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Micro-usinage par laser femtoseconde : 

Fabrication d’une microfibre glomérulaire perfusée 

 
Le nombre de patients en attente sur la liste de transplantation d'organe est croissant dû notamment 
à une augmentation de la durée de vie. L'ingénierie tissulaire, dans une optique de remplacement 
d'organes pourrait être une alternative à ce problème de pénurie d'organes. Cependant, la création 
d'un organe entier par ingénierie tissulaire est limitée par la complexité de son organisation et la 
vascularisation des tissus créés. La vascularisation permet en effet d’apporter l'oxygène et les 
nutriments nécessaires aux cellules et d'éliminer les déchets qu'elles génèrent. Sans vascularisation, 
les cellules ne peuvent survivre et nécrosent. 

Ce projet de thèse est un partenariat entre le laboratoire français BioTis - INSERM U1026 et le centre 
technologique d'optique et laser ALPhANOV autour de la bio-ingénierie tissulaire. L'objectif est de 
développer un procédé de fabrication et d'usinage pour créer un modèle de microfibres glomérulaires 
perfusables. Des microfibres cellulaires ont été réalisées au sein du laboratoire BioTis. Elles sont 
composées d’un cœur d’hydrogel de collagène et d’une paroi externe bicellulaire modélisant la 
barrière de filtration rénale. L’originalité de ce travail repose ensuite sur la création d’une lumière 
interne, à l’aide d’un faisceau laser à impulsions ultracourtes. Inspiré des procédés industriels 
d’usinages intravolumiques de matériaux transparents, les impulsions ultracourtes sont ici fortement 
focalisées dans le cœur de collagène pour créer un canal intravolumique via un phénomène de 
cavitation à l’intérieur des fibres sans impacter la couche externe de cellules. 

Mots-clés : laser femtoseconde ; micro-usinage ; microfibres glomérulaires ; microvascularisation ; 
ingénierie tissulaire ; interaction laser-matière 

__________________________________________________________________________________ 

Femtosecond laser micromachining :  
Perfused glomerular microfibre manufacture 

 

The demand for organ transplantation has rapidly increased during the past decades due to the 
increased incidence of vital organ failure and the greater improvement in post-transplant outcome. 
However, the unavailability of adequate organs for transplantation to meet the existing demand has 
resulted in major organ shortage crisis. Today, the emergence of regenerative medicine and more 
particularly, tissue engineering, appears as the best opportunity to effectively regenerate functional 
tissues and organs. However, these approaches face the 3D architectural complexity of a real organ’s 
system. More particularly, one of the most challenging issues when engineering tissues is the lack of 
an efficient method to produce blood vessel systems — the vascularization. Without nutrients and 
oxygen supply, cells die, and engineered tissues show cell necrosis.  

This project is a collaboration between the French laboratory of tissue engineering BioTis – INSERM 
U1026 and the technological centre in optics and lasers ALPhANOV. The aim of this project is to 
develop a model of perfusable glomerular microcapillary that would mimic glomerular filtration. 
Microfibres was crafted in the BioTis lab with a core made of collagen hydrogel and a peripheric cell 
bilayer. This thesis focuses on the creation of a channel within the collagen core using femtosecond 
laser processing. Following the principle of industrialized intra-volume laser microprocessing of 
transparent materials, ultra-short laser pulses were strongly focused inside collagen hydrogel to induce 
the formation of a channel through cavitation phenomena without affecting the cell bilayer. 

Key-words : femtosecond laser ; micromachining ; glomerular microfibers ; microvascularization ; 
tissue-engineering ; laser-matter interaction  
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Notations et abréviations 

 

Grandeurs physiques 

D  profondeur de tir i.e. profondeur du point focal depuis la surface de l’échantillon 
(Depth) (µm) 

F  fluence, i.e. énergie par unité de surface (J/cm²) 

N  nombre de passages laser 

OL  taux de recouvrement (OverLap) (%) 

RR  cadence laser i.e. fréquence impulsionnelle (Repetition Rate) (Hz) 

ON  ouverture numérique d’un objectif de focalisation 

d  distance entre deux impulsions lasers successives (µm) 

 

Notations grecques 

λ  longueur d’onde du faisceau laser (nm) 

∅𝑓𝑜𝑐  diamètre du faisceau laser au point de focalisation (µm) 

 

Abréviations 

AMP  absorption multiphotonique 

CEG  cellule endothéliale glomérulaire 

ECM  matrice extracellulaire (ExtraCellular Matrix) 

IR  infrarouge 

IRC  insuffisance rénale chronique 

L/D®  Live/Dead® 

LIFT  technique de bioimpression 3D par laser (Laser Induced Forward Transfer) 

LIPSS  structures périodiques induites par laser (Laser-Induced Periodic Surface Structures) 

MBG  membrane basale glomérulaire 

NIR  proche infrarouge (Near InfraRed) 

PBS  tampon phospate salin (Phosphate-Buffered Saline) 

PCR  réaction en chaîne par polymérase (Polymerase Chain Reaction) 

PEGDA  diacrylate de polyéthylène glycol 

SHG  génération de seconde harmonique (Second Harmonic Generation) 

UV  ultraviolet 

WB  Western Blot 
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Introduction et organisation générale 
 

Le rein assure l’élimination des toxines de notre sang. L’atteinte progressive de ses 

fonctions de filtration conduit à une insuffisance rénale chronique (IRC). Aujourd’hui, avec le 

vieillissement de la population et l’augmentation du nombre de patients présentant un diabète 

et/ou une hypertension artérielle, l’IRC touche près de 10 % de la population française [1]. 

Lorsque l’IRC arrive à un stade avancé, le dysfonctionnement des reins doit être pallié par une 

méthode de suppléance rénale : hémodialyse ou dialyse péritonéale1, et transplantation 

rénale. Alors que la dialyse expose les patients à une morbi-mortalité2 importante, la greffe 

permet une meilleure qualité de vie et une plus grande espérance de vie mais expose à de 

nombreuses complications infectieuses ou cardiovasculaires. De plus, le manque de greffons 

disponibles limite fortement le nombre de patients receveurs [2]. 

Pour ralentir la progression des maladies rénales et amener un jour le patient vers la guérison 

par des thérapies spécifiques, il est nécessaire d’étudier et de comprendre les mécanismes 

physiopathologiques induisant ces maladies. Les mécanismes de genèse et de progression 

de ces maladies sont aujourd’hui modélisés à l’aide de modèles expérimentaux in vitro ou in 

vivo qui peinent à reproduire la complexité des mécanismes rénaux. Pour réussir à 

comprendre la richesse de ces mécanismes physiopathologiques et élaborer un traitement, 

les modèles utilisés doivent être améliorés.  

Ainsi, nous souhaitons développer un modèle expérimental in vitro de microfibres 

glomérulaires. Les microfibres glomérulaires composées de cellules issues du glomérule sont 

fabriquées selon un procédé développé au sein du laboratoire BioTis. Ce procédé de 

fabrication aboutit à une microfibre de type cœur-écorce dont l’écorce est constituée d’une 

couche bicellulaire modélisant la barrière de filtration rénale et dont le cœur est rempli de 

collagène. Le verrou technologique de ce protocole de fabrication est la création d’une lumière 

interne en éliminant le collagène à l’intérieur de la microfibre pour pouvoir ensuite la perfuser. 

Ce sujet de thèse consiste à lever ce verrou technologique en utilisant un laser à impulsions 

ultracourtes pour créer un canal intravolumique à l’intérieur du collagène centra l sans 

endommager le reste du microcapillaire. Le schéma de principe de l’expérience est visible sur 

la Figure 1. 

 
1 La dialyse est une technique médicale permettant d’épurer le sang d’un patient artificiellement soit à l’extérieur 
de l’organisme à l’aide d’une machine équipée d’une membrane artificielle de filtration (hémodialyse) soit à 
l’intérieur de l’organisme en utilisant une membrane entourant les organes de la cavité abdominale (dialyse 
péritonéale).   

2 La morbi-mortalité représente le nombre de personne malade cumulé avec le nombre de personne décédées 
pour une pathologie donnée, au sein d’une population donnée et pendant une période donnée. Elle donne ainsi 
une indication sur les facteurs de risque pour une pathologie.  
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Mon travail s’est concentré sur la mise en place d’un protocole expérimental permettant de 

réaliser l’usinage du collagène dans le volume des microfibres à l’aide d’un laser femtoseconde 

puis sur la compréhension des phénomènes physiques d’interaction laser-collagène et laser-

cellules intervenant lors de la dégradation du collagène par laser ultracourt.  

 

 

 

Figure 1 Schéma de principe de l’usinage d’une microfibre par laser fs. Le laser traverse la couche cellulaire 
externe de la fibre sans l’endommager pour détruire le collagène (en vert) à l’intérieur par interactions 
photoniques non linéaires. 
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Ce manuscrit est composé de 4 chapitres auxquels s’ajoutent des annexes détaillant les codes 

de programmation des platines laser ainsi que les macros de traitement d’images réalisées 

sous Image J. On peut également retrouvés des définitions et des remarques en notes de bas 

de page tout au long du manuscrit pour en faciliter sa lecture. Le découpage des chapitres est 

détaillé ci-dessous : 

Chapitre I : Ce chapitre présente le contexte général de la thèse en trois parties. La première 

partie montre le besoin de développer un modèle de microcapillaire glomérulaire perfusé, 

la seconde détaille les enjeux de l’ingénierie tissulaire et en particulier la nécessité de 

vasculariser les produits biofabriqués et finalement, la dernière partie présente un aperçu 

des études actuelles sur la réalisation d’usinage intravolumique de tissus biologiques 

mous avec un laser ultracourt. La problématique de thèse conclut ce chapitre. 

 

Chapitre II : Ce chapitre détaille la mise au point des protocoles utilisés au cours de la thèse. 

On y trouve notamment la mise au point d’un modèle d’étude de l’interaction laser-

hydrogel, la méthode de fabrication des microfibres et leurs caractérisations et enfin, la 

présentation de la station d’usinage laser. 

 

Chapitre III : Ce chapitre s’articule sous la forme de deux articles étudiant la formation de 

canaux intravolumiques dans un hydrogel de gélatine par cavitation. Le premier est un 

proceeding de conférence qui s’intéresse à l’influence de trois paramètres laser sur 

l’usinage : la fluence, le nombre de passages et la profondeur de tir. Le second article 

étudie l’impact de l’accumulation thermique lors de la création des canaux en se focalisant 

notamment sur la dynamique des bulles de cavitation formées par les impulsions laser.  

 

Chapitre IV : Ce dernier chapitre présente l’ensemble des résultats obtenus lors de la création 

d’une lumière à l’intérieur des microfibres par impulsions laser femtosecondes. La 

première partie est consacrée à l’impact des paramètres laser sur la qualité d’usinage et 

la viabilité cellulaire de la paroi externe tandis que la seconde partie s’intéresse à 

l’influence de paramètres extérieurs au laser tels que l’hydratation et le temps d’usinage. 
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CHAPITRE I. 

 

Contexte et Etat de l’art 

 

Ce premier chapitre introduit le contexte général de la thèse et les notions nécessaires à la 

compréhension de l’ensemble du manuscrit. Il est découpé en trois parties. La première partie expose 

la nécessité pour la recherche médicale et les patients souffrants d’insuffisance rénale chronique, de 

savoir produire un modèle de microcapillaire glomérulaire perfusé en trois dimensions. La seconde 

partie est consacrée à la présentation de l’ingénierie tissulaire et des stratégies qu’elle propose pour 

fabriquer un modèle de capillaire glomérulaire et ses limitations. En effet, l’ingénierie tissulaire est une 

discipline développant des procédés de fabrication de greffons et de modèles d’études en 3D pour la 

recherche médicale. L’une des stratégies proposées est la fabrication de microfibres d’hydrogels 

chargées en cellules. Cependant, le cœur de ces microfibres étant formé de collagène, elles sont non 

perfusables. L’originalité de cette thèse repose sur la création d’une lumière à l’intérieur de ces 

microfibres par un procédé d’usinage laser à impulsions femtosecondes. Dans ce but, la dernière partie 

est dédiée à l’interaction entre un laser à impulsions ultracourtes et un tissu mou et transparent pour 

générer des cavités intravolumiques sans endommager les cellules.  

Des définitions, des concepts théoriques et une revue de la littérature sont présentés tout au 

long de ce chapitre pour faciliter la compréhension du sujet et de la problématique à laquelle tente de 

répondre cette thèse. Nous conclurons en exposant les objectifs de la thèse. 
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I. Insuffisance rénale 
 

I.1. Anatomie rénale et présentation du glomérule 
 

Le rein est un organe complexe faisant partie du système urinaire de notre organisme. Il est 

composé d’environ un million d’unités fonctionnelles appelées néphrons, schématisés sur la 

Figure 2. Ces derniers assurent de nombreuses fonctions dont l’élimination des déchets, 

l’équilibre hydroélectrolytique du sang (homéostasie) ou encore la sécrétion hormonale.  

Les néphrons sont composés de deux parties : le glomérule et le tubule. Le glomérule est le 

système de filtration rénale qui permet de produire l’urine primitive. Il est connecté au tubule, 

responsable de l’homéostasie de l’organisme par sécrétion et réabsorption des 

hydroélectrolytes aboutissant à l’urine définitive. Il est également impliqué dans la production 

hormonale. 

 

Figure 2 Schéma d’un néphron avec le glomérule impliqué dans la production d’urine primitive. Les flèches vertes 
montrent l’élimination des toxines par le glomérule rénal vers le tube contourné proximal.  
Crédit : Denis Morin, support de cours 

 
Le glomérule rénal est un enchevêtrement de microcapillaires entouré de la capsule de 

Bowman. Lorsque le sang passe dans ces microcapillaires, les toxines contenues dans le sang 

sont éliminées en traversant la barrière de filtration rénale i.e. la paroi des microcapillaires. 

Cette barrière est formée de trois entités : les cellules endothéliales constituant le tapis 

cellulaire interne du capillaire (CEG), la membrane basale glomérulaire (MBG), et les 
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podocytes situés sur le versant externe de la membrane. La MBG est formée par coopération 

des CEG et des podocytes au cours de l’embryogenèse. La Figure 3 schématise la barrière 

de filtration rénale et ses trois entités. 

 

 
Figure 3 Schématisation de la membrane de filtration glomérulaire. Les podocytes et leur prolongement sont en 
rose, la membrane basale glomérulaire en bleu et l’endothélium fenestré en jaune. 
Crédit : Dr. Rachid Azzouz, support de cours 

 

I.1.1. Les cellules endothéliales glomérulaires (CEG) 
 
Les cellules endothéliales glomérulaires sont situées sur le versant interne de la membrane 

basale et sont relativement similaires aux autres cellules endothéliales du corps humain. Elles 

apparaissent en jaune sur la Figure 3. Elles forment un tapis cellulaire qui constitue la paroi 

des vaisseaux sanguins et permet de contenir le sang. Ce tapis cellulaire est appelé 

endothélium. Cependant, les cellules endothéliales du glomérule ont la particularité de former 

un endothélium fenestré lui donnant un haut pouvoir de perméabilité hydrique [3].  Ces 

fenestrations, de 70 à 100 nm de large, permettent un contact direct entre le sang et la 

membrane basale. L’endothélium filtre ainsi les hydroélectrolytes et les petites molécules de 

poids moléculaire inférieures à 68 kDa [4]. 

 

I.1.2. La membrane basale glomérulaire  
 
La membrane basale glomérulaire (MBG) est représentée en bleue sur la Figure 3. Elle est 

issue de la coopération des CEG avec les podocytes. Il s’agit d’une matrice extracellulaire1 

avec une perméabilité sélective des protéines contenues dans l’urine primitive en fonction de 

leur poids moléculaire (> 68 kDa) et de leur charge. En plus de son rôle de filtration, la MBG 

participe au maintien de l’organisation glomérulaire soumis à des forces de cisaillement 

 
1 La matrice extracellulaire correspond à l’ensemble des molécules extracellulaire sécrétées par les cellules. Elle 
fournit un support structurel et biochimique aux cellules environnantes tout en jouant un rôle important dans 
l’adhésion cellulaire, la communication entre cellules et la différenciation.  
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induites par le flux sanguin intracapillaire [5]. Le collagène de type IV, triple-hélice α3-α4-α5, y 

est majoritaire (voir paragraphe III.3.2.1.). On y trouve également des laminines, des 

nidogènes et des protéoglycanes lui donnant une charge négative responsable de la filtration 

sélective de la barrière. 

 

I.1.3. Les podocytes 
 
Les podocytes sont représentés en rose sur la Figure 3. Il s’agit de cellules épithéliales situées 

sur le versant externe – versant chambre urinaire - de la membrane basale. Ils possèdent des 

prolongements cytoplasmiques appelés pédicelles qui reposent sur toute la surface de la 

membrane basale. Les pédicelles sont interconnectés via un complexe multiprotéique dont le 

composant principal est la néphrine. Ce complexe multiprotéique, également appelé 

diaphragme de fente se situe dans un espace de 40 nm séparant les pédicelles, optiquement 

vide. Ce dernier est fondamental dans le rôle de filtration de la membrane basale glomérulaire. 

 
L’ensemble de ces structures constitue la barrière de filtration glomérulaire. Elles lui confèrent 

une haute perméabilité à l’eau et aux petites molécules mais la rendent imperméable aux 

grosses molécules telles que les protéines de haut poids moléculaires comme l’albumine1. Le 

liquide ainsi filtré est dénommé filtrat ou urine primitive. Il se retrouve au sein du glomérule 

dans la chambre urinaire délimitée par la capsule de Bowman, qu’il quitte par le pôle urinaire 

pour pénétrer dans le tubule, avant son excrétion sous forme d’urine définitive (voir Figure 2).  

Toute altération d’un composant de cette barrière de filtration entraîne une fuite urinaire de 

protéines, pouvant aboutir à une néphropathie2. 

 

I.2. Insuffisance rénale chronique 
 

I.2.1. Définition 
 
L’insuffisance rénale chronique (IRC) correspond à une diminution lente et irréversible des 

fonctions assurées par le rein. Le sang n’étant plus correctement filtré, les déchets issus du 

métabolisme tels que l’urée, la créatinine ou l’acide urique s’accumulent dans le sang. La 

maladie étant asymptomatique jusqu’à un stade avancé, il est difficile d’évaluer le nombre de 

patients mais il semblerait qu’environ 10 % de la population française soit atteinte d’une 

 
1 L’albumine est la protéine la plus abondante dans le sang. Elle permet notamment le transport du calcium, 
d’hormones ou de certains médicaments. 

2 La néphropathie est un dysfonctionnement de la filtration rénale. La maladie touche la membrane de filtration 
qui laisse passer des quantités importantes et anormales de protéines dans l’urine [127]. 
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maladie rénale sans présenter de symptôme [6]. Avec une prévalence1 et une incidence2 

croissante en France, l’IRC a ainsi été définie comme un enjeu majeur de santé publique. Elle 

est généralement la conséquence de maladies métaboliques telles que le diabète ou de 

maladies cardiovasculaires dont la prévalence augmente avec le vieillissement de la 

population et l’augmentation de modes de vie associant sédentarité et mauvaise alimentation.  

La maladie atteint le stade terminal lorsque les deux reins ont perdu 85 % de leur capacité de 

filtration. La fonction rénale doit alors être suppléée par une transplantation rénale ou par une 

méthode d’épuration comme la dialyse péritonéale ou l’hémodialyse [6].  

 

I.2.2. Suppléance des fonctions rénales et leurs limitations 
 
La dialyse débarrasse le sang des déchets et de l’eau accumulés dans le corps mais ne 

remplace que partiellement la fonction rénale. Bien qu’elle améliore la survie d’un patient, elle 

est aussi associée à de nombreuses contraintes. Le patient doit notamment se soumettre à 

des séances de dialyse plusieurs fois par semaine et un régime alimentaire strict pauvre en 

eau, en sel, en potassium et en phosphore [7]. En plus de représenter un coût économique 

important, elle est également associée à une morbi-mortalité importante avec 18 % de dialysés 

chroniques qui meurent chaque année [1]. 

 
La transplantation rénale quant à elle, permet d’améliorer la qualité et l’espérance de vie d’un 

patient. Après 10 ans, 70 % des greffons sont encore fonctionnels et 50 % après 14 ans. Elle 

nécessite toutefois la prise de traitements immunosuppresseurs responsables de 

complications infectieuses ou cancéreuses. Mais sa plus grande limitation reste la pénurie de 

greffons. En 2015, 3 488 greffes ont été effectuées pour un nombre total de demandes de 16 

529 [6]. 

 

I.2.3. Les enjeux de la recherche 
 
L’enjeu pour la recherche est de mieux connaître les mécanismes des maladies rénales pour 

limiter leur évolution vers le stade terminal en facilitant leur diagnostic et en adaptant les 

stratégies thérapeutiques. Ces 10 dernières années, de nombreux progrès ont permis une 

meilleure prise en charge de certaines formes d’IRC et une réduction des récidives notamment 

avec l’utilisation de nouvelles molécules plus performantes. Cependant, la physiopathologie3 

 
1 La prévalence désigne le nombre de cas total d’une maladie durant une période de temps donnée et pour une 
population donnée 

2 L’incidence désigne le nombre de cas nouveaux d’une maladie durant une période de temps donnée et pour 
une population donnée 

3 La physiopathologie est l’étude des troubles du fonctionnement de l’organisme, ou de ses parties, au cours 
des maladies [128].  
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des maladies relatives au glomérule n’est que partiellement comprise. La raison principale est 

l’absence d’un modèle expérimental fiable et reproductible. Plusieurs approches ont été 

développées afin de reproduire le glomérule et ses fonctions in vitro mais ces approches sont 

confrontées à la difficulté de reproduire l’architecture tridimensionnelle complexe d’un 

glomérule constitué de plusieurs types cellulaires différents interagissant entre eux.  

 

I.3. Modèles expérimentaux en néphrologie 
 

I.3.1. Les modèles murins in vivo 
 
L’utilisation d’un modèle animal et en particulier le modèle murin - rat ou souris - est 

couramment utilisé pour étudier la physiologie rénale [8] et les mécanismes de ses maladies 

[9]. Ils sont également utilisés lors des études pré-cliniques pour étudier l’efficacité et 

l’innocuité des thérapies. Ces modèles ont permis une grande avancée en néphrologie mais 

manquent de pertinence concernant les pathologies humaines en raison de problèmes de 

transposition entre différentes espèces [10]. Par exemple, la fibrose rénale n’est pas 

reproductible chez l’animal et l’évolution spontanée de certaines pathologies ainsi que leurs 

réponses thérapeutiques diffèrent des pathologies humaines [11]. C’est pourquoi des modèles 

in vitro ont été développés. 

 

I.3.2. Les modèles cellulaires in vitro 
 
Une alternative au modèle animal est le modèle cellulaire. L’utilisation de cellules humaines a 

permis de s’affranchir des problèmes de transposition entre espèces et a amélioré la 

compréhension de certains mécanismes physiologiques. Les modèles de cocultures ont 

montré l’importance de la communication entre les cellules épithéliales et les cellules 

endothéliales sur l’expression protéique et sur les fonctions cellulaires [12, 13]. Il est 

cependant difficile d’extrapoler des résultats issus de la culture d’un seul ou de plusieurs types 

cellulaires sur des boîtes de Petri en deux dimensions. En effet, le glomérule rénal possède 

une architecture tridimensionnelle complexe faisant intervenir de nombreux types cellulaires 

interagissant par de multiples voies. Particulièrement, la membrane basale glomérulaire est 

un espace d’échanges entre les différents types cellulaires qui lui font face. Son organisation 

spatiale incite à développer un modèle expérimental tridimensionnel pour l’étude de la 

physiopathologie glomérulaire et de la barrière de filtration. 

Enfin, sous l’action du flux sanguin, les cellules glomérulaires sont soumises à des contraintes 

de cisaillement et d’étirement. Des études ont montré que ces contraintes influent sur la 

morphologie des podocytes [14, 15], leur expression protéique [16, 17] ou encore sur 

l’organisation de leur cytosquelette [14, 18]. Partant de ce constat, Jang et al. ont montré 
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l’importance de privilégier des modèles dynamiques plutôt que des modèles statiques 

notamment lors d’études portant sur la néphrotoxicité d’agents biochimiques [15]. 

 
Afin de modéliser la richesse des interactions au sein du glomérule, il est primordial de 

développer un modèle en trois dimensions microvascularisé. Ce modèle pourrait être obtenu 

en combinant les principes de la biologie cellulaire et des techniques d’ingénierie, grâce à 

l’ingénierie tissulaire. 

 

II. Ingénierie tissulaire 
 

II.1. Introduction à l’ingénierie tissulaire 
 

II.1.1. Définition 
 
Comme l’écrivaient Langer et Vacanti en 1993, l’ingénierie tissulaire est un domaine 

interdisciplinaire appliquant les principes de l’ingénierie et des sciences de la vie pour 

développer des substituts biologiques permettant de restaurer, maintenir et améliorer les 

fonctions des tissus cellulaires [19]. Ces substituts sont élaborés à partir de composant de 

l’organisme vivant comme par exemple des cellules ou des constituants de la matrice 

extracellulaire (ECM) telles que des protéines structurales ou des facteurs de croissance.  

 
L’un des objectifs principaux de l’ingénierie tissulaire souvent mis en avant par les chercheurs 

est le développement d’organes de substitution sur mesure ciblant spécifiquement les besoins 

de chaque patient. Le développement et l’utilisation de greffons personnalisés permettrait de 

pallier la pénurie de greffons humains [2] tout en limitant les risques infectieux et les rejets de 

greffes par l’utilisation de cellules autologues1. Ces greffons issus de l’ingénierie tissulaire 

présenteraient de vrais avantages par rapport aux greffons réalisés dans des matériaux 

synthétiques. En effet, ces derniers sont limités par leur manque de propriétés biologiques, 

notamment en termes de biocompatibilité et de régénération tissulaire [20]. 

 
Mais malgré d’importantes avancées ces dernières années en ingénierie tissulaire, seu ls les 

organes peu complexes et faiblement vascularisés comme la peau [21] ou la vessie [22] sont 

aujourd’hui biofabriqués et implantés [23]. L’apport de l’ingénierie tissulaire à la médecine n’en 

reste pas moins important. Les méthodes développées à l’heure actuelle permettent la mise 

au point de modèles d’études in vitro pour l’étude de différentes pathologies, tout en apportant 

de nouveaux outils pour le développement futur de tissus de substitution voire d’organes. 

 
1 Les cellules autologues sont des cellules provenant de son organisme et administrées à soi. 
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II.1.2. Principaux enjeux de l’ingénierie tissulaire 
  
La création d’un organe entier ou d’un tissu complexe viable pour l’organ isme représente 

aujourd’hui un réel enjeu pour l’ingénierie tissulaire. Mais pour y parvenir, de nombreux 

challenges restent encore à surmonter :  

• Premièrement, la création d’un organe entier est limitée par la complexité de son 

organisation. Les organes et, en particulier, le rein sont constitués de multiples types 

cellulaires différents, assemblés dans une organisation tridimensionnelle complexe à 

différentes échelles avec de multiples échanges intercellulaires, qui devront être 

compris puis reproduits.  

• La deuxième difficulté concerne les risques de rejet des greffons par l’organisme 

receveur et la perte de viabilité du tissu biofabriqué. Pour ce faire, les méthodes et 

matériaux utilisés doivent être biocompatibles, avec une faible immunogénicité1 et 

respectueux de l’intégrité cellulaire. Les technologies faiblement invasives comme 

l’utilisation du laser et de matériaux présents naturellement dans le corps humain sont 

à privilégier pour réduire ces risques.  

• Enfin, la plus grande difficulté en ingénierie tissulaire reste la vascularisation des tissus. 

L’immense réseau de vaisseaux sanguins de l’organisme assure l’irrigation de 

l’ensemble des cellules du corps et maintient la survie cellulaire en leur apportant 

oxygène et nutriments. Sans oxygène et nutriments, les cellules nécrosent. En raison 

de la difficulté actuelle de créer un réseau vasculaire viable, les tissus obtenus 

aujourd’hui par ingénierie tissulaire restent très rudimentaires.  

 

II.2. La vascularisation 
 

II.2.1. Problème de vascularisation des tissus issus de l’ingénierie tissulaire 
 
La vascularisation est l’ensemble des vaisseaux sanguins irriguant une région du corps, un 

organe ou un tissu [24]. Ils permettent d’apporter l’oxygène et les nutriments nécessaires au 

fonctionnement et à la survie cellulaire tout en assurant l’élimination du dioxyde de carbone et 

des déchets qu’elles produisent. Sans vascularisation, les cellules ne peuvent survivre et 

nécrosent. Pour que ce système d’irrigation soit efficace et assure l’approvisionnement de 

chacune des cellules de l’organisme, le réseau vasculaire est composé de vaisseaux de gros 

calibres (artères et veines) divisés en vaisseaux de petits calibres (artérioles et veinules), eux-

mêmes divisés en capillaires puis en microcapillaires sanguins. Cette architecture en arbre 

permet d’alimenter chacune des cellules de l’organisme. La diffusion de l’oxygène dans les 

 
1 L’immunogénicité est la capacité qu’à un matériau de déclencher une réponse immunitaire bien spécifique. 
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tissus est limitée à une distance d’environ 100 µm [25, 26]. Ainsi, pour qu’une cellule reçoive 

l’oxygène nécessaire à sa survie, elle doit être située à moins de 100 µm d’un microcapillaire. 

Pour éviter l’ischémie1 puis la mort tissulaire, les microcapillaires se trouvent donc séparés les 

uns des autres par une distance maximale de 200 µm (Figure 4).  

 

 

Figure 4 Description schématique de la limite de diffusion dans les systèmes vasculaires in vivo. Les tissus 
environnants sont approvisionnés en oxygène, nutriments et médicaments via un réseau dense de capillaires. Le 
CO2 et les déchets cellulaires sont également éliminés par le réseau vasculaire [25]. 

 
En conséquence, seuls les tissus comme l’épiderme de la peau ou la vessie ont été 

biofabriqués et implantés avec succès [21–23]. Pour ces tissus, la faible épaisseur autorise 

les échanges de nutriments et d’oxygène. 

En revanche, la biofabrication de tissus de plus gros volume est pour l’instant réservée aux 

études in vitro où ces tissus sont approvisionnés en oxygène et nutriments par des 

bioréacteurs à perfusion améliorant la diffusion des nutriments dans les tissus [27, 28]. Pour 

assurer la vascularisation in vivo de ces tissus biofabriqués après implantation, un système de 

vascularisation homogène, comprenant un réseau de capillaires assurant l’approvisionnement 

de chacune des cellules, est requis.  

 

 
1 L’ischémie est l’arrêt ou l’insuffisance de la circulation sanguine dans une partie du corps ou d’un organe, 
privant les cellules de l’apport en oxygène et entrainant leur nécrose. 
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II.2.2. Stratégies de vascularisation des tissus bioconstruits 
 
Plusieurs stratégies ont été élaborées pour favoriser la vascularisation des tissus bioconstruits 

après implantation. Les premières approches se sont inspirées des mécanismes in vivo de 

vascularisation, l'angiogenèse et la vasculogenèse. Lors de la vasculogenèse, des cellules 

endothéliales progénitrices1 migrent vers les sites ischémiques, prolifèrent puis se 

différencient pour former des capillaires sanguins, tandis que durant l’angiogenèse, de 

nouveaux vaisseaux sanguins bourgeonnent et poussent à partir de vaisseaux sanguins 

préexistants à l’aide d’un gradient de facteurs angiogéniques2 [29, 30]. Qu’ils soient formés 

par angiogenèse ou vasculogenèse, les vaisseaux sont ensuite remodelés par 

l’environnement cellulaire et maturent pour s’adapter aux besoins spécifiques des tissus. De 

nombreuses approches se sont inspirées de ces deux mécanismes pour initier le 

développement d’un réseau vasculaire tridimensionnel pouvant s’intégrer au réseau vasculaire 

de l’organisme receveur lors d’une greffe. Parmi les nombreuses techniques développées pour 

assurer la vascularisation des greffons in vivo, on observe deux tendances. Une partie des 

études s’est concentrée sur les effets synergiques des cellules, des biopolymères et des 

facteurs angiogéniques, pour initier et accélérer la vascularisation des tissus in vitro dans 

l’optique d’une greffe. Le pré-réseau vasculaire s’intègre ensuite au réseau vasculaire de 

l’hôte. Enfin, d’autres études se sont penchées sur le développement de techniques de 

fabrication de vaisseaux sanguins et de réseau vasculaire en 3D. Je m’intéresserai ici 

uniquement à ces dernières études, car elles permettent aussi bien l’élaboration de vaisseaux 

sanguins implantables in vivo que la création d’un modèle d’étude de physiopathologie d’un 

vaisseau sanguin in vitro.  

 

 
1 Une cellule progénitrice est une cellule souche un peu plus différenciée. Elle ne présente pas encore de signe 
de différenciation mais, après trois ou quatre divisions, donne naissance à une ou plusieurs lignées cellulaires 
différenciées. Les cellules progénitrices sont issues de cellules souches multipotentes (non différenciées). 

2 Les facteurs angiogéniques permettent de réguler – d’activer ou d’inhiber – le mécanisme d’angiogenèse 
permettant la croissance de nouveaux vaisseaux sanguins à partir de vaisseaux préexistants. 
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II.2.3. Fabrication 3D de vaisseaux et de réseaux vasculaires 
 
Différentes techniques inspirées de l’ingénierie ont été développées et adaptées dans le but 

de fabriquer des réseaux vasculaires et des vaisseaux sanguins. On retrouve notamment : 

• la bioimpression : par jet d’encres, extrusion ou impression laser 

• la création de canaux à l’intérieur de structures de soutien1 suivi d’un ensemencement 

de cellules endothéliales : gravure au plasma, usinage laser, moulage… 

• la mise en forme de feuillet cellulaire : tissage ou enroulement de feuillet cellulaire 

• la fabrication de microfibres d’hydrogels chargées en cellules 

 

II.2.3.1. Les techniques de bioimpression 

 
La formation d’un réseau de capillaires sanguins perfusables à l’intérieur d’un tissu biofabriqué 

macroscopique est possible notamment à l’aide de la bioimpression 3D. Ces techniques de 

fabrication additive permettent de déposer une bioencre couche par couche selon un motif 

prédéfini par ordinateur. La bioencre est constituée de composants biologiques comme des 

cellules, des protéines ou encore des éléments nutritifs. Différentes méthodes de 

bioimpression existent : par jet d’encre, par extrusion ou par laser.  

 
Impression par jet d’encre et par extrusion : 

L’impression par jet d’encre permet le dépôt de microgouttelettes de bioencre couche par 

couche sur un substrat récepteur via une buse d’impression tandis que l’impression par 

extrusion permet le dépôt d’un long filament continu de bioencre. Ces techniques d’impression 

assurent le dépôt des cellules sur le substrat avec une très grande densité cellulaire qui 

favorise la génération vasculaire. Après le dépôt cellulaire, des réseaux vasculaires se forment 

et maturent en culture in vivo ou in vitro [31–33]. L’impression par jet d’encre ou par extrusion 

est rapide, simple d’utilisation et économique mais la buse d’impression se retrouve souvent 

obstruée et l’éjection des cellules à travers la buse d’impression crée de nombreux dommages 

cellulaires en raison des forces de cisaillement. 

 
Il est également possible de fabriquer des vaisseaux avec une lumière interne avec un procédé 

d’extrusion indirecte. Dans ce cas, une solution contenant des cellules et un hydrogel est 

utilisée pour encapsuler un réseau vasculaire sacrificiel préfabriqué. Après gélification de 

l’hydrogel, le réseau sacrificiel est dissous avec un solvant adéquat. Des cellules endothéliales 

sont ensuite injectées dans les canaux formés. La perfusion des canaux avec du milieu de 

culture ou du sang permet d’aider les cellules endothéliales à former un tapis cellulaire 

 
1 Une structure de soutien (ou scaffold en anglais) est un biomatériau servant en ingénierie tissulaire de support 
tridimensionnel permettant le maintien et la croissance cellulaire en imitant la matrice extracellulaire. 
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confluent en moins de deux jours tout en alimentant les cellules en oxygène et nutriments [34]. 

Le schéma d’un exemple de réseau vasculaire sacrificiel imprimé est présenté sur la Figure 5 

où les différentes étapes de fabrication du réseau vasculaires sont montrées. Dans un premier 

temps, un réseau sacrificiel est imprimé puis encapsulé à l’intérieur d’un hydrogel chargé en 

cellules. Le réseau est dissous par ajout de milieu puis perfusé [35]. 

 

 
Figure 5 Un réseau vasculaire sacrificiel bioimprimé est encapsulé d’une solution d’hydrogel et de cellules puis 
dissous pour permettre la création d’une architecture vasculaire perfusable [35].  

 

Bioimpression laser : 

L’essor des technologies lasers de ces dernières années a permis de développer des 

techniques de bioimpression 3D assistées par laser également appelé Laser Induced Forward 

Transfer ou LIFT. La microgouttelette de bioencre déposée sur le support récepteur est ici 

formée et projetée lorsqu’une impulsion laser arrive sur un film de bioencre. Le schéma de 

principe se trouve en Figure 6. L’avantage premier des imprimantes lasers est leur capacité 

d’impression avec une bonne précision et une très grande résolution spatiale. De plus, 

contrairement aux imprimantes par jet d’encre ou par extrusion, les imprimantes lasers ne 

nécessitent pas de tête d’impression risquant de s’obstruer et peuvent donc être utilisées pour 

imprimer des encres de plus forte viscosité. Bien que très prometteuse, la bioimpression laser 

est une technologie extrêmement coûteuse et chronophage. Elle cause en outre de nombreux 
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dégâts cellulaires lorsque les cellules sont projetées du film d’encre vers le substrat suite à 

l’impulsion laser [36–39].  

 

 

Figure 6 Schéma de principe du LIFT [36]. 

 
Il existe d’autres techniques utilisant le laser plus rapides et moins coûteuses que la 

bioimpression. On peut notamment citer les méthodes de stéréolithographies qui génèrent des 

motifs vasculaires complexes en trois dimensions en projetant les motifs sur des matériaux 

photosensibles. Les motifs créés sont ensuite ensemencés évitant les dommages cellulaires 

dus à l’interaction laser [40].  

 

II.2.3.2. Création de canaux intravolumiques à l’intérieur de matériaux biocompatibles 

 
De nombreux modèles de réseaux vasculaires perfusables ont été développés pour imiter la 

structure native d’un lit de microcapillaires. Ces techniques visent à créer des microcanaux ou 

des motifs représentants un lit de capillaires en surface (2D) ou à l’intérieur de matériaux (3D) 

biocompatibles. La fabrication de ces canaux en 2D ou 3D est suivie dans un second temps 

de l’ensemencement de cellules endothéliales puis de la perfusion des canaux afin d’obtenir 

la formation d’une monocouche de cellules endothéliales tapissant la paroi interne des 

microcanaux.  

 
La génération 2D des microcanaux en surface des biomatériaux peut être réalisée en retirant 

une ou plusieurs couches de matière soit par gravure au plasma (bombardement du matériau 

par un gaz ionisé [41]) soit par ablation laser (focalisation du faisceau laser à la surface du 

matériau [42]) soit par moulage (le biomatériau est moulé sur un gabarit de microcanaux en 

PDMS1 [43]). 

 
1 Le PDMS ou polydiméthylsiloxane est un polymère organo-minéral (structure contenant du carbone et du 
silicum). Il est couramment utilisé pour la fabrication et le prototypage de puces microfluidiques en étant 
mélangé à un agent réticulant. Après réticulation, le PDMS devient hydrophobe. 
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Pour obtenir des structures en 3D, l’empilement des structures 2D est possible mais la 

réalisation de chacune des couches puis leur empilement restent très complexes et 

chronophages. Les scientifiques ont alors développé d’autres méthodes comme la génération 

de canaux dans les matériaux transparents par laser ultracourts (paragraphe III.3), la 

polymérisation à 2 photons par laser [44] ou encore l’impression d’hydrogel par extrusion sur 

des matériaux sacrificiels [35] (paragraphe techniques de bioimpression). 

La seconde étape consiste à ensemencer des cellules endothéliales à l’intérieur des canaux 

2D ou 3D puis de les perfuser afin d’obtenir un tapis cellulaire confluent. Plusieurs études ont 

montré que l’écoulement microfluidique à travers un canal ensemencé de cellules régule la 

distribution spatiale et temporelle des cellules à l’intérieur des canaux [45]. Les forces de 

cisaillement créées par l’écoulement contrôlent la morphologie, l’alignement et la 

différentiation des cellules endothéliales et favorisent la fonctionnalisation des microcapillaires 

[46]. 

 
Pour faciliter la génération de ces structures microfluidiques, les matériaux utilisés restent 

majoritairement des matériaux synthétiques car ils sont plus résistants que les matériaux 

naturels [47]. Mais ces substrats synthétiques sont faiblement biocompatibles et limitent la 

pousse des cellules endothéliales. Ils induisent également des réponses inflammatoires in vivo 

[48]. 

  

II.2.3.3. Mise en forme de feuillet cellulaire 

 
L’utilisation de support de soutien a permis d’obtenir des progrès conséquents dans la 

génération de tissus vasculaires. Cependant, la durabilité de ces constructions biologiques in 

vivo est controversée en raison de l’ajout de matériaux étrangers à l’organisme. En effet, 

l’incorporation de matériaux extérieurs lors de la fabrication de tissus pourrait entraver les 

interactions intercellulaires et causer de l’inflammation ou un remodelage tissulaire. De plus, 

l’étude des mécanismes de développement tissulaire au stade embryonnaire suggère que les 

cellules sont capables de créer leur propre matrice extracellulaire.  

 
Des approches pour former des tissus vasculaires sans scaffold ont alors été mises au point. 

Parmi ces approches, on peut notamment citer l’utilisation de feuillet cellulaire. Ainsi, Okano 

et al. ont mis en culture des cellules endothéliales et des hépatocytes pour former des feuillets 

cellulaires. La culture était réalisée sur des matériaux thermoactifs afin de faciliter le 

détachement du feuillet du support de culture. En passant de 37 °C à 25 °C, le matériau 

support passait d’hydrophobe à hydrophile. Par changement de température, plusieurs 

feuillets sont ainsi détachés de leur support de culture puis empilés les uns sur les autres pour 

former des tissus plus épais constitués de différents types cellulaires. Ces feuillets sont ensuite 



31 
 

enroulés sur eux-mêmes pour former un tube. Après 3 jours de perfusion, les cellules 

endothéliales des feuillets cellulaires enroulés ont formé des capillaires avec une lumière 

centrale. Les résultats de la perfusion de ces feuillets sont remarquables mais leur faible 

stabilité mécanique est un inconvénient majeur [49]. 

  
Pour renforcer la stabilité mécanique, L’Heureux et al. ont découpé des rubans dans des 

feuillets cellulaires similaires qu’ils ont ensuite torsadés pour former des fils. Les vaisseaux 

sanguins sont ensuite fabriqués en tissant les fils obtenus entre eux. Cependant, le tissage 

manuel restreint cette technique de fabrication à des vaisseaux sanguins de gros diamètre 

(~5mm de diamètre) [50].  

 

II.2.3.4. Fabrication de microfibres d’hydrogel chargé en cellules 

 
Enfin, il existe également des techniques consistant à mettre en forme des hydrogels chargés 

de cellules pour obtenir des fibres micrométriques proches de l’architecture de 

microcapillaires. Pour ce faire, Onoe et al. utilisent un appareil microfluidique coaxial pour 

fabriquer une microfibre composée de collagène et de cellules endothéliales. La microfibre 

obtenue mesure plus d’un mètre de long avec un diamètre externe de 200 µm environ. La 

fabrication de cette fibre se fait en 3 étapes [51]:  

1. La première étape consiste à utiliser un triple flux coaxial comme illustré sur la Figure 

7. Au centre, une solution contenant des cellules et un hydrogel de collagène est 

injectée. Ce flux central est entouré par un flux secondaire d’une solution d’alginate de 

sodium, lui-même entouré d’un flux externe d’une solution de chlorure de calcium. 

Cette première étape aboutit à la formation d’une gaine d’alginate réticulée par le 

chlorure de calcium à l’intérieur de laquelle se trouvent des cellules et un hydrogel de 

collagène. 

2. Durant la seconde étape, les microfibres sont mises à l’incubateur à 37 °C pour laisser 

le collagène gélifier dans la gaine d’alginate. Après gélification complète, le collagène 

peut servir de support de culture cellulaire et permettre aux cellules endothéliales de 

migrer et de se structurer pour former un tube cellulaire tapissant la paroi interne de la 

gaine d’alginate.  

3. Enfin, la gaine d’alginate est libérée par l’action enzymatique d’un bain d’alginate lyase. 
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Figure 7 Photo et schéma du système de triple flux coaxial permettant de fabriquer des fibres d’hydrogel 
chargées en cellules et entourées d’une gaine d’alginate réticulée. Barre d’échelle : 1mm [51]. 

 
La microfibre finale obtenue est constituée d’une couche externe de cellules endothéliales 

recouvrant un cœur d’hydrogel de collagène. 

 

II.3. Ingénierie tissulaire appliquée au rein 
 

Certaines méthodes présentées précédemment peuvent être adaptées au cas plus spécifique 

d’un modèle d’étude de la barrière de filtration glomérulaire et de la physiopathologie rénale. 

Bien que les méthodes de bioingénierie tissulaire soient multiples, beaucoup ne s’adaptent 

pas au cas spécifique du rein. Ainsi, la plupart des travaux réalisés sur le rein ne concerne 

que l’épithélium tubulaire. L’obtention d’une structure glomérulaire reste aujourd’hui difficile du 

fait de la complexité de son architecture tridimensionnelle, de la spécificité des différents types 

cellulaires qui la composent et de la difficulté à reproduire la MBG in vitro. Quelques techniques 

ont cependant vu le jour pour reproduire la structure de la barrière glomérulaire in vitro. 

 

II.3.1. Les organoïdes 
 
Un organoïde est une structure tridimensionnelle composée de multiples types cellulaires et 

reproduisant in vitro la microarchitecture et les fonctionnalités d’un organe. S’inspirant des 

mécanismes embryonnaires, les scientifiques ont développé ces dix dernières années des 

techniques de fabrication d’organoïdes représentatifs de plusieurs tissus différents. Ces 

techniques commencent à se généraliser de plus en plus et semblent devenir progressivement 

incontournables pour l’étude des mécanismes de la physiologie et de la physiopathologie [52]. 
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Concernant les applications rénales et l’obtention d’un glomérule, la fabrication d’organoïdes 

est notamment très prometteuse en raison de la complexité du rein. 

 
La fabrication d’organoïdes est réalisée à partir de cellules souches ou de cellules 

progénitrices un peu plus différenciées dans un environnement tridimensionnel favorable au 

développement de l’organoïde. Les cellules s’auto-organisent en suivant les différentes étapes 

du développement embryonnaire in utero. Les cellules maturent peu à peu à l’aide de facteurs 

de croissance et de facteurs de différenciation délivrés séquentiellement in vitro. 

 
Différentes équipes ont réussi à reproduire des organoïdes rénaux complexes composés de 

multiples types cellulaires interagissant entre eux et avec le réseau vasculaire. L’équipe de 

Takasato et al. a obtenu des organoïdes multicellulaires similaires à un rein fœtal humain en 

modulant la signalisation des cellules souches pluripotentes et en délivrant séquentiellement 

différentes molécules [53]. Xinaris et al. ont fabriqué des organoïdes rénaux in vitro à partir de 

suspensions cellulaires. Après implantation in vivo, ces organoïdes étaient capables de 

maturer et de former un glomérule rénal vascularisé, doté de capacité de filtration partielle et 

de réabsorption de molécules [54].  

 
Des organoïdes de glomérule rénal ont été fabriqués plus récemment par Hale et al. Les 

cellules exprimaient ici les marqueurs de différenciation spécifique des podocytes et 

témoignaient de la formation d’une membrane basale glomérulaire [55].  

Malgré des progrès très encourageants, les techniques de production de ces organoïdes ne 

sont pas encore normalisées et aboutissent aujourd’hui à des cellules de différents niveaux de 

maturité [56]. 

 

II.3.2. Techniques de bioimpression 
 
L’utilisation de la bioimpression 3D est aujourd’hui omniprésente en ingénierie tissulaire et a 

été par conséquent utilisée pour tenter de fabriquer des reins. Les bioimprimantes permettent 

le dépôt précis de cellules et de matériaux biologiques sur un papier biologique composé le 

plus souvent d’un hydrogel biocompatible. En ingénierie tissulaire rénale, des structures 

tubulaires perfusables ont été imprimées et ont permis l’étude de la néphrotoxicité sur 

l’épithélium tubulaire rénal [57, 58]. Des uretères fonctionnels ont également été imprimés par 

l’équipe de Zhang et al. [59]. En revanche, les bioimprimantes n’ont pas réussi à imprimer ni 

de néphron ni de modèle glomérulaire en raison de leur grande complexité tridimensionnelle 

à l’échelle micrométrique. En plus des difficultés pour reproduire l’architecture complexe des 

organes, les méthodes de bioimpression 3D causent aujourd’hui des dommages cellulaires 
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conséquents qui sont incompatibles avec la fabrication de modèle d’étude ou de greffons 

viables.  

 

II.3.3. Kidney on-a-chip  
 
Le principe d’un rein sur puce ou kidney on-a-chip est de modéliser certaines fonctions rénales 

sur une puce 2D à l’aide d’un écoulement microfluidique. Des cellules sont ensemencées et 

cultivées à l’intérieur de canaux préfabriqués puis les canaux sont soumis à un flux (milieu de 

culture ou plasma). Ces puces avec canaux intégrés sont élaborées selon les techniques 

présentées au paragraphe II.2.3.2. et réalisées le plus souvent dans des matériaux 

synthétiques. L’action de ce flux permet aux cellules de se différencier et d’acquérir la 

morphologie et la fonctionnalité d’une cellule de l’organisme. En effet, un écoulement 

dynamique génère des forces de cisaillement et d’étirement qui influencent la morphologie des 

podocytes [14, 15], leur expression protéique [16, 17] ou l’organisation de leur cytosquelette 

[14, 18]. Ces reins sur puce ont par exemple permis d’étudier la néphrotoxicité sur l’épithélium 

tubulaire [15]. Plus récemment, Musah et al. ont mis au point le premier glomérule sur puce 

en ensemençant des cellules endothéliales et des podocytes de part et d’autre d’une 

membrane poreuse  [60]. En contrôlant le débit de l‘écoulement pour imiter les pulsations du 

sang à l’intérieur des glomérules, Zhou a étudié la physiopathologie de la néphropathie 

hypertensive, le schéma de principe de son glomérule sur puce est représenté sur la Figure 8 

[61].  

 
Toutefois, ces reins sur puce sont limités à deux dimensions et peinent à reproduire in vitro la 

complexité de l’architecture tridimensionnelle du glomérule et de la membrane basale 

glomérulaire ainsi que la spécificité des différents types cellulaire qui la composent. 

 

 

Figure 8 Schéma d’un glomérule sur puce [61]. 
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II.3.4. Utilisation d’une structure de soutien (scaffold) 
 
Des structures servant de support au cellules appelés scaffolds sont couramment utilisées en 

ingénierie tissulaire. Elles permettent le maintien et le développement de vaisseaux sanguins 

dans une structure 3D proche de l’organe à reproduire. Deux grands types de structure 

peuvent être utilisés : ceux issus de matériaux biologiques et ceux issus de matériaux 

synthétiques.  

 
Structures de soutien d’origine biologique :  

Les scaffolds d’origine biologique sont le plus souvent des organes ou des tissus prélevés sur 

des mammifères puis décellularisés. Après décellularisation, on vient réimplanter de nouvelles 

cellules. Différents procédés de décellularisation de ces tissus cadavériques ont été mis au 

point : traitements chimiques, enzymatiques ou physiques. Ces procédés permettent de retirer 

les cellules tout en préservant l’architecture 3D du tissu et la matrice extracellulaire qui contient 

principalement du collagène et des facteurs de croissance et d’adhésion. Ces squelettes 

biologiques servent de matrices biocompatibles et favorisent le développement d’un réseau 

microvascularisé [62]. Ils sont particulièrement intéressants pour les applications rénales car 

ils permettent d’obtenir très facilement la matrice rénale. Des études ont montré que 

l’ensemencement de cellules glomérulaires (épithéliales et vasculaires) à l’intérieur de 

scaffolds de tissus rénaux préalablement décellularisés favorisait la survie et la prolifération 

cellulaire [63, 64]. Plus récemment, Fedecostante a obtenu une structure tubulaire rénale en 

ensemençant des cellules tubulaires proximales sur un scaffold décellularisé. Cette structure 

lui a permis d’étudier la néphrotoxicité de différents agents comme la cisplatine, le tenofovir 

ou la ciclosporine [65]. 

  
L’utilisation de scaffolds décellularisés prélevés sur des cadavres d’animaux est cependant 

limitée car ces scaffolds ne sont ni standardisés ni reproductibles. Il existe également des 

problèmes d’immunogénicité et de corrélation entre espèces. 

 
Scaffolds synthétiques :  

Les scaffolds de matériaux synthétiques sont quant à eux d’avantage reproductibles et 

peuvent être utilisés en combinaison d’autres techniques d’ingénierie tissulaire comme la 

bioimpression 3D ou les méthodes microfluidiques développées dans les paragraphes 

précédents. La contrainte principale des matériaux synthétiques est liée aux propriétés 

intrinsèques de ces matériaux. Il s’agit de trouver un compromis entre les différentes propriétés 

que sont la rigidité, la résistance mécanique, la topographie de surface, la biocompatibilité ou 

la biodégradabilité. Le choix du matériau est un critère d’importance mais l’utilisation d’un 
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matériau étranger à l’organisme est connue pour augmenter les risques de réponses 

inflammatoires in vivo.  

 

II.4. Fabrication de microfibres d’hydrogel chargées en cellules 
 

Le travail de Kalisky et al. présente une méthode de fabrication de microfibres d’hydrogel 

chargées en cellules dont l’application concerne initialement le développement de fibres 

osseuses et non de microcapillaires rénaux. 

  
Un microcapillaire de verre est successivement trempé dans des bains de solution de chlorure 

de calcium et d’alginate de sodium pour former une gaine d’alginate. Une solution mêlant 

hydrogel de collagène et cellules est ensuite injectée à l’intérieur de cette gaine tout en retirant 

simultanément le microcapillaire de verre. La gélification de l’hydrogel de collagène est 

obtenue 24 heures après. Après ce délai, la gaine d’alginate est mécaniquement retirée ce qui 

évite l’utilisation d’un traitement enzymatique et réduit ainsi les dommages cellulaires. Cette 

méthode aboutit à la formation d’une microfibre d’environ 200 µm de diamètre et de 3 cm de 

long. Kalisky et al. utilisent des cellules tdTomato se différenciant ensuite en lignée 

ostéoblastique1 pour des applications d’ingénierie tissulaire osseuse [66]. 

  
Cette méthode a ensuite été adaptée par Flegeau et al. pour fabriquer une microfibre 

glomérulaire de structure cœur-écorce. Le cœur est constitué d’un hydrogel de collagène et 

l’écorce d’une couche bicellulaire avec des cellules endothéliales glomérulaires sur le versant 

interne et des podocytes sur le versant externe. Du collagène IV est détectée par des 

techniques d’immunofluorescence à l’interface des deux couches cellulaires. La présence de 

collagène IV témoigne de la formation d’une néomembrane glomérulaire. En effet, l’interaction 

et la coopération cellulaire entre les CEG et les podocytes induisent la formation de collagène 

IV à leur interface. Des analyses par PCR, Western Blot et par PCR quantitative ont confirmé 

la sécrétion de collagène IV ainsi que de laminine et de nidogène à l’interface des deux types 

cellulaires [67]. Cette dernière méthode permet la mise en forme de microfibres glomérulaires 

avec un diamètre externe micrométrique. Cependant, les fibres obtenues sont des fibres à 

cœur plein, rempli d’hydrogel de collagène, ce qui empêche leur perfusion et limite leur 

utilisation comme modèle vasculaire. Pour utiliser ces microfibres comme modèle perfusable, 

il est nécessaire de créer une lumière interne à travers le collagène au centre. La création d’un 

canal intravolumique au sein d’un tissu mou et transparent est un challenge pouvant être 

relevé par l’utilisation de lasers ultracourts. 

 

 
1 Les ostéoblastes sont des cellules jeunes osseuses qui participent à la construction de l’os et peuvent se 
différencier en ostéocytes. 
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Ainsi, les travaux de cette thèse reposent sur l’utilisation de lasers ultracourts pour créer une 

lumière interne à l’intérieur des microfibres selon le protocole de Flegeau et al. [67]. Les 

protocoles expérimentaux de ces deux techniques seront développés plus en détail dans le 

chapitre II « Mise au point des protocoles expérimentaux ».  

 

III. Interaction laser-matière 
 

L’élaboration de notre modèle de vascularisation glomérulaire s’est basée sur les travaux de 

Kalisky et al. [68] et de Flegeau et al. [67] présentés au paragraphe précédent. Le modèle 

aboutit à une microfibre pleine dont le cœur est intégralement occupé par l’hydrogel de 

collagène de type I. Afin d’évider ce collagène, nous nous sommes tournés vers l’utilisation 

d’un faisceau laser à impulsions ultrabrèves pour dégrader la matière sans endommager les 

cellules.  

 

III.1. Utilisation des lasers pour le biomédical 
 

Depuis leur création en 1960, les lasers ont très vite été utilisés pour des applications 

médicales. La première opération ophtalmologique fut réalisée par Campbell seulement un an 

après son invention tandis qu’en 1963 Léon Goldman utilisait déjà la technologie laser pour 

traiter différents problèmes cutanés. Certaines de leurs propriétés rendent les lasers 

particulièrement adaptés pour des applications biologiques. Ils sont rapides, précis et 

relativement peu invasifs, limitant ainsi les risques infectieux et facilitant la cicatrisation des 

tissus. Leurs effets peuvent être modulés selon les types de laser utilisés et les paramètres 

d’irradiation choisis. En sélectionnant les grandeurs d’un ensemble de paramètres tels que la 

longueur d’onde, la durée d’impulsion ou encore la fluence - quantité d’énergie par unité de 

surface - différents effets thérapeutiques peuvent être obtenus pour une grande variété 

d’applications. Par exemple, l’exérèse de tumeurs cutanées se fait aujourd’hui avec un laser 

continu à CO2. Ce laser permet ici de retirer les couches minces supérieures sans pénétrer 

profondément la peau à l’aide d’un processus thermique [69]. Par opposition, l’utilisation d’un 

laser Nd:YAG transmis par fibre optique dans le canal opérateur d’un endoscope, peut venir 

traiter certains types de cancer situés dans des zones difficilement accessibles comme la 

gorge, le foie ou la prostate [70]. 

 
Aussi bien utilisé pour le traitement thérapeutique que le diagnostic médical, le laser est 

également un outil indispensable dans la recherche biomédicale et en ingénierie tissulaire. Par 

exemple, son utilisation est largement répandue pour la bioimpression où on vient déposer 

une bioencre couche par couche selon un motif 3D prédéfini par ordinateur. Cette bioencre 
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contient des constituants biologiques tels que des cellules, des éléments nutritifs, un gel ou 

des composants de la matrice extracellulaire. En bioimpression assistée par laser, l’impulsion 

laser est ciblée sur une fine cartouche de bioencre. En entrant en contact avec cette cartouche, 

l’impulsion laser est absorbée et une microgouttelette de bioencre est projetée sur un support 

récepteur. L’utilisation du laser permet ici d’imprimer des tissus rapidement avec une grande 

résolution. Un muscle squelettique, du cartilage et un calvarium ont été imprimés à échelle 

humaine par Kang et al. tout en conservant leur intégrité structurelle [71]. Fricain et al. ont 

également imprimé in situ, via cette technique, des cellules osseuses pour améliorer et mieux 

contrôler la réparation osseuse in vivo [68]. 

 
En ingénierie tissulaire, l’environnement tridimensionnel des tissus joue sur le fonctionnement, 

la différenciation ou encore l’adhésion des cellules [72–74]. Les lasers sont de ce fait des outils 

essentiels pour contrôler et usiner l’architecture tridimensionnelle de cet environnement. Par 

exemple, des nanostructures favorisant l’adhésion et l’alignement cellulaire sont formées par 

laser en surface de différents matériaux. En exposant du titane ou de l’oxyde de titane à un 

faisceau laser avec une fluence proche du seuil d’ablation, des nanostructures périodiques 

appelées LIPSS - Laser-Induced Periodic Surface Structures - sont générées à la surface du 

matériau [75]. Pour des applications en ingénierie tissulaire, l’équipe de Pérez et al. ont réalisé 

ce même type de structure à la surface de polymères biodégradables naturels comme du 

chitosane à l’aide d’impulsions nanosecondes (ns) [76–78]. 

 
Ces dernières années, le développement des technologies laser, et notamment la réduction 

de la durée d’impulsion, a permis de multiplier ses applications dans la recherche biomédicale. 

Les lasers à impulsions ultracourtes se révèlent notamment des outils indispensables pour 

réaliser des modifications très précises dans le volume de tissus vivants sans impacter le 

milieu environnant.  

 

III.2. Principes physiques du micro-usinage par laser de tissus mous et transparents 
 

Le développement de lasers à impulsions ultracourtes offre aujourd’hui la possibilité de 

générer des modifications internes dans le volume de matériaux transparents via un 

phénomène d’absorption non linéaire localisée au point focal laser. Lorsqu’un matériau 

transparent est soumis à une illumination intense à l’aide d’un tel laser, des modifications 

intravolumiques peuvent avoir lieu dans le volume sans impacter la surface du matériau. Ce 

procédé est possible grâce au phénomène d’absorption multiphotonique (AMP) [79–81].  
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III.2.1. Principe de l’absorption multiphotonique 
 
Lors de l’exposition d’un matériau à une impulsion laser, si l’énergie du photon lumineux est 

suffisante pour franchir la différence d’énergie entre la bande de valence et la bande de 

conduction, un électron appartenant à la matrice du matériau absorbe le photon lumineux 

incident et devient excité en passant dans la bande de conduction. Il s’agit d’une absorption 

linéaire comme illustré sur la Figure 9. 

 

 

Figure 9 Diagramme de Jablonski illustrant les principes de l'absorption linéaire. 
Crédit : John Lopez, support de formation ALPhANOV. 

 
Pour une longueur d’onde donnée, si l’énergie du photon lumineux n’est pas suffisante pour 

franchir ce gap énergétique, on dit que le matériau est transparent à cette longueur d’onde. 

Cependant, l’absorption reste possible si plusieurs photons de faible énergie arrivent 

simultanément sur une zone restreinte du matériau. Les photons cumulent alors leur énergie 

pour franchir le gap énergétique et sont absorbés simultanément. On parle d’absorption 

multiphotonique (AMP) (Figure 10). 
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Figure 10 Diagramme de Jablonski illustrant les principes de l'absoprtion non linéaire. 
Crédit : John Lopez, support de formation ALPhANOV. 

 
L’AMP permet ainsi d’usiner le volume de matériaux transparents. Dès que des électrons sont 

excités sur la bande de conduction par AMP, ils peuvent ensuite générer de nouveaux 

électrons libres par un procédé appelé absorption inverse dite de Bremsstrahlung. Après avoir 

franchi le gap énergétique, l’électron excité de la bande de conduction continue d’engranger 

de l’énergie cinétique en absorbant d’autres photons incidents. Lorsqu’il a accumulé 

suffisamment d’énergie cinétique et qu’il rentre en collision avec un autre électron de la bande 

de valence, il lui transfère une partie de son énergie, l’ionisant à son tour. Après collision, les 

deux électrons se retrouvent sur la bande de conduction - tous deux excités - avec une énergie 

cinétique quasi-nulle. Puis, ils peuvent de nouveau accumuler de l’énergie cinétique en 

absorbant des photons incidents pour ensuite exciter deux nouveaux électrons, puis quatre et 

ainsi de suite. On parle d’ionisation en cascade. La densité électronique (densité d’électrons 

excités) au point focal laser augmente, menant à la formation d’un plasma dans le volume 

focal. Ce plasma généré est un nuage gazeux constitué d’ions et d’électrons libres et permet 

de modifier les propriétés du matériau transparent au niveau du point focal laser.  

 
Pour générer un tel plasma, il faut donc déposer suffisamment de photons au même endroit 

et au même moment pour générer une AMP. Pour obtenir une densité de photons suffisante 

au point focal laser, il est nécessaire de concentrer fortement l’intensité lumineuse soi t dans 

le temps, soit dans l’espace. Cela est possible avec un laser à impulsion femtoseconde (10 -

15 s) (confinement temporel) combiné à une grande ouverture numérique (confinement spatial). 

L’ouverture numérique (ON) d’un objectif de focalisation correspond à l’ensemble des angles 

pour lesquels l’objectif est capable de capter ou d’émettre les rayons lumineux. Il est défini 

selon la formule suivante : 
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𝑂𝑁 = 𝑛 × sin 𝛼 

où n est l’indice de réfraction du milieu en sortie de l’objectif (nair = 1) et α est l’angle de demi-

ouverture qui correspond à l’angle entre l’axe optique et le rayon le plus écarté de l’axe optique 

entrant dans l’objectif (Figure 11). 

 

 

Figure 11 Schéma illustrant un objectif focalisant avec une forte ouverture numérique. Ici, D représente le 
diamètre de la pupille d’entrée, f est la distance de focalisation de l’objectif, α est l’angle de demi-ouverture et 

nair est l’indice de réfraction du milieu. 

 
L’ON est souvent calculée en considérant que l’angle de demi-ouverture est suffisamment petit 

pour faire l’approximation suivante : 

𝑂𝑁 = sin 𝛼 ≃ tan 𝛼 ≃ 𝛼 ≃
𝐷

2 × 𝑓
 

où D est le diamètre d’entrée de la pupille, f la distance de focalisation de l’objectif et nair = 1 

dans l’air. 

 
Une grande ouverture numérique combinée à un laser à impulsions ultracourtes permet ainsi 

de reproduire les conditions de formation d’un plasma en créant un point focal laser très petit, 

de forte puissance crête - puissance d’une seule impulsion – dans une zone spécifique.  

En revanche, la fluence – quantité d’énergie par unité de surface - en dehors du volume focal 

n’est pas suffisante pour générer une AMP et donc un plasma. Cette propriété permet d’usiner 

ou de modifier les caractéristiques d’un matériau localement et sélectivement dans son volume 

sans impacter l’environnement autour du point focal laser comme illustré sur la Figure 12. 
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Figure 12 Une impulsion femtoseconde focalisée avec une grande optique numérique permet d’usiner le volume 
d’un matériau transparent (ici le collagène) sans impacter les couches supérieures (ici la surface cellulaire). 

 
Par ce procédé non linéaire, Ding et al. ont réalisé des modifications de l’indice optique de 

réfraction dans le volume de polymères [82]. En ophtalmologie, l’absorption non linéaire par 

impulsions femtosecondes est de plus en plus utilisée comme alternative au microkératome 

mécanique permettant la découpe du volet supérieur de la cornée lors des opérations de 

chirurgie réfractive - correction de la myopie, de l’astigmatisme ou de l'hypermétropie. La 

technique LASIK (Laser ASsisted In situ Keratomileusis) permet ainsi la découpe du capot 

cornéen en produisant une bulle de gaz par impulsion laser dans le collagène de la cornée, 

transparente à l’impulsion laser. Ces bulles servent ensuite de prédécoupe pour retirer le capot 

cornéen mécaniquement selon la technique de découpe en timbre-poste [83]. 

 
La formation de bulles de gaz lors du LASIK est un phénomène courant appelé cavitation. Le 

phénomène de cavitation génère des bulles difficilement contrôlables qui peuvent être 

délétères pour les tissus vivants. En revanche, la cavitation est parfois déclenchée 

volontairement pour certaines applications, comme lors du LASIK ou lors de notre application 

où les bulles formées viennent générer une lumière à l’intérieur d’un microvaisseau rempli 

d’hydrogel.  

 

III.2.2. Cavitation induite par laser  
 
La cavitation est définie comme la formation et l’évolution d’une bulle de gaz ou de vapeur 

dans un liquide soumis à un fort gradient de pression [84]. Ces bulles s’effondrent lorsque le 

gradient disparaît.  

 
Le phénomène de cavitation peut notamment intervenir lorsqu’un liquide ou un matériau riche 

en eau (comme les hydrogels) est soumis à une illumination laser suffisamment intense, un 

plasma peut se former par ionisation du volume focal. La génération du plasma crée une 

montée en température et en pression du matériau en quelques picoseconde (103 fs), 

induisant un étirement élastique de la matière et la formation d’une bulle de vapeur au niveau 
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du point focal [85]. La bulle se dilate ensuite dans toutes les directions jusqu’à atteindre une 

taille maximale critique où la pression à l’intérieur de la bulle est égale celle à l’extérieur. La 

bulle entame alors une phase d’effondrement.  

 
Dans les liquides et les matériaux peu visqueux, les bulles formées effectuent des rebonds 

(alternance entre phase de dilatation et phase de décroissance) jusqu’au collapsus final. 

Chacun de ces rebonds s’accompagne de la libération d’une onde de choc. Les rebonds se 

poursuivent jusqu’à ce qu’il ne reste plus que des gaz incondensables qui finiront par se 

dissoudre [86]. La disruption de la matière provient alors des effets mécaniques - cavitation et 

onde acoustique - déclenchés par absorption multiphotonique [87]. L’onde de choc produit des 

tensions de traction participant à la rupture du liquide tandis que les pressions internes 

augmentent l’expansion de la cavité formée [85]. 

 
Cependant, lorsque le matériau s’apparente à un gel solide et amorphe, les bulles formées 

sont contenues par le matériau environnant. La vitesse de dilatation et d’effondrement sont 

ralenties, limitant ainsi les rebonds. La cavitation en milieux gélatineux reste aujourd’hui peu 

étudiée à ce jour. En effet, le seuil énergétique de cavitation de l’eau est similaire à celui du 

milieu oculaire et à celui d’autres tissus biologiques [87–89]. Beaucoup d’études se sont ainsi 

concentrées sur la cavitation induite par laser dans l’eau afin de simplifier le protocole 

expérimental. Alors que la répartition énergétique et la phase initiale de formation et 

d’expansion des bulles sont indépendantes de la viscosité, les différences des propriétés 

élastiques des matériaux limitent la taille des bulles formées et conduisent à des différences 

en termes d’évolution des bulles, du nombre de rebonds et par conséquent des effets disruptifs 

sur la matière [90].  

 
Bien que souvent délétère pour les cellules dans les milieux organiques, le phénomène de 

cavitation peut toutefois être utilisé pour générer des motifs dans le volume de matériaux 

biologiques transparents comme les hydrogels.  

 

III.3. Applications à l’usinage de canaux intravolumiques dans les hydrogels 
 

Pour répondre aux problématiques de vascularisation, ce projet s’appuie sur les phénomènes 

de cavitation induits par laser ultracourts pour réaliser des canaux à l’intérieur d’une microfibre 

remplie d'hydrogel de collagène. 

 
Dans la littérature, de nombreuses études se sont consacrées à l'obtention de canaux à 

l’intérieur d’une grande variété d’hydrogels. La majorité de ces études a opté pour des 

hydrogels synthétiques ou dérivés de protéines animales ou végétales. Ces hydrogels sont 

choisis pour leurs propriétés optiques et mécaniques facilitant leur usinage, leur robustesse, 
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leur intégrité mécanique, leur bonne homogénéité optique ou encore leur faible coût. Les 

matériaux synthétiques peuvent en plus être fabriqués avec un grand niveau de contrôle. 

 

III.3.1. Usinage d’hydrogels synthétiques ou dérivés de protéines animales ou végétales 
 
Dans l’optique de générer un réseau microvasculaire dense et entremêlé, similaire aux 

réseaux animaliers, Heintz et al. ont utilisé un hydrogel synthétique de diacrylate de 

polyéthylène glycol (PEGDA). Le PEGDA est un polymère synthétique dépourvu de protéines 

et possède donc une faible absorption biphotonique. Ils ont reproduit le réseau microvasculaire 

du cortex cérébral d’une souris à l’aide d’un laser en infrarouge proche (790 nm), de durée 

d’impulsion de 140 fs et d’une fluence de 3,77J.cm-2. Deux passages laser décalés l’un de 

l’autre de 1 µm selon la profondeur du matériau, sont nécessaires pour parvenir à la formation 

d’un canal complet. La génération de canaux intravolumiques est due ici à l’expansion 

thermoélastique à l'origine des phénomènes de cavitation due à la formation d’un plasma. La 

bonne intégrité du PEGDA permet l’usinage d’un réseau vasculaire très dense et tortueux à 

l’intérieur d’un faible volume d’hydrogel [91]. 

  
Applegate et al. se sont intéressés à la soie produite par le ver à soie du papillon Bombyx Mori. 

Ils ont usiné des structures en trois dimensions dans le volume d’un hydrogel dérivé de ces 

protéines de soie. Cet hydrogel a été choisi pour sa faible absorbance optique et sa grande 

robustesse. Au moyen d’un laser ultracourt (100 fs) avec de très faibles énergies par 

impulsions (< 2 nJ), ils ont pu former différentes structures tridimensionnelles jusqu’à 1 cm de 

profondeur. L’utilisation d’une cadence élevée à 80 MHz a permis de créer une forte 

accumulation thermique au point focal laser, menant à la disruption des fibres de soies et 

créant ainsi une cavité [92].  

 
Ces matériaux sont choisis spécifiquement pour réaliser facilement des structures 

intravolumiques. Toutefois, leur utilisation est limitée par leur manque de biocompatibilité et 

leur manque d’interaction naturelle favorable pour les tissus et les cellules humaines. 
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III.3.2. Usinage d’hydrogels présent dans la matrice extracellulaire 
 
Le choix de matériaux issus de la matrice extracellulaire humaine, comme le collagène, offre 

la possibilité de réaliser des hydrogels dont les propriétés sont très proches des tissus vivants 

et avec une très bonne biocompatibilité. 

 

III.3.2.1. Présentation du collagène 

 
Le collagène est une protéine de la matrice extracellulaire parmi les plus abondantes. Il est 

sécrété par les cellules et interagit avec ces dernières via des récepteurs spécifiques régulant 

de nombreuses fonctions cellulaires comme la prolifération, la migration ou l’alignement 

cellulaire [93]. L’interaction du collagène avec les cellules est également un phénomène 

important lors du processus de remodelage des tissus adultes. Il induit en effet la 

différenciation et le phénotype cellulaire [94, 95]. Le collagène est également biocompatible et 

possède une faible immunogénicité - capacité d’induire une réaction immunitaire. Pour ces 

raisons, il est couramment utilisé comme structure de support cellulaire en ingénierie tissulaire. 

  
Pour comprendre les mécanismes de dégradation du collagène par laser il est important de 

connaître sa structure tridimensionnelle particulièrement, illustrée sur la Figure 13. 
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Figure 13 A) Schéma de la triple hélice de collagène formant une molécule de tropocollagène. B) Organisation 
spatiale du collagène fibrillaire, de la molécule au tissu [96]. 

 
Le collagène est composé de trois chaînes hélicoïdales gauches α enroulées hélicoïdalement 

en sens inverse (sens droit) pour former une molécule de tropocollagène. La plupart des 

collagènes sont de types fibrillaires. Dans cette structure, les molécules de tropocollagène 

sont associées par six selon la Figure 13 – B, pour former des fibrilles stabilisées par des 

liaisons covalentes réticulées. Ces fibrilles sont ensuite associées entre elles pour former des 

fibres de collagène dont le diamètre varie en fonction des types de tissus. Cette structure 

tridimensionnelle particulière lui confère une grande résistance mécanique. Elle contribue à 

créer un cadre structurel pour différents types de tissus et organes. La réticulation entre ses 

molécules est un prérequis pour que les fibres de collagène résistent aux contraintes 

physiques auxquelles les tissus sont exposés.  

 
Les types de collagène diffèrent par la séquence d’acide aminés des chaînes α et leur structure 

tridimensionnelle. Nous nous intéressons à deux types de collagènes : le collagène I de type 

fibrillaire et le collagène IV qui forme des feuillets réticulés et que l’on retrouve dans la 

membrane basale glomérulaire. Le Tableau 1 présente les principales caractéristiques de ces 

deux types de collagène tandis que la Figure 14 illustre leur forme structurale. 
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Tableau 1 : Caractéristiques principales des 2 types de collagène mentionnés dans cette thèse : le collagène de 
type I et le collagène de type IV. Les chaînes α1 et α2 sont des chaînes d’acide aminés constituées 
majoritairement de Glycine et de Proline. 

Type de 

collagène 
Structure 

Formule 

moléculaire 
Présence dans les tissus 

I Fibrillaire [α1(I)]2α2(I) 

90 % du collagène dans le corps 

humain (Os, peaux, tendons, 

ligaments, cornée) 

IV 
En réseau sous 

forme de feuillet 
[α1(IV)]2α2(IV) Lame basale 

 

Figure 14 Structure A) fibrillaire du collagène de type I et B) en réseau du collagène de type IV. 

 
Le collagène est une molécule hydrophile. Dans les tissus mous, les molécules d’H2O se 

retrouvent piégées par une liaison hydrogène à l’intérieur de la triple hélice. Ainsi, un hydrogel 

de collagène riche en eau et un collagène sec n’auront pas les mêmes propriétés physiques 

et optiques. L’interaction laser-collagène sera différente en fonction de la quantité d’eau 

ajoutée. 

 
Pour la bioingénierie, le collagène est une protéine souvent utilisée en raison notamment de 

son excellente biocompatibilité. En revanche, il possède quelques inconvénients. Il s’agit d’une 

matière coûteuse car difficile à extraire. Il forme un hydrogel inhomogène avec une grande 

turbidité et très sensible à son environnement extérieur. Lors de son utilisation il convient donc 

de le manipuler en prenant compte des différentes contraintes extérieures comme la 
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température et le taux d’humidité. De plus, le collagène fibrillaire est un matériau susceptible 

d’être remodelé lors de l’interaction cellule/collagène. En effet, le collagène possède des sites 

d’interactions cellulaires spécifiques venant se fixer sur les molécules transmembranaires 

d’adhérence intégrine α2β1 [97, 98]. Ces structures d’adhérence jouent un rôle prépondérant 

dans la morphologie et le remodelage tissulaire. A la suite de ces remaniements, certaines 

propriétés du collagène peuvent évoluer [99]. 

 
Spectres d’absorption du collagène et de son hydrogel : 

Le spectre d’absorption du collagène et de l’eau sont représentés sur la Figure 15 [100]. 

L’analyse de ce spectre permet d’identifier un haut pic d’absorption dans le lointain infrarouge 

vers 5000 nm correspondant à un coefficient d’absorption de 104 cm-1. Dans une moindre 

mesure, le collagène absorbe aussi dans le visible et le proche infrarouge (650 – 1000 nm) 

avec un coefficient supérieur à 102 cm-1. 

 

 

Figure 15 Spectre d’absorption de différents chromophores présents dans les tissus humains entre 100 nm et 
10 µm (en échelle logarithmique). Le spectre du collagène apparaît en vert et celui de l’eau en bleu ciel [100]. 

 
A l’aide d’une technique de spectroscopie de diffusion en temps résolu, Taroni et al. ont pu 

tracer le spectre d’absorption du collagène I à partir de 600 nm et l’étendre jusqu’à 1100 nm. 

Ce spectre (Figure 16) montre la présence d’un pic d’absorption entre 1020 et 1040 nm. Ces 

résultats sont intéressants car il suggère qu’une amélioration de l’absorption est possible en 

utilisant des sources laser industrielles de longueur d’onde 1030 nm. Il faut toutefois être 

vigilant avec ces résultats. En effet, ce spectre représente les capacités d’absorption du 

collagène I bovin et, à ce jour, aucune corrélation entre espèce n’a été démontrée concernant 

les propriétés optiques et d’absorption du collagène.  
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Figure 16 Spectre d’absorption du collagène I entre 600 et 1100 nm [101]. 

 
Finalement, l’hydrogel de collagène est un matériau riche en eau. En raison des propriétés 

hydrophiles du collagène, les molécules d’H2O se retrouvent piégées entre les triples hélices 

et les fibrilles des molécules de collagène. Le spectre de l’hydrogel de collagène est donc 

fortement influencé par celui de l’eau. L’eau est majoritairement absorbante dans le domaine 

de l’ultraviolet (jusqu’à 200 nm, Figure 15). Son absorption est quasi-nulle dans le visible et 

remonte progressivement à partir de 1000 nm pour dépasser 102 cm-1 dans le moyen et lointain 

infrarouge. Ainsi, dans le visible et le proche infrarouge, les capacités d’absorption de 

l’hydrogel de collagène serait diminuée par la présence des molécules d’eau piégées par 

liaisons hydrogènes au sein des molécules de collagène. 

 

III.3.2.2. Interaction laser-collagène 

 
Malgré la difficulté d’usiner le collagène, quelques études se sont tout de même intéressées à 

la génération de canaux à l’intérieur d’hydrogel de collagène en raison de ses propriétés 

biologiques intéressantes. 

 
Smith et al. ont réalisé des nodules (cavités de taille légèrement inférieure au micromètre) 

dans le volume de blocs de collagène I (pureté à 75 %). Ils ont utilisé un laser Ti:Saphir 

délivrant des impulsions de 80 fs pour une longueur d’onde de 775 nm, un taux de répétition 

de 82 MHz et une fluence de 0,06 J.cm-2. En raison de la grande turbidité du collagène due à 

la forte concentration d’utilisation, la formation de structure en trois dimensions est très 

rapidement limitée à une profondeur de 30 µm [102].  

 
Pour contrer ces limitations de profondeurs, Hribar et al. ont enrichi l’hydrogel de collagène 

avec des nanobaguettes d’or (Figure 17). De cette façon, ils ont réalisé des canaux avec des 

impulsions 100 fs et une longueur d’onde de 800 nm pour un taux de répétition laser de 

80 MHz. Avec seulement quelques nJ, ils sont parvenus à réaliser des canaux dans le volume 

du bloc d’hydrogel grâce à l’insertion de ces nanobaguettes d’or. Ces nanobaguettes créées 
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un pic d’absorption de l’hydrogel autour de 800 nm et convertissent l’énergie laser en chaleur 

conduisant à la dénaturation thermique du collagène. En l’absence de ces nanobaguettes 

aucune modification n’a été détectée pour les mêmes conditions lasers [103]. 

  

 

Figure 17 A) Des nanobaguettes d’or sont insérées à l’intérieur d’un bloc de collagène pour augmenter 
localement l’absorption afin de réaliser des canaux intravolumiques avec un laser proche IR. B) Photo et image 
en microscopie en lumière blanche du gel après usinage [103]. 

 
Brandenberg et al. ont quant à eux réussi à usiner des canaux intravolumique dans des 

hydrogels de collagène en utilisant un faisceau laser dans l'ultraviolet (UV) et un collagène 

bovin de type I moins turpide. Les canaux ont été creusés avec un laser nanoseconde (1 ns, 

100 Hz, 355 nm). L’utilisation de l’UV conduit toutefois à la formation de canaux à de faibles 

profondeurs et nettement plus larges (70 µm de diamètre) [104].  

 

III.3.2.3. Présentation de la gélatine 

 
La gélatine est une protéine obtenue après dénaturation thermique du collagène impliquant la 

destruction de ses structures tertiaires et secondaires. Il s’agit donc d’un mélange de 

fragments protéiques formés des mêmes séquences d’acides aminés que le collagène. Sans 

structures tertiaires, la gélatine est plus soluble dans l’eau que le collagène [105]. Elle a ainsi 

la capacité de former des gels plus transparents et solides que le collagène non dénaturé. La 

gélatine est naturellement présente dans les tendons, les ligaments et d’autres tissus de 

mammifères. Elle possède une grande biocompatibilité et est à ce titre souvent utilisée comme 

revêtement de puits de culture cellulaire pour les cellules endothéliales, musculaires ou les 

cellules souches embryonnaires [106]. Son spectre d’absorption et ses propriétés diélectriques 

sont également comparables à ceux des matériaux vivants [89]. 

 
Spectres d’absorption de la gélatine et de son hydrogel :  

Comme la majorité des protéines, la gélatine absorbe la lumière majoritairement dans 

l’ultraviolet entre 200 et 300 nm. Cook et al. ont pu mesurer l’absorption de la gélatine sur une 
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plage plus étendue allant jusqu’à 1300 nm (Figure 18). Ce spectre révèle la présence d’un 

premier pic d’absorption autour de 980 nm et d’un second plus important vers 1200 nm tandis 

que ses capacités d’absorption sont quasi nulles entre 400 et 900 nm. Ces résultats montrent 

que l’utilisation d’un laser IR centré autour de 980 nm ou 1200 nm permettrait d’optimiser 

l’absorption de l’hydrogel de gélatine lors d’un usinage intravolumique par laser ultracourt. 

 

 

Figure 18 Spectre d’absorption de la gélatine entre 400 et 1300 nm [107]. 

 
Le spectre ci-dessus mesure l’absorption de la gélatine pure. Or, l’hydrogel de gélatine est un 

matériau dont la teneur en eau dépasse les 95 %. Ses propriétés optiques sont donc fortement 

influencées par celles de l’eau et son spectre d’absorption s’apparente celui de l’eau. Ainsi, 

l’eau est majoritairement absorbante dans le domaine de de l’ultraviolet (jusqu’à 200 nm), 

majoritairement transparente dans le visible et redevient absorbante dans l’infrarouge et l’IR 

lointain avec notamment la présence de pic important à 3400 nm (Figure 15).  

 

III.3.2.4. Interaction laser-gélatine 

 
Parmi les études s’intéressant à l’usinage laser de gélatine avec un laser ultracourt, on peut 

citer celle de Gaspard et al. qui ont utilisé un laser de durée d’impulsion de 60 fs pour un taux 

de répétition de 11 MHz. En irradiant des films fins de gélatine avec un faisceau UV, ils 

observent la formation d’une couche surfacique de mousse nanoscopique tandis qu’ils 

obtiennent des cratères qui restent à la surface des films après une irradiation avec un faisceau 

vert ou un faisceau IR. 

 
En réduisant la cadence de répétition à 1 kHz, Oujja et al. ont réalisé des voxels par laser fs 

dans un bloc de gélatine à 6,7 %. Les voxels ont été générés à l’aide d’un laser à 800 nm avec 

des impulsions 30 fs. Pour leurs conditions lasers et un objectif à ouverture numérique de 0,45, 

le seuil d’ablation de la gélatine a été observé à 150 nJ par impulsion [88].  
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III.4. Viabilité cellulaire lors de l’usinage des hydrogels 
 

Dans notre application, le faisceau laser traverse une couche cellulaire formée de cellules 

endothéliales et de podocytes avant d’atteindre l’hydrogel à usiner situé derrière la couche 

cellulaire. Lors de la traversée du laser la viabilité de la couche cellulaire doit être conservée. 

Pour minimiser les dommages cellulaires lors de l’usinage, les effets du laser sur la viabilité 

cellulaire doivent être étudiés. 

 
Le cas précis du suivi de la viabilité d’une couche de cellules denses et confluentes traversée 

par un faisceau laser non focalisé n’a pas encore été rapporté dans la littérature à ce jour. 

Cependant, quelques études se sont intéressées à la viabilité cellulaire au cours de diverses 

applications laser sur des tissus cellulaires faiblement peuplés. 

 
L’étude de Brandenberg et al. consacre une partie de son étude sur la génération de canaux 

intravolumiques dans des hydrogels contenant des cellules encapsulées. L'interaction des 

cellules avec un laser nanoseconde en ultraviolet à 100 Hz n’a créé aucun changement de 

viabilité cellulaire 1 heure après l’usinage. Les cellules investiguées se trouvaient à 20 µm de 

la zone affectée [104]. 

 
De la même façon, l’équipe d’Applegate a réalisé des cavités de 5µm de diamètre à l’intérieur 

d’un hydrogel de soie. Cet hydrogel était chargé en cellules souches mésenchymateuses 

humaines (hMSCs). L’hydrogel chargé en hMSCs a été usiné avec un laser d’une durée 

d’impulsion de 100 fs, une longueur d’onde de 810 nm, un taux de répétition de 80 MHz et une 

énergie par impulsion de 2 nJ. Des marqueurs fluorescents Live/Dead® ont été ensuite 

appliqués pour contrôler la viabilité cellulaire 4 heures après l’irradiation. Les résultats 

montrent que de nombreuses cellules sont mortes dans le plan focal mais des cellules vivantes 

sont présentes 76 µm en dessous et 62 µm au-dessus du plan focal. Les auteurs attribuent la 

mortalité cellulaire aux hautes températures produites par accumulation thermique par un taux 

de répétition de 80 MHz [92].  

 
Les résultats très différents de ces deux publications sont à analyser avec précaution. Plus 

particulièrement, l’absence de mortalité cellulaire de la première étude ne veut pas dire que la 

viabilité cellulaire est meilleure avec un faisceau laser UV, une durée d’impulsion ns et une 

cadence de 100 Hz. 

 
La durée après laquelle la viabilité cellulaire est testée semble un paramètre important à 

prendre en compte. Après irradiation laser, un nombre plus ou moins important de cellules 

peuvent mourir par nécrose. Cette nécrose cellulaire correspond à la mort accidentelle 

relativement rapide d’un groupement de cellules après perturbation laser. Les cellules toujours 
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en vie après irradiation laser ont toutefois subi un stress. Elles peuvent se remettre 

progressivement de ce stress et récupérer progressivement leur fonctionnalité ou déclencher 

l’apoptose. L’apoptose est la mort programmée d’une cellule permettant d’éliminer les cellules 

nuisibles et non fonctionnelles à l’intérieur d’un tissu. Ainsi, l’apoptose peut se déclencher 

plusieurs heures voire plusieurs jours après l’irradiation laser en fonction du type cellulaire 

[108]. Les suivis de viabilité cellulaire réalisés 1 ou 4 heures après irradiation laser sont donc 

bien souvent insuffisant et parcellaire. 

 
Au cours des mesures de viabilité cellulaire, il est également important de prendre en compte 

la densité de cellules contenues dans l’hydrogel. Bien souvent la concentration des cellules 

piégées à l’intérieur des gels est faible. Le faisceau laser traverse ainsi l’hydrogel sans 

directement toucher les cellules, à une distance plus ou moins éloignées de ces dernières. 

Ces résultats restent cependant encourageants et démontre qu’une survie cellulaire est 

possible après interaction laser si les paramètres lasers sont optimisés. Les études suivantes 

présentent ainsi l’influence de quelques paramètres clés sur la viabilité cellulaire dans des 

contextes différents. 

 
Influence de quelques paramètres clés :  

Une première étude, réalisée par Zeigler et al., a étudié la viabilité cellulaire et leurs 

changements morphologiques après irradiation de leur membrane plasmique. Ils ont comparé 

les effets d’une seule impulsion laser de 3 ns à 337 nm avec une série d’impulsions laser de 

110 fs à 770 nm pendant 5 ms à 80 MHz. Les puissances des deux lasers ont été choisies 

afin d’observer la disruption de la membrane dans 50 % et 90 % des cas. L'intérêt majeur de 

cette publication est qu’elle suit la viabilité cellulaire, l’activité mitochondr iale, la perméabilité 

de la membrane plasmique et les changements morphologiques des cellules dans les 12 

heures suivant l’irradiation laser. 

 
Les résultats montrent qu’une partie non négligeable des cellules meurent après irradiation 

laser soit par nécrose dans un délai court, soit par apoptose dans les 12 heures suivantes. 

L’ablation biphotonique par impulsion fs offre une amélioration significative de la viabilité par 

rapport à l’ablation à 1 photon avec un taux de survie après 12 heures de 79  % et 36 % 

respectivement comme illustrée sur la Figure 19 [109]. 
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Figure 19 Viabilité cellulaire 12h après la disruption de la membrane cytoplasmique par laser. La viabilité 
cellulaire est significativement améliorée avec un laser fs (absorption à 2 photons) par rapport à un laser ns 
(absorption à 1 photon). En revanche lorsque la puissance est augmentée pour observer la disruption de la 
membrane dans 90 % des cas (contre 50 %) la viabilité n’est presque pas affectée [109]. 

 

Hribar et al. (paragraphe III.3.2.2.) ont étudié l’influence de la vitesse de déplacement et de la 

puissance laser sur la viabilité cellulaire lors de la création de microcanaux dans un bloc de 

collagène chargée en nanobaguettes d’or avec des impulsions fs IR.  

 
En modifiant la vitesse de déplacement laser et la puissance laser, une augmentation de la 

viabilité des cellules contenues dans l’hydrogel a été observée. Les motifs réalisés avec les 

puissances les plus élevées (>200 mW) et les vitesses les plus lentes ont causé la plus grande 

mortalité cellulaire. A 100 mW, en augmentant la vitesse de 0,25 à 2 mm/s la viabilité cellulaire 

est passée de 45 % à 90 %. Le meilleur compromis entre la formation des canaux et le respect 

de la viabilité cellulaire a ainsi été trouvé à 100 mW et 2 mm/s. Cependant, le suivi de viabilité 

s’est fait immédiatement après l’usinage en prenant uniquement en compte la viabilité à court 

terme et non la mort cellulaire par apoptose, plus tardive [103]. 
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OBJECTIFS DE LA THESE 

 

Mon sujet de thèse s’intègre dans un projet dont l’objectif général est de développer un modèle 

d’étude de la physiopathologie glomérulaire in vitro en trois dimensions, perfusable. Ma thèse 

a pour but de créer une lumière à l’intérieur des microfibres glomérulaires à l’aide d’un procédé 

de micro-usinage avec un laser femtoseconde permettant ainsi de perfuser ces microfibres. 

L’usinage des microfibres s’inspire des méthodes d’usinage des matériaux transparents par 

processus non linéaires générés avec des impulsions ultracourtes fortement focalisées. Dans 

ce but, des objectifs spécifiques ont été déterminés : 

 

• établir un protocole expérimental permettant de manipuler les fibres, de les usiner avec 

un laser femtoseconde et de les caractériser après usinage  

• étudier les phénomènes d’interaction laser-matière dans des tissus mous, riches en 

eau et plus particulièrement d’étudier la formation de cavités intravolumiques dans ces 

matériaux suite à la génération de bulles de cavitation induites par laser 

• déterminer une fenêtre de paramètres laser permettant de générer une lumière à 

l’intérieur des microfibres glomérulaires tout en préservant la viabilité cellulaire 

• étudier l’influence des impulsions lasers sur la viabilité cellulaire d’un tissu usiné par 

laser 
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CHAPITRE II. 
 
 

Mise au point des protocoles expérimentaux 

 
 

Ce chapitre présente les étapes de mise au point des protocoles expérimentaux utilisés 

pendant ma thèse et leur aboutissement. Il s’articule en trois parties. 

La première partie est consacrée au développement d’un modèle expérimental imitant le 

cœur d’hydrogel des microfibres. Ce modèle a permis dans un premier temps de comprendre les 

mécanismes de dégradation de l’hydrogel sous impulsions laser et d’optimiser les paramètres laser 

avant de les appliquer pour l’usinage des microfibres avec cellules. Cette partie détaille les démarches 

réalisées pour aboutir à ce modèle, les caractéristiques du modèle ainsi que les protocoles 

expérimentaux spécifiques pour son usinage et sa caractérisation après usinage laser.  

La seconde partie s’intéresse aux microfibres glomérulaires. Ici sont détaillés les protocoles 

de culture cellulaire et de fabrication des microfibres, les caractéristiques physico-chimiques et 

physiologiques des fibres ainsi que les protocoles dédiés spécifiquement à leur usinage et à leur 

caractérisation après usinage laser.  

Enfin, la dernière partie est dédiée à la mise en place d’une station d’usinage laser permettant 

de réaliser des canaux intravolumiques à l’intérieur du modèle expérimental et des microfibres 

cellulaires. Les étapes aboutissant au développement de cette station d’usinage et les choix des 

éléments optiques sont résumés ici.  
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I. Modèle d’étude de l’interaction laser-hydrogel 
 

I.1. Fabrication d’un modèle d’étude 
 

I.1.1. Pourquoi utiliser un modèle d’étude ? 
 

Au-delà de la création de microfibres perfusables, l’enjeu de ces travaux est de faire cohabiter 

deux disciplines, le micro-usinage laser et la biofabrication 3D, chacune apportant son lot 

d’exigences et de contraintes. Lors d’un micro-usinage par laser, une multitude de paramètres 

doit être testée afin d’évaluer la réponse du matériau lors de l’usinage. L’influence de chacun 

de ces paramètres sur les mécanismes de dégradation du matériau est étudiée puis une 

fenêtre étroite de combinaisons de paramètres laser possibles est définie. Pour conduire une 

étude paramétrique, un grand nombre d’échantillons est requis afin de comprendre la réaction 

du matériau lors de la variation de la longueur d’onde, de l’énergie, de la durée d’impulsion, 

du taux de répétition, de la taille du faisceau laser etc. 

 
Au contraire, la culture cellulaire et la biofabrication, requièrent quant à elles du temps et de la 

patience pour amener un modèle, souvent produit en très faible quantité, à son stade de 

maturation. En particulier, la mise en forme des microfibres nécessite 20 jours pour obtenir un 

modèle mature constitué de cellules différenciées, sans compter le temps de culture cellulaire 

en amont. Au bout de ces 20 jours, seulement une dizaine de fibres sont produites. De plus, 

sous l’action des cellules, l’hydrogel de collagène peut se contracter et certaines microfibres 

se mettent en boule. Ces boules ont des caractéristiques différentes que les microfibres non 

contractées et ne peuvent plus être utilisées pour l’étude paramétrique. Le nombre de fibres 

pouvant être produites est donc insuffisant pour conduire une étude paramétrique. 

   
Pour permettre l’étude et la compréhension des mécanismes de dégradation de l’hydrogel par 

laser, j’ai élaboré un modèle expérimental, facile et rapide à obtenir. Ce modèle m’a permis de 

conduire une étude paramétrique consistante pour établir une fenêtre de paramètres laser 

réduite permettant de réaliser une lumière à l’intérieur des microfibres. 

 



58 
 

I.1.2. Cahier des charges 
 
Le modèle a développé pour étudier l’interaction laser matière devait répondre à plusieurs 

contraintes :  

• avoir un temps de fabrication court ( 2 jours maximum), 

• être préparé suivant un protocole défini et reproductible, 

• fait à partir de matière première disponible en quantité suffisante pour permettre l’étude 

de nombreux paramètres laser, 

• fait avec un matériau stable dont les propriétés ne sont pas modifiées par un 

changement d’environnement modéré (transport des échantillons),  

• avoir une structure proche de l’hydrogel de collagène afin de modéliser fidèlement 

l’interaction laser-collagène, 

• être transparent au laser proche infrarouge afin d’usiner jusqu’à 100 µm de profondeur 

et travailler dans la fenêtre biologique, 

• être biocompatible pour permettre le dépôt d’une couche de cellules par-dessus et 

étudier l’influence des cellules et leur viabilité lors de l’usinage. 

 

I.1.3. Les essais 
 
Pour élaborer un modèle d’étude pertinent, différents hydrogels ont été testés afin de fabriquer 

des blocs d’hydrogels modélisant le cœur d’hydrogel de collagène des microfibres. Pour 

chaque hydrogel testé, des blocs étaient dans un premier temps fabriqué sans cellule, puis 

dans un second temps, une couche de CEG étaient ensemencée par-dessus afin d’étudier 

l’influence de l’usinage laser sur la viabilité cellulaire. 

 
Les différents hydrogels utilisés pour les blocs sont les suivants : 

• un hydrogel de collagène à différentes concentrations : 2 mg/mL ; 5 mg/mL et 

9 mg/mL, 

• des mélanges de collagène et de gélatine avec différents pourcentages volumiques : 

75/25 % ; 60/40 % ; 50/50 % ; 40/60 % et 20/80 % (collagène/gélatine), 

• un hydrogel de gélatine à 2 %. 

 
Pour chaque bloc fabriqué, avec ou sans cellule, sa pertinence comme modèle expérimental 

est évaluée tout d’abord en considérant les propriétés du bloc vis-à-vis du cahier des charges, 

puis en réalisant un usinage laser à l’intérieur du bloc et en comparant la réponse du bloc aux 

impulsions lasers avec celle des microfibres pour les mêmes paramètres laser. 
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I.1.3.1. Blocs d’hydrogel de collagène 

 
Les premiers essais ont consisté à former des blocs d’hydrogels à partir de la même solution 

constituant le cœur de collagène des microfibres mais sans la présence de cellule. 

 
Les blocs de collagène étaient préparés en ajoutant du collagène de type I issue de queue de 

rat (Corning Lab) dilué à 5 mg/mL dans une solution contenant de la soude à 1 mol/L (Sigmal 

Aldrich), 1/10ème du volume total de PBS 10X et de l’eau distillée pour compléter jusqu’au 

volume total de solution désirée. La solution était préparée à froid afin de maintenir le collagène 

liquide. La solution était ensuite versée dans un eppendorf puis homogénéisée doucement à 

l’aide d’une micropipette en évitant la formation de bulles d’air puis conservée dans de la glace. 

500 µL de solution étaient ensuite déposés dans chaque puit d’une plaque de culture de 12 

puits et incubés à 33 °C pour laisser le collagène gélifier. Différents temps d’incubation ont été 

testés variant de 30 minutes à 48 heures. 

 
Après incubation, le collagène formait un léger dôme et ne séchait pas uniformément. Ces 

absences de planéité et d’homogénéité induisaient des aberrations sphériques importantes et 

modifiaient la réponse du matériau lors de l’interaction laser. Pour limiter ces aberrations seul 

le centre du dôme de collagène pouvait être usiné. Pour réaliser seulement quelques essais, 

une grande quantité de collagène était nécessaire avec un coût non négligeable. 

 
Pour limiter les coûts, j’ai ensuite réduit la taille des blocs en coulant la solution dans des puits 

de seulement 60 µL de volume. Ainsi, pour réaliser une centaine d’essais 39 x 100 = 3 900 µL 

de solution mère de collagène étaient nécessaires. Le principal inconvénient de ces plus petits 

blocs est qu’ils se déshydrataient rapidement. En effet, le collagène de type I se solidifie pour 

une température supérieure à 4 °C. Une fois solidifié, il peut sécher au contact de l’air. L’eau 

piégée dans la triple hélice s’évapore et l’hydrogel ne se gélifie plus. Pour éviter ce phénomène 

de déshydratation, différentes températures de gélification et de conservation du collagène ont 

été testées :  

• incubateur à 33 °C : le collagène sèche en moins d’une heure, 

• réfrigérateur à 4 °C : le collagène sèche en 24 heures sans jamais se gélifier, 

• air ambiant : le collagène sèche avant de se gélifier. 
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J’ai ensuite essayé de protéger la solution avec un couvercle pour limiter le contact avec l’air : 

• couvercle au contact de la solution : le collagène est aspiré et reste sur le couvercle 

lorsque ce dernier est retiré.  

• Le puit de collagène est inséré dans une boîte légèrement plus grande fermée 

hermétiquement avec du Parafilm®. Malgré l’utilisation de cette boîte, le collagène 

sèche aussi rapidement que sans. 

 
J’ai ensuite modifié la concentration du collagène. La solution à 2 mg/mL, riche en eau ne s’est 

jamais gélifiée et est toujours restée liquide tandis que la solution à 9 mg/mL n’a pas apporté 

de réelle amélioration par rapport à celle à 5 mg/mL mais coûtait près de 2 fois plus chère en 

matière première.  

 
Face à l’impossibilité d’obtenir des blocs de collagène I gélifiés de faible volume, nous avons 

décidé d’ensemencer des cellules juste après avoir coulé le collagène pour aider l’hydrogel à 

se structurer. En effet, comme mentionné au paragraphe III.3.2.1 (chapitre I), l’interaction du 

collagène avec les cellules est un processus in vivo qui permet le remodelage des tissus 

adultes. Lors de ce processus, le collagène agit sur les cellules en induisant leur différentiation 

et en maintenant leur phénotype cellulaire tandis que le collagène est lui-même remanié par 

les cellules modifiant certaines de ses propriétés.  

 
Pour fabriquer des blocs avec cellules, des blocs de 500µL d’hydrogel de collagène à 5mg/mL 

ont été préalablement préparé. Une solution de cellules endothéliales à 35 millions de 

cellules/mL était ensuite ensemencée sur le collagène. La solution cellulaire était préparée en 

trypsinant une lignée de CEG à confluence puis en les centrifugeant à 1100 tours par minute 

pendant 4 minutes. Après comptage cellulaire, 35 millions de cellules étaient suspendues dans 

1 mL de milieu de culture EGM2 (Lonza). Quelques gouttes de cette solution étaient ensuite 

déposées sur les blocs d’hydrogels préparés juste avant. Après ensemencement, les plaques 

étaient entreposées à l’incubateur à 33 °C pendant 30 minutes, le temps que les cellules 

sédimentent et accrochent aux blocs. 2 mL de milieu de culture étaient ensuite ajoutés pour 

approvisionner les cellules. 

 
L’ensemencement des CEG sur les blocs de collagène a permis d’obtenir la réticulation du 

collagène rapidement après le dépôt des cellules. Cependant, la réticulation obtenue n’était 

pas homogène et les blocs de collagène se contractaient et s’affinaient jusqu’à atteindre une 

épaisseur entre 10 et 30 µm. Ils se détachaient du support et se déchiraient lors du transport.  
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En résumé :  

• Les quantités de collagène nécessaires sont trop importantes pour un coût de matière 

première trop élevé. 

• Il est impossible de gélifier une faible quantité de collagène sans cellule. 

• L’ajout de cellules permet la gélification du collagène mais son remaniement affine et 

fragilise les blocs.  

 
Des essais lasers ont tout de même été réalisés sur ces films de collagène avec cellules afin 

d’observer la réponse du matériau lors de l’usinage. Les résultats sont présentés au 

paragraphe I.1.4. 

 

I.1.3.2. Modèle collagène/gélatine 

 
Pour pallier les problèmes précédents, j’ai mélangé le collagène avec la gélatine, produit issu 

de la dénaturation du collagène. La gélatine permet de former un gel plus stable et moins cher. 

L’idée était de faciliter la gélification avec ou sans cellules tout en diminuant la quantité requise 

de collagène pour réduire les coûts.  

 
Pour réaliser des blocs de collagène enrichis en gélatine, deux solutions étaient préalablement 

préparées. La première était une solution de collagène préparée selon le protocole précédent. 

La seconde était une solution de gélatine à 2 % préparée en ajoutant 2 g de gélatine extraite 

de peaux porcines, type A (Sigma Aldrich), dans 100 mL d’eau distillée. Les cristaux de 

gélatine étaient ensuite dissous en remuant et chauffant la solution à 37 °C pendant 20 

minutes. 

 
Des blocs constitués de ces deux solutions ont été préparés avec différents pourcentages 

volumiques : 75/25 % ; 60/40 % ; 50/50 % ; 40/60 % et 20/80 % (collagène/gélatine). Par 

exemple, pour préparer des blocs de collagène/gélatine à 25/75 %, une solution de collagène 

à 5 mg/mL et une solution de gélatine à 2 % étaient préparées en amont. Pour fabriquer un 

volume Vtotal de solution collagène/gélatine à 25/75 %, 25 % de Vtotal de la solution de collagène 

étaient prélevés à froid puis injectés dans 75 % de Vtotal de la solution de gélatine chauffée. A 

l’aide d’une micropipette, les deux solutions étaient rapidement mélangées en faisant attention 

à ne pas former de bulles puis immédiatement coulées dans des puits de culture : 500 µL par 

puit d’une plaque de 12 puits. Les plaques étaient ensuite mises au repos pendant 24 heures. 

Différentes températures de repos ont été testées : au réfrigérateur à 4 °C, à température 

ambiante à 21 °C et dans l’incubateur à 33 °C. 
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Les solutions collagène/gélatine à 75/25 % ; 60/40 % ; 50/50 % ; 40/60 % et 20/80 % ont été 

préparées de la même façon en variant les pourcentages prélevés dans les solutions de 

collagène et de gélatine. 

 
En dessous de 60 % de gélatine, la quantité de gélatine n’était pas suffisante pour observer 

une gélification du mélange avant que l’hydrogel soit totalement déshydraté. Entre 60 et 80 % 

de gélatine, le mélange commençait à se gélifier à température ambiante avec une très faible 

viscosité apparente. Ces mélanges restaient cependant hétérogènes en raison de la différence 

de température de transition de phase du collagène et de la gélatine. En effet, le collagène est 

liquide en dessous de 4°C et solide au-dessus alors que la gélatine liquide au-dessus de 

25 - 30 °C et solide en dessous 

 
Des CEG ont également été ensemencées sur chacun de ces blocs mais les cellules n’ont 

jamais adhéré et sont mortes. Bien que la gélatine soit couramment utilisée comme support 

cellulaire pour améliorer l’adhésion et la croissance cellulaire, nos problèmes d’adhésion 

peuvent s’expliquer soit par une concentration trop élevée de gélatine (2 % au lieu de 0,1 à 

1 % de gélatine généralement utilisé en culture cellulaire), soit par un lot de gélatine dont les 

sites de fixations avec les α2β1 intégrines ont été altérés lors de sa préparation. 

Les mélanges à 60 et 80 % de gélatine sans cellule ont été ensuite usinés afin d’observer leur 

réponse aux impulsions ultracourtes pour valider ou non leur utilisation comme modèle. Les 

résultats sont présentés au paragraphe I.1.4. Choix du modèle final. 

 

I.1.3.3. Hydrogel de gélatine 

 
Finalement, des blocs fabriqués ont été réalisés à partir d’un hydrogel de gélatine à 2 %, sans 

collagène. Pour la préparation de la solution de gélatine, 2 g de gélatine de porc, type A (Sigma 

Aldrich), étaient ajoutés dans 100 mL d’eau distillée. Les cristaux de gélatine étaient ensuite 

dissous en remuant et chauffant la solution à 37 °C pendant 20 minutes. 3 mL de solution 

étaient coulés dans un puit d’une plaque 6 puits puis refroidi au réfrigérateur à 4 °C pendant 

toute la nuit. Les blocs obtenus étaient parfaitement gélifiés et homogènes après une nuit 

passée à 4 °C. La température de fusion de la gélatine étant de 25-30 °C, les blocs étaient 

conservés à 4 °C et transportés dans des boites isothermes avant les essais laser. 

 
L’ensemencement des CEG sur les blocs de gélatine a été réalisé selon un protocole identique 

à celui décrit au paragraphe I.1.3.1., mais malgré de nombreux essais les cellules n’ont jamais 

adhéré aux blocs et sont mortes. 

  
Les mélanges à 60 et 80 % de gélatine ont été sélectionnés pour être ensuite usinés afin 

d’observer leur réponse après interaction laser et valider ou non leur utilisation comme modèle. 

Les résultats sont présentés au paragraphe I.1.4. Choix du modèle final 
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I.1.4. Choix du modèle final 
 
Parmi les blocs fabriqués aux paragraphes précédent, ceux qui semblaient être le plus en 

adéquation avec le cahier des charges, ont été ensuite usinés afin d’évaluer leur réponse aux 

impulsions ultracourtes pour contrôler leur pertinence comme modèle d’interaction laser-

collagène. 

 
Parmi ces blocs, des essais d’usinage laser ont été réalisé sur :  

1. les films de collagène à 5 mg/mL avec une couche de CEG 

2. les blocs de collagène/gélatine à 40/60 % acellulaire 

3. les blocs de collagène/gélatine à 20/80 % acellulaire 

4. les blocs de gélatine à 2 % acellulaire 

 
La validation de ces 4 modèles repose sur les caractéristiques des bulles formées lors de 

l’interaction laser. En effet, lors de l’usinage des microfibres, des bulles de cavitation se 

forment. Elles apparaissent au point d’impact laser, grossissent puis se rétractent. Les plus 

petites bulles disparaissent rapidement tandis que les plus grosses mettent plusieurs heures 

pour disparaître. La forme, la taille et la dynamique de ces bulles dépendent des paramètres 

lasers et du matériau usiné. Pour déterminer la pertinence d’un modèle, j’ai donc choisi de 

comparer le comportement des bulles obtenues à l’intérieur des microfibres avec celles 

formées dans le volume des quatre modèles à l’essai pour des paramètres laser identiques. 

Lors de l’usinage des quatre modèles et de la microfibre, le laser suivait une trajectoire 

rectiligne de 500 µm de long dans le volume des échantillons avec les paramètres suivants : 

Durée d’impulsion : 350 fs ; Longueur d’onde : 1030 nm ; Energie par impulsion : 4 µJ ; 

Cadence de tir : 50 kHz ; Vitesse de déplacement des platines : 0,5 mm/s ; Ouverture 

numérique : 0,4 ; Profondeur de tir : 100 µm. Les paramètres suivants permettent d’obtenir 

des bulles de cavitation de taille moyenne à 100 µm de profondeur. 

 
Description des usinages :  

Usinage témoin sur microfibres : A l’intérieur des microfibres et après un unique tir laser, 2 

à 3 bulles se sont formées avec un diamètre moyen de 66 µm. Le temps de vie des bulles 

observées étaient inférieures à 30 secondes pour les plus petites bulles et supérieure à 10 

minutes pour les plus grosses. La Figure 20 - A montre les bulles de cavitations formées à 

l’intérieur des fibres, 5 secondes après la fin de l’usinage. 

 
Modèle n°1 : Les blocs de collagène à 5 mg/mL avec cellules se contractaient après le 

remaniement par les cellules. Leur épaisseur variait entre 10 et 30 µm. Après usinage, aucune 
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bulle n’est observée dans ces films de collagène. A la place, une gravure nette apparait et 

traverse de part et d’autre le film de collagène. Ce modèle n’a pas donné de suite.  

 
Modèle n°2 et n°3 : Les essais réalisés sur les blocs formés d’un mélange collagène/gélatine 

à 40/60 % et 20/80 % respectivement ont abouti à des résultats similaires. Plus d’une vingtaine 

de bulles se sont formées autour du point d’impact avec un diamètre moyen de 19 µm. Le 

temps de vie des bulles observées était inférieur à 10 secondes après tir laser en raison de la 

faible viscosité du matériau.  

 
Modèle n°4 : L’usinage des blocs de gélatine à 2 % a permis d’observer la formation de 3 à 5 

bulles en moyennes à 100 µm de la surface. Le diamètre moyen des bulles formées était de 

91 µm. Leur temps de vie était inférieur à 30 secondes pour les plus petites bulles, 5 minutes 

pour les bulles de taille moyenne tandis que les plus grosses bulles restaient piégées dans le 

volume de gélatine au minimum pendant 24 heures. Un exemple de ces bulles est présenté 

sur la Figure 20 - B. 

 

 

Figure 20 Bulles de cavitation formées par usinages laser fs A) dans un hydrogel de collagène de type I au centre 
d’une microfibre et B) dans le volume d’un bloc de gélatine à 2 % à 100 µm de profondeur. Photos prises par 
caméra CCD 5 secondes après usinage. 

 
Les bulles de cavitation formées dans le modèle de gélatine à 2 % étaient les plus proches de 

celles obtenues dans les microfibres. Le modèle n°1 était trop fin pour pouvoir créer la moindre 

bulle et les modèles n°2 et n°3 n’étaient pas assez visqueux pour modéliser fidèlement le 

comportement des bulles de cavitation et permettre la création de canaux intravolumiques 

durables. 

 
Aux vues de ces données, il a été choisi le modèle de gélatine à 2 % sans cellule pour 

modéliser l’interaction laser-hydrogel. La préparation des blocs est facile et rapide et la gélatine 

est une matière très peu coûteuse ce qui permet de réaliser un grand nombre d’essais laser.  

Le Tableau 2 dresse le bilan des quatre modèles à l’essai par rapport au cahier des charges 

détaillé au paragraphe I.1.2. La validation des modèles s’est basée selon les critères établis 

dans le cahier des charges. La pertinence des blocs à modéliser l’interaction laser-hydrogel a 

été évaluée en comparant le comportement des bulles de cavitation obtenues lors de l’usinage 
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des différents blocs d’hydrogels avec celles obtenues lors de l’usinage des microfibres. La 

biocompatibilité a été évaluée en fonction de l’aspect et de l‘adhérence des cellules aux blocs 

quelques heures après l’ensemencement.  

 
Tableau 2 : Bilan des quatre modèles développés. La présence d’une coche verte et d’une croix rouge indique 
respectivement lorsque le critère est respecté ou non par le modèle. Lorsque le modèle ne remplit que 
partiellement l’un des critères, un ± bleu est indiqué. La pertinence du modèle est évaluée vis-à-vis du 
comportement des bulles observées lors de l’usinage. 

 MODÈLES Collagène à 
5 mg/mL avec 

CEG 

Collagène/gélatine 
à 40/60 % sans 

cellules 

Collagène/gélatine 
à 20/80 % sans 

cellules 

Gélatine à 2 % 
sans cellules CRITÈRES  

Facilité de 
préparation ✘ ± ± ✔ 

Rapidité ✔ ± ± ✔ 

Coût/Accès de la 
matière 

première 
✘ ± ✔ ✔ 

Transportabilité ✘ ✔ ✔ ✔ 

Pertinence du 
modèle 

✘  
 (Pas d’interaction 

volumique 
possible) 

✘  
(Trop liquide) 

✘ 
(Trop liquide) 

± 
(Absence de 
collagène) 

Transparence à 
l’IR ✘ ✔ ✔ ✔ 

Biocompatibilité ✔ ✘ ✘ ✘ 
 

I.2. Le modèle final et ses caractéristiques 
 

I.2.1. Caractéristiques générales et dimensions 
 
Le modèle choisi est donc un bloc de gélatine à 2 % dissous dans de l’eau distillée et coulé à 

l’intérieur de puits d’une plaque de 6 puits. La surface de chacun de ces blocs mesure 9,6  cm² 

et permet de réaliser de nombreux essais laser sur un même bloc. L’ajout de 3 mL par puits 

permet d’obtenir une hauteur de gel d’environ 3 mm, suffisante pour générer des motifs à une 

profondeur de 100 µm. 

 

I.2.2. Spectre d’absorption de l’hydrogel de gélatine 
 
Le spectre d’absorption de l’hydrogel de gélatine a été mesuré à l’aide du spectrophotomètre 

UV-3600 Plus de Shimadzu en coulant l’hydrogel directement dans la cuve de mesure. Le 

spectre est mesuré après la gélification de la gélatine dans la cuve. Il est tracé avec le logiciel 

https://fr.wikipedia.org/wiki/%E2%9C%98
https://fr.wikipedia.org/wiki/%E2%9C%98
https://fr.wikipedia.org/wiki/%E2%9C%98
https://fr.wikipedia.org/wiki/%E2%9C%98
https://fr.wikipedia.org/wiki/%E2%9C%98
https://fr.wikipedia.org/wiki/%E2%9C%98
https://fr.wikipedia.org/wiki/%E2%9C%98
https://fr.wikipedia.org/wiki/%E2%9C%98
https://fr.wikipedia.org/wiki/%E2%9C%98
https://fr.wikipedia.org/wiki/%E2%9C%98


66 
 

Spectragryph 1.2.14 et représenté sur la Figure 21. A titre de comparaison, le spectre 

d’absorption de l’eau distillée a également été tracé dans les mêmes conditions.  

 

 
Figure 21 Spectre d’absorption de l’hydrogel de gélatine à 2 % (en bleu) et de son solvant, l’eau distillée (en 
orange) entre 180 et 1300 nm. La longueur d’onde d’usinage utilisée pour l’ensemble des expériences de ce 
manuscrit est indiquée par des pointillés rouges (1030 nm). 

 
Le pourcentage massique de gélatine étant de seulement 2 %, ses propriétés optiques sont 

similaires à celles de l’eau dans l’UV, le visible et le proche IR. Le matériau absorbe ainsi dans 

l’UV et est transparent dans le visible et le proche IR. A 1030 nm, longueur d’onde d’usinage 

des blocs de gélatine, le matériau est presque totalement transparent. 

 

I.2.3. Rhéologie de l’hydrogel de gélatine 
 
Pour évaluer la réponse de l’hydrogel de gélatine à une contrainte extérieure, des mesures de 

viscosité dynamique1 ont été réalisées avec l’aide du Dr. Lemagnen, laboratoire technologie 

pharmaceutique de Bordeaux. 

 
Le profil rhéologique de l’hydrogel de gélatine a été réalisé à l’aide d’un rhéomètre DV3T Touch 

Screen (Brookfield Ametek). 0,5 cm3 de gélatine à 2 %, préparé selon le protocole du 

paragraphe I.1.3.3., a été déposé à l’intérieur de la chambre de mesure du rhéomètre 

tempérée à 15 °C. La surface du gel était soumise à des contraintes de cisaillement appliquées 

à l’aide d’un mobile de mesure cône-plan (CP52) tournant. Les mesures de viscosité étaient 

effectuées selon un cycle d’hystérésis : les contraintes de cisaillement appliquées étaient 

modulées en augmentant la vitesse de rotation du mobile par pallier de 5 tours par minute 

(rpm) toutes les 3 minutes entre 5 et 20 rpm puis en diminuant la vitesse du mobile de la même 

 
1 La viscosité dynamique correspond à la résistance d’un fluide à son écoulement. Elle est généralement 
exprimée en centipoise (cP) où 1 cP = 1 mPa.s 
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façon pour revenir à une valeur de vitesse de 5 rpm. La valeur de la viscosité était relevée 

avant chaque changement de vitesse. 

 
Les résultats sont présentés sur la Figure 22. 

 

 
Figure 22 Evolution de la viscosité (en cP) de l’hydrogel de gélatine à 2 % selon un cycle d’hystérésis. Les 
contraintes de cisaillements sont augmentées en accélérant la rotation du mobile de mesure par pallier de 5 rpm 
toutes les 3 minutes entre 5 et 20 rpm puis en ralentissant le mobile pour revenir à une vitesse de 5 rpm.  

 
L’analyse rhéologique de la gélatine permet de comprendre les mécanismes de dégrada tion 

et de déformation de l’hydrogel sous l’action de contraintes extérieures. Le cycle d’hystérésis 

en Figure 22 représente l’évolution de la viscosité de la gélatine sous l’action de contraintes 

de cisaillement. Dès l’application d’une contrainte, la viscosité chute drastiquement (courbe 

d’accélération). Lors de ce cycle, la viscosité est augmentée par paliers. Ainsi, entre chaque 

point de mesure, la vitesse de rotation du mobile est constante. Les contraintes de cisaillement 

sont donc également constantes mais la viscosité de la gélatine continue de diminuer. Lorsque 

les contraintes de cisaillement diminuent (courbe de décélération), la viscosité de l’hydrogel 

ne retourne pas à sa valeur initiale. Ce comportement est caractéristique des fluides non 

Newtonien1 aux propriétés thixotropiques2 dont la viscosité dépend du temps d’application de 

la contrainte et des contraintes appliquées précédemment. On parle d’effet mémoire. Pour 

effacer la mémoire de déformation de la gélatine, la gélatine doit être progressivement 

chauffée et remuée pendant 20 minutes puis refroidie progressivement pour former un 

nouveau réseau réticulé. 

 

 
1 Un fluide non Newtonien est un fluide dont la viscosité dépend du taux de cisaillement. Lorsqu’un matériau 
est soumis à une contrainte de cisaillement, la réponse de ce fluide n’est donc pas proportionnelle. 
2 La thixotropie d’un liquide ou d’un gel se caractérise par une diminution de la viscosité lorsque le gradient de 
la vitesse de cisaillement augmente. On parle également de propriété rhéofluidifiante. 
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I.3. Déroulement de l’usinage des blocs d’hydrogel de gélatine 
 

Les blocs de gélatine étaient préparés la veille de l’usinage à BioTis et déposés dans le 

réfrigérateur à 4 °C de la salle d’usinage d’ALPhANOV pendant la nuit. 

 
Les blocs de gélatine étaient sortis au dernier moment du réfrigérateur, une fois tous les 

réglages de la station laser finis, puis déposés sur les platines de translation en XY.  La gélatine 

étant transparente, l’interface air-gélatine était repérée à 5 µm près en tirant avec un faisceau 

laser de très faible intensité. Lorsque le point focal laser atteignait l’interface, la réflexion du 

faisceau devenait visible à la caméra. L’interface air-gélatine sert de position de référence 

selon z (axe vertical). La profondeur d’usinage est définie à partir de cette position de 

référence. Lorsque la profondeur est de 0 µm, le point focal est confondu avec la position de 

référence et lorsque la profondeur est de 100 µm, le point focal est situé 100 µm en dessous 

de l’interface. 

 
Lors de l’usinage, des lignes droites étaient programmées en G-code puis exécutées à 

l’intérieur des blocs de gélatine. Le programme permettait de choisir la profondeur d’usinage 

réalisé à partir de la surface de référence, la vitesse de déplacement des platines en X et Y 

ainsi que le nombre de passages laser. Ce programme est présenté dans l’Annexe 1. 

 

I.4. Caractérisation des blocs de gélatine usinés 
 

L’hydrogel de gélatine étant homogène et transparent, un microscope optique en lumière 

blanche suffisait pour visualiser les plus grandes modifications induites par laser dans le 

volume des blocs de gélatine. Toutefois, afin d’observer les plus petits détails, la gélatine a été 

analysée avec un microscope à épifluorescence après ajout de fluorescéine. En effet, la 

fluorescéine est un colorant émettant une fluorescence jaune-verte [520-530 nm] lorsqu’il est 

exposé à une lumière bleue [465-490 nm]. Afin d’améliorer le contraste des images obtenues, 

500 µL d’une solution de fluorescéine (diluée à 1/3000 dans de l’eau distillée) étaient déposés 

sur chaque bloc de gélatine juste après usinage laser. La solution imprégnait les blocs de 

gélatine pendant 24 heures à 4 °C puis étaient rincée à l’eau distillée. Les échantillons étaient 

ensuite analysés à l’aide d’un microscope à épifluorescence sous excitation d’une lumière 

bleue. 

 
Les images obtenues par microscopie à épifluorescence ont ensuite été analysées avec le 

logiciel Image J. Les dimensions des canaux formés par laser et des zones modifiées 

thermiquement ou mécaniquement entourant les canaux ont été mesurées sur chacune des 

images avec le logiciel Image J à l’aide d’une macro détaillée dans l’Annexe 2. 
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II. Fabrication, caractérisation et usinage des microfibres 
 

II.1. Fabrication de la fibre 
 

II.1.1. Protocole de culture cellulaire 
 

Deux types cellulaires ont été utilisés pour ce projet, des cellules endothéliales glomérulaires 

et des podocytes. Ils provenaient d’une collaboration avec le laboratoire de l’Academic Renal 

Unit de l’Université de Bristol (Southmead Hospital, Bristol, UK). Les deux lignées étaient 

issues de cellules rénales humaines puis immortalisées par transfection de l’antigène 

thermosensible SV40. Cette transfection leur permet de proliférer à 33 °C et de se différencier 

à 37 °C.  

 
Les CEG sont cultivés dans le milieu de culture EGM2 (Lonza) dans un incubateur à 33 °C 

avec 5 % de CO2 pour prolifération. Cette lignée cellulaire se différenciait après 5 jours passés 

dans un incubateur à 37 °C. Après 5 jours, les cellules exprimaient des marqueurs de 

différenciation spécifiques comme le récepteur au VEGF ou le facteur de von Willebrand [4, 

67]. 

Les podocytes sont cultivés dans le milieu de culture RPMI 1640 + Glutamax 1 (Life 

Technologies) supplémenté avec : 

• 10 % de sérum de veau fœtal (GE Healthcare) 

• 1 % d’insuline transferrine sélénium (Gibco) 

• 100 µg/mL de streptomycine 

• 100 µg/mL de pénicilline (Life Technologies). 

 
Les podocytes prolifèrent dans un incubateur à 33 °C et 5 % de CO2 et se différencient après 

14 jours passés dans un incubateur à 37 °C. Ils expriment alors des marqueurs spécifiques 

comme la néphrine, la podocine ou la synaptopodine [67, 110]. Les milieux de culture sont 

changés tous les 2 jours.  

 
Pour la création d’une fibre ou amplification cellulaire, les cellules sont rincées avec 5 mL de 

PBS 1X (Gibco) puis recouvertes de 5 mL de trypsine (Gibco) pendant 4 minutes à 33 °C. 

Après avoir vérifié le détachement des cellules de la boîte de culture par microscopie optique, 

l’action de la trypsine est inhibée par l’ajout de 5 mL de milieu de culture. Après centrifugation 

à 1100 tours/minute pendant 4 minutes, le culot cellulaire est remis en suspension avec du 

milieu de culture puis utilisé pour la création d’une fibre ou remis en culture à 33  °C pour 

prolifération.  
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II.1.2. Protocole de fabrication des microfibres 

 
La technique de fabrication des microfibres s’est basée sur les travaux développés au sein de 

notre unité INSERM depuis 2013 [67]. Cette technique repose sur plusieurs étapes et est 

illustré sur la Figure 23 : 

 

 

Figure 23 Procédé de fabrication d’une microfibre. A : Création d’une gaine d’alginate autour d’un capillaire de 
verre. B : Injection de la solution collagène/CEG en retirant simultanément le capillaire. C : Après 18h 
d’incubation et migration des CEG vers la périphérie retrait de la gaine d’alginate. 

 

Tout d’abord, une gaine en alginate réticulée est formée autour d’un capillaire en 

polycarbonate (Paradigm Optics) de 350µm de diamètre (Figure 23 – A). Pour ce faire, le 

microcapillaire est plongé dans des bains successifs de chlorure de calcium (Sigma Aldrich) 

et d’alginate à 2 % (FMC BioPolymer) afin de réticuler l’alginate autour du capillaire par l’action 

du chlorure de calcium. Le capillaire de polycarbonate est ensuite retiré et une solution 

contenant du collagène de type I et des CEG est injectée simultanément à l’intérieur de la 

gaine (Figure 23 – B). L’injection est réalisée sur la glace pour maintenir le collagène liquide. 

 
La solution cellulaire injectée est composée de : 

• 35 millions de CEG/mL 

• de collagène de type I (Corning Lab) à 5 mg/mL 

• de soude à 1 mol/L (Sigma Aldrich) 

• de PBS 10X pour 1/10ème du volume total 

• d’eau distillée. 

 
Le collagène de type I est issu de tendons de queues de rat. Sa concentration et sa qualité 

varient en fonction du lot.  

 
Après injection, la structure est incubée à 33 °C pour permettre la gélification de l’hydrogel de 

collagène à l’intérieur des gaines. Ces premières heures d’incubation sont marquées par la 

compaction des cellules endothéliales, c’est-à-dire la diminution du diamètre des microfibres. 

L’indice de compaction est calculé selon la formule suivante : 
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𝑖𝑛𝑑𝑖𝑐𝑒 𝑑𝑒 𝑐𝑜𝑚𝑝𝑎𝑐𝑡𝑖𝑜𝑛 =
𝑑𝑖𝑎𝑚è𝑡𝑟𝑒 𝑎𝑝𝑟è𝑠 18 ℎ𝑒𝑢𝑟𝑒𝑠 𝑑′𝑖𝑛𝑐𝑢𝑏𝑎𝑡𝑖𝑜𝑛

𝑑𝑖𝑎𝑚è𝑡𝑟𝑒 𝑗𝑢𝑠𝑡𝑒 𝑎𝑝𝑟è𝑠 𝑖𝑛𝑗𝑒𝑐𝑡𝑖𝑜𝑛
 

 
Selon les travaux précédents, la durée d’incubation optimale est de 18 h et permet d’obtenir 

un indice de compaction idéal situé entre 0,7 et 0,9. Une incubation prolongée entraîne la perte 

de l’architecture fibrillaire de la fibre [67]. Au bout de 18 heures, les gaines sont donc retirées 

manuellement et les microfibres dénudées sont plongées dans du milieu de culture à 37 °C 

(Figure 23 – C). Les microfibres sont ensuite incubées pendant 5 jours à 37 °C. A la fin des 5 

jours d’incubation, les CEG exprimaient leurs marqueurs de différenciation spécifiques.  

Cette technique de fabrication de microfibres a ensuite été enrichie d’une dernière étape afin 

de reproduire la barrière de filtration glomérulaire in vitro. Après les 5 jours d’incubation, les 

podocytes sont ensemencés en déposant quelques gouttes d’une solution à 50 000 

cellules/mL le long des microfibres. La différenciation des podocytes est obtenue après 14 

jours à 37 °C. On observe alors les premiers marqueurs témoins de la formation de la 

membrane basale glomérulaire. 

Les microfibres sont ainsi matures et prêtes pour l’usinage laser après 14 jours suivant 

l’ensemencement des podocytes soit 20 jours après le début de leur fabrication.  

 

II.2. Caractérisation des microfibres et du cœur de collagène 
 

Lors d’un usinage laser, il est important de connaître les caractéristiques de l’échantillon et 

ses propriétés optiques afin d’optimiser les paramètres laser et de mieux contrôler les 

mécanismes de dégradation lors de l’interaction laser-matière. 

 

II.2.1. Caractéristiques générales et dimensions 
 
Les microfibres obtenues reproduisent l’organisation tridimensionnelle de capillaire 

glomérulaire. Elles ont une forme cylindrique de type cœur-écorce non perfusables. Le cœur 

est constitué d’hydrogel de collagène I de rat et l’écorce est constituée de 2 types cellulaires : 

des cellules endothéliales glomérulaires (CEG) et des podocytes. Les CEG s’agencent 

spontanément en périphérie du collagène pour former le versant interne de la couche cellulaire 

tandis que les podocytes recouvrent les cellules endothéliales pour former le versant externe. 
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L’image d’une fibre au microscope optique et le schéma de son organisation tridimensionnelle 

est visible sur la Figure 24. 

 

 

Figure 24 Structure cœur-écorce d’une microfibre glomérulaire. Le centre est composé d’un hydrogel de 
collagène de type I entouré de CEG puis de podocytes. La membrane basale glomérulaire est située à l’interface 
des deux types cellulaires. A : Coupe longitudinale. B : Coupe transversale. C : Photo d’une microfibre prise en 
microscopie optique classique [111]. 

 
Le diamètre externe moyen d’une microfibre est de 200 µm et leur longueur peut varier entre 

0,5 mm et 3 cm. 

Avec le temps , la longueur des fibres peut également diminuer et les fibres peuvent se replier 

sur elle-même. On parle de phénomène de contraction. L’indice de contraction au jour J peut 

se calculer selon la formule suivante : 

  

𝑖𝑛𝑑𝑖𝑐𝑒 𝑑𝑒 𝑐𝑜𝑛𝑡𝑟𝑎𝑐𝑡𝑖𝑜𝑛 =
𝑙𝑜𝑛𝑔𝑢𝑒𝑢𝑟 𝑑𝑒 𝑙𝑎 𝑚𝑖𝑐𝑟𝑜𝑓𝑖𝑏𝑟𝑒 𝑎𝑢 𝑗𝑜𝑢𝑟 𝐽

𝑙𝑜𝑛𝑔𝑢𝑒𝑢𝑟 𝑑𝑒 𝑙𝑎 𝑚𝑖𝑐𝑟𝑜𝑓𝑖𝑏𝑟𝑒 à 𝐽0
 

 
En condition normale, la longueur des fibres ne varie pas et l’indice de contraction vaut 1. 

Cependant, il arrive que l’interaction des cellules avec l’hydrogel conduisent à la contraction 

des microfibres. Lorsque la contraction est trop forte, les fibres acquièrent une forme sphérique 

et leurs caractéristiques diffèrent d’une fibre normale. L’interaction laser-matière change et 

leur usinage n’est plus pertinent pour notre application. Ce phénomène de contraction se 

produit majoritairement après l’ensemencement des podocytes et est influencée par 

l’interaction des cellules avec la matrice extracellulaire. Ce problème de contraction est 

également la cause du faible nombre d’échantillon disponible pour l’usinage laser. 

  

II.2.2. Différenciation cellulaire et membrane de filtration glomérulaire 
 
Par rapport aux modèles 2D, la structure tridimensionnelle de la fibre permet une viabilité 

prolongée des cellules et un maintien de leur phénotype. Des analyses par Western Blot 

(Figure 25) et par immunomarquage (Figure 26) ont montré l’expression des marqueurs de 

différenciation spécifiques aux deux types cellulaires au sein de la microfibre : l’expression des 
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facteurs de PECAM-1 et du VEGFR spécifiques aux CEG et l’expression de la synaptopodine, 

la néphrine et la podocine spécifiques aux podocytes [67]. 

 

 

Figure 25 Mise en évidence par Western Blot des marqueurs de différenciation spécifique des cellules 
endothéliales (VEGFR) et ceux des podocytes (Néphrine et Synaptopodine) [67, 112]. 

 

 

Figure 26 Microfibre prise au microscope confocal après immunomarquage. A) Marquage DAPI des noyaux 
cellulaires, B) Expression du marqueur PECAM-1 par les CEG, C) Expression de la podocine par les podocytes et 
D) Fusion des trois images. Chaque image correspond à l’empilement des valeurs maximales de chacune des 
coupes 2D [67, 113]. 

 
Après 21 jours de maturation, la formation d’une matrice extracellulaire à l’interface des CEG 

et des podocytes a été observée avec, en particulier, la néosynthèse du collagène de type IV, 

élément constitutif de la membrane basale glomérulaire et la présence de laminine et de 

nidogène mesurée par PCR (Figure 27). 

 

 

Figure 27 PCR et PCR quantitative du collagène IV-α5, de la laminine et du nidogène dans un modèle de coculture 
et dans une microfibre. La néoformation de la membrane basale glomérulaire est possible dans le modèle 3D 
des fibres mais pas dans les modèles 2D de coculture [67, 112]. 
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II.2.3. Viabilité cellulaire avant usinage 
 
Avant chaque usinage laser, la viabilité des cellules des microfibres était contrôlée avec un 

test Live/Dead® comportant de l’éthidium homodimère et de la calcéine. 

 
Le principe du marquage Live/Dead® est le suivant. Lorsqu’une cellule n’est plus viable, sa 

membrane devient perméable aux grandes molécules. L’éthidium homodimère peut alors 

franchir la membrane nucléique et s’intercaler entre les molécules d’ADN de la cellule. Une 

fois intercalé, le marqueur fluorescent peut alors émettre de la lumière rouge (pic d’émission 

à 617 nm) lorsqu’il est excité par un laser de longueur d’onde 488 nm. 

  
La calcéine est un substrat naturellement perméable à la membrane cytoplasmique et devient 

fluorescente après avoir été clivée par l’estérase des cellules, rendant ainsi le cytoplasme des 

cellules fluoresçant en vert (pic d’émission à 517 nm) sous l’action d’un laser à 488 nm. Si les 

cellules sont non viables, l’estérase est inhibée. La calcéine ne peut plus être clivée et n’émet 

aucun signal fluorescent. 

 

Au cours du protocole Live/Dead®, les microfibres sont incubées pendant 30 minutes à 37 °C 

(5 % de CO2) avec les réactifs d’un kit Live/Dead® de viabilité et de cytotoxicité (Life 

Technologies) dilués dans 2,5 mL de milieu de culture EGM2. Ce kit de viabilité contient des 

marqueurs fluorescents de calcéine (Ex/Em = 494/517 nm) et d’éthidium homodimère-1 rouge 

(Ex/Em = 517/617 nm). Après incubation, les microfibres sont rincées avec du milieu de culture 

avant d’être observées au microscope confocal. Un microscope confocal TCS SP2 (Leica) est 

ensuite utilisé pour observer le marquage Live/Dead® des microfibres. Pour éviter le 

recouvrement des deux signaux fluorescents, la calcéine est excitée avec une longueur d’onde 

de 488 nm et le signal d’émission est récupéré entre 515 et 590 nm tandis que l’éthidium 
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homodimère est excitée avec une longueur d’onde de 561 nm et son signal d’émission 

récupéré entre 600 et 680 nm.  

 

 

Figure 28 Coupe longitudinale d'une microfibre après marquage Live/Dead® révélé au microscope confocal. Le 
signal vert indique la présence de cellules viables entourant le cœur de collagène (non fluorescent). Aucune perte 
de viabilité n’est observée (absence de signal rouge). 

 

La Figure 28 présente une microfibre avec un marquage Live/Dead® appliqué 24 heures avant 

l’usinage. Aucun signal rouge n’apparaît, signifiant qu’aucune perte de viabilité n’a été 

observée. Le marquage vert montre la présence de cellules viables formant un tapis confluent 

en périphérie de la microfibre. Aucun marquage n’est détecté au centre de la microfibre ce qui 

signifie que toutes les cellules ont migrées en périphérie de la fibre. Seul le collagène I, non 

marqué, occupe le cœur de la fibre.   

 

II.2.4. Propriétés physiques du collagène 
 
Le cœur des microfibres est constitué d’un hydrogel de collagène I à 5 mg/mL. Certaines des 

propriétés optiques de la solution d’hydrogel sont étudiées ci-dessous.  

 

II.2.4.1. Spectre d’absorption de l’hydrogel de collagène 

 
Le spectre d’absorption de l’hydrogel de collagène à une concentration de 5 mg/mL a été 

mesuré à l’aide du spectrophotomètre UV-3600 Plus de Shimadzu. Le spectre a ensuite été 

tracé avec le logiciel Spectragryph 1.2.14 et est représenté sur la Figure 29. A titre de 
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comparaison, le spectre d’absorption de l’eau distillée a également été tracé dans les mêmes 

conditions.  

 

 

Figure 29 Spectre d’absorption de l’hydrogel de collagène à 5 mg/mL (en vert) et de son diluant, l’eau distillée 
(en rouge) entre 180 et 1300 nm. La longueur d’onde d’usinage utilisée pour l’ensemble des expériences est 
indiquée par des pointillés rouges (1030 nm). 

 
En comparant le spectre de l’hydrogel de collagène avec celui de l’eau distillée, on remarque 

que les propriétés d’absorption de l’hydrogel ne sont pas affectées par l’ajout de collagène à 

5mg/mL. Le matériau est ainsi absorbant dans l’UV et est transparent dans le visible et le 

proche IR. A 1030 nm, longueur d’onde d’usinage des microfibres de collagène, le matériau 

est presque totalement transparent. 

 

II.2.4.2. Autofluorescence du collagène 

 
Le collagène est autofluorescent. Il est donc capable d’émettre naturellement de la lumière 

sans marqueur fluorescent lorsqu’il est illuminé sous une certaine longueur d’onde. Cette 

propriété est intéressante pour notre application car elle permet de visualiser le cœur des 

microfibres sans ajouter de marqueur fluorescent au préalable. Selon le type de collagène et 

la composition de ses chaînes α, son pic d’excitation est situé entre 270 et 370 nm et son 

signal d’émission peut être récupéré entre 305 et 450 nm. Par exemple, le collagène de type 

I émet de la lumière avec un pic maximal situé à 364 nm lorsqu’il est illuminé dans l’ultraviolet 

avec un pic d’excitation à 269 nm. Ce pic d’autofluorescence est dû à la présence de résidus 

de tyrosine (environ 2 ‰ dans ses chaines α) [114]. 

 
Les propriétés d’autofluorescence d’un composé peuvent évoluer lorsque ce dernier est 

mélangé avec d’autres substrats. Or, le cœur des microfibres est formé d’un hydrogel de 

collagène de type I, d’une grande quantité d’eau, ainsi que de PBS 1X et de soude. Pour 

évaluer les propriétés d’autofluorescence de cette solution, j’ai tracé les spectres des couples 
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Emission/Excitation au spectrofluorimètre. La solution d’hydrogel de collagène sans cellule a 

été préparée selon le protocole décrit au paragraphe II.1.2. puis diluée dans de l’eau distillée 

pour éviter la saturation de l’appareil à 1/1000, 6/1000 et 14/1000.  

 
Le fonctionnement d’un spectrofluorimètre est le suivant. Une source de lumière 

polychromatique traverse un filtre ou un monochromateur pour ne conserver que la longueur 

d’onde d’intérêt. La lumière excitatrice traverse ensuite l’échantillon préalablement placé dans 

une cuve. Une partie de la source est alors absorbée par la solution puis réémise sous forme 

de fluorescence. La lumière réémise est collectée par un détecteur après traversée d’un filtre 

d’émission ou d’un second monochromateur. L’ensemble filtre-détecteur est généralement 

placé à 90° de la source initiale pour ne récupérer que le signal de fluorescence.  

 
Afin d’obtenir le spectre d’Excitation/Emission de notre solution, la solution a été soumise à 

différentes longueurs d’ondes excitatrices afin de récupérer les spectres d’émission pour 

chacune des longueurs d’onde d’excitation. Parallèlement, le choix des longueurs d’ondes 

d’émission était affiné en traçant les spectres d’excitation à une longueur d’onde d’émission 

fixée et préalablement choisie en fonction des pics d’émission obtenus précédemment. Nous 

avons finalement obtenu deux spectres différents pour la solution de collagène, tracé à l’aide 

du logiciel SpectraGryph 1.2.14 et présenté sur la Figure 30 et la Figure 31Erreur ! Source 

du renvoi introuvable..  

 

Figure 30 Spectres d'excitation (trait plein) et d'émission (pointillé) de la solution d’hydrogel de collagène diluée 
à 1/1000 entre 200 et 550 nm pour une émission fixée à 370 nm et une excitation fixée à 285 nm respectivement. 
 

Le spectre de la Figure 30 présente un couple de spectres d’émission et d’excitation de la 

solution diluée à 1/1000 dans de l’eau distillée dont les pics respectifs sont situés à 285 nm et 

370 nm. Ces pics correspondent à l’émission de lumière due à la présence de résidus de 

tyrosine dans les chaines α du collagène I et soumise à une lumière de 285 nm. Le trou visible 
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entre les deux pics est une coupure volontaire de la mesure pour empêcher la diffusion de 

Rayleigh1 d’aveugler le détecteur. 

 
Le second spectre présenté en Figure 31 montre des pics d’intensité 10 fois plus importants 

que ceux de la Figure 30. Le spectre présente un premier pic d’émission à 397 nm pour une 

excitation fixée à 350 nm et un deuxième pic d’excitation obtenu à 377 nm pour une longueur 

d’onde d’émission fixée à 435 nm. Le spectre de l’eau distillée a été tracé dans les mêmes 

conditions puis superposé à celui de la solution. Les deux pics obtenus sont parfaitement 

corrélés à ceux de la solution de collagène. Ces deux pics sont donc attribués à l’eau et ne 

sont pas des pics d’autofluorescence. Il s’agit de pics parasites dus à la diffusion Raman2 du 

solvant.  

Figure 31 Couple des spectres d'excitation (trait plein) et d'émission (pointillé) de la solution d’hydrogel de 
collagène diluée à 6/1000 et 14/1000 respectivement en orange et en rouge entre 260 et 530 nm pour une 
émission fixée à 435 nm et une excitation fixée à 350 nm respectivement. Le couple excitation/émission de l’eau 
est également tracé en bleu à titre de comparaison. 
 
Exemples des bandes Raman pour l’eau dans l’ultraviolet :  

• Excitation à 313 nm – Emission à 350 nm 

• Excitation à 350 nm – Emission à 397 nm 

• Excitation à 366 nm – Emission à 418 nm 

 
L’autofluorescence du collagène peut être utilisée pour détecter le collagène à l’aide d’un 

microscope à épifluorescence ou d’un microscope confocal sans utiliser de marqueur 

fluorescent exogène. Cependant il s’agit d’un phénomène peu intense et susceptible d’être 

 
1 La diffusion de Rayleigh est un phénomène de diffusion élastique sans variation d’énergie. Elle se fait à la même 
longueur d’onde que la lumière incidente et donne naissance à un pic de très forte intensité. 

2 La diffusion Raman est un phénomène de diffusion inélastique d’un photon avec perte d’énergie, une partie de 
l’énergie du faisceau incident étant absorbée par la molécule. Cette diffusion modifie la longueur d’onde de la 
lumière diffusée généralement vers des longueurs d’ondes plus importantes.  
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masqué par des phénomènes parasites ou des signaux fluorescents provenant de marqueurs 

cellulaires. 

 

II.3. Usinage des microfibres 
 

II.3.1. Support échantillon 
 

II.3.1.1.  Cahier des charges du support échantillon 

 
Lors de l’usinage, les microfibres étaient initialement déposées sur une lame de verre sans 

milieu de culture pour éviter au faisceau laser de traverser une couche de liquide avant 

d’atteindre l’échantillon. Cependant, sans milieu de culture, les microfibres vivantes se 

dessèchent et ne survivent pas. 

 
Afin de préserver la viabilité cellulaire pendant l’usinage, j’ai travaillé sur la mise au point d’un 

support échantillon. Ce support devait permettre de : 

• maintenir des conditions viables pour les cellules : hydratation, apport en nutriments et 

antibiotiques, température et minimiser les risques de contaminations, 

• maintenir les microfibres immobiles lors de l’usinage laser, 

• empêcher la dispersion du faisceau laser lors de la traversée de l’échantillon. 

 

II.3.1.2. Tests de différents supports échantillon 

 
Support n°1 : Lame de verre  

Une microfibre a été déposée sur une lame de verre avec une ou deux gouttes de milieu de 

culture. Puis, un trait laser a été réalisé en visant le cœur de collagène de la fibre. Pendant 

ces essais, la fibre a fortement adhéré à la lame et ne bougeait pas pendant l’usinage. En 

revanche, elle s’aplatissait et se desséchait très rapidement devenant difficile à décoller de la 
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lame après usinage. De plus, les impulsions laser usinaient directement la paroi cellulaire, en 

raison de sa trop fine épaisseur (Figure 32). 

 

 

Figure 32 Usinage d’une microfibre placée sur une lame de verre. Le tir laser focalisé au centre de la fibre (A) a 
percé la paroi cellulaire (B). 

 

Support n°2 : Création d’une ambiance humide 

Les fibres étant sensibles à l’hydratation, j’ai ensuite essayé de créer une ambiance humide 

autour des capillaires. Pour ce faire, je les ai déposées à l’intérieur d’une boite de Petri avec 

quelques gouttes de milieu de culture puis j’ai disposé tout autour des cotons chirurgicaux 

imbibés de PBS 1X ou de milieu de culture. 

  
Cette méthode n’a pas été concluante : soit la quantité de liquide ajoutée n’était pas suffisante 

pour saturer les cotons et la fibre n’était pas assez hydratée ; soit la quantité était suffisante 

pour saturer les cotons chirurgicaux et inonder la boite de Petri. La fibre n’était alors plus 

immobilisée et flottait dans la boite. Dès le premier impact, elle était propulsée vers les cotons 

chirurgicaux et disparaissait. En revanche, les conditions d’hydratation étaient idéales et 

permettaient la formation de bulles de cavitation dans le cœur de collagène (Figure 33). 

 

 
Figure 33 Formation de bulles de cavitation après usinage laser à l’intérieur d’une fibre hydratée dans une boîte 
de Petri inondée de PBS 1X. Photo prise sur l'une des rares fibres retrouvées lors de ces essais. 
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L’utilisation d’un spray diffusant, appliqué régulièrement sur les microfibres a également été 

essayé. La qualité d’hydratation des fibres s’est légèrement améliorée mais la présence de 

nombreuses gouttelettes autour de la fibre a totalement dispersé l’énergie du faisceau laser 

lors de l’usinage. 

 

Support n°3 : Le Parafilm® 

J’ai également essayé de déposer les microfibres sur une surface hydrophobe comme du 

Parafilm® avec quelques gouttes de milieu de culture pour empêcher l’eau contenue dans la 

fibre de s’écouler. L’utilisation du Parafilm® a complètement desséchée la microfibre (Figure 

34). 

 

 

Figure 34 Gravure laser sur la surface cellulaire d'une microfibre déposée sur Parafilm®. 
 

Support n°4 : Impression 3D d’un support en acide polylactique (PLA) 

L’idée suivante a été de fabriquer un support échantillon sur mesure en PLA par impression 

3D (Sigma 3D printer, BNC3D). Le schéma du support imprimé est présenté sur la Figure 35. 

Le support comportait un sillon central recouvert d’une lamelle de verre laissant passer le 

faisceau laser et un corps ouvragé comme une passoire pour permettre au milieu de culture 

d’imbiber la fibre tout en l’immobilisant pendant l’usinage.  

 

 

Figure 35 Support échantillon imprimé en PLA contenant un sillon central pour maintenir la fibre, une lamelle de 
verre en guise de couvercle et un corps ouvragé pour laisser passer le milieu de culture. 



82 
 

 
Cependant, deux problèmes se sont posés lors de sa conception et lors de son utilisation. Les 

perforations réalisées par impression 3D devait être suffisamment petites pour empêcher la 

fibre de passer au travers. Or, l’utilisation de fils de PLA de 400 µm de diamètre ne permettait 

pas de réaliser des trous inférieurs à 0,5 mm. Enfin, en raison de l’aspect irrégulier dû à la 

juxtaposition des fils de 400 µm de diamètre, la fibre se coinçait dans les irrégularités. Par 

ailleurs, les cellules adhéraient fortement au support en PLA ce qui endommageait les 

microfibres.  

 

Support n°5 : Plaque d’inox perforée 

Des carrés de 2 cm par 2 cm ont été découpé dans un inox perforé puis poli et désinfectée 

dans un bain d’alcool pendant 24 heures. Juste avant l’usinage, la plaque d’inox était placée 

dans une boîte de Petri et saturée en milieu de culture. La fibre était posée sur la plaque d’inox. 

Les perforations de la plaque d’inox favorisaient l’adhésion de la fibre au support tout en la 

maintenant hydratée grâce à la formation d’un dôme de milieu de cuture se formant à la 

surface de la plaque d’inox (Figure 36). 

 

 

Figure 36 Support échantillon constitué d’une plaque en inox contenant des microperforations et saturée en 
milieu de culture. 
 
L’utilisation des plaques en inox perforées a permis d’usiner la microfibre en la maintenant 

immobilisée et suffisamment hydratée pour observer des bulles de cavitation dans le cœur de 

collagène.  

 

Support n°6 : Boite de culture avec fond d’agarose 

Nous avons ensuite choisi de recouvrir le fond des puits de culture avec de l’agarose pour 

limiter l’adhérence des cellules aux supports. Les microfibres étaient déposées sur le fond 

d’agarose avec 2-3 gouttes de milieu de culture.  

 
Le revêtement d’agarose avec une faible quantité de milieu a permis d’usiner la fibre en la 

maintenant suffisamment hydratée pendant l’usinage pour observer la formation de bulles de 

cavitation à l’intérieur, tout en limitant fortement ses mouvements pendant l’usinage.  
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Pour chacun des échantillons, seules quelques gouttes ou une très fine couche de milieu de 

culture étaient déposées sur les capillaires. Augmenter la quantité de milieu de culture 

permettait d’apporter un surplus d’hydratation pour les cellules. Cependant, une épaisseur de 

liquide plus importante augmentait la dispersion du faisceau laser à travers le milieu et 

l’échantillon. Dans ces conditions, le faisceau laser n’atteignait jamais le cœur de collagène.  

 

II.3.1.3. Support échantillon final 

 
Sur les 6 supports échantillons testés seuls la plaque en inox perforée (support n°5) et la boîte 

de Petri recouverte d’un fond d’agarose (support n°6) permettait d’obtenir un phénomène de 

cavitation à l’intérieur de microfibres immobilisées. Pour vérifier que ces supports permettaient 

de préserver la viabilité des cellules, les microfibres vivantes ont été déposées sur ces deux 

supports pendent 20 minutes sans les usiner. Au bout de 20 minutes un marquage Live/Dead® 

est réalisé sur les microfibres en suivant le protocole détaillé au paragraphe II.2.3. La Figure 

37 présente 2 fibres posées respectivement sur les supports n°5 saturé en EGM2 et n°6 avec 

quelques gouttes d’EGM2 pendant 20 minutes dans une salle à 21 °C. 

 

 

Figure 37 Viabilité cellulaire de deux microfibres posées sur un support en inox perforé et saturé en milieu de 
culture (en haut) et une boite de Petri recouverte d'un fond d'agarose avec quelques gouttes de milieu (en bas). 
La viabilité cellulaire est évaluée à t0 juste avant de déposer la fibre sur le support et après 20 minutes passées 
sur le support dans une salle à 21 °C. 
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Après 20 minutes passées sur le support n°5, on peut observer une perte de viabilité cellulaire 

d’environ 50 % en moyenne sur l’ensemble des échantillons. Cette perte est probablement 

due à une souffrance cellulaire et un début d’apoptose. 

 
Une amélioration de la viabilité cellulaire est observée avec le support n°6. Sur l’ensemble des 

échantillons, 85 % des fibres n’affichaient aucun signe d’apoptose au bout de 20 minutes 

tandis que les 25 % restantes affichaient un profil similaire à celle du support n°5.  

Lors de la journée d’usinage, les fibres étaient manipulées dans des conditions non stériles et 

conservées dans 2 mL de milieu de culture à une température de 21 °C. Pour mesurer l’impact 

de l’absence de stérilité et de la baisse de température sur la viabilité cellulaire, j’ai mesuré la 

perte de viabilité cellulaire sur des fibres non usinées maintenues à 21 °C en conditions non 

stériles. Les fibres continuaient cependant d’être baignées dans du milieu de culture. Comme 

précédemment, un marquage Live/Dead® a été appliqué avant et après les 6 heures pour 

évaluer la perte de viabilité cellulaire.  

 

 

Figure 38 Test de viabilité cellulaire d’une microfibre plongée dans 3mL d’EGM2 à air libre dans une salle non 
stérile à 21°C pendant 6 heures. La viabilité cellulaire est évaluée à t0 avant de sortir la fibre de l’incubateur est 
après 6 heures passées à 21°C dans une salle non stérile. 

 
Les essais montrent aucune perte de viabilité cellulaire pour les fibres maintenues à 21 °C, 

non stérile (Figure 38). Ainsi, la perte de viabilité observée pendant l’usinage laser est 

majoritairement due à la faible quantité de milieu apportée pendant les essais. 

Le Tableau 3 ci-dessous résume les avantages et inconvénients des différents supports 

échantillons testés. Le maintien de la viabilité cellulaire après 20 minutes et la possibilité de 

réaliser l’usinage avec le support étaient les deux critères devant nécessairement être remplis 

par le support échantillon choisi. 
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Tableau 3 : Avantages et inconvénients des différents supports échantillons testés. Les deux dernières lignes du 
tableau, surligné en rouge, indiquent les critères rédhibitoires pour l'utilisation de ces supports. Une coche verte 
et une croix rouge sont respectivement indiquées lorsqu’une condition est remplie ou non par le support. Un 
point d’interrogation bleu est indiqué pour le support n°4 pour lequel aucune fibre n’a pu être usinée. 

 
Support 

1 

Support 

2 

Support 

3 

Support 

4 

Support 

5 

Support 

6 

Conserve 

l’hydratation 
✘ ✔ ✘ ? ✔ ✔ 

Conserve la stérilité ✘ ✘ ✘ ✘ ✘ ✘ 

Maintien de la 

température 
✘ ✘ ✘ ✘ ✘ ✘ 

Immobilisation des 

fibres 
✔ ✘ ✔ ? ✔ ✔ 

Fibres non aplaties ✘ ✔ ✘ ? ✔ ✔ 

Maintien de la 

viabilité cellulaire 

après 20 minutes 

✘ ✔ ✘ ✘ ✘ ✔ 

Possibilité d’usiner ✔ ✘ ✔ ✘ ✔ ✔ 

 
Le choix du support échantillon s’est donc porté sur les boites de culture recouvertes d’une 

fine couche d’agarose gélifiée (quelques gouttes de milieu de culture étant déposées sur la 

fibre juste après son dépôt). Ces quelques gouttes permettaient d’apporter un minimum 

d’hydratation pendant 20 minutes. Au-delà de 20 minutes, la viabilité des microfibres posées 

sur ce support chutait de manière conséquente.  

 
Echantillons contrôles : Chaque fibre usinée était accompagnée d’une seconde fibre 

contrôle non usinée. Pendant l’usinage, la fibre contrôle était déposée sur un support 

échantillon recouvert d’agarose avec quelques gouttes de milieu de culture. A la fin de 

l’usinage, les deux fibres retournaient simultanément dans leur eppendorf. La viabilité 

cellulaire des deux fibres était contrôlée la veille de la journée d’usinage et 24 heures après à 

l’aide d’un test Live/Dead®. Ainsi, les deux fibres recevaient un traitement identique à 

l’exception du tir laser. Ces fibres contrôles permettaient ainsi de contrôler l’origine de la 

mortalité cellulaire : impact laser ou manipulation de la fibre. Les fibres contrôles étaient 

sélectionnées parmi les fibres s’étant fortement contractée. 
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II.3.2. Déroulement de l’usinage  
 
Préalablement à l’usinage, la puissance était réglée à l’aide de la lame demi-onde et d’un 

puissance-mètre (Ophir). La cadence laser était modifiée via le logiciel de contrôle du laser 

(Amplitude). La programmation du mouvement des platines et du déclenchement synchronisé 

du tir laser était rédigé en G-code. 

 

 

Figure 39 Capture d’écran du logiciel de la caméra CCD juste avant l’usinage. Le réticule (en jaune) est 
préalablement aligné avec le point focal laser puis il est ensuite positionné dans le cœur de la fibre au niveau du 
point de départ de la trajectoire à usiner. La flèche rouge représente la trajectoire du premier usinage dont les 
coordonnées de déplacement sont ensuite traduit en G-Code (voir Annexe 3). 

 
Une fois la station d’usinage alignée et réglée, la microfibre à usiner était déposée sur le 

support échantillon avec quelques gouttes de milieu de culture puis déposée sur les platines 

de translation en XY (translation horizontale). En utilisant le logiciel de contrôle des platines 

(logiciel ALPhANOV), la fibre était centrée dans le champ de vision de la caméra, aligné avec 

le point focal laser. Un réticule (en jaune sur la Figure 39) permettait d’aligner le point d’impact 

laser avec le début de la zone de tir, au centre de la microfibre. La trajectoire du tir ainsi que 

la vitesse de déplacement des platines étaient programmés en G-code dans le logiciel de 

contrôle des platines en fonction de la géométrie de la microfibre puis exécutée. Les fibres 

n’étant pas souvent droites, plusieurs trajectoires rectilignes successives étaient programmées 

puis exécutées au fur et à mesure. Le programme en G-code est en Annexe 3. 

Entre chaque trajectoire usinée, les photos de la microfibre et des bulles de cavitation formées 

étaient prises et analysées sous Image J. 

Une fois l’usinage fini, la fibre était remise dans un bain de milieu de culture. 
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II.4. Caractérisation des microfibres usinées 
 

II.4.1. Marquage Live/Dead®  
 
Après chaque fin de journée d’usinage, les fibres usinées étaient ramenées au laboratoire 

BioTis dans des eppendorfs puis redéposées dans leur puit de culture rempli de 3mL de milieu 

de culture EGM2/RPMI dans l’incubateur à 37 °C. Un marquage Live/Dead® était effectué, 16 

heures après, sur les fibres usinées et les fibres contrôles.  

 

II.4.2. Imagerie au microscope confocal 

 
Les microscopes confocaux permettent de réaliser des images d’échantillons épais avec une 

très faible profondeur de champ et une meilleure résolution que les techniques de microscopie 

classiques. Pour notre application, le confocal TCS SP2 (Leica) nous a permis d’imager la 

lumière créée par laser au centre de la microfibre, la viabilité des cellules et leur position par 

rapport au cœur de collagène. Le schéma de principe d’un confocal est présenté en Figure 

40. 

 

 

Figure 40 Schéma de principe du microscope confocal à balayage [115]. 
 

II.4.2.1. Visualisation des cellules 

 
Les cellules ont été imagées au confocal après un marquage Live/Dead®. Les images étaient 

récupérées et analysées à l’aide du logiciel LAS-AF développé par Leica et du logiciel Image J. 
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A partir de ces images et en utilisant le logiciel Image J, le pourcentage de la surface occupée 

par le signal vert par rapport à la surface totale d’une microfibre et la densité de noyaux rouges 

par unité de surface ont été calculés. La macro est visible en Annexe 4.  

 

II.4.2.2. Visualisation du collagène 

 
Les fibres étant des objets denses et épais, les marqueurs fluorescents exogènes ne pénètrent 

pas à l’intérieur des échantillons. Pour détecter la lumière créée par laser au centre des fibres 

sans marqueur fluorescent, j’ai utilisé l’autofluorescence du collagène I (Ex/Em = 270-370 / 

305-450 nm). L’autofluorescence du collagène permet d’obtenir un signal provenant du cœur 

des microfibres en augmentant l’intensité de l’excitation laser. A partir des images données 

par le microscope confocal, on peut modifier l’intensité et le contraste des pixels provenant du 

collagène à l’aide du logiciel Image J. Ce traitement informatique permet de révéler la présence 

ou non d’un canal sans utiliser de marqueur fluorescent. 

 

II.4.3. Marquage DAPI 

 
Préalablement au marquage DAPI, les microfibres usinées étaient fixées au paraformaldéhyde 

(PFA) selon le protocole suivant. Les microfibres usinées étaient préalablement rincées dans 

une solution de PBS 1X puis plongées dans 4 mL d’une solution de PFA à 4 % pendant 30 

minutes à 4 °C. Les fibres étaient alors retirées du bain de PFA puis rincées trois fois avec 

une solution de PBS 1X. Après fixation, les microfibres étaient soit utilisées immédiatement 

soient placées dans une boite de culture 12 puits contenant de l’eau distillée et scellés avec 

du Parafilm® pour conservation. 

 
Après fixation, les noyaux cellulaires des microfibres usinées étaient marqués par un 

marquage DAPI (Di Aminido Phenylindole). Une solution de DAPI était préparée et diluée à 

1/5000 dans une solution de PBS 1X. Cette solution était ensuite appliquée sur les fibres dans 

le noir à température ambiante, pendant 10 minutes. Les microfibres étaient ensuite rincées 

trois fois avec de l’eau distillée.  

Les noyaux cellulaires des microfibres étaient ensuite observés au microscope confocal TCS 

SP2 (Leica) après excitation à 405 nm. Le signal émis était récupéré entre 410 et 480 nm.  

 

III. Station d’usinage laser 
 

La station d’usinage laser est un dispositif expérimental mis en place pendant ma thèse afin 

de réaliser une lumière à l’intérieur des microfibres et d’étudier l’interaction laser-hydrogel. Elle 
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est composée de 3 éléments : une source laser, une ligne optique (lame demi-onde + cube 

polariseur + agrandisseur de faisceau + miroirs) et un système de visualisation optique de 

l’échantillon (objectif + éclairage + caméra CCD). La Figure 41 et la Figure 42 présentent 

respectivement le schéma et la photographie de la station d’usinage laser composées de ses 

différents éléments. 

 

 

Figure 41 Schéma de la station d’usinage composée d’une source laser, d’une ligne optique et d’un jeu de platines 
XYZ supportant le système de visualisation des échantillons (objectif + caméra + éclairage). 
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Figure 42 Photographie de la station d’usinage laser dans les locaux d’ALPhANOV. La trajectoire de la source laser 
jusqu’à l’échantillon est tracée en rouge. Les lettres en blanc représentent : a) la source laser, b) le couple lame 
demi-onde + polariseur, c) l’agrandisseur de faisceau, d) l’objectif de focalisation et e) les platines de translation 
horizontale sur lesquelles repose l’échantillon. 

 

III.1. Choix de la source laser 
 

Le succès d’un micro-usinage laser repose avant tout sur le choix d’une source laser adaptée. 

Certains paramètres sont inhérents à la source laser comme la longueur d’onde ou la durée 

d’impulsion. D’autres paramètres peuvent être modulés après sortie du faisceau laser en 

fonction des applications désirées comme par exemple l’énergie par impulsion ou le taux de 

recouvrement entre deux impulsions successives. Choisir une source laser unique pour une 

étude paramétrique revient à choisir certains paramètres fixés (longueur d’onde1 et durée 

d’impulsion par exemple) et d’étudier l’influence d’autres paramètres plus facilement 

 
1 La longueur d’onde peut aussi être modulée en sortie laser à l’aide d’un module doubleur-tripleur qui permet 
de moduler la fréquence de l’onde laser afin de récupérer la seconde ou troisième harmonique pour obtenir une 
longueur d’onde divisée par 2 ou 3. 
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modulables. Le choix de la source laser doit donc tenir compte de l’influence des paramètres 

prédéterminés selon l’application voulue.  

 

III.1.1. Choix de la durée d’impulsion 
 
Un matériau transparent – comme les hydrogels de collagène et de gélatine – est un matériau 

qui laisse passer la lumière pour une longueur d’onde donnée et ne peut pas être usiné à l’aide 

d’un faisceau laser à cette longueur d’onde. Pour que l’usinage de ces matériaux soit possible, 

on peut utiliser des lasers à impulsions ultracourtes. L’utilisation de ces lasers dont la durée 

d’impulsion varie de quelques femtosecondes (10-15 s) à quelques picosecondes (10.10-12 s) 

permet de générer des effets non linéaires qui rendent ces matériaux localement absorbants 

en cumulant l’énergie de plusieurs photons de faible énergie. Comme nous l’avons vu au 

chapitre précédent, pour que ces photons soient absorbés simultanément et cumulent leur 

énergie, il faut déposer suffisamment de photons au même endroit et au même moment. Les 

lasers à impulsions ultracourtes permettent de concentrer les photons temporellement en 

déposant une grande quantité de photons durant la durée très courte d’une impulsion. Lorsque 

ces lasers sont combinés avec des optiques de focalisation à forte ouverture numérique – 

permettant de concentrer les photons spatialement dans un volume très petit – l’absorption 

simultanée des photons est alors possible. Les matériaux transparents deviennent localement 

absorbants et peuvent être usinés. 

 
De plus, l’utilisation de lasers ultracourts permet de réduire le volume de matière chauffé 

autour du point focal laser lors de l’usinage. En effet, lors de l’interaction avec le laser, 

seulement quelques centaines de femtosecondes sont nécessaires pour que les électrons du 

volume focal soient chauffés. Or, le temps nécessaire aux électrons libres pour transmettre 

leur énergie au milieu environnant varie entre 1 et 100 picosecondes en fonction des 

matériaux. Ce temps est bien plus long que les quelques centaines de femtosecondes 

nécessaires aux électrons pour absorber l’énergie laser. Ainsi, le milieu environnant reste froid 

et on considère l’usinage par laser ultracourt comme interaction quasi athermique [116]. Cette 

propriété en fait des lasers de choix pour les applications biologiques, car la diffusion de 

température peut être très délétère pour les cellules. Zeigler et al. ont montré que 79 % des 

cellules restaient en vie 12 heures après rupture de leur membrane cytoplasmique avec un 

laser femtoseconde contre 36 % avec un laser nanoseconde [109]. 

 
Toutefois, la diffusion thermique ne peut être ignorée lorsque les lasers ultracourts sont utilisés 

avec des taux de répétition élevés où la superposition des impulsions crée alors de 

l’accumulation thermique.  
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III.1.2. Choix de la longueur d’onde 
 
Lors de l’usinage dans le volume de matériaux transparents, la longueur d’onde laser choisie 

doit permettre de traverser le matériau en étant faiblement absorbée jusqu’à atteindre la 

profondeur d’usinage désirée 

 
En biologie, il est connu que la lumière infrarouge pénètre plus profondément dans les tissus 

que les autres longueurs d’ondes. En effet, dans les tissus biologiques, l’absorption se fait 

majoritairement au niveau des chromophores endogènes, dont les principaux sont les 

protéines, l’hémoglobine, la mélanine et l’eau, et la graisse. Les spectres d’absorption des 

principaux chromophores sont présentés sur la Figure 43 et la Figure 44, à partir de données 

compilées par Jacques et al. [117].  

 

 

Figure 43 Spectres d’absorption du sang et de l’eau oxygénée en fonction de la longueur d’onde. Données 
compilées par Jacques (2013) [117]. Le nom des auteurs de chaque courbe est indiqué dans les encadrés. 
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Figure 44 Spectres d’absorption de la mélanine et de la graisse en fonction de la longueur d’onde. Données 
compilées par Jacques (2013) [117]. 

 

L’absorption de la lumière dans la région infrarouge est essentiellement due à l’eau qui 

absorbe au-delà de 1300 nm tandis que les protéines comme le collagène ou la gélatine 

absorbent majoritairement dans l’ultraviolet. On parle ainsi d’une fenêtre biologique situé entre 

600 nm et 1200 nm, où les tissus sont peu absorbants et faiblement diffusants, ce qui permet 

d’atteindre des régions plus profondes dans les tissus biologiques sans affecter les couches 

superficielles. La différence de pénétration de la lumière dans les tissus en fonction de la 

longueur d’onde est illustrée sur la Figure 45. 

 

 

Figure 45 Exemple de la différence de pénétration de la lumière dans la peau en fonction de la longueur d’onde. 
Les longueurs d’ondes entre 600 et 1200 nm pénètre les tissus plus profondément [69, 118]. 
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L’étude des spectres d’absorption des matériaux transparents à usiner permet donc de 

déterminer les longueurs d’ondes pour lesquelles le matériau absorbera le plus le faisceau 

lumineux et celles pour lesquelles le matériau laissera passer la lumière.  

Comme la majorité des protéines, le collagène et la gélatine sont principalement absorbants 

dans le domaine de l’ultraviolet avec des pics situés entre 200 et 300 nm. Cependant, les 

hydrogels issus de ces deux protéines sont enrichis en eau à plus de 95 %. Leurs propriétés 

d’absorption sont ainsi majoritairement influencées par la présence de l’eau qui est faiblement 

absorbante entre 300 et 1300 nm. Les spectres de ces deux hydrogels sont à retrouver au 

paragraphe I.2.2. et II.2.4.1. 

 
Pour mon application, l’utilisation d’un faisceau infrarouge fortement focalisée permet donc de 

traverser la couche cellulaire avec une fluence inférieure au seuil de dommage cellulaire 

(Figure 46). Après traversée de la couche cellulaire, la forte focalisation du faisceau à 

impulsions ultracourtes génère une fluence suffisamment importante pour déclencher une 

absorption multiphotonique localisée au volume focal. Des canaux intravolumiques peuvent 

se former sans endommager la couche cellulaire. 

 

 

Figure 46 Une impulsion femtoseconde focalisée avec une grande optique numérique permet d’usiner le volume 
de d’hydrogel de collagène transparent au proche IR sans impacter la surface cellulaire. 

 
Ainsi l’utilisation d’une longueur d’onde située dans le proche infrarouge favoriserait le 

passage du faisceau laser dans le matériau transparent sans endommager les couches 

superficielles. 

 

III.1.3. Source laser utilisée 
 
Mes travaux de thèse ont été réalisé avec le Satsuma HP3 (Amplitude). Il s’agit d’un laser fibré 

dont la longueur d’onde est centrée autour de 1030 nm (proche infrarouge) et qui délivre des 

impulsions laser de 350 femtosecondes. Sa puissance moyenne peut aller jusqu’à 40 W (40 µJ 
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par impulsion). La répartition de l’énergie du faisceau laser en sortie suit une gaussienne 

polarisé linéairement. 

 

III.2. Présentation de la ligne optique 
 

III.2.1. Description de la ligne optique 
 
La ligne optique désigne l’ensemble des éléments optiques placé après la sortie laser. Elle 

sert à façonner le faisceau laser en fonction de l’application voulue. Après être sortie du laser, 

le faisceau traverse un couple polariseur/lame demi-onde. La lame d’onde permet de faire 

tourner le sens de la polarisation entrante. Lorsqu’elle est associée à un cube polariseur qui 

sépare le faisceau entrant en deux faisceaux de polarisation orthogonale, la lame demi-onde 

est utilisée pour régler finement l’énergie par impulsion (Figure 47). 

 

 

Figure 47 Schéma de principe d'un cube séparateur de faisceau. Un cube séparateur de faisceau est un miroir 
semi réfléchissant qui sépare le faisceau incident en un faisceau transmis (polarisation P) et un faisceau réfléchi 
(polarisation S) en fonction de la polarisation incidente. 

 
Un agrandisseur de faisceau composé de deux lentilles élargit ensuite le faisceau lumineux 

d’un facteur 3. L’agrandissement du faisceau permet de recouvrir totalement la pupille d’entrée 

de l’objectif (de diamètre 8 mm) et d’obtenir après traversée de l’objectif un spot laser le plus 

petit possible au point de focalisation.  

 
Le faisceau laser est ensuite dirigée à l’aide d’un jeu de miroirs vers un objectif 20X (Seiwa 

Optical) d’ouverture numérique ON = 0,4 qui focalise le faisceau sur l’échantillon avec un 

diamètre de focalisation théorique de 3,1 µm. Ce diamètre de focalisation théorique ∅𝑓𝑜𝑐 est 
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considéré comme correspondant à la limite théorique de diffraction donnée par le rayon de la 

tâche d’Airy, selon la formule suivante : 

 

∅𝑓𝑜𝑐 = 1,22 ×
𝜆 ×  𝑓

𝐷
=  1,22 ×

𝜆

𝑂𝑁
 

 
avec λ = 1030nm, la longueur d’onde du faisceau laser et ON = 0,4, l’ouverture numérique de 

l’objectif. 

 
Pendant l’usinage, les échantillons étaient placés sur des platines de translation horizontale 

en XY (ALIO XY Linear Motion System) contrôlées par ordinateur, tandis que l’objectif et le 

système de visualisation étaient vissés à des platines de translation selon l’axe vertical en z 

(ALIO Z Precision Crossed Roller Bearing Linear Stages). Ce jeu de platines contrôle le 

positionnement dans l’espace du point focal laser vis-à-vis des échantillons et permet de cibler 

précisément l’usinage dans le cœur des microfibres ou des blocs de gélatine (voir Figure 41). 

A partir du diamètre de spot ∅𝑓𝑜𝑐 et de la vitesse de déplacement des platines, on peut calculer 

le taux de recouvrement entre deux impulsions laser successives, comme illustré sur la Figure 

48. 

 

 

Figure 48 Schéma de principe illustrant le recouvrement entre deux impulsions successives. Durant l’usinage, 
seul les platines se déplacent tandis que le faisceau laser reste fixe. Sur le schéma, la première impulsion déposée 
est donc celle de droite et la dernière impulsion est celle le plus à gauche.  

 

Le recouvrement 𝑂𝐿 (en %) est calculé à partir de la distance d séparant 2 impulsions 

successives, le diamètre de spot ∅𝑓𝑜𝑐 au point de focalisation, la vitesse 𝑣 de déplacement 

des platines et la cadence laser 𝑅𝑅 i.e. la fréquence impulsionnelle du laser selon la formule 

suivante :  

 

𝑂𝐿 = (
∅𝑓𝑜𝑐 − 𝑑

∅𝑓𝑜𝑐
) × 100 = (1 −

𝑣

∅𝑓𝑜𝑐 × 𝑅𝑅
) × 100 
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III.2.2. Choix du système de focalisation 
 
Lors de l’usinage laser, un objectif 20X (Seiwa Optical) d’ouverture numérique ON = 0,4 est 

utilisé. Le choix du grossissement et de l’ouverture numérique s’est effectué en prenant en 

compte les trois fonctions de l’objectif lors de l’usinage. L’objectif nous sert ici à :  

• focaliser le faisceau lumineux pour obtenir un diamètre de focalisation très petit à l’aide 

d’une grande ouverture numérique et permettre l’usinage intravolumique de matériau 

transparent,  

• visualiser l’échantillon et le faisceau laser avec un zoom 20X pour positionner le point 

de focalisation laser au centre des microfibres et cibler précisément le tir laser juste 

avant l’usinage, 

• visualiser l’usinage laser en temps réel avec un zoom 20X pour observer le 

comportement du collagène et des bulles de cavitation formées. 

 

III.3. Système d’imagerie en lumière blanche 
 

Lors de l’interaction laser, des bulles de cavitation se forment dans le volume des échantillons. 

Les caractéristiques des bulles de cavitation (nombre, taille, vitesse d’expansion et de 

décroissance…) évoluent en fonction des paramètres laser utilisés. Pour étudier le 

comportement bullaire, un système de visualisation de l’échantillon a été installé sur la station 

d’usinage et est présenté sur la Figure 41. 

 
Le système comporte une caméra CCD acA2000 (Basler) et un éclairage LED colinéaire au 

signal caméra dont les signaux traversent un objectif de grande ouverture numérique. Il permet 

d’envoyer le signal caméra, l’éclairage de lumière blanche et le faisceau laser sur un miroir 

dichroïque réfléchissant les longueurs d’onde IR et laissant passer les longueurs d’ondes du 

visible. Ce miroir dichroïque permet d’aligner le faisceau laser avec le signal caméra et la 

lampe LED et de les envoyer vers l’objectif de grande ouverture numérique servant à focaliser 

le faisceau pour l’usinage. La position de la caméra et de la lampe est uniquement réglable en 

z (axe vertical) car le miroir dichroïque est directement attaché à la platine de translation en z. 

Pendant l’usinage, le faisceau laser reste fixe tandis que l’échantillon, posé sur les platines de 

translation XY (translation horizontale), se déplace. 

 
Cette configuration est utilisée pour calibrer le poste avant usinage et viser avec précision 

l’échantillon. En revanche, pendant la durée de l’usinage, (faisceau laser actif), la caméra ne 

peut pas être utilisée car elle est éblouie par l’intensité du faisceau laser. Une fois le laser 

arrêté, la caméra redevient utilisable et filme les bulles de cavitation formées. Cette 

configuration permet d’observer le résultat de l’interaction laser au centre des microfibres 5 
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secondes après l’usinage. Cependant, tous phénomènes se déroulant avant ces 5 secondes, 

ne sont pas observables dans cette configuration. 

 

III.4. Mise au point d’un système d’imagerie du collagène en SHG 
 

III.4.1. Pourquoi utiliser un second système d’imagerie ? 
 
Lors de l’usinage, seules les bulles de cavitation sont observées mais pour savoir si un canal 

s’est formé, les échantillons doivent être ramenés au laboratoire de BioTis afin d’imager les 

microfibres au microscope confocal. Ce délai nous empêche de connaître directement le 

résultat de notre usinage et l’influence des paramètres utilisés sur la formation d’un canal 

intravolumique. De plus, l’imagerie confocale, servant à la révélation des canaux, est limitée à 

des échantillons d’épaisseurs maximales de 90 – 120 µm. Le diamètre moyen des microfibres 

étant supérieures à 200 µm, seule la moitié des fibres pouvait être analysée et des canaux 

formés pouvaient potentiellement ne pas être repérés.  

 
Pour contourner ces limitations, j’ai reçu l’aide du Dr. Hage d’ALPhANOV qui a mis en place 

un microscope biphotonique permettant de visualiser le signal de génération de la seconde 

harmonique (SHG) du collagène immédiatement après l’usinage. Ce système d’imagerie a été 

implémenté directement sur la station d’usinage pour nous permettre d’imager les échantillons 

sur toute leur épaisseur, pendant et après l’usinage. L’utilisation de la microscopie SHG 

pourrait nous permettre de savoir comment évolue le collagène après l’usinage et si la 

formation d’un canal est détectable dès les premières minutes suivant l’usinage. 

 
La collaboration avec le Dr. Hage, a ainsi permis de développer une nouvelle brique 

technologique au sein d’ALPhANOV, de démontrer la faisabilité d’usiner et d’imager le signal 

de SHG d’un échantillon sur la même station d’usinage et avec le même laser et de développer 

un système de contrôle de procédé appliqué au vivant. 

 

III.4.2. Principe de la SHG 
 

La microscopie de génération de seconde harmonique (SHG) est basée sur des interactions 

non linéaires à deux photons. Lorsque deux photons cohérents et de même énergie arrivent 

simultanément sur une molécule, la molécule libèrent immédiatement (10-16 s) l’énergie reçue 

des deux photons incidents sous la forme d’un seul photon sans échanger d’énergie avec 

l’environnement extérieur. L’énergie du photon émis vaut exactement le double de l’énergie 
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des photons incidents et la phase de l’onde émise est liée à celle de l’onde incidente  (Figure 

49) [119–121]. 

 

 

Figure 49 Diagramme de Jablonski illustrant le principe de SHG. Lorsqu’une molécule reçoit simultanément deux 
photons incidents cohérents et de même énergie, la molécule diffuse immédiatement l’énergie (10-16 s) sous la 
forme d’un seul photon d’énergie double sans échanger d’énergie avec le milieu environnant [120]. 
 

De même que pour une absorption multiphotonique, la microscopie SHG est possible sous 

l’action d’un laser à impulsions ultracourtes avec une longueur d’onde située dans le proche 

infrarouge et combinée avec un objectif de grande ouverture numérique. Elles possèdent des 

avantages majeurs par rapport à la microscopie de fluorescence : 

• elle permet d’imager les tissus jusqu’à une profondeur de 400 – 600 µm. La 

longueur d’onde excitatrice est située dans le proche infrarouge (700 – 1200 nm) et 

appartient à la fenêtre biologique pour laquelle les tissus sont faiblement diffusants et 

faiblement absorbants. La lumière incidente pénètre donc plus profondément dans les 

tissus. 

• elle augmente drastiquement le rapport signal/bruit. Lors de la microscopie de 

fluorescence à 1 photon, le signal est généré sur tout le trajet du faisceau excitateur et 

crée un bruit de fond qui masque le signal d’intérêt. Mais en SHG, le signal fluorescent 

provient uniquement du volume focal excité d’environ 1 µm3 en raison des interactions 

non linéaires. Le faisceau laser est ensuite balayé pour obtenir l’image point par point 

de tout l’échantillon.  

• elle préserve les tissus. L’excitation laser étant restreinte au volume focal, chaque 

zone de l’échantillon n’est exposée que durant un bref instant. La viabilité des cellules 

est préservée et le risque de photoblanchiment des fluorophores est diminué.  

• cette technique est possible si l’échantillon possède une structure non 

centrosymétrique. Lorsque plusieurs molécules sont soumises au faisceau incident, 

le signal détecté résulte de la superposition cohérente des ondes émises par les 

molécules excitées. Les amplitudes des ondes s’ajoutent plutôt que les intensités. En 

conséquence, le signal s’annule pour certains arrangements moléculaires et est 

accentué pour d’autres. La détection de SHG étant très spécifique, elle n’est possible 

que pour certains composants avec une grande organisation spatiale [119, 120].  
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Cette dernière propriété est très intéressante pour notre application. En effet, le collagène de 

type I, situé dans le cœur des microfibres, est un collagène fibrillaire. Il possède une structure 

en triple hélice organisée en fibrille avec une asymétrie électronique et une asymétrie de 

répartition dans l’espace ce qui permet l’émission d’un signal de SHG très intense. En 

revanche, le collagène IV, situé à l’interface des CEG et des podocytes, possède une structure 

en réseau non fibrillaire, qui ne permet pas de conserver la non centrosymétrie à l’échelle 

micrométrique. Il ne peut pas produire de SHG [121]. Ainsi, la visualisation du cœur de 

collagène de type I est possible par SHG sans être parasitée par l’émission d’un signal en 

provenance du collagène IV.  

 

III.4.3. Dispositif expérimental 
 
Afin de visualiser la SHG du collagène de type I juste après l’usinage, le microscope bi-photon 

a été installé sur une nouvelle ligne optique à partir de la même source laser (Figure 50). 

Comme pour la configuration d’usinage précédente, le faisceau laser traverse une lame demi-

onde et un cube polariseur permettant de régler la puissance moyenne, puis un agrandisseur 

de faisceau de facteur 3. Le faisceau laser est ensuite envoyé vers la nouvelle ligne optique à 

l’aide du miroir flip-flap. Le microscope étant placé sur une table amovible un périscope et un 

jeu d’iris permettent ensuite d’aligner la source laser avec la configuration d’imagerie. Un 

second cube polariseur divise ensuite le faisceau en deux faisceaux sortants. Une lame demi-

onde permet de répartir la puissance des deux faisceaux sortants. On obtient ainsi deux lignes 

optiques : une de forte puissance moyenne permettant d’usiner le collagène à l’intérieur des 

fibres et une de faible puissance moyenne permettant d’imager le signal de SHG. Les deux 

lignes optiques se rejoignent ensuite à l’aide d’un troisième cube polariseur vers le microscope 

SHG possédant un objectif de forte ouverture numérique dans lequel sera réalisé l’usinage 

des fibres et l’imagerie. L’utilisation alternée des deux lignes optiques se fait à l’aide d’un 



101 
 

bloqueur de faisceau placé alternativement sur la ligne optique non utilisée (soit ligne 

d’imagerie, soit ligne d’usinage). 

 

 

Figure 50 A l’aide d’un miroir flip-flap, le faisceau laser est dirigé vers une λ/2 et un cube polariseur divisant le 
faisceau entrant en 2 faisceaux sortants : un de faible puissance pour imager le signal SHG du collagène et le 
second de forte puissance pour usiner le cœur de collagène des microfibres. Sur le schéma, un beam block est 
placé sur le trajet de la ligne d’imagerie (en pointillé), seul le faisceau d’usinage passe. Les deux lignes se 
rejoignent ensuite à l’aide d’un autre cube polariseur. Le microscope étant placé sur une table amovible, le 
périscope et les iris permettent de régler parfaitement l’alignement du faisceau laser à travers les différentes 
optiques. 

 

Ce dispositif permet de visualiser spécifiquement le signal de SHG du collagène de type I à 

l’intérieur d’un échantillon très rapidement après l’usinage. 
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CHAPITRE III. 
 
 

Micro-usinage dans le volume d’un hydrogel de gélatine par laser 

femtoseconde 

 
 

Ce chapitre présente les résultats expérimentaux obtenus lors de l’usinage par laser 

femtoseconde de blocs constitués d’un hydrogel de gélatine. Ce chapitre vient, tout d’abord, définir 

les paramètres laser permettant d’usiner des canaux réguliers dans le volume de blocs de gélatine en 

étudiant l’influence de ces paramètres sur la qualité de l’usinage. Puis, il s’intéresse à la dynamique 

des bulles de cavitation à l’intérieur d’un gel riche en eau. Il apporte, également, quelques éléments 

dans la compréhension des mécanismes de dégradation de ce matériau par cavitation. Ce chapitre 

s’articule sous la forme des deux articles acceptés pendant ma thèse. Le premier est le proceeding 

d’une conférence présentée lors du salon international BIOS 2019 à San Francisco s’intitulant 

« Biofabrication of a vascular capillary by ultra-short laser pulses » [122]. Le second article est publié 

dans Laser in Medical Sciences et s’intitule « Intra-volume processing of gelatine hydrogel by 

femtosecond laser-induced cavitation » [123].  Chacun de ces deux articles sera brièvement introduit 

et résumé. En fin de chapitre, un bilan et des perspectives communs permettront d’établir une fenêtre 

paramétrique d’étude pour la réalisation d’un canal à l’intérieur d’une microfibre.  
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I. Biofabrication of a vascular capillary by ultra-short laser pulses 
 

I.1. Présentation du premier article 
 

Ces travaux ont fait l’objet d’un proceeding réalisé pour la conférence BIOS 2019 présentée 

lors du salon Photonics West 2019, le 2 février à San Francisco et s’intitule “Biofabrication of 

a vascular capillary by ultra-short laser pulses” [122]. 

 
L’objectif de cette première étude était de définir une fenêtre de paramètres laser réduite pour 

laquelle il était possible de réaliser des canaux dans le volume de blocs constitués d’un 

hydrogel de gélatine. Dans ce but, l’influence de trois paramètres laser a été étudiée : F : la 

fluence laser, (quantité d’énergie déposée par unité de surface), D : la profondeur du point 

focal laser par rapport à la surface du bloc de gélatine et N : le nombre de passages laser. 

Ces trois paramètres sont étudiés avec l’utilisation d’un laser à impulsions ultracourtes d’une 

durée de 350 fs, d’une longueur d’onde située dans le proche infrarouge à 1030 nm et d’un 

objectif de grossissement 20X et d’ouverture numérique ON = 0,4 permettant d’obtenir une 

absorption multiphotonique dans le volume de l’hydrogel transparent. Pour cette étude, la 

cadence laser était maintenue à une valeur de 50 kHz et la vitesse de déplacement des 

platines à 0,5 mm/s.  

 
Afin de montrer la pertinence de la modélisation de l’interaction laser-collagène dans les 

microfibres à l’aide d’un bloc de gélatine, ce proceeding compare les résultats obtenus dans 

la gélatine avec les premiers résultats obtenus à l’intérieur des microfibres à cœur de collagène 

pour des paramètres laser similaires. Cette comparaison s’accompagne d’une première 

réflexion sur la mortalité cellulaire et ses causes lors de l’usinage qui sera discutée plus en 

détail dans le chapitre suivant. 

 

I.2. L’article  
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I.3. Discussion  
 

L’influence des trois paramètres laser (fluence, profondeur du point focal et nombre de 

passages laser) sur la création de canaux réguliers dans l’hydrogel de gélatine est résumée 

ci-dessous. 

 

I.3.1. Influence de la profondeur de focalisation laser (D) 
 

L’étude de l’influence de la profondeur du point focal a montré deux phénomènes. Tout 

d’abord, lorsque le point focal laser est ciblé à une profondeur D ≥ 50 µm par rapport à la 

surface du bloc de gélatine, l’interaction laser reste confinée au niveau du plan focal tandis 

que la surface des blocs d’hydrogel est préservée.  

 
Enfin, une partie non négligeable de l’énergie laser qui traverse l’échantillon avant d’atteindre 

le point focal est absorbée. Plus le faisceau est focalisé en profondeur, plus la fluence minimale 

requise pour créer des cavités intravolumiques augmente. Pour une profondeur D > 100 µm, 

l’absorption du faisceau par le milieu environnant empêche d’usiner l’hydrogel avec une bonne 

qualité d’usinage. Une faible profondeur de focalisation permet de diminuer l’apport 

énergétique nécessaire à l’obtention de canaux.  

 

I.3.2. Influence de l’énergie cumulée (Fluence, F, et Nombre de passages laser, N) 
 

Pour une profondeur de focalisation donnée, lorsque la quantité d’énergie laser cumulée 

pendant la durée totale de l’usinage augmente, la probabilité de créer des cavités ou des 

canaux intravolumiques augmente. Cela est vrai jusqu’à atteindre un certain seuil énergétique 

où l’énergie cumulée devient trop importante et entraîne alors une déstructuration des canaux 

formés. L’augmentation de l’énergie laser cumulée au point focal peut se faire en augmentant 

soit la fluence soit le nombre de passages. L’augmentation contrôlée de l’énergie cumulée 

peut ainsi favoriser la formation de canaux intravolumiques.   

Cependant, cette augmentation de l’énergie s’accompagne de la formation d’irrégularités 

comme des fissures (ou des cracs) apparaissant autour de la zone irradiée et venant déformer 

et fragiliser le matériau environnant. Ces irrégularités sont observées pour la quasi-totalité des 

paramètres lasers mais sont d’autant plus nombreuses que le nombre de passages laser est 

élevé. Pour un nombre de passages N > 5, le nombre de cracs est jugé trop important pour 

obtenir un canal régulier de façon contrôlée. Un N élevé diminue la répétabilité du procédé. 

Afin d’obtenir des canaux intravolumiques réguliers, il est donc préférable de favoriser une 

fluence élevée avec un faible nombre de passages laser.  

 
Ces résultats suggèrent qu’une approche à faible profondeur de focalisation, faible nombre de 

passages laser et avec une fluence légèrement plus haute que le seuil de formation des 
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cavités doit être favorisée dans le but d’obtenir des canaux réguliers dans le volume d’un 

hydrogel de gélatine. 

 

I.3.3. Adaptation des paramètres lasers à l’usinage des microfibres 

 

A partir des résultats obtenus dans les blocs de gélatine, les trois paramètres laser étudiés – 

la profondeur de focalisation, la fluence et le nombre de passages laser – ont été adaptés pour 

générer des canaux dans le cœur de collagène des microfibres avec cellules. Pour favoriser 

la formation des canaux et préserver la viabilité cellulaire, le nombre de passages laser a été 

limité à N = 1 et la fluence fixée à une valeur de F = 11,80 J.cm-2. En variant la profondeur du 

point focal entre D = 50 µm et D = 140 µm, on a pu constater qu’une faible profondeur 

favorisait également la formation de cavités à l’intérieur du collagène comme dans le modèle 

de gélatine. Des canaux intravolumiques ont pu être observés jusqu’à une profondeur de 

100 µm. En revanche, seule de très petites cavités ont pu être repérées à D = 140 µm. 

 
Cette étude sur les microfibres avec cellules montre des résultats préliminaires cohérents avec 

ceux obtenus sur le modèle de gélatine. 

 

I.3.4. Viabilité cellulaire après usinage 
 
Les essais Live/Dead® réalisés avant et après usinage laser ont révélés une grande mortalité 

parmi les cellules de la couche externe. Cependant, cette mortalité est majoritairement 

associée à la manipulation de la microfibre et à son manque d’hydratation pendant l’usinage 

plutôt qu’au traitement laser. En effet, 2 fibres ont été manipulées et conservées de la même 

manière et pendant la même durée avec une faible hydratation. En revanche, seul une seule 

de ces deux fibres a reçu le traitement laser. Après analyse de leur viabilité cellulaire, le taux 

de mortalité cellulaire est équivalent pour les deux fibres, avec ou sans traitement laser. 

L’amélioration des conditions de manipulations et d’hydratation des fibres permettront 

d’améliorer la viabilité cellulaire. 

 

I.4 Conclusion 
 

Les résultats concluent sur la nécessité de favoriser une approche à faible profondeur de tir 

(D ≤ 100 µm), avec un faible nombre de passages laser (N ≤ 5) et une fluence légèrement 

supérieure au seuil de formation des cavités intravolumiques (F ≥ 14,42 J.cm-2). En effet, une 

faible profondeur permet de minimiser les phénomènes d’absorption parasites par l’ensemble 

du milieu environnant tandis que l’accumulation thermique et donc par extension, les 

dommages en dehors du plan focal peuvent être réduits en privilégiant un faible nombre de 

passages avec une plus forte fluence. Cependant, après optimisation de ces trois paramètres 
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lasers, un nombre conséquent de cracs est toujours généré autour des zones irradiées. Ces 

fissures témoignent d’une accumulation thermique encore trop importante, rendant l’usinage 

difficilement contrôlable. La diminution de ces phénomènes thermiques est le sujet de notre 

second article.  

 
Enfin, l’adaptation des résultats sur gélatine à l’usinage de microfibres avec cellules ont montré 

qu’un comportement proche était observé dans le cœur de collagène pour des paramètres 

lasers identiques. Toutefois, une étude approfondie des causes de la mortalité et du 

conditionnement des fibres est nécessaire pour améliorer la viabilité cellulaire pendant 

l’usinage. 

 

II. Intra-volume processing of gelatine hydrogel by femtosecond 

laser-induced cavitation 
 

II.1. Présentation de l’article  
 

Le second article s’intitule “Intra-volume processing of gelatine hydrogel by femtosecond laser-

induced cavitation” [123] et a été publié en juin 2020 dans la revue Lasers in Medical Science.  

 
Dans l’optique d’améliorer la qualité de l’usinage sur gélatine, une optimisation des paramètres 

lasers influençant l’accumulation thermique a été réalisée. Ces deux paramètres sont le taux 

de répétition laser également appelé cadence laser (RR = Repetition Rate) et le taux de 

recouvrement spatiale entre deux impulsions laser consécutives (OL = OverLap). Les effets 

de ces deux paramètres sont exprimés en fonction de la dose i.e. de l’énergie cumulée totale 

absorbée par le matériau par unité de surface (en J.cm-2). La dose énergétique augmente 

lorsque le taux de répétition laser augmente pour une vitesse de déplacement des platines 

fixée ou lorsque la vitesse de déplacement diminue pour un taux de répétition laser donné.  

 
Pour cette seconde étude, les conditions précédentes ont été conservées avec notamment 

l’utilisation d’un laser à 350 fs, 1030 nm et d’un objectif d’ouverture numérique ON = 0,4. En 

revanche, la profondeur de focalisation D, la fluence F et le nombre de passages laser N, ont 

été fixés respectivement à D = 100 µm, F = 24,54 J.cm-2 et N = 5 selon l’étude précédente. 

L’influence de la cadence laser (RR) a été étudiée sur la plage 10 – 50 kHz et celle du taux de 

recouvrement (OL) sur la plage 26 – 98 %. La valeur du taux de recouvrement entre deux 

impulsions successives était modifiée en jouant sur la vitesse de déplacement des platines. 

Pour un taux de recouvrement de 26 % ou de 98 %, les vitesses de déplacement des platines 

correspondantes étaient respectivement de 120 mm/s ou de 0,5 mm/s et la dose associée 

valait respectivement 165 J.cm-2 ou 7907 J.cm-2.  
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Les mécanismes de dégradation dans la gélatine et les mécanismes responsables de la 

formation des canaux sont également abordés. Dans ce but, l’influence de la cadence laser et 

du recouvrement sur le comportement et les caractéristiques des bulles de cavitation (taille, 

nombre, forme, vitesses d’expansion et de décroissance) a été étudiée en deux temps. Le 

premier temps s’est basé sur les photos des bulles de cavitation formées 5 s après l’usinage 

laser, tandis que le deuxième temps s’est appuyé sur l’aspect des blocs de gélatine 24 heures 

après l’usinage laser à l’aide de photos issues d’un microscope à épifluorescence. Cette 

analyse est étayée par la mesure des propriétés rhéologiques de l’hydrogel de gélatine. 

  

II.2. L’article 
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II.3. Discussion 
 

Cet article propose d’analyser l’influence de la cadence laser et du taux de recouvrement entre 

deux impulsions successives sur la formation d’un canal intravolumique et sur les dégâts créés 

autour de la zone irradiée lors de l’usinage laser. Ces deux paramètres permettent de moduler 

directement l’accumulation thermique en jouant sur la dose énergétique absorbée par unité de 

surface au sein du volume focal.  

 

II.3.1. Mécanismes de formation des canaux et de dégradation de la gélatine 
 
L’obtention d’un canal intravolumique 24 heures après la fin de l’usinage semble corrélée avec 

la présence de bulles de cavitation volumineuses, non sphériques et peu nombreuses formées 

pendant l’usinage. De telles bulles sont observées uniquement pour un faible taux de répétition 

(≤ 10 kHz) avec une dose énergétique élevée (≥ 2636 J.cm -2). Elles résultent de la fusion de 

plusieurs petites bulles de cavitation sphériques. Après fusion des petites bulles, la bulle 

volumineuse ainsi formée atteint sa taille maximale en quelques secondes puis entame 

ensuite sa phase de décroissance. Sa vitesse de décroissance est alors bien plus lente que 

celles des plus petites bulles et, au lieu de disparaître complètement, la bulle se retrouve 

finalement piégée une fois la gélatine complètement refroidie et de nouveau gélifiée. La 

formation d’un canal régulier à l’intérieur de l’hydrogel serait ainsi liée au lent rétrécissement 

des bulles volumineuses jusqu’à leur solidification pour une cadence de 10 kHz et un taux de 

recouvrement élevé (≥ 95 %). Ces hypothèses sont appuyées par la littérature selon laquelle 

les matériaux riches en eau se dégraderaient sous l’action d’un laser femtoseconde 

principalement par un processus mécanique de cavitation plutôt que par l’ionisation des 

liaisons chimiques de la chaîne polymérique [124]. Pour ces paramètres laser, le canal formé 

est entouré d’une zone affectée thermiquement étroite et limitée à seulement quelques µm 

autour du canal. Ce résultat suggère que pour un faible taux de répétition laser (10 kHz), 

l’énergie laser est majoritairement absorbée et convertie en énergie mécanique de cavitation 

responsable de la formation d’un canal plutôt que dispersée sous forme d’énergie thermique. 

 
Pour une cadence plus élevée (25 kHz ou 50 kHz), les impulsions lasers successives sont trop 

rapprochées temporellement les unes des autres pour permettre la fusion des petites bulles 

de cavitation. A la place, on peut observer un agglomérat de petites bulles sphériques dont les 

vitesses d’expansion et de décroissance sont nettement plus rapides que celles pour 10 kHz. 

Cette capacité à rétrécir en quelques secondes leur permettent de disparaître totalement en 

moins d’une minute. Cette disparition pourrait empêcher la formation du canal. Pour ces 

cadences plus élevées, la zone affectée thermiquement s’étend de façon irrégulière sur 

plusieurs dizaines de µm autour de la zone irradiée. Cette fois-ci, l’énergie laser est 



127 
 

majoritairement dispersée sous forme d’énergie thermique responsable de la déformation de 

la gélatine plutôt que convertie en énergie mécanique responsable de la formation du canal. 

 

II.3.2. Propriétés rhéologiques de l’hydrogel de gélatine 
 
La mesure rhéologique de l’hydrogel de gélatine a permis de mettre en évidence un 

comportement non Newtonien de l’hydrogel avec des propriétés thixotropiques. Cela signifie 

que la viscosité dynamique de la gélatine évolue de façon non linéaire lors de l’application 

d’une contrainte en dépendant également du temps d’application de la contrainte. Ainsi, sous 

l’action d’un stress mécanique, comme par exemple l’expansion d’une bulle de cavitation, la 

viscosité de l’hydrogel diminue et reste maintenue à de faibles valeurs même lorsque la charge 

mécanique est diminuée ou arrêtée. Ce comportement peut expliquer la différence de 

mécanisme de dégradation pour une cadence de 10 kHz ou une cadence laser plus 

importante.  

Effectivement, après une seule impulsion laser ou plusieurs impulsions se suivant à faible 

cadence, la gélatine pourrait retourner dans son état initial, alors que pour des taux de 

répétition plus élevés, la gélatine n’a pas le temps de retrouver un état stable et est dégradée 

majoritairement via des processus thermiques plutôt que des processus mécaniques. 

 

II.4. Conclusion  
 

Ces résultats montrent que l’obtention de canaux réguliers avec peu d’irrégularités est possible 

en diminuant l’accumulation thermique au point focal laser. Les canaux obtenus à une 

profondeur de 100 µm ont été réalisés avec une cadence de 10 kHz et un taux de 

recouvrement entre deux impulsions successives dans la plage [95 % – 98 %] associés à une 

vitesse de déplacement des platines appartenant à une gamme entre [1,5 mm/s et 0,5 mm/s] 

respectivement et une valeur de la dose entre [2636 J.cm-2 et 7907 J.cm-2]. Par rapport à la 

première étude, les usinages sont réalisés avec un taux de recouvrement plus faible (> 99 % 

auparavant) et une cadence également diminuée (50 kHz précédemment). Ces paramètres 

permettent de diminuer la dose énergétique déposée au point focal laser et de favoriser la 

conversion de l’énergie laser en énergie de cavitation plutôt que de la disperser dans le 

matériau environnant sous forme de dégâts thermiques. La zone affectée thermiquement 

autour du canal est alors réduite à quelques µm avec peu d’irrégularités (ou cracs) 

contrairement à la première étude. 
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III. Conclusion des deux articles 
 

L’objectif commun de ces deux publications est de déterminer une fenêtre étroite de 

paramètres lasers pour usiner des canaux intravolumiques dans un hydrogel et la 

compréhension des mécanismes de dégradation de l’hydrogel afin de pouvoir adapter les 

conditions d’usinage aux microfibres en limitant le nombre d’échantillon utilisé. 

 
Concernant le premier objectif, l’obtention d’un canal régulier peut être obtenue avec une faible 

profondeur de focalisation (D ≤ 100 µm), un faible nombre de passages laser (N ≤ 5) et une 

fluence supérieure au seuil de formation de cavités (F ≥ 18,35 J.cm-2). Pour diminuer la zone 

thermiquement affectée autour du canal formé, l’accumulation thermique sera réduite en 

optant pour une cadence de 10 kHz et un taux de recouvrement entre deux impulsions 

successives idéalement situé dans la fourchette [95 % - 98 %]. Pour obtenir de telles valeurs 

de recouvrement à 10 kHz avec un spot laser d’environ 3 µm de diamètre, la vitesse de 

déplacement des platines pourra être variée entre [0,5 mm/s - 1,5 mm/s]. 

 
Concernant le second objectif, il semblerait que la formation d’un canal à l’intérieur d’un 

matériau riche en eau comme un hydrogel peut avoir lieu lorsque l’énergie laser est 

majoritairement absorbée et convertie en énergie mécanique de cavitation plutôt que 

dispersée sous de chaleur. L’absorption de l’énergie laser conduit alors à la formation de bulles 

non sphériques, peu nombreuses et volumineuses qui mettent plusieurs heures à disparaître. 

Ce mécanisme de dégradation permet d’obtenir un usinage propre dont la zone affectée 

thermiquement est réduite à seulement quelques µm autour de la zone irradiée.  

 
A la lumière de ces résultats, on peut maintenant établir une fenêtre de paramètres lasers sur 

laquelle baser nos premières expérimentations sur microfibres. Pour rappel, une microfibre 

cellulaire est un modèle de capillaire tridimensionnel non perfusable de forme cylindrique dont 

le diamètre moyen externe est de 200 µm environ. La couche externe de ce cylindre est 

recouverte d’une double couche de cellules. La géométrie cylindrique peut induire des 

aberrations sphériques pouvant accroître la dispersion du faisceau laser et diminuer les 

phénomènes d’absorption multiphotonique au niveau du point focal. La présence d’une couche 

externe de cellules doit être pris en compte lors du réglage paramétrique afin de préserver leur 

viabilité.  

 
Pour réaliser une lumière interne dans les microfibres glomérulaires, on privilégiera les 

paramètres menant à la formation de plus larges bulles avec une vitesse de décroissance très 

lente déterminée selon l’étude précédente. 
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Profondeur de focalisation (D) :  

L’étude de la profondeur de focalisation à l’intérieur des microfibres a montré qu’il était tout à 

fait envisageable de réaliser un tir laser avec une profondeur de 100 µm pour réaliser un canal 

au centre des microfibres de 200µm de diamètre. La profondeur de tir pourra être légèrement 

diminuée si l’absorption parasite de l’énergie laser par la couche cellulaire est trop importante.  

 
Fluence laser (F) :  

La fluence choisie sera maintenue à F = 24,54 J.cm-2, ce qui correspond une fluence 

légèrement supérieure à la fluence minimale requise pour observer la formation d’un canal 

dans le collagène pour une profondeur de 100 µm. Cette fluence correspond à une énergie de 

2 µJ par impulsion pour un spot laser d’environ 3 µm de diamètre. 

 
Nombre de passages laser (N) :  

Afin de préserver la viabilité cellulaire, un seul passage laser sera effectué à l’intérieur d’une 

fibre. Le nombre de passages laser pourra toutefois être augmenté si jamais les 

caractéristiques des bulles formées après un seul passage ne sont pas satisfaisantes 

(décroissance trop rapide ou taille de bulles trop petite). Le nombre de passages laser ne 

devra cependant pas dépasser la valeur N = 5 afin de préserver la viabilité cellulaire.   

 
Taux de répétition laser (RR) : 

Le taux de répétition laser sera maintenue majoritairement à RR = 10 kHz. Des essais à 50 

kHz seront tout de même conduits pour vérifier la cohérence des résultats entre les blocs de 

gélatine et les fibres de collagène. 

 
Taux de recouvrement entre deux impulsions (OL) : 

La variation du taux de recouvrement à une cadence fixe se fait en faisant varier la vitesse de 

déplacement des platines de translation XY. Il semblerait qu’un taux de recouvrement 

supérieure à 95 % soit nécessaire pour obtenir un canal dans plus de 50 % des essais 

d’usinage. Cependant, la formation d’un canal semble très aléatoire dans la plage de 

recouvrement [90 – 99] %. L’influence du recouvrement sera donc étudiée directement sur 

fibres et pourra être un paramètre d’ajustement de l’accumulation thermique pour préserver 

au mieux la viabilité cellulaire. Pour une cadence de 10 kHz, un taux de recouvrement variant 

entre 90 % et 99 % correspond à une vitesse de déplacement des platines oscillant entre 

3 mm/s et 0,5 mm/s respectivement. 

 
L’influence de paramètres extérieurs au laser comme les conditions de manipulation, de 

conservation et d’hydratation des fibres, la durée de l’usinage, le transport des échantillons ou 
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la température seront également étudiés et discutés dans le chapitre suivant dans le but 

d’améliorer la viabilité cellulaire. 
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CHAPITRE IV. 

 

Micro-usinage d’un hydrogel de collagène à 

l’intérieur de microfibres cellularisées par laser 

femtoseconde 

 

Ce dernier chapitre présente les résultats expérimentaux obtenus lors de l’usinage des 

microfibres. L’usinage laser consiste ici, à créer un canal dans le cœur des fibres constitué 

d’hydrogel de collagène avec un laser ultracourt et une longueur d’onde de 1030  nm. En 

utilisant un objectif d’ouverture numérique de 0,4, le faisceau laser est focalisé derrière la 

couche externe cellulaire dans le volume de collagène. Ce chapitre se focalise sur 

l’optimisation de l’usinage laser en s’inspirant des résultats précédents réalisés à l’intérieur 

des blocs de gélatine. La première partie présentent les résultats préliminaires réalisés sur les 

microfibres qui permettent d’évaluer les difficultés et spécificités de l’usinage. La seconde 

partie étudie l’influence de cinq paramètres lasers sur l’usinage : la profondeur du point focal 

(D), la fluence (F), le nombre de passage laser (N), la cadence (RR) et le taux de recouvrement 

(OL). Pour chacun de ces paramètres, le comportement des bulles de cavitation formées, la 

présence ou l’absence d’un canal et la viabilité des cellules après usinage seront analysés 

puis discutés. Enfin la dernière partie se consacre à l’étude des paramètres extérieurs aux 

lasers sur l’usinage tel que l’épaisseur des fibres et la quantité d’hydratation.  
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I. Travaux préliminaires 
 

I.1. Création d’un canal sur fibres fixées au PFA 4 % 
 

Des travaux préliminaires à ma thèse ont démontré la faisabilité de créer un canal à l’intérieur 

des microfibres par usinage laser. Ces travaux ont été fait sur des fibres non vivantes, 

préalablement fixées au PFA 4 %, avec un laser d’une durée d’impulsion de 370 fs, d’une 

longueur d’onde de 1060 nm et focalisé avec un objectif d’ouverture numérique de 0,4. Cette 

étude a montré qu’il était possible de réaliser une lumière interne pour une cadence de 50  kHz 

et une énergie par impulsion de 3 µJ. La largeur de la lumière obtenue à l’intérieur du collagène 

variait entre 8 et 14 µm. La Figure 51 présente la lumière centrale créée par usinage laser 

dans le collagène (en vert) à l’intérieur d’une microfibre fixée. Les cellules fixées apparaissent 

en bleu après un marquage DAPI. 

 

 

Figure 51 Reconstruction de plusieurs prises de vues en microscopie confocale d’une microfibre fixée au PFA et 
usinée par laser fs. En bleu, marquage DAPI des noyaux cellulaires, en vert : autofluorescence du collagène [125].  

  

I.2. Premiers essais sur fibres vivantes  
 

Ce travail de thèse se différencie par rapport aux travaux précédents en usinant des 

microfibres vivantes. Les premiers essais sur fibres vivantes se sont inspirés des paramètres 

lasers optimisés avec les fibres fixées au PFA 4 %. Le résultat du premier usinage est présenté 

sur la Figure 52. La microfibre a été usinée avec un laser à 1030 nm, de durée d’impulsion de 

350 fs, avec une cadence de tir de 50 kHz et une fluence F = 36,8 J/cm². Le taux de 

recouvrement a été arbitrairement fixé à 99,77 %. Comme pour les fibres fixées, la fibre a été 

déposée sur une lame de verre avant usinage. La fibre s’est alors complètement aplatie en 

raison de l’absence de milieu de culture et de la capacité des cellules à fortement adhérer sur 

du verre. Bien que le tir laser soit focalisé au centre de la microfibre, la microfibre était trop 
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fine pour réaliser un usinage intravolumique et la paroi cellulaire externe a été ablatée sans 

observer de phénomène de cavitation.  

 

 

Figure 52 Image d’une microfibre placée sur une lame de verre avant et après usinage laser. 
Paramètres laser : 1030 nm ; RR = 50 kHz ; F = 36,8 J/cm² ; OL = 99,7 % ; N = 1 ; D = 50 µm. 

 
Ces premiers essais ont montré la nécessité d’hydrater les microfibres pendant l’usinage et 

de choisir un support échantillon limitant l’adhésion cellulaire. Dans ce but, des travaux 

d’optimisation du support échantillon ont été conduits et présentés dans le chapitre II, 

paragraphe II.3.1. Le support échantillon est un puit de culture recouvert d’une couche 

d’agarose. En effet, l’agarose est connu pour minimiser l’adhésion des cellules tout en 

préservant la viabilité cellulaire [126]. Lorsque le revêtement d’agarose est combiné avec 

l’ajout de quelques gouttes de milieu de culture, la fibre n’est plus aplatie et conserve sa forme 

cylindrique tridimensionnelle. Avec ce support, le diamètre moyen de la fibre reste d’environ 

200 µm et le tir laser peut être focalisé à l’intérieur du cœur de collagène pour générer des 

bulles de cavitation. 

 

II. Influence des paramètres lasers pendant l’usinage 
 

Comme pour la gélatine, l’analyse de l’interaction laser matière s’est appuyée à la fois sur les 

clichés des bulles de cavitation prises 5 secondes après l’usinage et sur les images obtenues 

par microscopie confocale 24 heures plus tard après application d’un marquage Live/Dead®. 

L’ensemble de ces travaux ont permis d’étudier l’influence de cinq paramètres lasers : la 

profondeur de tir (D), la fluence (F), le nombre de passage laser (N), la cadence de tir (RR) et 

le taux de recouvrement (OL). Ces deux derniers paramètres jouent un rôle primordial sur les 

phénomènes thermiques et seront traités ensemble. L’ensemble des expériences a été 
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conduite avec la même longueur d’onde (1030 nm), la même durée d’impulsion laser (350 fs) 

et un point focal de 3 µm de diamètre environ. Pour chacun des paramètres lasers étudiés, 

l’analyse s’est effectuée en deux temps : 5 secondes après le tir pour analyser le 

comportement des bulles de cavitation et 24 heures après pour repérer la présence ou 

l’absence d’un canal intravolumique et identifier les signes d’endommagement de la paroi 

externe et la baisse de viabilité cellulaire. 

 

II.1. Influence de la profondeur de tir 
 

Le diamètre externe moyen d’une microfibre mesure environ 200 µm. Pour créer un canal au 

centre de la microfibre, le faisceau laser doit pouvoir être focalisé à une profondeur de 100 µm. 

 

II.1.1. Influence de la profondeur de tir juste après l’interaction laser 
 
La première partie des essais a consisté à comprendre l’influence de la profondeur de tir à 

l’intérieur de fibres de 200 µm de diamètre externe. La profondeur de tir (D), également appelé 

profondeur du point focal laser, est ici définie par rapport à la surface de la fibre traversée en 

premier par le faisceau laser comme illustré sur la Figure 53. 

 

 

Figure 53 Schéma illustrant la profondeur du point focal D à l’intérieur d’une microfibre de 200 µm de diamètre. 
Lorsque le point focal laser est ciblé sur la surface de la fibre,  D = 0 µm. 

 
Plusieurs microfibres ont été usinées pour différentes profondeurs variant entre D = 30 µm et 

D = 150 µm depuis la surface. 

• Paramètres fixes : 50 kHz ; F = 22,1 J/cm² ; OL = 99,7 % ; N = 2 

• Variable : Profondeur du point focal laser, D : 30 µm ; 50 µm ; 100 µm et 150 µm 

 
Chacune de ces 4 conditions a été répétée 4 fois sur des fibres différentes. La Figure 54 illustre 

le type de bulles obtenues pour chaque condition laser. 
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Figure 54 Tirs lasers successifs réalisés sur différentes fibres avec variation de la profondeur du point focal. 
Paramètres fixes : 1030 nm ; RR = 50 kHz ; F = 22,1 J/cm² ; OL = 99,7 % ; N = 2 
Profondeur du point focal variable : 30 µm ; 50 µm ; 100 µm et 150 µm. 

 

Lorsque la profondeur de tir augmente, les bulles obtenues sont de plus en plus petites et ont 

une durée de vie de plus en plus courte. Ainsi, pour D = 30 µm, les bulles de cavitation formées 

sont très volumineuses et exercent une forte pression mécanique sur la paroi de la fibre jusqu’à 

la rupture de cette dernière dès le premier passage laser. 

  
Lorsque le tir est focalisé plus en profondeur, les bulles se forment plus loin de la paroi avec 

un diamètre plus petit, conservant ainsi l’intégrité de la paroi cellulaire. Pour  D = 50 µm, de 

grosses bulles de cavitation sont observées avec une durée de vie dépassant les 30 minutes 

en moyenne. Après un second passage laser, on peut observer la formation d’une longue bulle 

en forme de comète s’allongeant dans le sens de la trajectoire laser. La bulle visible sur la 

Figure 54 possède une longueur de 300 µm et une largeur de 54 µm au niveau de la tête de 

la comète. Cette bulle était toujours visible au microscope optique 1 h 30 après usinage mais 

sa longueur était divisée par 4. 

 
Lorsque la profondeur continue d’augmenter jusqu’à D = 100 µm, des petites et moyennes 

bulles de cavitation se forment lors du premier passage laser. Après un second passage laser, 

la largeur moyenne des bulles observées était de 32,8 µm. Certaines bulles ont également 

fusionné ensemble pour former des bulles allongées dans le sens de l’usinage. Leur durée de 

vie pouvait varier entre 30 secondes et plusieurs minutes. Cependant, après 20 minutes, la 

majorité des bulles avaient disparues. 
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Enfin, pour une profondeur de 150 µm, peu de bulles sont observées après le premier 

passage. Après deux passages lasers, de petites bulles, d’une largeur moyenne de 18,9  µm 

apparaissent puis disparaissent en moins de 30 secondes. Sur la Figure 54 on peut ainsi voire 

une légère brume correspondant à de très petites bulles de cavitation, difficilement 

discernables à cette profondeur.  

 

II.1.2. Influence de la profondeur de tir 24 h après l’interaction laser 
 
Afin d’étudier l’influence de la profondeur de tir sur la présence d’un canal intravolumique ou 

non, les images de L/D® obtenues au microscope confocal ont été analysées pour trois 

profondeurs de tirs : 50 µm, 100 µm et 140 µm et pour différents jeux de paramètres laser. 

Environ une vingtaine de fibres ont été analysées pour chaque profondeur sauf pour D = 30 µm 

où seulement 4 fibres ont été usinées. 

 
L’analyse de chaque image avait deux buts :  

• repérer la présence et la position du canal laser à l’intérieur de la microfibre, 

• repérer les signes d’endommagements de la paroi cellulaire. 

 
En fonction de la profondeur de tir et du type d’interaction observé, les microfibres étaient 

ensuite classées en trois catégories :  

• soit un canal ou une forte perte de signal étaient observés au centre de la matrice de 

collagène sans endommagement de la paroi extérieure de la fibre, 

• soit un endommagement de la paroi cellulaire était observé (présence de cratères, de 

trous ou absence totale de signal vert à la périphérie), 

• soit aucune modification morphologique n’était observée. 

 
Le Tableau 4 indique la répartition des microfibres usinées en fonction de la profondeur de tir 

appliquée pendant l’usinage et du type d’interaction observée.  

Tableau 4 : Pourcentage de microfibres usinées en fonction du type de modification laser observée (présence 
d’une atténuation du signal central, endommagement de la surface extérieure, pas d’interaction visible) vis-à-vis 
de la profondeur du point focal laser à l’intérieur de la fibre pendant l’usinage. Profondeurs étudiées : D = 30 µm, 
D=50 µm, D=100 µm et D=140 µm.  

 D = 30 µm D = 50 µm D = 100 µm D = 140 µm 

Atténuation du signal central, 

surface préservée 
0 % 40 % 50 % 27 % 

Surface externe endommagée 100 % 40 % 33 % 60 % 

Aucune interaction visible 0 % 20 % 17 % 13 % 
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L’analyse des images L/D® montre que les canaux intravolumiques sont plus faciles à générer 

à de faibles profondeurs en raison de la faible absorption de l’énergie laser par le reste du 

matériau. Pour 30 µm de profondeur, la structure de la fibre étant totalement dégradée, aucun 

canal ne peut se former. En revanche, lorsque le faisceau est focalisé entre 50 µm et 100 µm, 

40 % à 50 % des fibres usinées possèdent un canal intravolumique contre seulement 27 % 

des microfibres à 140 µm. 

 
Lorsque le volume focal est localisé trop près de la paroi cellulaire, le laser peut créer des 

dommages cellulaires. Par exemple, pour D = 30 µm, le laser est focalisé trop proche de la 

surface et désagrège les fibres. En focalisant le tir laser 20 µm en dessous, plus que 40 % des 

fibres usinées voient leur paroi cellulaire endommagée. Cette tendance s’accentue pour D = 

100 µm lorsque le point focal laser est situé au centre de la microfibre, point le plus éloigné de 

la paroi cellulaire. A cette profondeur, seulement 33 % des microfibres présentent des signes 

d’endommagement de la paroi tels que des gravures laser ou des cratères. Pour D = 140 µm, 

le point focal laser se rapproche de la paroi cellulaire inférieure. Le nombre de fibres 

endommagées réaugmente alors à 60 %.  

 

II.2. Influence de la fluence 
 

II.2.1. Influence de la fluence juste après l’interaction laser 
 
Le comportement des bulles de cavitation est ici décrit à la suite de plusieurs tirs successifs 

réalisés à l’intérieur d’une même fibre en augmentant progressivement la fluence de 

19,6 J/cm² jusqu’à 36,8 J/cm². La cadence laser a été fixée à 50 kHz, avec une vitesse de 

déplacement des platines de 0,5 mm/s correspondant à un taux de recouvrement de 99,7 %. 

Les tirs ont été réalisés à une profondeur de 90 µm avec un seul passage laser. Cette 

expérience a été réalisée sur 2 fibres différentes.  

 
Tout comme avec le modèle de gélatine, augmenter la fluence permet d’augmenter le diamètre 

moyen des bulles de cavitation et leur durée de vie à l’intérieur de la microfibre. La Figure 55 

illustre cette évolution pour 4 valeurs de fluences différentes : 19,6 ; 31,9 ; 34,4 et 36,8 J/cm². 

Les photos du haut montrent ce qui se passent à l’intérieur de la fibre au niveau du plan focal 

tandis que les photos du bas montrent la paroi cellulaire externe après usinage.  
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Figure 55 Tirs lasers successifs réalisés à l’intérieur d’une même fibre pour différentes valeurs de fluence : 19,6 ; 
31,9 ; 34,4 et 36,8 J/cm². Les images du haut représentent le cœur de la microfibre où les bulles se forment. Les 
images du bas montrent pour chaque fluence l’état de la paroi cellulaire après usinage. Les flèches blanches 
indiquent la présence de dommage sur la paroi cellulaire. 
Paramètres fixes : 1030 nm ; RR = 50 kHz ; OL = 99,7 % ; N = 1 ; D = 90 µm. 

 
On peut voir que pour F = 19,6 J/cm², les bulles formées ont un diamètre moyen de 25 µm. 

Ce diamètre passe à 85 µm pour 31,9 J/cm². Pour ces fluences, la paroi cellulaire demeure 

intacte. Seule l’ombre des bulles présentes à l’intérieur de la microfibre est visible en surface. 

Lorsqu’on continue d’augmenter la fluence, les bulles deviennent suffisamment grosses pour 

percer la paroi cellulaire. Ainsi, à 34,4 J/cm², la photo montre un trou dans la paroi créé par 

une bulle de cavitation très volumineuse (Figure 55, flèche blanche). Si on continue 

d’augmenter la fluence jusqu’à 36,8 J/cm², la paroi cellulaire est à son tour endommagée 

(seconde flèche blanche pour F = 36,8 J/cm²). Bien que la surface soit abîmée, des bulles de 

cavitation sont toujours visibles à l’intérieur de la microfibre. 

II.2.2. Influence de la fluence 24 h après l’interaction laser 
 
L’étude de l’évolution de la viabilité selon la fluence utilisée a été réalisée pour le jeu de 

paramètres suivant :  

➢ Paramètres fixes : RR = 50 kHz ; OL = 99,7 %, D = 100 µm et N = 1,  

➢ Variables : 4 valeurs de fluences différentes : 19,6 ; 22,1 ; 24,5 et 27,0 J/cm² 

 
Quatre microfibres différentes ont été usinées pour chaque jeu de paramètres laser. 

Le Tableau 5 résume le pourcentage de microfibres viables et non viables 24 h après l’usinage 

pour les paramètres laser appliqués. Pour F ≥ 27,0 J/cm², toutes les fibres usinées sont 

mortes. La fluence est trop élevée pour conserver la viabilité cellulaire. En revanche, pour des 

fluences modérées la viabilité cellulaire ne semble pas corrélée aux valeurs de fluence, mais 

plutôt au temps passé sur le support échantillon. Les fibres non viables correspondent en effet 

aux microfibres ayant passé entre 26 et 41 minutes sur leur support échantillon avec une très 

faible quantité de milieu culture, tandis que les fibres viables y sont restées moins de 25 
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minutes. Le lien entre la perte de viabilité cellulaire et le temps passé avec une hydratation 

limitée sera discuté au paragraphe III.1. 

 
Tableau 5 : Pourcentage de microfibres viables ou non viables après usinage laser en fonction de la fluence laser 
pour RR = 50 kHz, OL = 99,7 %, D = 100 µm et N = 1. 

 19,6 J/cm² 22,1 J/cm² 24,5 J/cm² 27,0 J/cm² 

Viables 0 % 50 % 75 % 0 % 

Non viables 100 % 50 % 25 % 100 % 

 
Le Tableau 6 suivant indique la répartition des microfibres usinées en fonction du type de 

modifications observées après usinage et de la fluence. Les microfibres sont classées selon 

trois catégories : les fibres possédant un canal ou un affaiblissement du signal central dans le 

centre du collagène sans altération de la paroi cellulaire, les fibres possédant un canal ou 

affaiblissement du signal central dont la surface est altérée par le laser et enfin, les fibres ne 

possédant aucun signe visible de l’usinage laser. 

Tableau 6 : Pourcentage de microfibres usinées en fonction du type de modifications laser observé (présence 
d’une atténuation du signal au centre de la microfibre, endommagement de la surface externe, aucune 
interaction visible) vis-à-vis de la fluence appliquée. 

 19,6 J/cm² 22,1 J/cm² 24,5 J/cm² 27,0 J/cm² 

Modification interne, 

surface préservée 
50 % 25 % 25 % 0 % 

Modification interne 

+ paroi externe 

endommagée 

0 % 25 % 50 % 100 % 

Aucune interaction 

visible 
50 % 50 % 25 % 0 % 

 
Pour les deux fluences les plus faibles, F = 19,6 J/cm² et F = 22,1 J/cm², l’usinage dans le 

cœur de collagène est visible pour la moitié des fibres. Lorsque les fibres sont mortes après 

l’usinage, on peut observer un canal nettement dessiné et fin (largeur de 17 µm en moyenne). 

Pour les fibres viables, l’usinage se traduit par un affaiblissement du signa l rouge provenant 

de la matrice de collagène le long de la trajectoire laser par rapport au signal avant usinage. 

Lorsque la fluence continue d’augmenter, la probabilité d’observer les traces du passage laser 

augmente. En effet, des modifications intravolumiques sont observés pour 75 % des 

microfibres avec F = 24,5 J/cm² et pour 100 % des microfibres avec F = 27,0 J/cm². 

Cependant, lorsque la fluence augmente, l’endommagement de la paroi cellulaire augmente 
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également. Ainsi, pour F = 27,0 J/cm², la totalité des fibres usinées voient leur surface 

endommagée après l’usinage. 

 

II.3. Influence du nombre de passage laser 
 

II.3.1. Influence du nombre de passage laser juste après l’interaction laser  
 

Pour étudier l’influence du nombre de passages, plusieurs passages successifs ont été 

réalisés sur une même fibre avec un temps de repos de 30 secondes. Les bulles de cavitation 

formées étaient photographiées durant ce délai. 

La Figure 56 représente l’évolution des bulles de cavitation 5 secondes après la fin de chaque 

passage laser pour les paramètres suivants : RR = 50 kHz, F = 12,3 J/cm², OL = 99,7 % et D 

= 100 µm. 

 

 

Figure 56 Photographies d’une même fibre prise après chaque passage laser successif, de N = 1 à N = 4, avec des 
paramètres lasers identiques. Les flèches blanches illustrent un exemple de fusion de deux bulles après plusieurs 
passages laser. 
Paramètres fixes : 1030 nm ; RR = 50 kHz ; F = 12,3 J/cm² ; OL = 99,7 % ; D = 100 µm. 

 
Après le premier passage (N = 1), les bulles de cavitation grossissent jusqu’à atteindre un 

diamètre maximal puis entament une phase de décroissance. Dans les 30 secondes 

précédents le deuxième passage, les petites bulles formées (diamètre moyen < 20 µm), 

disparaissent totalement tandis que les grosses bulles (diamètre moyen > 20 µm) rétrécissent 

progressivement et sont toujours présentes juste avant le second tir. 
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Pour N = 2, plusieurs phénomènes sont observés :  

• Lorsque toutes les bulles formées à N = 1 ont disparu, de nouvelles bulles de 

cavitations peuvent se former au même endroit. Leur taille et leur vitesse de 

décroissance sont similaires à celles formées à N = 1. 

• Lorsque les bulles formées à N = 1 sont toujours présentes juste avant N = 2, les bulles 

suivent une seconde phase d’expansion dans les quelques secondes suivant le dernier 

impact laser pour atteindre un diamètre maximal plus grand qu’à N = 1. Les bulles 

entament ensuite une seconde phase de décroissance plus lente que lors du premier 

passage.  

• Deux bulles présentes juste avant N = 2 peuvent fusionner ensemble si elles entrent 

en contact pendant leur phase d’expansion. Elles forment alors une bulle unique non 

sphérique s’allongeant selon la direction de la trajectoire laser. La bulle nouvellement 

formée amorce ensuite un processus d’expansion/décroissance dont la vitesse de 

décroissance semble plus lente qu’à N = 1. 

• Une trainée peut être observée entre plusieurs bulles de cavitation proches. Ce 

phénomène a été observée lorsque des petites bulles de cavitation sont très 

rapprochées les unes des autres juste avant le second tir (Figure 57). 

 

 

Figure 57 Fibres usinées avec 2 passages laser. Chacune des images montre les bulles de cavitation formées 5 
secondes après chaque passage laser (pour N = 1 et N = 2) avec les mêmes paramètres.  
Paramètres fixes : 1030 nm ; RR = 50 kHz ; F = 12,3 J/cm² ; OL = 99,7 %  ; D = 100 µm. 

 
Les mêmes observations sont faites lors de passages laser plus élevés. Toutefois, au fur et à 

mesure des passages, les bulles qui grossissent exercent une pression mécanique de plus en 

plus élevée sur la paroi cellulaire et peuvent entraîner la rupture de cette dernière.  

 

II.3.2. Influence du nombre de passage laser 24 h après l’interaction laser  
 
L’étude de l’influence de N sur la formation d’un canal intravolumique s’est effectuée à partir 

des images des marqueurs fluorescents L/D® obtenues au microscope confocal. Deux jeux de 
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paramètres laser ont été appliqués pour les nombres de passages suivants : 1, 3, 5, 7 et 10 

passages. 

 
Le premier jeu de paramètre choisi permet de générer majoritairement des bulles de cavitation 

petites à moyenne lors du premier passage laser :  

➢ Usinage laser à 50 kHz avec une fluence de 22,1 J/cm², à 130 µm de profondeur 

pour un taux de recouvrement de 99,7 %. 

 
Le second jeu de paramètre a été choisi pour générer majoritairement des bulles de cavitation 

plus volumineuses à N = 1 :  

➢ Usinage laser à 10 kHz avec une fluence de 24,5 J/cm², à 100 µm de profondeur 

pour un taux de recouvrement de 98,5 %. 

 
Chaque condition a été répétée deux fois.  

 

Figure 58 Marquages Live/Dead® appliqués sur trois fibres différentes et usinées avec les mêmes paramètres 
lasers mais un nombre de passage différents. A gauche : N = 3 ; au centre : N = 5 ; à droite : N = 7.  
Paramètres fixes : 1030 nm ; RR = 50 kHz ; F = 22,1 J/cm² ; OL = 99,7 % ; D = 130 µm. 

 
La Figure 58 représente trois images de L/D® obtenues pour trois valeurs de N différentes.  

Pour N = 1, des canaux intravolumiques ont pu être détecté pour la moitié des fibres. Pour 

l’autre moitié, aucune modification laser n’a été détectée. En revanche pour N > 1, la présence 

d’un canal intravolumique ou d’une perte de signal en provenance de la matrice extracellulaire 

a pu être détectée systématiquement, indépendamment des paramètres laser. Jusqu’à N = 5, 

ces canaux sont plus difficilement détectables pour 20 % des échantillons. Ces échantillons 

correspondent aux fibres dont la viabilité cellulaire a été la mieux préservée. Ici, un léger 

affaiblissement de la densité de collagène dans le cœur de la fibre est visible mais aucun canal 

net et fin n’est détecté (Figure 59). 
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Figure 59 À gauche : Affaiblissement de la densité de signal dans le cœur de collagène d’une fibre vivante après 
N = 3. Les couleurs ont été modifiées pour visualiser l’impact laser. Le vert correspond aux cellules viables tandis 
que le rouge est surexprimé afin d’observer le signal de fluorescence provenant de la matrice extracellulaire. À 
droite : Couleurs non modifiées. Image attestant de la bonne viabilité cellulaire de la microfibre après usinage. 
Paramètres : 1030 nm ; RR = 50 kHz ; F = 22,1 J/cm² ; OL = 99,7 % ; N = 1 ; D = 130 µm. 

 
En revanche, lorsque la viabilité cellulaire n’a pas été préservée, un canal net est visible au 

centre de la fibre (Figure 60). Ce canal s’accompagne également d’un affaiblissement du 

signal de viabilité le long du canal.  

 

Figure 60 À gauche : Canal très fin et très net à l’intérieur de la microfibre pour N = 3. Le signal rouge est 
augmenté afin d’observer la fluorescence de la matrice extracellulaire. À droite : Affaiblissement du signal vert 
autour du canal. 
Paramètres : 1030 nm ; RR = 50 kHz ; F = 22,1 J/cm² ; OL = 99,7 % ; N = 1 ; D = 120 µm. 

 
Pour 1 < N ≤ 5, la présence des canaux intravolumiques s’accompagne d’une détérioration de 

la paroi cellulaire pour la moitié des échantillons usinés (Figure 58, N = 5). Cependant, 

l’endommagement de la paroi ne semble pas corrélé aux paramètres lasers appliqués, ni au 

nombre de passages laser utilisés. 

Pour N ≥ 7, les canaux formés sont visuellement très marqués. Pour 75 % des canaux 

détectés, la périphérie cellulaire de la microfibre est caractérisée par des cellules altérées 

(Figure 58, N = 5 et N = 7). Les cellules présentes sur la trajectoire laser sont toutes mortes 

sous l’impulsion laser. 

 
L’influence de N sur la viabilité cellulaire a également pu être réalisée à partir des résultats 

précédents et des images présentées sur la Figure 58.  
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Pour N ≤ 5, environ 80 % des fibres usinées sont mortes indépendamment du nombre de 

passages appliqué ou du jeu de paramètres laser utilisé. Quelques rares signaux témoignent 

de la présence de cellules viables, mais la majorité des cellules présentent des signes 

d’apoptose (Figure 58, N = 3 et N = 5).  

Pour N ≥ 7, la totalité des cellules composant les microfibres usinées sont mortes, 

indépendamment des paramètres laser appliqués. Le L/D® affiche des signaux 

caractéristiques de cellules pycnotiques, en apoptose. Aucun signal de viabilité cellulaire n’a 

pu être observé (Figure 58, N = 7). 

 

II.4. Influence des effets thermiques : cadence de tir et recouvrement 
 

II.4.1. Influence de la cadence et de la dose juste après l’interaction laser 
 
L’influence des effets thermiques a été étudiée en comparant l’usinage des microfibres pour 

deux cadences différentes : 10 kHz et 50 kHz et 3 valeurs de recouvrement : 99,7 %, 98,5 % 

et 96,9 %. Ces essais ont été réalisés avec une fluence F = 24,5 J/cm², à 100 µm de profondeur 

après un seul passage laser. 2 fibres ont été usinées pour chaque paramètre.  

La Figure 61 montre le profil des bulles de cavitation photographiées 5 secondes après le tir 

laser pour chaque paramètre. 

 

 

Figure 61 Tirs lasers successifs réalisés sur différentes fibres à 10 kHz (en haut) et 50 kHz (en bas) pour trois 
valeurs de recouvrement différentes : 99,7 % (à gauche), 98,5 % (au centre) et 96,9 % (à droite). 
Paramètres fixes : 1030 nm ; RR = 10 kHz ; F = 24,5 J/cm² ; N = 1 ; D = 100 µm 

 
.A 10 kHz et un recouvrement de 96,90 %, des bulles de cavitation moyennes se forment après 

le tir laser. Leur diamètre moyen est de 22,5 µm et ont une durée de vie variable, d’1 ou 2 

minutes à 30 minutes. Lorsque le recouvrement augmente à 10 kHz, les bulles sont de plus 

en plus volumineuses et persistent plus longtemps dans le cœur des fibres. Ainsi pour OL = 

98,5 %, le diamètre moyen des bulles observées est de 54,6 µm et leur durée de vie oscillent 

entre quelques minutes et 1 h 30. Au bout de 30 minutes, la majorité de ces bulles sont toujours 
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présentes dans le cœur de la fibre. Pour OL = 99,7 %, les bulles sont trop volumineuses pour 

les fibres usinées et perforent ou déchirent la paroi cellulaire.  

 
Pour les mêmes valeurs de recouvrement étudiées, mais à une cadence plus rapide (50 kHz), 

les bulles formées sont en moyenne plus petites et disparaissent plus vite. Ainsi, pour 

OL = 96,9 %, les bulles ont un diamètre moyen de 11,5 µm et disparaissent dans les 10 

secondes suivant le tir laser. Pour OL = 98,5 %, le diamètre moyen est de 19,9 µm et les bulles 

ont totalement disparues 30 secondes après le tir laser et pour OL = 99,7 %, elles mesurent 

30,1 µm et persistent dans le cœur des fibres de quelques minutes à 1 h 30. Un tiers des 

bulles sont encore présentes 30 minutes après la fin de l’usinage. 

 

II.4.2. Influence de la cadence et de la dose 24 h après l’interaction laser 
 
La Figure 62 montre l’influence de la dose et du taux de recouvrement sur la viabilité cellulaire. 

Ici, nous avons étudié 2 valeurs de cadence : 10 kHz et 50 kHz et 2 valeurs de recouvrement : 

98,5 % et 99,7 %. Le Tableau 7 décrit les différents types d’interactions retrouvés à l’intérieur 

des microfibres pour ces jeux de paramètres. Pour chaque jeu de paramètres lasers, 2 fibres 

ont été usinées. 

 
Tableau 7 : Tableau décrivant le type d’interactions observées après usinage des microfibres par usinage laser à 
10 kHz et 50 kHz pour deux valeurs de recouvrement différentes : 98,5 % et 99,7 %. Analyse réalisée sur 2 fibres 
pour chaque jeu de paramètres 

 OL = 99,7 % OL = 98,5 % 

RR = 10 kHz 

Fibres détruites après que des 

bulles aient percé la paroi 

cellulaire 

Signal atténué au centre de la 

fibre, diminution du nombre de 

cellules répartie sur toute la fibre 

RR = 50 kHz 

Signal atténué au centre de la 

fibre, diminution du nombre de 

cellules localisée le long de la 

trajectoire laser 

Signal atténué au centre de la 

fibre, diminution du nombre de 

cellules localisée le long de la 

trajectoire laser 

 
A 10 kHz pour OL = 98,5 %, une atténuation du signal provenant du cœur d’hydrogel est visible 

par rapport aux images de L/D® avant usinage. On observe également une diminution du 

nombre de cellules sur la paroi cellulaire. En mesurant la surface du signal de viabilité par 

rapport à la surface totale de la fibre, la proportion de cellules viables représente 38 % de la 

surface totale de la microfibre contre 87 % avant l’usinage. Pour OL = 99,7 %, un taux de 

recouvrement plus élevé, la viabilité cellulaire chute drastiquement. Sur la Figure 62, deux 

zones distinctes sont repérables. La zone avec une mortalité cellulaire majeure correspond à 

l’endroit où la paroi de la microfibre a rompu sous l’action des bulles de cavitation. Dans cette 
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zone, la fibre est totalement endommagée et aucun canal n’est visible. La zone viable du point 

de vue cellulaire n’a pas été usinée. 

 
Pour 50 kHz, une diminution du signal provenant du cœur de collagène est visible par rapport 

aux images de L/D® avant usinage. On peut également observer une légère diminution du 

nombre de cellules viables sur la paroi cellulaire après usinage laser. Cette diminution 

s’accentue lorsque le taux de recouvrement augmente. Ainsi, pour OL = 98,5 %, la viabilité 

occupe 66 % de la surface totale contre 91 % avant l’usinage. Pour OL = 99,7 %, la viabilité 

occupe 92 % contre 97 % après usinage. Contrairement à 10 kHz où la diminution de la viabilité 

cellulaire est répartie sur toute la surface de la fibre, à 50 kHz, cette perte de signal est 

localisée le long de la trajectoire du laser.  

 

Figure 62 Marquages Live/Dead® appliqués sur quatre fibres différentes usinées à 10 kHz (en haut) et 50 kHz (en 
bas) pour deux valeurs de recouvrement différentes : 99,7 % (à gauche) et 98,5 % (à droite). 
Paramètres fixes : 1030 nm ; RR = 10 kHz ; F = 24,5 J/cm² ; N = 1 passage ; D = 100 µm. 

 

III. Paramètres extérieurs influençant l’usinage laser 
 

III.1. Influence de l’hydratation sur la viabilité cellulaire 
 

Les cellules ont besoins d’un apport constant en hydratation et nutriments. Un support 

échantillon recouvert d’un fond d’agarose a donc été utilisé pour conserver au mieux 



147 
 

l’hydratation des microfibres pendant l’usinage laser. Lorsque les fibres étaient déposées sur 

le support, quelques microlitres de milieux de culture étaient ajoutés afin d’observer une fine 

pellicule de milieu enveloppant la microfibre. Cependant, 24 heures après l’usinage, les 

images de L/D® montraient une chute de viabilité cellulaire sur toute la microfibre, 

indépendamment des paramètres laser étudiés (Figure 58). 

 
Pour comprendre l’origine de la mortalité cellulaire, l’utilisation de microfibres contrôles a été 

mise en place. Chaque fibre usinée était accompagnée d’une seconde fibre contrôle non 

usinée. La bonne viabilité des fibres étaient contrôlées la veille de l’usinage. Juste avant 

l’usinage, les deux fibres étaient déposées sur le support échantillon avec quelques gouttes 

de milieu de culture. Une seule des deux fibres étaient usinées puis, une fois l’usinage terminé, 

les deux fibres retournaient dans leur eppendorf rempli de milieu de culture. Leur viabilité était 

de nouveau contrôlée 24h après. Ces microfibres contrôles sont identifiées comme le groupe 

« contrôle support échantillon » dans la suite de ce chapitre. 

 
Un deuxième groupe contrôle a également été utilisé pour étudier l’évolution de la viabilité 

cellulaire sur des fibres non usinées et restant totalement immergées dans le milieu de culture 

durant la journée d’usinage (salle d’usinage climatisée à 21°C). Leur viabilité était contrôlée la 

veille et le lendemain du jour d’usinage. Ce groupe contrôle est identifié comme le groupe 

« contrôle immergé » dans la suite de ce chapitre.  

 
La viabilité cellulaire de chaque fibre a été quantifiée à partir des images L/D®. Sur Image J, la 

surface totale occupée par le signal « viabilité » a été mesurée puis le rapport de cette surface 

par rapport à la surface totale de la fibre a été calculé et exprimé en pourcentage. La densité 

surfacique de noyaux morts par unité de surface a été également calculée sur Image J 

(Annexe 4). Les fibres étaient considérées comme viables lorsque le signal « viabilité » 

occupait plus de 20 % de la surface totale de la fibre et que la densité surfacique de noyaux 

morts restait inférieure à 5.10-3 noyaux/µm². Pour cette étude, la viabilité a été étudiée après 

24 h pour 30 fibres usinées, 20 contrôles support échantillon et 7 contrôles immergés. 

 
La Figure 63 est un histogramme indiquant le pourcentage de microfibres toujours viables 

après 24 h pour les trois groupes étudiés : les fibres usinées, les contrôles support échantillon 

et les contrôles immergés. 
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Figure 63 Histogramme montrant le pourcentage de microfibres toujours vivantes après 24 h pour le groupe des 
microfibres usinées, le groupe des microfibres contrôles du support échantillon et le groupe des microfibres 
contrôles restées immergées dans du milieu de culture. 

 
Comme attendu, le meilleur taux de survie est celui des microfibres immergées avec 86 % de 

microfibres viables. Ce groupe étant conservé à 21 °C durant une journée, ces informations 

nous montrent que la variation de température ambiante ne semble pas avoir influencé de 

façon majeure les résultats.  

Le pourcentage de survie descend à 47 % pour les microfibres du groupe contrôle « support 

échantillon ». Ce groupe a subi les mêmes variations de température que le groupe précédent 

mais n’ont reçu que quelques gouttes de milieu de culture pendant toute la durée de l’usinage.  

Le pourcentage de survie continue de descendre à 30 % pour les fibres usinées avec des 

conditions identiques au groupe précédent (usinage laser exclu). 

 
Afin de comprendre l’origine de la mortalité des cellules, le taux de survie des microfibres a 

ensuite été étudié en fonction du temps d’usinage. Ce temps d’usinage correspond au temps 

que l’échantillon passe sur le support échantillon avec une faible quantité de milieu de culture. 

Ce temps peut être long car il permet de visualiser l’échantillon, de régler la position du point 

focal laser, de calculer la trajectoire laser, d’usiner la fibre et d’acquérir les images après 

chaque tir laser. La Figure 64 représente le pourcentage de microfibres vivantes 24 h après 

l’usinage en fonction de ce temps d’usinage pour le groupe de microfibres usinées et le groupe 

contrôle « support échantillon ».  
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Figure 64 Histogramme montrant le pourcentage de microfibres toujours vivantes après 24h en fonction du 
temps passé sur le support échantillon avec une faible quantité de milieu de culture pour le groupe des 
microfibres usinées par laser et le groupe des microfibres contrôles du support échantillon. 

 
La Figure 64 montre que la viabilité des cellules décroît lorsque le temps passé sur le support 

échantillon augmente. Ainsi, 100 % des fibres, qu’elles soient usinées ou non restent viables 

lorsqu’elles ont passé moins de 10 minutes sur le support. Lorsque ce temps augmente, la 

viabilité commence à chuter, et cette perte de viabilité est accentuée pour les fibres soumises 

aux impulsions lasers. Entre 10 et 25 minutes, 86 % du groupe contrôle est viable tandis que 

seulement 29 % des fibres usinées le sont. Au-delà de 25 minutes, toutes les fibres usinées 

sont mortes alors que 11 % des contrôles sont encore viables. 

  
Ces résultats sont encourageants car ils indiquent qu’une simple diminution du temps 

d’usinage permet d’améliorer la viabilité cellulaire. Toutefois des nuances doivent être 

apportées. En effet le seuil de non-viabilité est défini lorsque le signal « viabilité » recouvre 

moins de 20 % de la surface totale de la fibre. Pour des temps inférieurs à 10 minutes, bien 

que 100 % des fibres soient considérés comme viables, certaines sont proches du seuil de 

non-viabilité et indiquent une diminution du nombre de cellules viables en périphérie. La Figure 

65 représente deux fibres après usinage laser, une viable et une non viable avec 

respectivement, 20 % et 3 % de la surface de la fibre recouverte. Cette perte après usinage 

peut alors être diminuée en réduisant le temps de stress hydrique subi par les cellules par la 

réduction du temps d’usinage bien en-dessous de 10 minutes ou par l’amélioration du support 

échantillon. 
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Figure 65 Images L/D® de microfibres dont le signal vert couvre 20 % et 2 % de la surface totale de la fibre. 

 

III.2. Influence de la viabilité cellulaire sur la qualité de l’usinage laser 
 

Nous venons de voir que la quantité d’hydratation influence la viabilité ce llulaire de la fibre. Ici, 

nous nous intéressons à l’influence de ces changements de viabilité sur la qualité de l’usinage 

et la présence d’un canal. Pour rappel, aucune différence n’a été observée dans le 

comportement des bulles de cavitations entre les fibres hydratées ou insuffisamment 

hydratées. Les différences sont apparues lors de la détection des canaux 24 h après l’usinage. 

En effet, lorsque les fibres souffraient de déshydratation avec une perte de viabilité cellulaire, 

les canaux observés était très marqués et très fins (Figure 66 – A). Lorsque les fibres 

présentaient une viabilité cellulaire satisfaisante après l’usinage, seule une atténuation du 

signal rouge provenant de la matrice de collagène était détectée (Figure 66 – B). 

 

 

Figure 66 Différence d’interaction laser à l’intérieur de deux microfibres. A) Canal net à l’intérieur d’une fibre 
déshydratée après un usinage de 41 minutes. B) Atténuation de la densité de signal rouge à l’intérieur de la 
matrice à l’intérieur d’une fibre viable après un usinage de 9 minutes. Pour mettre en évidence la précence de 
perte de signal de l’image B, les couleurs L/D® ont été modifiées et un cercle bleu entoure la zone d’intérêt. 
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Pour les fibres déshydratées (perte de viabilité cellulaire), la présence d’un canal peut être 

rapidement détectée en étudiant la disparition des bulles de cavitation formées. Ainsi, la Figure 

67 montre l’évolution d’une bulle de cavitation entre 2 minutes et 2 heures après le tir laser. 

La bulle rétrécit progressivement jusqu’à disparaître complètement 2 heures après. Lorsque 

la bulle rétrécit, elle laisse un canal très marqué apparaître dans son sillage. Ce canal est 

visible en microscopie optique. Ce mécanisme de formation d’un canal s’apparente beaucoup 

à l’usinage de fibres fixées au PFA 4 % réalisés pendant les travaux préliminaires où 

l’obtention d’un canal intravolumique dans le collagène était presque toujours systématique.  

 

Figure 67 Evolution d’une bulle de cavitation à l’intérieur d’une microfibre après la fin de l’usinage. Les temps 
indiqués dans les encarts de chaque image correspondent au temps écoulé depuis la fin de l’usinage laser.  

 
En revanche, les bulles de cavitation formées dans des fibres viables disparaissent sans 

laisser de traces visibles au microscope optique. Notre hypothèse est que pour des fibres 

usinées viables, le canal créé se referme progressivement. Contrairement à l’étude réalisée 

dans la gélatine où les blocs étaient remis au réfrigérateur directement après l’usinage pour 

regélifier l’hydrogel, l’hydrogel de collagène à l’intérieur des fibres est quant à lui replongé dans 

un bain de milieu de culture. Deux mécanismes peuvent alors expliquer la fermeture du canal :  

• soit le collagène absorbe le liquide contenu dans le milieu de culture pour se 

reconstituer. Un phénomène similaire était en effet observé dans les blocs de gélatine. 

Après usinage laser, lorsque du liquide était rajouté à la surface des blocs de gélatine, 

les canaux usinés disparaissaient dans les 48 heures suivant l’usinage à 4°C, 

• soit le collagène est progressivement remodelé avec l’interaction des cellules encore 

vivantes.  

 
Il est probable qu’il s’agisse d’une contribution des deux phénomènes.  
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Afin de comprendre comment le collagène évolue à l’intérieur des microfibres viables, nous 

avons installé un microscope biphotonique permettant le suivi du signal de SHG du collagène 

de type I directement après l’usinage. Pour ces essais, une nouvelle ligne optique a été créée 

pour usiner et imager les fibres à partir de la même source laser directement dans le 

microscope biphotonique (voir chapitre II, paragraphe III.4.). 

 
A ce jour, seul quelques essais préliminaires ont pu être réalisé avec ce dispositif expérimental. 

Ces premiers essais ont permis toutefois de confirmer certains résultats concernant 

l’hydratation des microfibres et de montrer la faisabilité du procédé sur nos échantillons. 

Afin d’évaluer le comportement du collagène de type I en fonction de l’hydratation, 4 

microfibres ont été usinées, dont 2 déshydratées après avoir passé 1 h sur le support 

échantillon et 2 suffisamment hydratées étant restées moins de 20 minutes sur le support 

échantillon. Les fibres ont été usinées et imagées avec les paramètres suivants : 

  
➢ Paramètres d’usinage : RR = 10 kHz ; F = 19,6 J/cm² ; OL = 96,9 %, D = 60 µm et 

N = 4. 

➢ Paramètres d’imagerie : RR = 10 kHz ; F = 0,18 J/cm² ; D = 60 µm 

 
La Figure 68 présente l’imagerie SHG de deux fibres avec des conditions d’hydratation 

différentes, avant et après leur usinage.  

 

 

Figure 68 Signal de SHG du collagène de type I avant (à gauche) et après (à droite) l’usinage pour 2 fibres 
différentes. En haut : la fibre est restée suffisamment hydratée pour permettre la formation de bulles de 
cavitation (flèche blanche). En bas : la fibre est restée trop longtemps sur le support échantillon avant d’être 
usinée, une diminution nette du signal de SHG est observée le long de la trajectoire d’usinage.  
Paramètres d’usinage : 1030 nm ; RR = 10 kHz ; F = 19,6 J/cm² ; OL = 96,9 % ; N = 4 ; D = 60 µm 
Paramètres d’imagerie : 1030 nm ; RR = 1 MHZ ; F = 0,18 J/cm² ; D = 60 µm 
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Pour les fibres dont l’hydratation est suffisante, on peut observer la présence de bulles de 

cavitation marquée par une disparition du signal de SHG sous la forme d’une tache noire 

localisée au niveau de la zone de tir (Figure 68, flèche blanche en haut à droite). Avant 

usinage, aucune perte de signal n’est observée. Pour les fibres déshydratées, l’usinage laser 

a créé un trait plus sombre tout le long de la trajectoire d’usinage. Contrairement à la bulle à 

l’intérieur de la fibre hydratée, ce trait est toujours présent 1 heure après l’usinage. 

Cette première expérience confirme l’importance de l’hydratation et de la viabilité cellulaire sur 

la qualité d’usinage et la durabilité ou non des canaux formés. De plus, la microscopie SHG 

nous permet d’en apprendre un peu plus sur l’évolution des bulles de cavitation à l’intérieur 

des fibres viables. La Figure 69 montre le suivi d’une bulle de cavitation pendant quelques 

secondes après usinage. Le temps t0 correspond à la première image prise en SHG (juste 

après le changement manuel de la ligne d’usinage à la ligne d’imagerie). On y voit une bulle 

caractérisée par un disque noir entourant une zone de signal. Pendant les 8 secondes 

suivantes le diamètre de la bulle grossit et passe de 63 µm à t0 à 85 µm à t0 + 6 s. Après 8 s, 

le grossissement de la bulle a entrainé la rupture de la paroi cellulaire, coupant la fibre en 

deux. Après la scission de l’échantillon, une tache noire apparaît à la place de la bulle. En 

parcourant l’épaisseur de l’échantillon, cette tache se retrouve sur plusieurs plans et lui confère 

une forme sphérique. Il peut s’agir de la formation d’une cavité apparaissant au centre de 

nucléation de la bulle après sa disparition. Cependant, comme l’émission du signal de SHG 

dépend de la grande organisation spatiale du collagène fibrillaire, il est probable que la 

disparition du signal soit due à la désorganisation spatiale du collagène après usinage laser 

c’est-à-dire, la rupture des liaisons intermoléculaires du tropocollagène et non à la formation 

d’une cavité. 

 

 
Figure 69 Signal de SHG du collagène I quelques secondes après l’usinage pour une même fibre. Pendant les 10 
premières secondes, une bulle de cavitation grossit à l’intérieur du collagène. Après 10 secondes, le 
grossissement de la bulle a entraîné une rupture de la paroi cellulaire (non photographié). 20 secondes après, on 
retrouve une atténuation du signal de collagène à l’endroit où la bulle s’est formée.  
Paramètres d’usinage : 1030 nm ; RR = 10 kHz ; F = 19,6 J/cm² ; OL = 96,9 % ; N = 4 passages ; D = 60 µm. 
Paramètres d’imagerie : 1030 nm ; RR = 1 MHZ ; F = 0,18 J/cm² ; D = 60 µm 

 
Il serait intéressant de répéter ces essais afin d’observer ce qu’il advient de la tache noire 

plusieurs heures après l’usinage et de compléter les résultats obtenus avec l’imagerie au 

microscope confocal. Nous pourrions ainsi savoir si la disparition d’une bulle génère une cavité 
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au centre de nucléation, ou au contraire, si le collagène se referme mais perd totalement ces 

propriétés de génération du signal de seconde harmonique.  

 
Enfin, une cinétique d’évolution des bulles de cavitation pourrait être réalisée en fonction de 

plusieurs paramètres laser comme la fluence ou le taux de recouvrement. 

 

III.3. Influence de l’épaisseur des fibres sur l’usinage laser 
 

L’interaction laser-matière dépend aussi bien des paramètres lasers utilisés que de 

l’échantillon. Or, il existe des différences parmi les échantillons usinés, notamment au niveau 

de l’indice de contraction. Comme nous l’avons mentionné au chapitre II, paragraphe II.2.1 ., 

certaines fibres peuvent se contracter au cours du temps. Leur longueur diminue alors que 

leur épaisseur augmente. Une fibre fortement contractée acquiert progressivement une forme 

sphérique, ses caractéristiques cellulaires se modifient et la couche cellulaire devient plus 

dense qu’une fibre faiblement contractée. Son diamètre est supérieur à 250 µm. Ces fibres 

fortement contractées ont été usinées pour voir l’influence d’une forte contraction sur l’usinage. 

Cependant, il s’est avéré très difficile d’usiner l’intérieur de la fibre sans impacter la couche 

cellulaire externe en raison de la forte épaisseur de la couche cellulaire. Ces fibres ont donc 

servi uniquement de contrôle support échantillon ou de contrôle immergé. 

Pour les fibres d’épaisseur inférieure à 250µm, l’influence de l’épaisseur sur la présence d’un 

canal dans le cœur de collagène est résumée sur le Tableau 8. 44 fibres ont été usinées pour 

cette analyse.  

Tableau 8 : Répartition du nombre de fibres usinées selon la présence ou l’absence d’une interaction laser après 
usinage et en fonction du diamètre de la microfibre.  

 140 – 160 µm 160 – 200 µm 200 – 240 µm 

Nombre de fibres avec 
interaction laser 

11 12 6 

Nombre de fibres sans 
interaction laser 

7 6 2 

 

Pour les fibres dont le diamètre oscille entre 140 et 200 µm, la présence d’un canal laser ne 

semble pas dépendre de la variation du diamètre. Plus particulièrement, 61 % des fibres de 

diamètre entre 140 et 160 µm présentent des canaux lasers avec ou sans dommage cellulaire. 

Pour les fibres de diamètre entre 160 et 200 µm ce nombre est de 65 %, ce qui correspond à 

seulement une fibre de plus par rapport à la catégorie précédente. Pour un diamètre supérieur 

à 200 µm, le nombre d’échantillons n’est pas suffisant pour observer une réelle tendance.  
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L’absence de corrélation entre l’épaisseur des fibres et la présence d’un canal laser semble 

indiquer que pour des fibres de diamètre inférieur à 250 µm, l’indice de contraction n’influe pas 

sur l’usinage laser. 

 

IV. Discussion 
 

La génération d’un canal intravolumique dans le cœur de microfibres vivantes a apporté de 

nouveaux challenges avec notamment le besoin de maintenir la viabilité des cellules, de 

préserver la structure de la paroi cellulaire et de conserver le canal usiné.  

Dans ce but, les paramètres laser ont été optimisés en s’inspirant des résultats obtenus avec 

le modèle de gélatine. L’étude précédente avait en effet démontré que la génération d‘un canal 

était favorisée par la formation de bulles de cavitation volumineuses (largeur de 77 µm en 

moyenne) avec une durée de vie de quelques minutes à 1 ou 2 heures. Ces bulles étaient 

générées à une profondeur de 100 µm et une fluence F = 24,5 J/cm², une cadence de 10 kHz 

et un fort recouvrement OL = 98,5 % après 5 passages laser. Toutefois, pour des fibres dont 

le diamètre est de 200 µm en moyenne, la génération de bulles volumineuses ou localisées 

trop près de la paroi cellulaire peut engendrer une pression mécanique sur les cellules à 

l’origine d’une perte de viabilité cellulaire ou d’une destruction de la structure de la fibre. Pour 

préserver la viabilité cellulaire, l’usinage des fibres a donc été adapté à la structure spécifique 

des microfibres. 

L’usinage des microfibres peut être optimisé lorsque le point focal laser est centré à 

l’intérieur de la fibre à 100 µm de profondeur. Cette profondeur permet d’éloigner au maximum 

les bulles de cavitation de la paroi cellulaire tout en minimisant la fluence au niveau de la paroi 

cellulaire. En effet, comme le montre le schéma de la Figure 70, la valeur de la fluence diminue 

en s’éloignant du point focal. Si le point focal est trop près de la paroi, alors des effets non 

linéaires peuvent apparaitre au niveau des cellules et engendrer une perte de viabilité voire la 

destruction de la structure de la fibre. De plus, pour des profondeurs supérieures à 100 µm, il 

est probable qu’une partie de l’énergie laser soit absorbée et dispersée par le collagène riche 

en eau, ce qui diminue le volume des bulles de cavitation formée et la probabilité d’observer 

un canal à l’intérieur des microfibres. 
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Figure 70 Schéma illustrant les différentes profondeurs d’usinage pour une microfibre de 200 µm de diamètre. 
Le cône rouge dégradé schématise la valeur de la fluence avant et après focalisation. Plus on s’éloigne du centre 
de focalisation, plus la fluence diminue.  

 

 Une fois le volume focal centré, la variation de la fluence au point de focalisation permet 

de moduler le volume des bulles formées et leur durée de vie. Alors qu’une fluence trop faible 

ne permet pas de générer des bulles de cavitation suffisamment volumineuses pour générer 

un canal, une fluence trop élevée engendre des effets non linéaires directement sur la paroi 

des microfibres. En effet, lorsque la fluence est augmentée au point focal, elle augmente 

également dans tout le cône de focalisation. Au-delà de 36,8 J/cm², la fluence arrivant sur la 

paroi cellulaire dépasse probablement le seuil de dommage cellulaire et altère toutes les 

cellules présentes sur la trajectoire laser. La fluence optimale semble osciller entre 22,1 J/cm² 

et 24,5 J/cm². Sa valeur est influencée par les propriétés propres des fibres tels que la 

contraction ou le taux d’hydratation.  

Lors de l’usinage, l’utilisation d’un second passage laser (voire plus) permet 

d’augmenter le volume des bulles formées lors du premier passage, de prolonger leur durée 

de vie ou d’en créer de nouvelles. D’après l’étude sur la gélatine, l’augmentation de N pourrait 

ainsi favoriser la formation d’un canal intravolumique à l’intérieur de l’hydrogel par 

accumulation thermique. Cependant, l’étude constatait également que l’augmentation de N 

augmentait la présence de dégâts thermiques, notamment de craquelures, autour de la zone 

irradiée et pouvait altérer les cellules, très sensibles à la chaleur. Ces hypothèses ont pu être 

vérifiées sur les microfibres cellulaires. Les données de viabilité cellulaire ont montré que le 

laser altère les caractéristiques cellulaires pour N ≥ 3. Cette chute de la viabilité montre que 

l’accumulation thermique causée par l’augmentation du nombre de passage est délétère pour 

les cellules, bien qu’il favorise la génération de canaux intravolumiques. Pour préserver la 

viabilité cellulaire, un seul passage laser serait conseillé contrairement aux 5 passages laser 

réalisés à l’intérieur de la gélatine. Le recours à un second passage pourrait permettre, au 

besoin, de prolonger la durée de vie des bulles de cavitation et d’augmenter leur volume pour 

favoriser la formation d’un canal dans les cas où le premier passage laser n’aurait pas permis 

d’obtenir des bulles satisfaisantes.  
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La dose énergétique joue un rôle important à la fois dans le comportement des bulles 

de cavitation et dans les dégâts observés sur la paroi cellulaire. Selon l’étude réalisée avec la 

gélatine, une faible cadence (10 kHz) combinée avec un taux de recouvrement élevée 

(≥ 98,5 %) permettait de convertir majoritairement l’énergie laser sous forme d’énergie 

mécanique de cavitation plutôt que d’être dissipée sous forme d’énergie thermique. Dans ces 

conditions, le laser induit la formation de bulles de cavitation de gros volume mettant de 

plusieurs minutes à 1 ou 2 heures pour se résorber et favorisant la formation d’un canal. A 

50 kHz, au contraire, l’énergie laser serait majoritairement dispersée sous forme de chaleur 

plutôt que convertie en énergie mécanique. Dans ces conditions les bulles formées sont plus 

petites et transitoires. Les résultats obtenus avec les fibres semblent aller dans ce sens mais 

l’impact au niveau des cellules diffère. Ainsi, à 10 kHz, les dégâts sont majoritairement 

d’origine mécanique. La pression exercée par l’expansion des bulles de cavitation 

engendrerait la mort d’une partie des cellules réparties sur l’ensemble de la surface cellulaire 

usinée, tandis qu’à 50 kHz, les dégâts seraient majoritairement d’origine thermique. Dans ce 

cas, les cellules situées sur la trajectoire du faisceau laser accumuleraient de la chaleur 

aboutissant à la mort cellulaire.  

Jouer sur le taux de recouvrement peut alors permettre de moduler le volume des 

bulles formées pour limiter la pression mécanique exercée sur les cellules lors de l’expansion 

des bulles de cavitation. Pour 10 kHz, et une fluence F = 24,5 J/cm², la valeur seuil du 

recouvrement pour laquelle plus de 50 % des microfibres affichent une perte cellulaire 

significative semble osciller autour de OL = 98,5 %. Un taux de recouvrement plus faible de 

(96,9 %) peut donc être conseillé pour préserver la viabilité mais en maintenant les chances 

d’obtenir un canal. 

Après optimisation des paramètres laser, on constate encore une perte de la viabilité 

cellulaire. Cette perte est due à la fois à l’usinage laser et à la fois à un manque d’hydratation 

des échantillons durant l’usinage. Le support échantillon a été choisi pour restreindre la 

quantité de milieu de culture afin de diminuer la dispersion de l’énergie laser pendant l’usinage 

tout en maintenant les fibres suffisamment hydratées pour former des bulles de cavitation à 

l’intérieur de l’hydrogel. Ce support échantillon minimise les dégâts cellulaires pendant 10 

minutes. Au-delà, la viabilité cellulaire est altérée. Toutefois, une perte de viabilité est encore 

observée en dessous de 10 minutes et pourrait être réduite en améliorant le support 

échantillon ou en raccourcissant le temps d’usinage. Ce temps peut être réduit en automatisant 

par exemple la détection des contours de la fibre, le calcul de la trajectoire laser et le 

positionnement du point focal dans le cœur de la fibre. La réduction du temps permettrait ainsi 

de diminuer la sensibilité des cellules aux perturbations extérieures, et notamment favoriser la 

survie cellulaire lors d’un usinage laser à 10 kHz.  

L’hydratation des fibres affecte également le résultat de l’usinage laser 24 heures 

après. Lorsque les fibres sont non viables à cause d’une hydratation insuffisante, l’usinage 
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laser conduit à la formation d’un canal très marqué dans le collagène desséché. Les conditions 

de formation de ce canal sont alors analogues à celles dans les blocs de gélatine ou à 

l’intérieur de fibres fixées au PFA 4 %. En revanche, lorsque les fibres sont suffisamment 

hydratées et par conséquent viables, la détection d’un canal est difficile et diffère fortement 

des résultats obtenus avec la gélatine. Dans ce cas, soit aucun canal n’est détecté, soit seule 

une légère atténuation du signal d’autofluorescence provenant du cœur d’hydrogel est détecté. 

On peut l’expliquer par le fait que le collagène est suffisamment riche en eau pour pouvoir se 

résorber après la disparition des bulles et par le fait que les cellules viables remodèlent 

continuellement leur environnement et donc, le collagène. Un compromis semble ainsi difficile 

à trouver entre la préservation de la viabilité cellulaire et la formation d’une lumière 

intravolumique.  
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Conclusion générale 
 

L’utilisation de laser ultracourt fortement focalisés permet aujourd’hui d’usiner avec une 

grande précision le volume de matériaux transparents à l’aide d’un processus non  linéaire 

d’absorption multiphotonique. En travaillant avec une longueur d’onde proche infrarouge, ce 

procédé peut être adapté à l’usinage de tissus biologiques, majoritairement transparents et 

faiblement dispersifs à cette longueur d’onde. Dans ce contexte, l’objectif de la thèse était de 

créer un modèle expérimental de microcapillaires glomérulaires perfusables en trois 

dimensions en s’inspirant des procédés industriels d’usinage de matériaux transparents par 

laser femtoseconde. Ainsi, une microfibre constituée d’un cœur d’hydrogel de collagène et 

d’une paroi externe bicellulaire était fabriquée en amont avant d’être usinée par laser pour 

générer une lumière dans le cœur de la fibre. La génération de canaux intravolumiques à 

l’intérieur d’hydrogel synthétique est aujourd’hui majoritairement étudiée afin de proposer des 

modèles d’études de vascularisation in vitro. Cependant, l’originalité de ce travail repose sur 

l’utilisation de lasers femtosecondes industriels pour usiner un hydrogel naturel de collagène 

situé derrière une couche de cellules denses. L’étude s’est effectuée en deux temps. Tout 

d’abord, les paramètres d’usinage laser ont été optimisés pour permettre la création d’un canal 

à l’intérieur d’un modèle, constitué d’un hydrogel de gélatine, dérivé du collagène. Dans un 

second temps, l’étude paramétrique a été adaptée sur les microfibres cellulaires en tenant 

compte de l’impact de l’usinage sur la paroi externe des microfibres et sur la viabilité cellulaire.  

Le modèle de gélatine a permis de démontrer que la génération de grosses bulles de 

cavitation (77 µm de largeur en moyenne), peu nombreuses et d’une durée de vie de plusieurs 

minutes à 1 ou 2 heures favorisait la formation d’un canal intravolumique à l’intérieur de 

l’hydrogel. Ces bulles étaient générées pour une profondeur D = 100 µm, une fluence 

F = 24,5 J/cm², un nombre de passages laser N = 5, une cadence RR = 10 kHz et un taux de 

recouvrement OL = 98,5 %. Ces résultats sur gélatine ont permis d’optimiser en amont les 

paramètres laser avant d’usiner les microfibres, pour lesquelles il était difficile de produire un 

nombre d’échantillon suffisant pour réaliser une étude paramétrique consistante. L’étude 

réalisée sur les microfibres de collagène avec cellules a montré que le comportement des 

bulles de cavitation était analogue à l’intérieur du collagène. Cependant, la génération de 

bulles trop volumineuses peut entrainer des dommages cellulaires au niveau de la paroi 

externe. Ainsi, les paramètres optimaux sont une profondeur D = 100 µm, une fluence oscillant 

entre F = 22,1 J/cm² et F = 24,5 J/cm², un nombre de passages limité à N = 2, une cadence 

RR = 10 kHz et un taux de recouvrement OL = 96,9 %. Afin de préserver la viabilité cellulaire 

24 heures après l’usinage, les microfibres doivent passer un temps inférieur à 10 minutes sur 

le support échantillon recouvert d’agarose avec un apport minimal en milieu de culture. 

Cependant, dans ces conditions, la détection d’un canal intravolumique n’est pas 
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systématique. En effet, lorsque les cellules sont viables après l’usinage, seule une diminution 

de la densité de matière dans le cœur des fibres est observée. Contrairement à la gélatine, le 

nombre de passages laser limité à N = 1 ou N = 2 et le taux de recouvrement restreint à 

OL = 96,9 % est nécessaire pour préserver la viabilité cellulaire mais semble compromettre la 

formation d’un canal intravolumique. Ainsi, un compromis entre préserver la viabilité cellulaire 

et former un canal intravolumique durable reste à trouver.  
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Perspectives 
 

La première difficulté rencontrée pendant ces travaux et à ce jour, non-résolue, est la 

contraction des microfibres avant usinage laser. Lorsque les fibres sont contractées, leurs 

caractéristiques morphologiques changent et les fibres ne sont plus usinables par laser. Il est 

probable que les types cellulaires utilisés dans le processus de fabrication, et notamment les 

podocytes, favorisent ce phénomène, bien qu’il ne s’agisse pas du seul facteur causal. Ainsi, 

en changeant le type de cellules utilisées, le procédé serait très certainement plus 

reproductible mais l’application finale en serait modifiée. Pour cette application, l’étude des 

facteurs influençant la contraction cellulaire doit donc être approfondie afin de conserver les 

caractéristiques morphologiques des microfibres dans le temps et d’améliorer la 

reproductibilité du processus de fabrication. Cette amélioration nous permettrait d’augmenter 

le nombre d’échantillon fabriqué et de tester plus de paramètres lasers directement à l’intérieur 

des microfibres cellularisées. 

Le deuxième point concerne la difficulté de trouver des conditions d’usinage laser 

permettant de préserver la viabilité cellulaire sans compromettre la formation d’un canal 

permanent. Pour créer un canal durable dans le temps, il pourrait alors être intéressant de 

perfuser la microfibre dans les quelques heures suivant l’usinage, lorsque les bulles de 

cavitation sont encore à l’intérieur de l’hydrogel. Dans le cadre du projet, nous prévoyons le 

développement d’un système de microperfusion adapté aux microfibres, en collaboration avec 

le Pr. Houiller de l’unité INSERM U872 afin de perfuser les microfibres. Le système de 

microperfusion pourrait permettre tout d’abord de maintenir le canal issu des bulles de 

cavitation formées par laser et de vérifier leur étanchéité après usinage laser. 

Le dernier axe d’amélioration envisagé serait de réaliser la fabrication des microfibres, 

leur usinage et leur caractérisation au sein du même environnement. On pourrait ainsi limiter 

les risques de contamination, supprimer les dommages cellulaires dus au transport des 

échantillons, minimiser la perte de viabilité cellulaire due à des temps prolongés passés en 

dehors de l’incubateur et avec une faible quantité d’hydratation tout en réduisant le temps total 

du procédé de fabrication.  

Finalement, une fois que la lumière centrale sera obtenue et les microfibres perfusées, 

les caractéristiques cellulaires devront être de nouveau contrôlées et comparées à des fibres 

non perfusées afin d’évaluer l’impact de la perfusion sur la morphologie, le phénotype 

cellulaires et le remodelage de la matrice extracellulaire. Cette étude pourra s’effectuer à l’aide 

de techniques d’immunofluorescence, microscopie électronique, Western Blot et PCR. 
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A long terme, on pourra envisager, l’utilisation de cette microfibre pour l’étude expérimentale 

des mécanismes de physiopathologies glomérulaires et lors de la conception de nouveaux 

médicaments via l’injection de substances pathogènes ou desdits médicaments. 
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Annexe 1. G-Code pour l’usinage de la gélatine 

 
Exemple de G-Code permettant de réaliser un trait laser de 500 µm selon x dans le volume d’un bloc 
de gélatine à 100 µm de profondeur depuis la surface, pour une vitesse de 1 mm/s avec 5 passages 
laser. 
 
G92 X0 Y0 Z0 // Initialisation des coordonnées de position des platines en x, y et z 
 
F1 //Vitesse de déplacement des platines fixées à 1 mm/s 
 
G91 Z-0.100   // Déplacement à 100 µm de profondeur par rapport à la surface  
G4 X0.01 
 
P777 = 0   //Initialisation de la boucle WHILE 
 
WHILE(P777<5){  //Boucle WHILE limitant le nombre de passages laser à 5 
 
G91 X-0.5   //Déplacement de 500 µm selon -x 
G4 X0.01 
 
G91 X0.5   //Déplacement de 500 µm selon +x (prise d’élan pour permettre 
G4 X0.01 //au platines d’atteindre la vitesse réelle de 1 mm/s au moment de 

//l’usinage) 
 
M60    //Shutter laser ouvert 
 
G91 X0.5   //Usinage : Déplacement de 500 µm selon +x avec laser enclenché 
G4 X0.01 
 
M61    //Shutter laser fermé 
 
G91 X0.5   //Déplacement de 500 µm selon +x (pour empêcher la 
G4 X0.01   //décélération des platines pendant l’usinage) 
 
G91 X-1   //Retour à la position d’origine en x 
G4 X0.01 
 
P777 = P777 + 1   
 
} 
 
P777 = 0 
 
G91 Y0.2   //Déplacement de 200 µm selon +y pour le prochain usinage laser 
G4 X0.01 
 
M2    //Fin du G-Code 
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Annexe 2. Macro pour mesurer la largeur des zones modifiées par 
laser sous Image J 

 
Macro permettant de récupérer la largeur maximale, minimale et moyenne de la zone modifiée par 
laser dans les blocs de gélatine. En fonction de la qualité du masque renvoyé à la fin de la fonction 
preprocess(), un second traitement manuel pouvait être effectué. Avant chaque traitement, et en 
fonction du grossissement utilisé lors de la prise d’image, une valeur de pixel était associée à une valeur 
en µm.  

 
preprocess(); 
halloween(); 
analyze(); 
 
// Réaliser le pré-traitement de l'image 
 
function preprocess(){ 

run("Duplicate...", "title=a_traiter.tif"); 
selectWindow("a_traiter.tif"); 
run("8-bit"); 
run("Convolve...", "text1=[1 1 1 1 1 1 1\n] normalize"); 
run("Subtract Background...", "rolling=500"); 
setAutoThreshold("Triangle dark"); 
setOption("BlackBackground", true); 
run("Convert to Mask"); 
run("Analyze Particles...", "size=50-Infinity pixel show=Masks include"); 
rename("Mask"); 

} 
 
//Créer la carte des distances et créer le squelette permettant de tracer un profil d’intensité évoluant 
en fonction de la distance du centre du canal laser vers le bord externe de la zone modifiée. 
 
function halloween(){ 

run("Duplicate...", "title=EDM"); 
run("Duplicate...", "title=Skeleton"); 
selectWindow("EDM"); 
run("Invert"); 
run("Distance Map"); 
run("Multiply...", "value=2"); 
selectWindow("Skeleton"); 
run("Invert"); 
run("Skeletonize"); 
run("Invert"); 
run("Analyze Skeleton (2D/3D)", "prune=[shortest branch] prune_0"); 
roiManager("Reset"); 
run("Analyze Particles...", "size=0-Infinity circularity=0-0.5 show=Nothing add"); 

} 
 
// Mesurer la largeur minimale, maximale et moyenne de la zone modifiée par laser ainsi que la 
déviation standard et la renvoyer sous forme de tableau 
 
function analyze(){ 

minArray=newArray(roiManager("Count")); 
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maxArray=newArray(roiManager("Count")); 
meanArray=newArray(roiManager("Count")); 
stdArray=newArray(roiManager("Count")); 

 
for(i=0; i<roiManager("Count"); i++){ 

selectWindow("EDM"); 
roiManager("Select", i); 
run("Area to Line"); 
run("Plot Profile"); 
Plot.getValues(xpoints, ypoints); 
Array.getStatistics(ypoints, minArray[i], maxArray[i], meanArray[i], stdArray[i]); 

} 
 

run("Clear Results"); 
 

Table.setColumn("Min", minArray); 
Table.setColumn("Max", maxArray); 
Table.setColumn("Mean", meanArray); 
Table.setColumn("Std", stdArray); 

} 
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Annexe 3. G-Code pour l’usinage des microfibres 

 
Ce code permet d’effectuer un trait laser à l’intérieur d’une microfibre à une profondeur de 90 µm, 
avec un seul passage laser et une vitesse de déplacement des platines de 0,5 mm/s. La trajectoire du 
trait laser est codée selon la disposition de la fibre dans l’espace. Après avoir réalisé un trait laser, le 
réticule de visée et déplacée en x et y au début de la prochaine trajectoire et une nouvelle trajectoire 
est codée puis exécutée. Pour effectuer un second passage laser, le G-code doit être relancé. 
 
G92 X0 Y0 Z0   // Initialisation des coordonnées de position des platines en x, y et z 
 
F0.5    // Vitesse de déplacement des platines fixées à 0,5 mm/s 
 
G91 Z0.090   // Déplacement à 90 µm de profondeur par rapport à la surface  
G4 X0.01 
 
M60    // Shutter laser ouvert 
 
G91 X0.025 Y-0.209 // Usinage : Déplacement des platines de 25 µm selon +x et de  
G4 X0.01 // 209 µm selon -y pour usiner un bout d’une microfibre 
 
M61    // Shutter laser fermé 
 
G91 X-0.025 Y0.209  // Retour à la position d’origine 
G4 X0.01 
 
G91 Z-0.060   // Retour à la surface de la fibre pour évaluer les dommages au  
G4 X0.01   // niveau de la paroi cellulaire 
 
M2    // Fin du G-Code 

 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 
 

 



168 
 

Annexe 4. Macro pour calculer le pourcentage surfacique occupé 
par le signal « Live » et la densité de noyaux « Dead » par unité de 

surface sous Image J 

 
// Préréglage : Séparation des signaux verts et rouges et projection en Z  
// L’analyse des signaux verts et rouges s’est effectuée sur la projection en Z des maximums 
d’intensités de chacune des coupes selon Z 

 
run("Duplicate...", "title=Live_Dead.tif"); 
selectWindow("Live_Dead"); 
run("Split Channels");     // Séparation des canaux 
selectWindow("C1-Live_Dead"); 
rename("Dead"); 
run("Z Project...", "projection=[Max Intensity]"); // Projection MAX en Z sur le Dead 
selectWindow("C2-Live_Dead"); 
rename("Live"); 
run("Z Project...", "projection=[Max Intensity]"); // Projection MAX en Z sur le Live 
 
 

// La mesure renvoie l’aire, l’intensité minimale, maximale et moyenne de chacune des zones 
sélectionnées 

run("Set Measurements...", "area mean limit display redirect=None decimal=2"); 
 
 
// Mesure de la surface totale de la fibre 
// La surface totale est calculée à partir des contours de la fibre détectés avec le signal vert 
provenant du cytoplasme des cellules de la couche externe des microfibres 
 

selectWindow(“MAX_Live”) 
setAutoThreshold("MinError dark"); 
run("Analyze Particles...", "  show=Masks"); 
run("Close-"); 
run("Fill Holes"); 
setOption("BlackBackground", false); 
run("Erode"); 
run("Create Selection"); 
selectWindow("MAX_Live"); 
run("Restore Selection"); 
run("Measure"); 
selectWindow("Mask of MAX_Live"); 
close(); 

 
 
// Analyse du vert avec endothélium continu, seuillage avec technique de Li 

 
selectWindow("MAX_Live"); 
setAutoThreshold("Li dark"); 
run("Measure"); 

 
// Analyse du vert avec noyaux disjoints, seuillage avec technique de Li 
// Renvoie le nombre de cellules distinctes et la surface et l’intensité moyenne de chaque cellule 
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selectWindow("MAX_Live"); 
run("Select All"); 
setAutoThreshold("Li dark"); 
run("Analyze Particles...", "size=20-Infinity show=Masks display clear summarize"); 

 
// Analyse du vert pycnotique, seuillage avec technique de Shanbhag + ligne de partage des eaux 
// Renvoie le nombre de cellules distinctes et la surface et l’intensité moyenne de chaque cellule 
 

selectWindow("MAX_Live"); 
run("Select All"); 
setAutoThreshold("Shanbhag dark"); 
run("Analyze Particles...", "size=20-Infinity show=Masks"); 
run(“Set Measurements…”, “area mean limit display redirect=[MAX_Live] decimal=2”); 
selectWindow(“Mask of MAX_Live”); 
run(“Watershed”); 
run(“Analyze Particles…”, “size=20-Infinity show=Masks display clear summarize”); 

 
 
// Analyse du rouge, seuillage avec technique de RenyiEntropy 

 
selectWindow("Dead"); 
run("Z Project...", "projection=[Max Intensity]"); 
setAutoThreshold("RenyiEntropy dark"); 
run("Measure"); 
selectWindow("MAX_Dead"); 
run("Analyze Particles...", "size=10-Infinity show=Masks display clear summarize"); 
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