisaillement décroit très rapidement en s’éloignant de la bordure de goutte (comme expliqué dans ce début de paragraphe), la majorité des cellules subissent un taux de cisaillement de quelques s-1 seulement. Par conséquent, les contraintes de cisaillement correspondant au taux de cisaillement à l’intérieur de la goutte sont également calculées. Les taux de cisaillement à l’intérieur des gouttes étant très faibles (une dizaine de s-1 maximum) et très proches pour n’importe quel alginate et pression d’huile, les contraintes correspondantes ont donc été calculées pour le même taux de cisaillement pour toutes les conditions : 10 s-1. On obtient les résultats rassemblés dans le Tableau 28 : 

 Contrainte de cisaillement maximum (Pa) 
SLG100 8,34 

Système A 42,37 
Système C 13,43 

Kétoprofène 37,01 
Tableau 28 : Valeurs des contraintes de cisaillement à l’intérieur des gouttes, pour les différents alginates On peut donc voir que la majorité des cellules subissent un cisaillement d’environ 50 Pa maximum, et les cellules en bordure de goutte subissent un cisaillement de l’ordre de 400 Pa maximum pour le Kétoprofène. Différentes études361,362 ont mesuré la viabilité de cellules (cellules souches humaines, cellules de souris RSC96, et myoblastes L8) ayant subi des contraintes de cisaillement élevée de différentes valeurs, lors de procédés de bioprinting. Ces études ont montré 
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que la viabilité des cellules est affectée lorsque les contraintes de cisaillement appliquées sont supérieures à 5kPa.  Bien que les types cellulaires étudiés soient différents des nôtres (INS-1 et îlots pancréatiques), il est raisonnable de conclure que les cisaillements appliqués sur les cellules lors de la formation de gouttes en microfluidique n’ont aucun impact négatif sur leur viabilité.    Pour conclure sur cette partie étudiant l’étape de formation de goutte, le Tableau 29 présente un bilan de comparaison des résultats obtenus en termes de temps de formation de goutte et de contraintes de cisaillement à l’intérieur et en périphérie de goutte, pour les différents alginates. L’alginate présentant les meilleures propriétés (temps de formation de goutte le plus court et contrainte de cisaillement la plus faible) est indiqué par ++, et l’alginate présentant les moins bons résultats est indiqué par --. 
 SLG100 Système A Système C Kétoprofène 

Temps de formation de 
goutte ++ + - -- 

Contrainte de cisaillement 
intérieur gouttes ++ -- + - 

Contrainte de cisaillement 
périphérie de goutte + - ++ -- 

Tableau 29 : Classement pour les différents polymères des résultats obtenus pour les différents paramètres de formation 
de goutte étudiés ; ++ signifie que le polymère présente les meilleurs résultats, et -- les moins bons résultats On peut voir que l’alginate de référence SLG100 présente de meilleurs résultats en termes de temps de formation de goutte et de contrainte de cisaillement à l’intérieur de la goutte. Concernant la contrainte de cisaillement en périphérie de goutte, le Système C présente de meilleurs résultats, de par son caractère rhéofluidifiant. Il est difficile de trouver le bon compromis entre les différents paramètres, d’autant plus que la contrainte de cisaillement est directement reliée à la viscosité, dont une valeur élevée peut présenter un avantage (pour une meilleure résistance dans une optique d’implantation).    

4. Gélification  

Afin de déterminer la vitesse de gélification de l’alginate Système A par rapport à l’alginate de référence, l’expérience décrite dans le Matériel et Méthodes a été suivie. Elle consiste en une formation de goutte d’alginate entre deux lamelles de verre, et un apport de solution aqueuse de calcium par capillarité, entre les deux lamelles. On peut alors détecter l’avancée du front de gélification, comme le montre la Figure 94, qui est filmé à l’aide d’une caméra rapide. Les images sont ensuite analysées afin de mesurer la distance gélifiée en fonction du temps. Cette expérience est inspirée des résultats publiés par Bjørnøy et al.309  
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Figure 94 : Avancée du front de gélification pour l’alginate de référence SLG100-3%, et pour une concentration en 

calcium de solution gélifiante de 30 mM Dans un premier temps, la vitesse de gélification a été mesurée pour l’alginate de référence SLG100-3%, avec des solutions aqueuses gélifiantes à deux concentrations en calcium différentes : 30 mM et 100 mM. Les résultats sont présentés en Figure 95.  

 
Figure 95 : Cinétique de gélification pour l'alginate de référence SLG100-3%, à 30 mM et 100 mM de Calcium On peut voir que la pente de la courbe est plus importante au début, car les ions calcium Ca2+ diffusent très rapidement vers les nombreux sites de boîte à œufs disponibles dans l’alginate. La pente diminue par la suite et reste constante un moment, car la diffusion est plus lente et se stabilise, jusqu’à normalement atteindre un plateau, qui n’est pas visible sur ces courbes.   En effectuant une régression linéaire de la zone où la pente est constante (Figure 95), le coefficient directeur nous donne la vitesse. On obtient les valeurs rassemblées dans le Tableau 30 : 
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Concentration en calcium 
(mM) 

Vitesse de gélification 
(µm/min) 

Vitesse de gélification 
littérature309 (µm/min) 

30 mM 26,71  
50 mM  60 

100 mM 63,99  
250 mM  160 

1000 mM  270 
Tableau 30 : Valeurs de vitesses obtenues par régression linéaire des courbes, pour l'alginate de référence SLG100-3%, et 

des concentrations molaires en Calcium de 30 mM et 100 mM ; et valeurs obtenues dans la littérature Ces résultats montrent, comme cela est attendu, que la vitesse de gélification augmente avec la concentration en calcium, et que les valeurs obtenues se situent dans la même gamme que celles présentées dans la littérature.   Par la suite, la vitesse de gélification a donc été comparée entre l’alginate de référence SLG100-3% et l’alginate Système A-4% (voir Figure 96), pour une concentration en calcium de 100 mM. Les résultats obtenus sont présentés en Figure 97. 

 
Figure 96 : Avancée du front de gélification pour l’alginate Système A-4%, et pour une concentration en calcium de 

solution gélifiante de 100 mM 
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Figure 97 : Cinétique de gélification pour l'alginate de référence SLG100-3% et l'alginate Système A, pour une 

concentration molaire de Calcium de 100 mM Les vitesses sont obtenues de la même manière que précédemment, et leurs valeurs sont rassemblées dans le Tableau 31 :  
Polymère Vitesse de gélification (µm/min) 

SLG100-3% 63,99 
Système A-4% 81,74 

Tableau 31 : Valeurs de vitesses obtenues par régression linéaire des courbes, pour l'alginate de référence SLG100-3%, et 
l'alginate Système A On peut donc voir que le Système A gélifie plus rapidement que l’alginate de référence SLG100. Les capsules de Système A sont donc constituées d’un gel moins homogène mécaniquement, et présentant de moins bonnes propriétés mécaniques que les capsules d’alginate SLG100.  En effet, comme cela a été présenté dans l’Etat de l’art, une gélification lente produira un gel ayant une structure plus uniforme et une plus grande intégrité mécanique qu’un gel produit par gélification rapide4,187. Par exemple, dans le cadre de la gélification externe, par rapport à la gélification interne, les ions utilisés sont sous forme très soluble dans l’eau (comme le chlorure de calcium CaCl2), et les cations Ca2+ diffusent et gélifient l’alginate très rapidement, de manière peu contrôlée, et le gel obtenu est donc moins homogène mécaniquement qu’un gel obtenu en gélification interne4,223,224. Si la vitesse de gélification est réduite, la structure du gel d’alginate obtenu est plus ordonnée, donnant lieu à de meilleures propriétés mécaniques4,231. De plus, dans le système microfluidique, les gouttes sont soumises à un cisaillement continu, même pendant la pré-gélification. Par conséquent, la viscosité n’est pas homogène entre la bordure et l’intérieur de goutte (voir partie 3) (et les différences de viscosité sont d’autant plus importantes que l’alginate est rhéofluidifiant), ce qui engendre des différences de diffusion des ions calcium au sein de la goutte, et en fonction des alginates.  Dans le cadre de l’utilisation en microfluidique, il faut donc trouver un bon équilibre au niveau de la vitesse de gélification : ni trop lente pour que les capsules soient suffisamment pré-gélifiées pour maintenir leur forme sphérique lors du passage de l’interface et ne pas coalescer, ni trop rapide pour ne pas présenter des structures de gel hétérogènes. L’hétérogénéité des capsules est également accentuée par la différence de taux de cisaillement et de viscosité au sein de la goutte.   
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5. Passage de l’interface huile-solution aqueuse de calcium 5.1 Observations expérimentales Lors des formations de capsules en système microfluidique MFFD200 et MFFD550, le passage de l’interface huile-solution aqueuse de calcium (dans le falcon de récupération des capsules) s’est avéré plus difficile pour les alginates PEGylés. En effet, les gouttes formées et pré-gélifiées ont eu tendance à rester bloquées à l’interface, nécessitant plusieurs dizaines de minutes avant de passer dans la phase aqueuse, voire ne jamais passer en phase aqueuse. Cela a été observé particulièrement avec le Système A, qui est le premier polymère à avoir été testé (dans le cadre de production de capsules vides). Le nombre d’îlots nécessaires à une greffe étant très important, si une grande partie des capsules contenant les îlots reste bloquée à l’interface huile-eau, le temps et le nombre d’îlots et d’alginate nécessaires à la production des capsules sera d’autant plus important.   Cette difficulté de passage d’interface peut être expliqué par la différence de tension interfaciale, présenté en partie 2.2 : la tension interfaciale entre l’alginate Système A et l’huile de soja étant plus faible qu’entre l’alginate de référence et l’huile de soja, les capsules coalescent plus difficilement avec la phase aqueuse pour le premier. Afin de solutionner ce problème, il a été décidé d’utiliser le système microfluidique automatisé GEL200, qui présente des modules de transferts de phase. L’idée ici était de forcer les capsules à passer en phase aqueuse à l’aide des déplacements des fluides, puisque la gravité et la tension interfaciale ne suffisaient pas à transférer les capsules de la phase huile vers la phase aqueuse.  Cependant, lors de l’utilisation du Système A en carte microfluidique automatisée, d’autres difficultés sont apparues : les capsules avaient tendance à s’écraser sur les piliers du transfert de phase et former des bouchons (voir Figure 98 B et C). Des bouchons pouvaient également se former à cause de la coalescence de capsules se rejoignant dans le canal de pré-gélification (voir Figure 98 D). 
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Figure 98 : Exemples de problèmes rencontrés avec l'alginate Système A en système microfluidique automatisé : 

A) Transfert de phase avant l’arrivée de capsules ; B) et C) : capsules accrochées aux piliers du premier transfert de phase, 
créant un bouchon ; D) capsules qui se rejoignent dans le canal de pré-gélification, coalescent, et créent un bouchon  Au vu des résultats présentés en partie 4 concernant la cinétique de gélification des alginates, et les propriétés mécaniques qui en découlent, les difficultés de bouchons rencontrées en système microfluidique automatique s’expliquent par la non homogénéité de la gélification de l’alginate, et les propriétés mécaniques moins homogènes qui en découlent.  De plus, comme expliqué précédemment, la tension interfaciale de l’alginate Système A étant faible, les capsules ont du mal à passer l’interface huile-eau. Par conséquent, lorsque ces dernières atteignent le transfert de phase (voir Figure 98 A), elles ont tendance à aller plus vers les piliers que vers l’interface. Une fois arrivées aux piliers, leur faible résistance et homogénéité mécanique provoque leur écrasement contre ces derniers, et crée un bouchon. A ces interprétations des résultats obtenus peut s’ajouter le fait que l’alginate Système A utilisé lors de ces tests était très peu visqueux, réduisant donc également la résistance des capsules.  5.2 Optimisation des propriétés du polymère Suite à ces résultats, 2 décisions ont été prises, afin de solutionner le problème :  - Augmentation de la concentration d’alginate utilisée, de 3 à 4 % massique, afin d’augmenter la viscosité et les propriétés mécaniques - Optimisation des procédés de synthèses des alginates, afin d’augmenter leur viscosité, et par conséquent leurs propriétés mécaniques. Cette partie a été prise en charge par les équipes de l’EPFL. 
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L’augmentation de la concentration utilisée pour l’alginate a présenté des difficultés de solubilisation dans un premier temps, comme le montre la Figure 99 présentant un exemple de formation de goutte pour un alginate mal solubilisé : ce dernier n’est pas bien cisaillé au niveau du MFFD.  

 
Figure 99 : Exemple de mauvais cisaillement au niveau du MFFD lors de l’utilisation d’un alginate mal solubilisé Le protocole de solubilisation a donc été modifié, et des pipettes visqueuses ont été utilisées au lieu du vortex utilisé précédemment (voir Matériel et Méthodes). Cette méthode a permis par la suite de solubiliser les alginates, même lorsqu’ils ont une viscosité de plusieurs Pa.s. Concernant les procédés de synthèse des alginates, les équipes de l’EPFL sont parvenues à optimiser les différentes étapes, afin d’obtenir des alginates plus visqueux (voir Chapitre IV). Suite à ces deux optimisations, de nouveaux tests ont été effectués avec la carte automatisée d’origine, GEL200 (voir Figure 100). Avec ces lots d’alginate, la production de capsules a ainsi finalement été possible avec ce système microfluidique. Par la suite, des capsules ont également pu être formées en système microfluidique simplifié MFFD200 et MFFD550.   

 
Figure 100 : Carte microfluidique GEL200v1  
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6. Bilan et production de capsules (choix du système 
microfluidique) 

Suite à l’étude des paramètres régissant les différentes étapes critiques de formation de capsules (formation de goutte, gélification, et passage de l’interface), les performances des alginates étudiés sont comparées dans le Tableau 32.  
  SLG100 Système A Système C Kétoprofène 

Formation 
de gouttes 

Temps de formation de goutte ++ + - -- Contrainte de cisaillement intérieur gouttes ++ -- + - Contrainte de cisaillement périphérie de goutte + - ++ -- 
Gélification + -   

Passage de l’interface ++ -- - + 
Tableau 32 : Comparaison des performances des différentes alginates étudiés, sur les étapes critiques de formation de 

capsule L’alginate de référence présente globalement les meilleures propriétés afin d’obtenir des capsules en microfluidique. Cependant, malgré les limitations présentées par certains polymères (en particulier le Système A et l’alginate-kétoprofène),  les paramètres ont pu être adaptés (pressions appliquées, concentration et viscosité des polymères), et des capsules ont ainsi pu être produites avec les différents alginates, dans différents systèmes microfluidiques : en système automatisé GEL200v1 (Figure 101), ainsi qu’en systèmes simplifiés MFFD200 (Figure 102) et MFFD550 (Figure 103).  

 
Figure 101 : Capsules d'alginate Système A obtenues avec le système microfluidique automatisé GEL200v1 
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Figure 102 : Capsules d'alginate Système A obtenues avec le système microfluidique simplifié MFFD200 

 
Figure 103 : Capsules d'alginate Système A obtenues avec le système microfluidique simplifié MFFD550  Moyennant une légère adaptation et optimisation de certains paramètres, les systèmes microfluidiques d’encapsulation présentés sont donc utilisables avec une gamme relativement large de polymères, ayant des propriétés physico-chimiques très différentes (viscosité variant de quelques centaines de mPa.s à plusieurs Pa.s, élasticité, tension interfaciale variant de 6 à 15 mN.m-1).  Par la suite, nous nous sommes intéressés tout d’abord à la caractérisation des capsules obtenues (taille, monodispersité, perméabilité, propriétés mécaniques), afin de déterminer si leurs propriétés sont adaptées à une application biologique. Enfin, des cellules ont été encapsulées, afin de vérifier la biotolérabilité de ces alginates, à l’aide de mesures de viabilité in vitro, ainsi que d’un essai in vivo. Pour cela, un choix a dû être effectué quant au système microfluidique gardé pour l’encapsulation des cellules. L’objectif étant d’encapsuler des îlots, et ces derniers ayant une taille pouvant aller jusqu’à 500 µm, le choix s’est donc porté sur un système présentant des dimensions de canaux de 550 µm. Etant donné que les puces en silicium utilisées dans le système automatisé avaient été développées au sein du laboratoire uniquement pour des dimensions de 200 µm, les contraintes de temps et de budget ne nous ont pas permis de les développer pour des dimensions de 550 µm, et ont donc orienté notre choix vers le système microfluidique simplifié MFFD550. Ce système présente par ailleurs moins de risque de formation de bouchons, ce qui est un avantage dans le cadre d’expériences utilisant du matériel biologique, avec lequel le temps est un paramètre essentiel.  
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1. Caractérisation des capsules  

Dans le chapitre Encapsulation, la méthodologie suivie afin de réussir à produire des capsules avec les différents alginates en système microfluidique a été présentée, ainsi que les résultats obtenus et le système choisi pour la suite de la thèse. Ce chapitre se concentrera donc tout d’abord sur la présentation des capsules obtenues, ainsi que leur caractérisation. Puis les résultats obtenus dans le cadre d’encapsulation de cellules et d’îlots seront présentés.   1.1 Taille, forme, et monodispersité  Les capsules vides produites en système microfluidique MFFD550 avec les différents alginates ont tout d’abord été caractérisées. Comme vu dans le chapitre précédent, ces paramètres sont influencés entre autres par la viscosité et l’élasticité du polymère. En effet, d’après la littérature, une augmentation de la viscosité du polymère entraîne une augmentation de la monodispersité des gouttes produites8,334,355–357, et une augmentation de l’élasticité entraîne une augmentation du nombre de gouttes satellites produites311,313,314,316,358–360.  Cette partie aura donc pour but de présenter les résultats obtenus, et de les interpréter en fonction des propriétés des fluides caractérisées précédemment. Pour cela, lors de chaque expérience de production de capsules vides, ces dernières ont été caractérisées en termes de taille, forme, et monodispersité, par analyse d’image sur le logiciel ImageJ, selon le protocole présenté dans le Matériel et Méthodes.  Dans un premier temps, des tests ont été effectués sur l’alginate de référence SLG100, afin de déterminer la pression d’huile pré-gélifiante à appliquer (pour une pression d’huile de soja de 300 mbar) pour obtenir des capsules suffisamment pré-gélifiées, car si les capsules ne sont pas assez pré-gélifiées, elles peuvent :  - Coalescer, si les gouttes sont légèrement pré-gélifiées mais pas suffisamment, car la pression en huile pré-gélifiante est trop faible (Figure 104 A et B) - Prendre une forme de larme lorsqu’elles passent l’interface huile-solution aqueuse, si les gouttes ne sont pas gélifiées du tout, car la pression en huile pré-gélifiante est trop faible, ou parce qu’il y a un problème fluidique empêchant l’huile d’arriver dans la carte (Figure 104 D et E) - Avoir des tailles très variées, si les gouttes ne sont pas gélifiées du tout, et coalescent avant le passage de l’interface, car la pression en huile pré-gélifiante est trop faible, ou parce qu’il y a un problème fluidique empêchant l’huile d’arriver dans la carte (Figure 104 F) Les résultats ont montré que pour des pressions d’huile pré-gélifiante de 250 et 300 mbar, certaines capsules coalescaient (Figure 104 A et B, capsules entourées d’un cercle rouge), alors que ce n’était pas le cas pour une pression de 350 mbar (Figure 104 C). C’est donc la pression qui a été choisie, et utilisée dans toutes les expériences de ce chapitre.   
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Figure 104 : Illustration de l’impact de la pré-gélification, sur des capsules formées à une pression d’huile de soja de 

300 mbar, et une pression d’huile pré-gélifiante variable : A) Capsules formées à une pression d’huile pré-gélifiante de 
250 mbar, présentant de la coalescence (cercles rouges) ; B) Capsules formées à une pression d’huile pré-gélifiante de 
300 mbar, présentant de la coalescence (cercles rouges) ; C) Capsules formées à une pression d’huile pré-gélifiante de 

350 mbar, ne présentant pas de coalescence ; D) et E) Capsules formées à une pression d’huile pré-gélifiante de 350 mbar, 
mais pour lesquelles l’huile n’est pas bien arrivée à cause d’un problème fluidique, les capsules ont une forme de larme 

(flèches rouges) ; F) Capsules formées à une pression d’huile pré-gélifiante de 350 mbar, mais pour lesquelles l’huile n’est 
pas bien arrivée à cause d’un problème fluidique, les capsules ont des formes très variées.  Les Figures suivantes montrent des exemples de capsules obtenues en alginate de référence SLG100 (Figure 105), Système A (Figure 106), Système C (Figure 107), et alginate-Kétoprofène (Figure 108). Les numérotations des différents lots sont faites chronologiquement. Les premiers lots correspondent donc à des protocoles de synthèse effectués par l’EPFL en début de thèse, n’étant pas aussi optimisés (et aussi visqueux) que ceux effectués en fin de thèse. Le Tableau 33 rassemble les valeurs obtenues pour les différents paramètres caractérisés, et pour les différents lots de capsules formés, à des pressions d’huile de soja et d’huile pré-gélifiantes de 300 et 350 mbar respectivement.  
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Figure 105 : Exemples de capsules obtenues en système microfluidique MFFD550 avec  

l’alginate de référence SLG100-2,5%  
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Figure 106 : Exemples de capsules obtenues en système microfluidique MFFD550 avec l’alginate Système A-4%  
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Figure 107 : Exemples de capsules obtenues en système microfluidique MFFD550 avec l’alginate Système C-4%  

 
Figure 108 : Exemples de capsules obtenues en système microfluidique MFFD550 avec l’Alginate-Kétoprofène-4%  
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On peut voir que pour un même alginate, les capsules n’ont pas toutes le même aspect. La différence se voit particulièrement pour le Système A et le Système C. En effet, les capsules formées avec les premiers lots de ces alginates (lots 1 et 2 pour le Système A, et lot 1 pour le Système C) paraissent plus lisses, celles formées après paraissent plus denses et compactes. D’après nos observations, cela semble être dû à la viscosité des alginates. En effet, malgré le fait que les mesures de rhéologie n’ont pu être effectuées sur tous les différents lots d’alginate, leurs aspects lors de leur manipulation pendant les expériences, au cours des trois ans de thèse, ont clairement montré une augmentation globale de leur viscosité (due à l’optimisation des procédés de synthèse par l’EPFL). Les premiers lots sont donc beaucoup moins visqueux que les derniers.  
Alginate Lot % gouttes 

satellites 
Moyenne 
diamètre 

Coefficient de 
variation (%) 

Aspect 
Ratio 

SLG100-2,5% 

1 0 440,59 4,67 0,89 2 1,06 471,02 4,85 0,86 3 0 428,12 4,36 0,89 4 0 431,43 4,11 0,91 5 0 338,59 6,30 0,89 
SLM100-2,5%  0 390,18 3,13 0,95 
Système A-4% 

1  589 2,2  2 1,29 385,25 2,89 0,94 3 0 437,09 13,01 0,93 4 0 495,67 8,80 0,94 4 1,09 467,15 16,23 0,94 5 0,41 370,67 15,65 0,94 
Système C-4% 

1 0 417,66 2,89 0,98 2 0,2 441,22 11,28 0,89 3 0 505,58 17,27 0,93 3 0 340,02 5,39 0,94 4 2,92 318,69 3,85 0,94 
Kétoprofène-4%  9 345,64 10,67 0,92 

Tableau 33 : Caractérisation des capsules obtenues avec les différents alginates en système microfluidique simplifié 
MFFD550, et pour des pressions d’huile de soja et d’huile pré-gélifiante de 300 et 350 mbar respectivement Certaines productions de capsules ont donné lieu à des coefficients de variation relativement élevés (aux alentours de 10 % et plus) (Tableau 33). Dans la majorité des cas, ces variations en tailles de capsules sont dues à un problème de solubilisation du polymère ou de pré-gélification.  Si le polymère est mal solubilisé (comme ça peut être le cas pour des viscosités élevées), il forme des agrégats au niveau du MFFD, et les gouttes formées présentent donc des tailles variées (Figure 109, représentant les capsules d’alginate Système A-4% lot 5, ayant un CV de 15,65 %). Si les gouttes ne sont pas suffisamment pré-gélifiées (de par un problème fluidique, un bouchon au niveau d’une connectique par exemple), les capsules ont des formes et tailles très variées (Figure 110 représentant des capsules de Système A-4% lot 4, dont le CV est de 8,8%, et Figure 111 représentant des capsules de Système C-4% lot 3, donc le CV est de 17,27%).  
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Figure 109 : Capsules d’alginate Système A-4% lot 5, dont le CV est de 15,65 % : la variation en taille est due à une 
mauvaise solubilisation de l’alginate, créant des gouttes d’agglomérats plus grosses, suivies de gouttes plus petites. 

 
Figure 110 : Capsules d’alginate Système A-4% lot 4, dont le CV est de 8,8% : la variation en taille est due à problème de 

pré-gélification. 

 
Figure 111 : Capsules d’alginate Système C-4% lot 3, dont le CV est de 17,27% : la variation en taille est due à problème de 

pré-gélification  Les valeurs notées en rouge dans le Tableau 33 correspondent à des productions de capsules pour lesquelles un problème a été rencontré, soit de pré-gélification, soit de solubilisation. Les coefficients de variation obtenus pour ces lots ne sont donc pas exploitables. En considérant uniquement les valeurs de CV pour les encapsulations qui n'ont pas rencontrées de problèmes majeurs, on obtient le graphique en Figure 112, représentant les CV pour les différents alginates.  
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Figure 112 : Coefficients de variations obtenus lors des productions de capsules vides avec les différents alginates  Les capsules les plus monodisperses sont produites avec l’alginate Système A (CV inférieur à 3%). Les capsules d’alginate de référence SLG100 ont un coefficient de variation moyen inférieur à 5 %. Les capsules produites avec l’alginate Système C présentent des coefficients de variation relativement hétérogènes, démontrant que les propriétés varient d’un lot à l’autre. Il est cependant difficile de conclure avec ces résultats car le nombre de valeurs est faibles.  Concernant la présence de gouttes satellites, à partir des résultats obtenus en termes d’élasticité des polymères, il semblerait logique d’obtenir plus de gouttes satellites avec l’alginate Système C, qui est plus élastique que l’alginate de référence et l’alginate-Kétoprofène. Or à partir de la caractérisation des capsules, on observe plus de gouttes satellites pour l’alginate-Kétoprofène. Ce résultat peut être expliqué par différentes hypothèses :  - Le lot d’alginate-kétoprofène sur lequel a été effectué les caractérisations de viscoélasticité n’est pas le même que celui avec lequel les capsules ont été formées. Il est donc possible que le lot utilisé pour la formation de capsules soit beaucoup plus élastique que celui caractérisé en rhéologie.  - Notre méthode consiste à détecter les gouttes satellites à partir de l’observation des capsules gélifiées, or afin d’être gélifiées, ces gouttes doivent passer l’interface huile-eau lors de leur récupération en solution gélifiante, à l’extérieur du système microfluidique simplifié. Comme expliqué auparavant dans le chapitre V, le passage de l’interface dépend entre autres de la taille de goutte, et pour des gouttes de l’ordre de quelques micromètres, le temps de coalescence est élevé.352 Par conséquent, il est possible que des gouttes satellites soient restées à l’interface et n’aient jamais été récupérées, biaisant ainsi nos interprétations. Il serait donc intéressant de coupler ces caractérisations avec des mesures de taille de goutte au niveau de la jonction MFFD.  - Les gouttes satellites produites circulent plus vite que les grosses car elles sont au centre de l’écoulement et rattrapent la grosse goutte, coalescent et augmentent la disparité entre les gouttes.  
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 Concernant la sphéricité des capsules (représentée par l’Aspect Ratio), les valeurs notées en rouge dans le tableau sont celles pour lesquelles la forme des capsules était trop impactée par un problème de gélification ou solubilisation. Elles n’ont donc pas été prises en considération, et la Figure 113 représente les valeurs prises en compte pour les différents alginates.  

 
Figure 113 : Aspect Ratio obtenus lors des productions de capsules vides avec les différents alginates  Les capsules produites en alginates Système A et Système C sont globalement beaucoup plus sphériques que celles produites en alginate de référence SLG100 (leur Aspect Ratio est plus proche de 1) (c’est également le cas pour l’alginate Kétoprofène, mais n’ayant qu’une valeur, ce n’est pas possible d’en conclure sur une tendance). La force principale qui agit dans le fait de rendre les gouttes sphériques est la tension interfaciale : une augmentation de la tension interfaciale entraîne une plus grande sphéricité de goutte363. Or d’après le chapitre Encapsulation, les valeurs des tensions interfaciales des différents alginates sont classées dans cet ordre :  SLG100 > Alginate-Kétoprofène > Système C > Système A Les gouttes en alginates PEGylés sont donc normalement moins sphériques qu’en alginate de référence. Dans nos analyses, comme expliqué précédemment, il n’a pas été possible d’étudier la taille et la forme au niveau de la formation des gouttes, et les tailles et formes sont donc étudiées sur les gouttes gélifiées (capsules). En étudiant les capsules au lieu des gouttes, un paramètre essentiel entre en jeu : la gélification des gouttes. Il a été vu que ce paramètre a un impact important sur la taille et la forme des capsules obtenues lorsque l’apport en huile pré-gélifiante n’est pas suffisant. Il y a également un impact lorsque l’apport est suffisant, voire trop important. Dans notre système, lors de la pré-gélification, l’huile pré-gélifiante arrive dans le canal de phase continue en co-écoulement sur les parois supérieure et inférieure, à une pression plus importante que l’huile de soja. Ainsi, la différence d’écoulement entre les deux huiles peut déformer la goutte, et si l’alginate est plus visqueux, la forme sphérique de la goutte sera mieux maintenue. C’est la raison pour laquelle les capsules d’alginates PEGylés sont plus sphériques que les capsules d’alginate de référence.  
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1.2 Perméabilité Comme expliqué dans l’Etat de l’Art, un autre paramètre important dans une optique de greffe des capsules pour le diabète de type 1 est la perméabilité de ces dernières.  D’après la revue de Rokstad et al.141, la perméabilité optimale recommandée est celle de pores de 13 nm maximum364, afin de ne pas laisser passer les immunoglobulines, qui ont une taille effective allant de 5 à 15 nm365. Cependant, d’autres études ont montré que des pores de plusieurs dizaines de nanomètres permettent également de protéger les îlots encapsulés, alors que les immunoglobulines peuvent donc passer209,366. De la même manière, différentes études se contredisent sur l’importance de bloquer les cytokines (~5-20 kDa) et chémokines (~8-14 kDa) en plus des cellules immunitaires (~50-250 kDa)367,368. Afin de déterminer la taille de pores maximale, il est nécessaire de comprendre les processus mis en jeu lors de la destruction des cellules encapsulées. Dans le cadre d’allogreffes, le rejet est dû principalement au contact direct entre les cellules encapsulées et les cellules effectrices immunitaires. Par conséquent, une protection des cellules greffées à l’aide d’une encapsulation par un matériau dont la perméabilité permet de les protéger des cellules immunitaires est suffisante pour éviter un rejet. En revanche, dans le cadre de xénogreffes, les composants sécrétés par les cellules encapsulées sont vus comme des antigènes étrangers, conduisant à la production d’immunoglobuline. Ces immunoglobulines entraînent la destruction des cellules à travers la membrane. A ces processus s’ajoute l’action des cytokines, qui peuvent diriger les cellules vers l’apoptose.  Il serait donc plus prudent d’avoir une perméabilité de capsules empêchant le passage des cellules effectrices immunitaires, ainsi que des cytokines et des sécrétions cellulaires, cependant, ces deux dernières ont un poids moléculaire très faible (8 à 50 kDa), et bloquer leur passage pourrait également bloquer le passage de composés nutritionnels essentiels à la survie des cellules (comme le glucose, 180 Da), ou de composés nécessaires sécrétés par les cellules (comme l’insuline, 6 kDa). Il est donc difficile de trouver la perméabilité adéquate pour les capsules, comme en témoignent différentes études141,369,370. Cependant, la littérature témoigne de nombreux cas de succès d’allogreffes et de xénogreffes à l’aide de capsules dont la perméabilité stoppe uniquement les cellules effectrices immunitaires.109,366,369,371,372 L’objectif fixé dans le cadre de cette thèse a donc été d’obtenir des capsules dont la perméabilité stoppe les cellules effectrices du système immunitaire ainsi que les différentes immunoglobulines (150-900 kDa), mais ne stoppe pas les cytokines et chémokines.  Pour cela, différents tests ont été mis en place. Tout d’abord, le protocole développé par Mahou et Wandrey6 à l’EPFL a été utilisé : il consiste à mettre une grande quantité de capsules dans une solution contenant des molécules de dextran marquées par de l’isothiocyanate de fluorescéine (FITC), fluorescente. La fluorescence de la solution est mesurée au cours du temps, donnant ainsi la concentration en dextran-FITC. Si les capsules sont perméables aux molécules de dextran-FITC, la concentration de la solution baisse, sinon elle reste constante. Cependant, cette technique n’est pas adaptée aux capsules produites en microfluidique, car elles sont beaucoup plus petites que celles produites dans le cadre de l’étude de Mahou et Wandrey6, et la baisse de concentration n’est donc pas suffisante pour détecter précisément si les capsules sont perméables ou non aux molécules de dextran-FITC.  Une autre technique a donc été développée au sein du laboratoire (décrite dans le Matériel et Méthodes). Elle consiste à mettre les capsules, ainsi que des billes de verre (qui servent de référence) dans des solutions de FITC-dextran de différentes tailles (20 kDa, 40 kDa, 70 kDa, 
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150 kDa, 250 kDa, et 500 kDa), pendant 48 heures. Les capsules sont ensuite observées au microscope confocal, directement dans la solution de FITC-dextran, en plaçant la focalisation du microscope au centre de la capsule. On obtient le type d’images présentées en Figure 115 (Exemple sur les capsules d’Alginate-Kétoprofène). La comparaison entre la fluorescence au centre de la capsule et la fluorescence du fond permet ainsi d’en déduire le pourcentage de molécules de FITC-dextran étant passées à l’intérieur des capsules, grâce au protocole décrit dans le Matériel et Méthodes. Cette méthode a été utilisée sur des capsules d’alginate de référence SLG100, alginate Système A, Système C, et alginate-Kétoprofène, produites en système microfluidique simplifié MFFD550 (voir Figure 114). Les résultats obtenus sont présentés en Figure 116.  

 
Figure 114 : Capsules produites en système microfluidique simplifié MFFD550, pour les mesures de perméabilité , avec les 
différents alginates : A) Alginate de référence SLG100-2,5% ; B) Alginate Système A ; C) Alginate Système C ; D) Alginate-

Kétoprofène 



Chapitre 6 : Post-Encapsulation  

197  

 
Figure 115 : Microscopie confocale des capsules d'alginate Système C-4% dans des solutions contenant des molécules 

dextran fluorescantes de différentes tailles : A) Solution de molécules Dextran de 20 kDa ; B) Solution de molécules 
Dextran de 40 kDa ; C) Solution de molécules Dextran de 70 kDa ; D) Solution de molécules Dextran de 150 kDa ; 

E) Solution de molécules Dextran de 250 kDa ; F) Solution de molécules Dextran de 500 kDa ; les lettres « b » rouges 
désignent les billes de verre  

 
Figure 116 : Pourcentages de passage de molécules de dextran-FITC de différentes tailles, à l’intérieur de capsules de 

différents alginates, normalisés par les pourcentages de passage dans des billes de verre.  On peut voir que la perméabilité des capsules diminue bien avec la taille des molécules de dextran-FITC, et que les perméabilités sont très proches pour les différents alginates. Le poids moléculaire 
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seuil (Molecular Weight Cut Off MWCO) au-dessus duquel on peut considérer que les molécules ne passent plus à travers les capsules est d’environ 250 kDa. Comme expliqué précédemment, les capsules ne doivent pas être perméables aux cellules du système immunitaire, et aux immunoglobulines, qui peuvent être plus petits. En effet, dans le corps humain, l’immunoglobuline la plus présente est l’immunoglobuline G (IgG), qui représente 80 % des immunoglobulines du corps humain. Or c’est également la plus petite des immunoglobulines, puisqu’elle ne mesure que 150 kDa. La perméabilité des capsules est donc adaptée au blocage des cellules du système immunitaire et des immunoglobulines autres que l’IgG, mais semble pouvoir laisser passer ces dernières, et est donc peut-être légèrement trop importante pour bien protéger les cellules encapsulées.  Il serait donc intéressant de coupler ces résultats avec des tests in vivo, afin de vérifier si la perméabilité des capsules est en effet trop importante ou si ces dernières permettent malgré tout une bonne protection des cellules encapsulées.   
2. Encapsulation de cellules 

Suite aux différentes caractérisations effectuées sur capsules vides, il a été décidé d’effectuer des tests d’encapsulation de cellules, avant de passer aux encapsulations d’îlots. Pour cela, le protocole décrit dans le Matériel et Méthodes a été suivi. Le but de ces expériences était de vérifier la biotolérabilité du matériau et l’impact du procédé d’encapsulation sur la viabilité des cellules.  Ces dernières ont donc été marquées par du Fluorescein Diacetate (FDA) (pour les cellules vivantes) et de l’Iodure de Propidium (IP) (pour les cellules mortes) tout au long des expériences d’encapsulation, afin de mesurer leur viabilité (voir Matériel et Méthodes également). Les images obtenues en fluorescence des cellules marquées sont ensuite analysées sur le logiciel ImageJ. Ces tests ont été faits uniquement sur l’alginate Système A, et l’alginate de référence. En effet, au moment où ces expériences ont été effectuées, les tests sur les alginates Système C et Alginate-Kétoprofène n’avaient pas encore démarré.   2.1 Capsules obtenues Les premières expériences d’encapsulation d’INS-1 ont permis de montrer qu’il était possible d’encapsuler les cellules avec l’alginate Système A, et d’obtenir des capsules très sphériques et monodisperses (voir Figure 118). Leurs tailles et formes ont été caractérisées de la même manière que pour les capsules vides, et les résultats obtenus sont présentés dans le Tableau 34.  



Chapitre 6 : Post-Encapsulation  

199  

 
Figure 117 : Encapsulation d’INS-1 en alginate de référence SLM100-2,5 % 

 
Figure 118 : Encapsulation d’INS-1 en alginate Système A - 4 %  

Alginate Moyenne diamètre Coefficient de 
variation (%) Aspect Ratio 

SLM100-2,5% 457,15 3,09 0,91 
Système A-4% 464,37 5,52 0,97 

Tableau 34 : Caractérisation des capsules obtenues avec les différents alginates en système microfluidique simplifié 
MFFD550, lors de l’encapsulation d’INS-1  On peut voir que les capsules d’alginate Système A sont beaucoup plus sphériques (Aspect Ratio plus proche de 1) et les coefficients de variation sont proches et inférieurs à 6 % pour les deux alginates. Cependant, lors des premiers tests, les mesures de viabilités effectuées sur les cellules en fin d’encapsulation ont montré que toutes les cellules encapsulées en alginate Système A étaient mortes (Figure 119).  
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Figure 119 : INS-1 encapsulées en alginate Système A-4 %, marquées au Syto13-IP : A) Image en lumière blanche ; B) 
Image en fluorescence, les cellules vivantes marquées par le Syto13 fluorescent en vert ; C) Image en fluorescence, les 

cellules mortes marquées par l’IP fluorescent en rouge Les deux explications envisagées ont été les suivantes :  - Le polymère a un effet néfaste sur les cellules (à cause d’une pureté non optimale par exemple) - L’encapsulation a un effet néfaste sur les cellules : il a été démontré dans le chapitre Encapsulation que les cisaillements engendrés par l’encapsulation en microfluidique ne sont pas néfastes pour les cellules. Cependant, le temps de formation de goutte n’étant pas le même pour tous les polymères, la durée de l’encapsulation peut être plus longue pour certains polymères, et donc entraîner une baisse de la viabilité des cellules encapsulées.   2.2 Optimisation des résultats Afin de déterminer précisément l’influence du polymère sur la viabilité des cellules, il a été décidé d’encapsuler les mêmes cellules en parallèle avec l’alginate de référence SLG100-2,5 %, et l’alginate testé Système A-4 % (dans le même système microfluidique simplifié MFFD550 en même temps, et pendant la même durée). Une carte microfluidique et un montage expérimental ont donc été développés pour paralléliser les encapsulations. Ces expériences ont permis d’évaluer l’impact du polymère, en gardant constants les autres paramètres (type de cellule, procédé et durée d’encapsulation). Les résultats obtenus sont présentés en Figure 120, et les photos correspondantes en Figure 121 et Figure 122.  
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Figure 120 : Résultats de mesures de viabilités sur une des premières encapsulations d’INS-1 en alginate Système A-4% et 

alginate de référence SLG100-2,5% en parallèle, en système microfluidique simplifié MFFD550  

 
Figure 121 : INS-1 encapsulées en alginate de référence SLM100-2,5 %, marquées au Syto13-IP : A) Image en lumière 

blanche ; B) Image en fluorescence, les cellules vivantes marquées par le Syto13 fluorescent en vert ; C) Image en 
fluorescence, les cellules mortes marquées par l’IP fluorescent en rouge 

 
Figure 122 : INS-1 encapsulées en alginate Systèm A-4 %, marquées au Syto13-IP : A) Image en lumière blanche ; B) 
Image en fluorescence, les cellules vivantes marquées par le Syto13 fluorescent en vert ; C) Image en fluorescence, les 

cellules mortes marquées par l’IP fluorescent en rouge  La viabilité des cellules encapsulées en alginate de référence baisse d’environ 25 % par rapport à la viabilité des cellules en milieu avant encapsulation. L’alginate de référence étant pur et sans endotoxine, et le taux de cisaillement appliqué n’étant pas néfaste pour les cellules (Chapitre V), 
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cette baisse de viabilité est donc imputable à la durée de l’encapsulation (pendant laquelle les cellules n’ont accès à aucun nutriments). Il peut donc être nécessaire de réduire la durée d’encapsulation, afin de moins affecter la viabilité des cellules.  La baisse de viabilité est beaucoup plus importante pour les cellules encapsulées en alginate Système A, puisque toutes les cellules encapsulées sont mortes, et les cellules restantes dans l’alginate (non encapsulées) en fin d’expérience présentent une viabilité d’environ 2 %. Cette baisse de viabilité est donc entraînée uniquement par le contact des cellules avec l’alginate non gélifié.  Suite à ces résultats, il a donc été décidé de se focaliser dans un premier temps sur le fait de réduire l’impact du polymère sur les cellules. Pour cela, les équipes de l’EPFL ont optimisé leurs protocoles afin d’améliorer la purification de l’alginate synthétisé, et ces derniers ont été filtrés avant d’effectuer les encapsulations (voir Matériel et Méthodes). Après plusieurs essais, ces optimisations ont permis d’obtenir les résultats présentés en Figure 123 (photos correspondantes en Figure 125 et Figure 124).  

 
Figure 123 : Résultats de mesures de viabilités sur des INS-1 encapsulées en alginate Système A-4% et alginate de 

référence SLG100-2,5% en parallèle, en système microfluidique simplifié MFFD550, obtenus après optimisation de la 
purification et filtration de l’alginate 

 

Figure 124 : INS-1 encapsulées en alginate de référence SLG100-2,5 %, marquées au Syto13-IP : A) Image en lumière 
blanche ; B) Image en fluorescence, les cellules vivantes marquées par le Syto13 fluorescent en vert ; C) Image en 

fluorescence, les cellules mortes marquées par l’IP fluorescent en rouge 
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Figure 125 : INS-1 encapsulées en alginate Système A-4 %, marquées au Syto13-IP : A) Image en lumière blanche ; B) 
Image en fluorescence, les cellules vivantes marquées par le Syto13 fluorescent en vert ; C) Image en fluorescence, les 

cellules mortes marquées par l’IP fluorescent en rouge  On peut voir que les viabilités obtenues sont bien meilleures pour les deux types d’alginate (94 % de viabilité pour les cellules encapsulées en alginate de référence, et 81 % pour les cellules encapsulées en Système A). Les optimisations effectuées sur le polymère ont donc permis d’obtenir des résultats de viabilité suffisants pour démarrer les tests avec les îlots de Langerhans.   
3. Encapsulation d’îlots 

Afin de procéder à l’encapsulation des îlots, un protocole similaire à celui suivi pour l’encapsulation de cellules est utilisé. La seule différence est au niveau de la préparation et de la caractérisation des îlots. Avant de les encapsuler, ces derniers sont analysés à l’aide de la macro développée sur ImageJ, et décrite dans le Matériel et Méthodes.  3.1 Caractérisation des îlots Afin de caractériser la répartition en taille des îlots, une cinquantaine de photos sont prises sur la totalité de la flasque (voir Figure 126), afin d’avoir un échantillon suffisamment grand, et représentant bien tous les îlots.  La macro développée sur ImageJ est ensuite utilisée sur la totalité des images. Elle permet de détecter automatiquement les îlots et de calculer leur taille. Suite à cela, on obtient le type de graphiques présentés en Figure 127 et Figure 128. 
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Figure 126 : Îlots de porc nouveau-né  

 
Figure 127 : Exemple de graphique de répartition en taille des îlots de porc, obtenus par caractérisation à l’aide d’une 

macro sur ImageJ 

0

50

100

150

200

250

300



Chapitre 6 : Post-Encapsulation  

205  

 
Figure 128 : Exemple de graphique de répartition en taille des îlots de porc, obtenus par caractérisation à l’aide d’une 

macro sur ImageJ  Selon l’isolation, les tailles des îlots sont réparties de manière plus ou moins homogène (pour certaines encapsulations, 90% des îlots sont répartis sur un intervalle de taille de 120 µm, pour d’autres, sur un intervalle de 300 µm), et sur une gamme plus ou moins grande (allant de 70-350 µm à 70-500 µm environ). Les deux figures sont représentatives des différentes répartitions en taille caractérisées, avec de nombreux îlots ayant un diamètre supérieur à 200 µm. Par conséquent, le système microfluidique choisi a toujours été le système simplifié MFFD550. Toutes les encapsulations effectuées dans la suite de ce chapitre ont donc été faites avec ce système.   3.2 Caractérisation des capsules obtenues Des exemples de capsules obtenues lors de l’encapsulation des îlots sont présentés en Figure 129 (SLG100-2,5%), Figure 130 (Système A-4%), Figure 131 (Système C-4%) et Figure 132 (Alginate-Kétoprofène). Les numérotations correspondent à différentes expériences. De la même manière que pour les capsules vides formées en microfluidique, lors de l’encapsulation des îlots, les capsules obtenues ont également été caractérisées en termes de taille, forme et monodispersité. Le Tableau 35 rassemble les caractérisations réalisées, et celles correspondant aux images sont indiquées par le même numéro. 
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Figure 129 : Exemples de capsules obtenues avec l’alginate de référence SLG100-2,5% lors de l’encapsulation d’îlots de 

Langerhans en système microfluidique MFFD550  
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Figure 130 : Exemples de capsules obtenues avec l’alginate Système A-4% lors de l’encapsulation d’îlots de Langerhans en 
système microfluidique MFFD550 
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Figure 131 : Exemples de capsules obtenues avec l’alginate Système C-4% lors de l’encapsulation d’îlots de Langerhans en 

système microfluidique MFFD550   
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Figure 132 : Exemples de capsules obtenues avec l’Alginate-Kétoprofène-4% lors de l’encapsulation d’îlots de Langerhans 

en système microfluidique MFFD550 Tout comme pour les capsules vides, les capsules sont de manière générale monodisperses et sphériques, et celles en alginates PEGylés ont un aspect moins lisse, ce qui est probablement dû à leur viscosité. Les valeurs obtenues pour les différents paramètres caractérisés sont rassemblées dans le Tableau 35, et comme pour les capsules vides, les valeurs aberrantes (de par un problème de pré-gélification dans le système microfluidique, ou un problème de solubilisation) sont indiquées en rouge, et ne seront pas prises en considération dans la comparaison des résultats.     
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Alginate Moyenne 
diamètre 

Coefficient de 
variation (%) 

Aspect 
Ratio 

% de 
remplissage Viabilité Photo 

SLG100 

533,16 14,59 0,83 68,18 18,8  404,02 3,21 0,87 87,39 55,41 (1) 414,36 4,17 0,87 45,10 24,99  529,80 21,30 0,88 34,29 67,06  386,51 5,35 0,89 62,62 67,31 (2) 426,60 9,60 0,90 64,49 73,69  417,61 6,77 0,92 51,35 65,85 (3) 402,25 5,00 0,88 54,55  (4) 420,00 5,33 0,96 68,89 70,01 (5) 
Système A 

464,00 7,36 0,96 64,36 15,93  389,34 2,32 0,95 88,79 10,39 (1) 392,53 4,18 0,97 25 2,11  460,09 2,91 0,95 23,58 40,15 (2) 374,36 8,96 0,94 39,22  (3) 488,83 11,70 0,95 98,11 49,58 (4) 
Système C 

455,08 4,12 0,98 16,22 46,08 (1) 440,96 3,85 0,94 63,06 87,46 (2) 486,52 13,26 0,93 77,78 61,70 (3) 
Kétoprofène 

583,38 19,45 0,88 29,90 51,16 (1) 344,36 8,89 0,90 73,28 67,19 (2) 327,48 9,73 0,91 48 69,59 (3) 340,00 7,81 0,94 60,95 46,87 (4) 
Tableau 35 : Caractérisation des capsules obtenues lors de l’encapsulation d’îlots de Langerhans avec différents alginates. 

Les valeurs notées en rouge correspondent à des expériences pour lesquelles un problème de pré-gélification, de 
solubilisation, ou de concentration en îlots trop élevée s’est présenté ; elles sont aberrantes et ne sont pas prises en 

considération pour l’interprétation des résultats.  Concernant la sphéricité, les valeurs des Aspect Ratio obtenues sont représentées sous forme de graphique en Figure 133 (les numéros de l’axe des abscisses représentent les différentes encapsulations, dans l’ordre chronologique). On obtient les mêmes résultats que sur capsules vides : les capsules en alginates Système A et Système C sont beaucoup plus sphériques que les capsules en alginate de référence SLG100. Comme expliqué précédemment, cela peut être expliqué par leur viscosité plus élevée, permettant à leur forme de mieux se maintenir pendant leur gélification et leur déplacement. Concernant les capsules d’alginate Kétoprofène, celles obtenues sur les dernières expériences sont plus sphériques que celles des premières encapsulations. La viscosité de l’alginate-Kétoprofène a augmenté au cours des optimisations de synthèse de l’EPFL, et les dernières capsules sont donc produites avec un alginate plus visqueux que les premières.  
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Figure 133 : Aspect Ratio des capsules obtenues lors des encapsulations d'îlots avec les différents alginates. Les numéros 

de l’axe des abscisses représentent les différentes encapsulations, classées dans l’ordre chronologique  Les valeurs obtenues pour les coefficients de variation sont rassemblées également sous forme de graphique, en Figure 134. Toutes les capsules produites (pour lesquelles aucun problème de pré-gélification ou solubilisation ne s’est présenté) ont des Coefficients de Variation inférieurs à 10 %, ce qui correspond à des capsules relativement monodisperses. Les meilleurs résultats semblent être obtenus pour l’alginate Système C, mais sur seulement deux valeurs, ce qui ne permet pas de conclure sur une tendance générale.   

 
Figure 134 : Coefficients de variation des capsules obtenues lors des encapsulations d'îlots avec les différents alginates. 

Les numéros de l’axe des abscisses représentent les différentes encapsulations, classées dans l’ordre chronologique  
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3.3 Paramètres influençant l’encapsulation  Après avoir étudié les différents paramètres influençant les étapes de formation de goutte dans le Chapitre 5, cette partie s’intéresse aux paramètres influençant la formation des capsules, qui sont spécifiques à l’encapsulation d’îlots.  Ces paramètres supplémentaires doivent être maîtrisés afin d’obtenir de bons résultats en termes de reproductibilité des capsules, et de viabilité et fonctionnalité des îlots in vivo.  3.3.1 Concentration en îlots Lors de l’encapsulation, il est important d’avoir une concentration d’îlots optimale : l’alginate doit être suffisamment concentré, car une concentration trop faible entraîne la formation de nombreuses capsules vides, ayant deux principaux effets négatifs :  - Augmentation de la durée de l’encapsulation pour le même nombre d’îlots, réduisant donc la viabilité des îlots.  - Augmentation du volume total de capsules, rendant la greffe plus volumineuse.  La Figure 135 présente un exemple de cas où la concentration en îlots n’est pas suffisante, et le pourcentage de capsules vides est donc trop important. Pour la Figure 135 A), le pourcentage de remplissage des capsules était de 25 %, soit 75 % de capsules vides, et pour la Figure 135 B) et C), le pourcentage de remplissage des capsules était de 16,22 %, soit 83,78 % de capsules vides.  

 
Figure 135 : Exemple de capsules pour lesquelles la concentration en îlots est trop faible : A) capsules d’alginate 
Système A - 4 %, 75 % de capsules vides ; B) et C) capsules d’alginate Système C-4%, 83,78 % de capsules vides  Une concentration trop importante en îlots peut également entraîner des complications : des capsules trop remplies présentent plus de risques de former des protrusions d’îlots. Dans le cadre d’une greffe de ces îlots encapsulés, ces protrusions entraînent un risque de rejet de la greffe car les îlots en bordure de capsules ne sont pas protégés du système immunitaire de l’hôte. La Figure 136 présente un exemple de capsules obtenues en alginate Système A, pour lesquelles la concentration en îlots était trop importante : les capsules présentent un pourcentage de remplissage de 98,11 %, et un pourcentage de capsules présentant des protrusions d’environ 28 % (représentés sur la Figure par les flèches rouges).  Enfin, une concentration trop importante a également un effet sur le coefficient de variation des capsules. En effet, les capsules contenant trop d’îlots sont plus grandes que les capsules vides, et leur diamètre n’est donc plus contrôlé aussi précisément. Dans le cas de l’encapsulation présentée en Figure 136, le coefficient de variation ainsi obtenu est de 11,70 %, alors que pour les encapsulations où la concentration en îlots est inférieure, les coefficients de variations obtenus sont d’environ 5 % (voir Tableau 35) (c’est la raison pour laquelle cette valeur de coefficient de variation n’a pas été prise en considération dans les analyses précédentes). 
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Figure 136 : Exemple de capsules d’alginate Système A-4% pour lesquelles la concentration en îlots est trop élevée ; le 

pourcentage de remplissage des capsules est de 98,11 %. Les flèches rouges pointent les protrusions d’îlots.   Il est donc important de caractériser le nombre d’îlots avant d’effectuer l’encapsulation. Dans le cadre de cette thèse, l’objectif fixé a été d’utiliser une concentration de 20 000 IEQ d’îlots pour 300 µl d’alginate (voir Matériel et Méthodes), permettant d’atteindre entre 50 % et 80 % de capsules remplies. Cet objectif a été rempli dans la majorité des cas. Les cas où l’objectif n’a pas été atteint correspondent à une surévaluation ou sous-évaluation du nombre des îlots lors de leur caractérisation.   3.3.2 Répartition des îlots La présence de protrusions d’îlots dans les capsules peut être également due à une mauvaise répartition des îlots, même dans un cas où la concentration n’est pas trop élevée. Si les îlots ne sont pas répartis de façon homogène dans l’alginate, lors de l’avancement de ce dernier pour former les gouttes, les îlots vont arriver par agglomérats, formant ainsi des gouttes contenant un grand nombre d’îlots, puis un grand nombre de gouttes vides.  La mauvaise répartition des îlots dans l’alginate peut avoir différentes explications :  - Elle peut être due à un mauvais mélange lors de la préparation des îlots avec l’alginate. En effet, comme cela a été décrit dans le Matériel et Méthodes, le mélange des cellules est manuel, et l’homogénéité de la solution obtenue n’est donc pas précisément contrôlée. Un exemple de ce cas est présenté en Figure 137 A) avec des capsules d’alginate SLG100. L’étape de mélange peut également être rendue plus difficile par une viscosité élevée de l’alginate. Un exemple de ce cas est présenté en Figure 137 B) avec des capsules d’alginate-Kétoprofène. - A l’inverse, une viscosité trop faible peut entraîner une sédimentation des îlots au fond de l’eppendorf lors de l’encapsulation. Il est alors nécessaire de re-suspendre les îlots manuellement pendant l’expérience, et ces derniers arrivent alors par paquets. Un exemple de ce cas est présenté en Figure 137 C) avec des capsules d’alginate Système C à chaînes courtes (dont la viscosité était plus faible).  
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Figure 137 : Exemples de capsules pour lesquelles la répartition des îlots n’est pas optimale : A) Capsules d’alginate 

SLG100-2,5%, la mauvaise répartition des îlots est due à un mauvais mélange ; B) Capsules d’alginate-Kétoprofène-4%, la 
mauvaise répartition des îlots est due à un mauvais mélange, causé par une viscosité élevée ; C) Capsules d’alginate 

Système C-4% faible greffage, la mauvaise répartition des îlots est due à une viscosité faible. Les flèches rouges 
représentent les protrusions.   Le Tableau 36 rassemble les pourcentages de protrusions obtenus dans les différents cas présentés en Figure 137, ainsi que les pourcentages de remplissage des capsules. Dans ces différents exemples, environ la moitié des capsules contenant des îlots présentent des protrusions.  

Alginate SLG100-2,5 % 
Figure 137 

Alginate-
Kétoprofène-4 % 

Figure 137 

Système C-4 % 
Figure 137 

Remplissage (%) 51 48 50 
Protrusions (%) 25 20 30 

Tableau 36 : Coefficients de variation obtenus pour les capsules présentées en Figure 137 Ces différents résultats montrent que le point de fonctionnement à trouver est compliqué, en particulier en raison de la viscosité de l’alginate. D’après les expériences effectuées, il semble cependant préférable d’avoir une viscosité d’alginate élevée, même de plusieurs Pa.s, plutôt que 
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trop faible (inférieure à 500 mPa.s). Il faut alors porter une attention particulière à l’étape de mélange des îlots dans l’alginate.   3.3.3 Gouttes satellites Un autre paramètre ayant également un impact sur la présence de protrusions dans les capsules est la présence de gouttes satellites. En effet, lorsqu’une goutte satellite est formée, si un îlot se trouve dans l’alginate au niveau du MFFD, il est alors encapsulé par une quantité beaucoup trop faible d’alginate, formant ainsi une capsule beaucoup plus petite, entraînant de plus grands risques de protrusions. Ce cas de figure est représenté en Figure 138 avec des capsules d’alginate-Kétoprofène. Les flèches rouges représentent la présence de protrusion dans des capsules formées par des gouttes satellites.   

 
Figure 138 : Exemple de présence de protrusion dans des capsules d’alginate-kétoprofène formées par des gouttes 

satellites, représentées par les flèches rouges.   Ce cas de figure est cependant assez rare, car les gouttes satellites sont dans la majorité des cas trop petites pour entraîner un îlot lors de leur formation.   3.4 Mesures de viabilité De la même manière que pour les expériences avec cellules, la viabilité des îlots a été mesurée au fur et à mesure des expériences d’encapsulation (voir Matériel et Méthodes).  La Figure 139 présente un exemple de résultats obtenus sur une encapsulation d’îlots de porc. Sur une dizaine d’encapsulations différentes réalisées, des résultats similaires ont été obtenus, permettant ainsi de déterminer que pour l’alginate de référence, la baisse de viabilité entre les îlots avant encapsulation et les îlots encapsulés est de 10 % maximum. En considérant que cet alginate est parfaitement purifié et biotoléré, on peut en déduire que cette perte est imputable à la durée de l’encapsulation (pendant laquelle les îlots n’ont accès à ni oxygène ni nutriments). Les résultats des caractérisations du taux de cisaillement présent dans le système, présentés dans le chapitre Encapsulation ont permis de montrer que ce taux de cisaillement n’est pas néfaste pour les cellules. Cette baisse de viabilité est donc certainement due à la durée de l’encapsulation (3 heures en moyenne). Ce paramètre est donc à prendre en considération dans les analyses des résultats de viabilité.   
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Figure 139 : Exemple de résultats de mesures de viabilité obtenus lors d’encapsulation d’îlots de porc  Les premières encapsulations d’îlots ont été faites avec l’alginate Système A. Ce sera donc le premier étudié ici. Les résultats obtenus sur toutes les encapsulations effectuées avec cet alginate au cours de cette thèse sont rassemblés dans la Figure 140, où l’axe des abscisses correspond aux différentes encapsulations, classées par ordre chronologique. Les encapsulations sont faites en même temps en alginate de référence et Système A, et sur le même système microfluidique (MFFD550). Afin de simplifier la présentation des résultats, les viabilités présentées par la suite sont uniquement celles des îlots en milieu avant encapsulation et des îlots encapsulés (les deux étapes intermédiaires de mesures de viabilité ne sont pas pérsentées).   

 
Figure 140 : Résultats de viabilité obtenus pour les encapsulations d'îlots avec l'alginate Système A-4% et avec l’alginate 

de référence SLG100-2,5%. Les couleurs du plus clair au plus foncé correspondent à l’ordre chronologique des 
encapsulations Les viabilités de départ (avant encapsulation) pour les 2 premières expériences sont beaucoup plus faibles que pour les encapsulations suivantes. Les îlots sont tout d’abord extraits par une 
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équipe de l’Hôpital de Genève, partenaire de la thèse, puis sont envoyés au CEA de Grenoble pour effectuer l’encapsulation. Ces deux premiers lots d’îlots présentaient une mauvaise viabilité dès la réception au CEA de Grenoble, qui semblait être due au transport ou à la maturation des îlots. Suite à ces observations, l’équipe de l’Hôpital de Genève a optimisé l’isolation des îlots, le nombre de jours de maturation avant envoi (fixé à 7 jours), ainsi que le protocole de transport de ces derniers : le milieu des îlots a été oxygéné avant d’effectuer l’envoi. Ces modifications ont permis d’obtenir des résultats de viabilité à réception des îlots bien meilleurs sur les lots suivants.  Par ailleurs, les mesures de viabilité pour les 2 premières encapsulations ont été effectuées en utilisant un marquage FDA-PI (comme pour les expériences avec cellules), mais le FDA donnait un résultat de fluorescence diffus (auto-fluorescence de la solution, voir Figure 141 A), ne permettant pas de déterminer les viabilités de manière très précise. Il a donc été décidé d’utiliser un autre marquage permettant d’obtenir une fluorescence plus précise : le Syto13 (voir Figure 141 B). Un test comparatif a été effectué entre ces deux marqueurs, dont les résultats sont présentés en Figure 142. Ce test a permis de confirmer que le Syto13 permet d’obtenir des mesures plus précises.  

 
Figure 141 : Exemple de marquage de cellules vivantes : A) avec du FDA ; B) avec du Syto13 ; la solution auto-fluoresce en 

FDA, et les îlots sont marqués de manière plus diffuse qu’avec le Syto13 

 
Figure 142 : Mesures de viabilité sur des îlots de porc, à l’aide de deux marquages différents : FDA-PI et Syto13-PI Les mesures de viabilités pour les encapsulations suivantes ont donc été effectuées avec le marqueur Syto13 au lieu du FDA. C’est la raison pour laquelle les deux premières encapsulations présentent des barres d’erreur plus importantes.  Les résultats montrent que malgré les optimisations effectuées par l’EPFL sur la purification de l’alginate Système A (comme expliqué dans la partie 2.2 Optimisation des résultats), la viabilité des îlots encapsulés dans cet alginate est plus affectée que celle des îlots encapsulés en alginate 
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de référence. Au niveau de l’encapsulation, la durée de l’expérience a été réduite, en augmentant la fréquence de production, et en effectuant les préparations des alginates et cellules, et les transferts en milieu après encapsulation le plus rapidement possible. Ces optimisations ont permis de limiter légèrement la baisse de viabilité sur la dernière encapsulation, mais il semble nécessaire d’améliorer encore ces résultats.   Les résultats obtenus avec le Système C et l’alginate-kétoprofène sont présentés respectivement sur les Figure 143 et Figure 144. On peut voir que ces alginates semblent être moins néfastes pour les cellules. En effet, les viabilités des îlots encapsulés avec ces deux types d’alginate sont proches des viabilités des îlots encapsulés en alginate de référence SLG100. Par ailleurs, les résultats montrent que l’optimisation de l’isolation et de l’envoi des îlots a bien fonctionné puisque sur toutes ces encapsulations, les viabilités des îlots avant encapsulation (à réception) sont d’au moins 70 % environ.   

 
Figure 143 : Résultats de viabilité obtenus pour les encapsulations d'îlots avec l'alginate Système C-4% et avec l’alginate 

de référence SLG100-2,5%. Les couleurs du plus clair au plus foncé correspondent à l’ordre chronologique des 
encapsulations 
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Figure 144 : Résultats de viabilité obtenus pour les encapsulations d'îlots avec l'alginate-kétoprofène-4% et avec 

l’alginate de référence SLG100-2,5%. Les couleurs du plus clair au plus foncé correspondent à l’ordre chronologique des 
encapsulations  Afin de comparer les résultats obtenus entre les différents alginates, et mieux se rendre compte des différences de viabilité, tous les résultats sont rassemblés dans un même graphique, en Figure 145. On peut ainsi voir que les viabilités obtenues en Système A sont effectivement inférieures à celles obtenues en Système C et Kétoprofène. Suite à ces résultats, un test in vivo a pu être effectué. Pour ce test, le choix d’un polymère était nécessaire. Les résultats de viabilité du Système C et de l’alginate kétoprofène étant proches, et les résultats en termes de sphéricité et monodispersité étant meilleurs pour le Système C (voir partie 3.2), le choix s’est porté sur ce dernier pour les tests in vivo.    
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Figure 145 : Résultats de viabilités obtenus sur les îlots encapsulés dans les différents alginates. Les couleurs du plus clair au plus foncé correspondent à l’ordre chronologique des 

encapsulations.   
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4. Test in vivo 

Un test in vivo a été effectué dans le cadre de cette thèse, consistant en un greffage d’îlots encapsulés dans des souris, afin de déterminer la biotolérabilité des alginates in vivo, et de vérifier l’efficacité des capsules en tant que barrière protectrice, et leur résistance une fois greffées. Comme expliqué précédemment, l’alginate ayant été choisi pour ce test in vivo est le Système C, car il présente les meilleurs résultats en termes de viabilité des îlots encapsulés, sphéricité et monodispersité des capsules.  Pour cela, le protocole décrit dans le Matériel et Méthodes a été suivi : des capsules vides d’alginate Système C ainsi que d’alginate de référence ont tout d’abord été produites. Des îlots de porcs ont ensuite été encapsulés en parallèle en alginate de référence et en Système C. Des îlots ont également été encapsulés en parallèle en alginate de référence avec le système d’encapsulation utilisé par l’EPFL : l’encapsulateur par segmentation de jet par vibration Buchi. Chaque type de capsule a ensuite été greffé dans une souris différente :  - Cage 1 Souris 1 :  îlots encapsulés dans l’alginate de référence UP LVM, en système de     dripping Buchi - Cage 1 Souris 2 :  îlots encapsulés dans l’alginate de référence SLG100, en système     microfluidique simplifié MFFD550 - Cage 1 Souris 3 :  îlots encapsulés dans l’alginate Système C, en système      microfluidique simplifié MFFD550 - Cage 2 Souris 1 :  capsules vides d’alginate de référence SLG100, produites en     système microfluidique simplifié MFFD550 - Cage 2 Souris 2 :  capsules vides d’alginate Système C, produites en système      microfluidique simplifié MFFD550 Les souris sont ensuite sacrifiées deux semaines plus tard, afin de récupérer les capsules greffées, de les observer pour déterminer s’il y a présence de fibrose ou non, et d’effectuer des mesures de viabilité. Cette expérience a pour but d’étudier différents aspects :  - Tout d’abord comparer l’encapsulation en système microfluidique par rapport à l’encapsulation en système de dripping Buchi.  - Vérifier la biotolérabilité des différents alginates testés, grâce au greffage des capsules vides : si l’alginate utilisé est biotoléré, il ne doit pas y avoir de fibrose.  - Comparer les résultats entre l’alginate de référence et l’alginate étudié (Système C), au niveau de la viabilité des îlots, et de la présence ou non de fibrose.  - Vérifier l’efficacité des capsules en tant que barrière protectrice pour les îlots : s’il y a présence de fibrose autour des capsules contenant les îlots, alors qu’il n’y en a pas autour des capsules vides, cela signifie qu’elle est déclenchée par la présence des îlots, et que les capsules ne les protègent donc pas suffisamment (qu’elles sont certainement trop perméables).   4.1 Formation des capsules vides Les capsules vides formées en système microfluidique simplifié MFFD550 avec l’alginate de référence SLG100 et l’alginate Système C sont présentées en Figure 146. 
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Figure 146 : Capsules vides formées en système microfluidique MFFD550 (en conditions stériles) pour l’implantation in 

vivo : A) capsules d’alginate de référence SLG100-2,5 % ; B) capsules d’alginate Système C-4 %  Ces capsules ont été caractérisées en termes de taille, forme et monodispersité, de la même manière que précédemment. Les résultats sont présentés dans le Tableau 37. Comme précédemment, on peut voir que les capsules produites en Système C sont plus monodisperses et sphériques que celles produites en alginate de référence.   
Alginate Moyenne diamètre 

(µm) 
Coefficient de 
variation (%) Aspect Ratio 

SLG100-2,5% 338,59 6,3 0,89 
Système C-4% 318,69 3,85 0,94 

Tableau 37 : Caractérisation en termes de taille, forme et monodispersité des capsules vides d’alginate de référence 
SLG100 et d’alginate Système C, produites pour l’implantation in vivo  4.2 Encapsulation des îlots Après avoir produit des capsules vides, des îlots de porcs néo-nataux ont été encapsulés dans les mêmes alginates, ainsi que dans l’alginate Système C-chaînes courtes-4%. Pour cette encapsulation, la totalité du banc expérimental développé au CEA a été déplacée à l’hôpital de 
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Genève, afin de ne pas risquer une perte de viabilité en envoyant tout d’abord les îlots depuis Genève vers le CEA, puis en envoyant les îlots encapsulés depuis le CEA de Grenoble vers l’hôpital de Genève (pour les implantations).  Afin d’optimiser au maximum les résultats de viabilité, il a été décidé de paralléliser les encapsulations : au lieu d’encapsuler la totalité d’un polymère en une fois, le volume est réparti dans 2 eppendorfs contenant la moitié du volume habituel.  Une première encapsulation est ainsi faite avec deux circuits utilisés pour encapsuler chacun la moitié du volume de l’alginate de référence, puis une deuxième encapsulation est faite avec deux circuits utilisés pour encapsuler chacun la moitié du volume de l’alginate Système C. Cette parallélisation a permis de réduite de moitié la durée de l’encapsulation (1h30 au lieu de 3h environ de temps de contact entre le moment où les îlots sont mélangés aux alginates, et le moment où les îlots encapsulés sont transférés en milieu de culture), pour le même nombre de capsules produites (environ 5 000), et ainsi d’obtenir de meilleurs résultats de viabilité (Figure 147). 

 
Figure 147 : Résultats de viabilité sur les îlots encapsulés en alginate de référence SLG100-2,5% et en alginate Système C 

chaînes courtes et chaînes longues – 4% La Figure 147 montre que la parallélisation de l’encapsulation a bien permis d’améliorer les résultats de viabilité. Cependant, cette option présente l’inconvénient d’augmenter le volume mort d’alginate (volume perdu dans les connectiques en fin d’encapsulation), et donc d’augmenter le nombre d’îlots perdus (puisque pour un même volume d’alginate encapsulé, le double de connectique est utilisé).  Les capsules obtenues sont présentées en Figure 148, et les valeurs obtenues après leur caractérisation sont rassemblées dans le Tableau 38 
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Figure 148 : Capsules obtenues lors de l’encapsulation d’îlots de Langerhans pour une implantation in vivo A) Capsules 

d’alginate de référence SLG100 ; B) Capsules d’alginate Système C-4% chaînes longues ; C) Capsules d’alginate Système C-
4% chaînes courtes  

Alginate 
Moyenne 
diamètre 

(µm) 

Coefficient de 
variation (%) 

Aspect 
Ratio 

% de 
remplissage 

Viabilité 

SLG100-
2,5% 444,74 5,74 0,86 10,48 91,75 

Système C-
4% 428,49 11,21 0,95 65 90,30  

Tableau 38 : Caractérisation des capsules obtenues lors de l’encapsulation d’îlots de Langerhans  
pour une implantation in vivo Le pourcentage de remplissage des capsules d’alginate de référence obtenu est très faible. Cela peut être dû à un mauvais comptage des îlots (la macro habituellement utilisée n’a pas été utilisée ici), donnant lieu à une concentration trop faible d’utilisation, ou à un mauvais mélange ou une sédimentation des îlots. Les capsules ont malgré tout été utilisées pour l’implantation in vivo.  4.3 Greffe des îlots encapsulés et récupération des capsules Suite aux encapsulations des îlots, les capsules vides ainsi que les capsules contenant les îlots ont été greffées dans les différentes souris (selon le protocole présenté dans le Matériel et Méthodes). Les souris ont ensuite été nourries et entretenues normalement, en cage, pendant deux semaines. A l’issu des deux semaines, elles ont été sacrifiées pour récupérer les capsules à l’intérieur, et les observer. Un exemple de récupération de capsule est présenté en Figure 149, correspondant à la Souris 2 de la cage 1 (greffée avec les îlots encapsulés en alginate de référence SLG100 en système microfluidique MFFD550).  Suite au sacrifice des différentes souris, toutes les capsules n’ont malheureusement pas pu être récupérées. En effet, chez certaines souris, les capsules greffées sont restées introuvables, certainement parce que ces dernières se sont décomposées lors de l’injection, ou in vivo (par manque de résistance mécanique). De plus, une des souris est malheureusement morte avant d’avoir pu récupérer les capsules. Ce décès peut être causé par la greffe des capsules, mais également par une infection de la plaie laissée par la greffe. Le Tableau 39 résume les conditions testées, et indique pour chacune si les capsules ont pu être récupérées ou non.    
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Souris Condition Récupération des 
capsules 

Cage 1 souris 1 Alginate de référence UP LVM + îlots, encapsulation Buchi Oui 
Cage 1 souris 2 Alginate de référence SLG100 + îlots, encapsulation MFFD500 Oui 
Cage 1 souris 3 Système C + îots, encapsulation MFFD550 Pas de capsules trouvées 
Cage 2 souris 1 Capsules vides alginate de référence SLG100, MFFD550 Oui  
Cage 2 souris 2 Capsules vides Système C, MFFD550 Souris morte avant la récupération 

Tableau 39 : Résumé des conditions testées in vivo, et possibilité de récupérer les capsules ou non pour chacune  
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Figure 149 : Exemple de récupération de capsules dans une souris, les cercles blancs entourent les capsules : A) capsules 
situées dans la cavité péritonéale de la souris ; B) capsules récupérées de la cavité péritonéale, présentées sur la spatule ; 

C) capsules situées sous le rein de la souris  
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Il n’a donc pas été possible d’étudier l’alginate Système C in vivo, puisqu’aucune capsule n’a pu être récupérée dans cette condition. Cependant, l’observation des capsules d’alginate de référence vide, et contenant des îlots en encapsulation Buchi® et microfluidique peut permettre : - De vérifier la biotolérabilité de ces alginates  - De vérifier leur efficacité en tant que barrière protectrice pour les îlots - De comparer les résultats pour les deux systèmes d’encapsulation Les capsules vides d’alginate de référence SLG100 récupérées sont présentées en Figure 150 A), celles d’alginate de référence SLG100 contenant des îlots, encapsulés en microfluidique, en Figure 150 B), et celles d’alginate de référence UP LVM contenant des îlots, encapsulés en dripping, en Figure 150 C).  Les capsules d’alginate contenant des îlots présentent toute de la fibrose autour. Il semble donc clair que leur immuno-protection n’est pas suffisamment efficace. La comparaison entre les deux systèmes d’encapsulation (microfluidique et dripping avec segmentation de jet par vibration) semble compromise, puisque les capsules produites dans les deux systèmes présentent de la fibrose. Les images en Figure 150 A) semblent montrer que les capsules vides présentent beaucoup moins de fibroses, mais certaines capsules possèdent néanmoins du tissu fibreux autour (comme sur l’image de gauche).  Cette différence entre les capsules vides et celles contenant les îlots confirme que la fibrose est principalement due à la présence d’îlots, et que la perméabilité de l’alginate est donc peut-être trop importante. Cela peut s’expliquer par le fait qu’on est dans un cadre de xénogreffe, et les composants sécrétés par les îlots encapsulées sont donc vus comme des antigènes étrangers, conduisant à la production d’immunoglobuline. Les îlots entraînent donc une réaction plus importante du système immunitaire, et il faudrait une perméabilité d’autant plus faible pour les protéger.  Concernant la présence de fibrose sur certaines capsules vides, cela montre que la biotolérabilité de l’alginate n’est pas non plus optimale. Le test mériterait cependant d’être réitéré car il est difficile de conclure sur un unique résultat.  
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Figure 150 : Capsules récupérées après 2 semaines in vivo : A) Capsules vides d’alginate de référence SLG100-2,5%, 

produites en système microfluidique MFFD550 ; B) Capsules d’alginate de référence SLG100-2,5% contenant des îlots de 
porc, produites en système microfluidique MFFD550 ; C) Capsules d’alginate de référence UP LVM contenant des îlots de 

porc, produites en encapsulateur par segmentation de jet par vibration Buchi  Suite à la récupération des capsules, des mesures de viabilité ont été effectuées, afin de déterminer si les îlots présentent une meilleure viabilité en capsules produites en microfluidique par rapport aux capsules produites en système de dripping. Cependant, les capsules étant trop entourées de tissu fibreux, le marquage utilisé pour la viabilité (Syto13-IP) marque uniquement les cellules du tissu fibreux, et ne passent pas dans les capsules pour marquer les îlots. On obtient des images du type de celles présentées en Figure 151. Ces images n’ont donc pas été analysées sur ImageJ.  
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Figure 151 : Mesures de viabilités sur les capsules contenant des îlots de porc récupérées après implantation in vivo : 

A) Capsules d’alginate de référence SLG100-2,5% contenant des îlots de porc, produites en système microfluidique 
MFFD550 ; B) Capsules d’alginate de référence contenant des îlots de porc, produites en encapsulateur par segmentation 

de jet par vibration Buchi® ; 1 : images en lumière blanche ; 2 : images en fluorescence, cellules vivantes marquées au 
Syto13 fluorescent en vert ; 3 : images en fluorescence, cellules mortes marquées à l’IP fluorescent en rouge  En conclusion, cette expérience in vivo a permis de montrer que le système microfluidique d’encapsulation développé au CEA peut être déplacé afin d’installer le banc expérimental à l’endroit où les capsules sont implantées, et éviter ainsi leur transport. Les capsules d’alginate Système C n’ont malheureusement pas pu être récupérées après implantation, mais cela a été possible avec les capsules d’alginate de référence SLG100. Cependant, ces capsules présentaient de la fibrose. L’expérience mérite donc d’être réitérée par la suite, afin d’optimiser les conditions et obtenir de meilleurs résultats.   

5. Discussion 

Ce chapitre s’est focalisé sur l’encapsulation de cellules et d’îlots, ainsi que sur les étapes ayant lieu après la production des capsules : la caractérisation de ces capsules (en termes de taille, monodispersité, sphéricité, et de perméabilité), et la mesure de viabilité sur les îlots encapsulés.  La production de capsules et l’encapsulation d’îlots suivent différentes étapes, qui dépendent de nombreux paramètres interconnectés :  - La production des gouttes, leur gélification et le passage de l’interface dépendent de la viscosité, l’élasticité, et la tension interfaciale des fluides, ainsi que de l’angle de contact et du cisaillement présents dans le système microfluidiques. Les résultats présentés dans le Chapitre V sur l’étude de ces paramètres a permis d’atteindre l’objectif de production de capsules avec les différents alginates en système microfluidique. - Lors de l’encapsulation d’îlots, des paramètres supplémentaires entrent en jeu, ayant un impact sur la viabilité des îlots et la biotolérabilité de la greffe in vivo : la pureté des 
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alginates, la durée de l’encapsulation, la concentration en îlots, leur répartition dans l’alginate, et la présence de gouttes satellites.  Suite aux différentes études présentées dans ce manuscrit, il a donc été possible de produire des capsules sphériques et monodisperses avec tous les alginates utilisés, en microfluidique, ainsi que d’encapsuler des cellules et des îlots.  L’étape d’encapsulation des cellules INS-1 a permis d’identifier une limitation du système : les polymères utilisés pouvant avoir une légère toxicité résiduelle, et l’expérience d’encapsulation en microfluidique étant plus longue que l’encapsulation en dripping, le temps de contact entre les cellules et les alginates est plus long et l’impact de ces derniers sur la viabilité est donc plus important. C’est la raison pour laquelle les viabilités obtenues sur les premières expériences sont moins bonnes pour les alginates PEGylés, et également moins bonnes que les résultats obtenus en système Buchi®306,307. Les optimisations développées, autant du côté de l’EPFL (au niveau de la purification de l’alginate), de l’Hôpital de Genève (au niveau de l’isolation et du protocole d’envoi des îlots), que du côté du CEA (au niveau de la durée de l’encapsulation), ont malgré tout permis d’améliorer grandement les résultats : les premières encapsulations présentent une baisse de viabilité d’environ 30 %, contre moins de 10 % pour la dernière encapsulation effectuée en parallélisation.  Les résultats de l’unique expérience in vivo semblent cependant montrer qu’une optimisation est encore nécessaire afin de limiter la formation de fibrose autour des capsules.    
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Le travail effectué dans cette thèse s’intègre dans le cadre d’un projet collaboratif (Projet Futurcaps, ANR-15-CE18-0022-02) visant à combiner de nouveaux biomatériaux synthétisés par l’Ecole Polytechnique Fédérale de Lausanne6,305–308,373, à un système microluidique d’encapsulation de cellules, afin d’améliorer la survie des cellules encapsulées et produire des capsules de façon reproductibles. Le système ainsi obtenu est utilisé pour encapsuler des îlots de Langerhans dans le cadre de thérapie cellulaire pour le diabète de type 1. Afin d’évaluer le système utilisé, notre démarche a consisté dans un premier temps à caractériser les propriétés physico-chimiques des différents alginates, ainsi que le système microfluidique. Après un Etat de l’art et une description des montages expérimentaux et outils d’analyse mis en place, le Chapitre IV s’est donc concentré sur la caractérisation des propriétés rhéologiques des différents alginates, ainsi que leur structure chimique et leur impact sur la viabilité des cellules. Les résultats obtenus ont permis de montrer que les différents alginates étudiés ont des longueurs et des structures de chaînes très variables, donnant lieu à des comportements rhéologiques très différents. L’alginate-kétoprofène et les alginates de référence se comportent comme des fluides non Newtonien rhéofluidifiants sans seuil, alors que les alginates Système A et Système C se comportent comme des fluides plastiques rhéofluidifiants à seuil. Les modèles rhéologiques théoriques permettant de prédire la viscosité en fonction du cisaillement ont été déterminés pour chaque alginate, et les propriétés viscoélastiques ont été comparées.  La biocompatibilité de ces alginates a été évaluée et a permis de mettre en évidence la nécessité d’optimiser certaines étapes de synthèse afin de maximiser la pureté. Un protocole développé par l’EPFL (consistant à maintenir le milieu en pH neutre lors des étapes de synthèse, permettant ainsi de réduire la dégradation des chaînes) a ainsi été déterminé comme étant le plus adapté pour l’utilisation des alginates avec des cellules.  Le Chapitre V s’est ensuite focalisé sur la caractérisation du système microfluidique (angle de contact, tension interfaciale, taux de cisaillement présents dans le système, et cinétique de gélification des alginates). Les informations présentées dans ces deux chapitres ont permis d’interpréter et optimiser les résultats en termes de formation et gélification de gouttes. Suite aux travaux effectués dans les Chapitres IV et V, il a ainsi été possible de produire des capsules de taille et forme contrôlée en microfluidique, avec les différents alginates étudiés, ayant des propriétés physico-chimiques très variées.  Le Chapitre VI présente tout d’abord les résultats de caractérisation des capsules vides, puis ceux des mesures de viabilité in vitro de cellules et îlots encapsulés. Les résultats obtenus ont montré que malgré les améliorations apportées aux protocoles de synthèse, les alginates modifiés chimiquement ont toujours un impact sur la viabilité des cellules. Après optimisation des étapes de purification des alginates au niveau de l’EPFL, des étapes d’isolation et de préparation des îlots au niveau de l’hôpital de Genève, et des étapes d’encapsulation au niveau du CEA, les viabilités ont cependant été considérablement augmentées : la mortalité cellulaire était de 30 % pour les premières expériences, et est passée à 10 % pour les expériences en conditions optimisées. Une première implantation in vivo a également pu être effectuée, mais les résultats obtenus n’ont pas permis de conclure sur une meilleure fonctionnalité des îlots encapsulés en microfluidique par rapport à un système d’encapsulation classique, ou sur une meilleure résistance des capsules d’alginate modifié chimiquement par rapport à un alginate de référence.  La Figure 152 résume les différentes étapes critiques de l’encapsulation de cellules, ainsi que les paramètres entrant en jeu. Ces différents paramètres dépendent soit de l’EPFL (symbole rond bleu), soit du CEA (symbole triangle rouge), soit de l’Hôpital Universitaire de Genève (symbole carré vert). Certains paramètres dépendent à la fois des propriétés des alginates (contrôlés par 
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l’EPFL), et de paramètres microfluidiques (contrôlés par le CEA), les deux symboles correspondants sont alors indiqués.  Cette figure illustre la difficulté de maîtriser les nombreux paramètres entrant en jeu dans le bon déroulement d’une encapsulation d’îlots, et met en exergue l’importance du travail collaboratif et pluridisciplinaire nécessaire au développement d’une thérapie cellulaire pour le diabète de type 1.    
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Figure 152 : Schéma illustrant les différents paramètres entrant en jeu dans les étapes d’encapsulation d’îlots. Les paramètres inscrits en vert dépendent de l’Hôpital Universitaire de 

Genève, ceux inscrits en rouge dépendent de l’Ecole Polytechnique Fédérale de Lausanne, et ceux soulignés dépendent du CEA. Certains paramètres peuvent dépendre à la fois de l’EPFL et 
du CEA. 
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Tout au long des expériences effectuées au cours de cette thèse, certaines difficultés se sont présentées. La principale limitation a été la quantité suffisante d’alginates sur un même lot, entraînant certaines approximations lors de l’analyse et interprétation des résultats. Le développement de conditions de synthèse des alginates permettant d’obtenir des quantités plus importantes pour chaque lot (plusieurs dizaines de grammes dans l’idéal) permettrait dans le futur d’effectuer les différentes mesures sur chaque lot synthétisé, et ainsi avoir accès à une analyse et compréhension plus précise des résultats obtenus.  Par ailleurs, les résultats obtenus en termes de viabilité semblent mettre en évidence que la viabilité des cellules est plus impactée lorsqu’elles sont en contact avec de l’alginate modifié chimiquement qu’avec de l’alginate de référence. Or les expériences d’encapsulation de cellules et de mesures de viabilité faites par l’EPFL et HUG avec ces mêmes alginates, en système d’encapsulation par dripping Buchi®, ne semblent pas montrer la même baisse de viabilité306,307. Ces résultats peuvent être expliquées par le fait que les alginates modifiés chimiquement présentent une légère toxicité pour les cellules, qui se manifeste plus lors de l’encapsulation en microfluidique car elle engendre un temps de contact plus long entre les cellules et les alginates d’une part, et d’autre part car ces alginates sont utilisés à une concentration plus élevée que dans le système d’encapsulation Buchi®.  Cette hypothèse souligne le fait que la combinaison des alginates modifiés chimiquement et du système microfluidique représente un défi, et qu’il est donc nécessaire de réduire le temps d’encapsulation au maximum afin de pouvoir poursuivre les expériences d’encapsulation dans ces conditions. Lors de la dernière encapsulation effectuée dans cette thèse, l’encapsulation en microfluidique a été parallélisée (le volume d’alginate à encapsuler a été réparti dans deux contenants au lieu d’un). Cette méthode a permis d’obtenir des viabilités bien supérieures à celles obtenues précédemment (perte de viabilité inférieure à 5 %). Cette méthode semble donc intéressante pour l’utilisation d’alginates tels que ceux modifiés chimiquement par l’EPFL, et représente une bonne perspective d’amélioration du système.  Par ailleurs, certains protocoles pourraient être améliorés, comme celui utilisé pour la perméabilité, car les molécules de dextran sont des polysaccharides, et leur conformation est de type pelote aléatoire, alors que les protéines ont une conformation globulaire.141 Par conséquent, pour un même poids moléculaire, les protéines ont une taille un peu moins importante que les polysaccharides. Il serait donc intéressant de doubler les résultats obtenus avec une méthode de caractérisation utilisant des protéines. Le protocole utilisé pour l’étape de mélange des îlots avec l’alginate mériterait également d’être optimisé pour être plus reproductible. Enfin, les résultats de l’implantation des capsules in vivo ont montré que les capsules étaient recouvertes de tissu fibreux, et ont donc provoqué une réaction du système immunitaire des souris greffées. Il serait donc intéressant de tester l’alginate-kétoprofène in vivo, afin de déterminer l’efficacité des propriétés anti-inflammatoires du Kétoprofène ; ainsi que de greffer sur les alginates des dérivés de PEG possédant des propriétés permettant de limiter la fibrose, ou bien de recouvrir les capsules d’une couche externe antifouling.  Ces tests in vivo mériteraient également d’être effectués sur des souris diabétiques, afin de valider la fonctionnalité des îlots encapsulés et leur efficacité à produire de l’insuline et rétablir une normo-glycémie. De nouveaux tests en modèle préclinique permettraient d’envisager un passage en essai clinique, si les résultats sont concluants.   
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Cell therapy with allogenic pancreatic islets is a treatment used for Type 1 diabetes
patients on whom the usual insulin treatment does not work. However, this requires 
administration of immunosuppressant that leads to many side effects and 
complications. FUTURCAPS presents an alternative to immunosuppressive 
treatment : islet microencapsulation. 

Islets are encapsulated using microfluidics1. This technology presents several 
advantages compared to the air dripping technology. The better control in capsules 
size enables to adapt it to that of the islets, increasing the chances of viability. The 
good shape control enables to avoid protrusions, reducing the risks of detection by the 
immune system. The most commonly used polymer is alginate, because of its 
biocompatibility, and permeability, but it has limited mechanical properties. Here, the 
alginates used are chemically modified2 to improve their mechanical properties3, and 
reduce fibrotic effect when grafted. 
First, the biopolymers’ physico-chemical properties and the fluidic behavior were 
characterized4. Thanks to these data, human and neonatal pig islets were 
encapsulated using very viscous improved biopolymers in microfluidics, with a size 
dispersion lower than 5%. These encapsulated islets were tested in vitro for viability 
and insulin secretion, and implanted in mice, to check for diabetes reversal after 30 
days. 
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