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RÉSUMÉ 
 

Ces travaux de thèse s’intéressent à l’étude des membranes, dans le but de 

développer un système innovant de vectorisation ciblée, ainsi qu’un système 

biomimétique « naturel » permettant des études in situ de la membrane cellulaire. 

L’interaction de liposomes couvrant une large gamme de fluidité membranaire a 

été mesurée avec des modèles cellulaires de cancer de la prostate. Il a été observé 

que la fluidité membranaire des liposomes gouverne leur interaction avec les 

cellules, les liposomes ayant une membrane fluide interagissant 

préférentiellement avec les cellules tumorales ; les liposomes ayant une membrane 

rigide interagissant préférentiellement avec les cellules contrôles. L’étude du 

mécanisme d’internalisation des liposomes a révélé que ce dernier est basé sur un 

processus de fusion membranaire. En parallèle, un modèle de bicouche 

biomimétique (pep-tBLM), précédemment développé au laboratoire, a été 

caractérisé par QCM-D et par BALM, une nouvelle méthode de microscopie optique 

à ultra-haute résolution en temps réel. La BALM nous a permis de visualiser des flux 

de matières locaux et dynamiques, et ainsi d’obtenir des informations inédites sur 

le mécanisme de formation des pep-tBLM. Enfin, la BALM a permis de suivre la 

formation d’une pep-tBLM à partir de lipides naturels extraits. L’ensemble de ces 

travaux a permis de mieux comprendre la physicochimie de l’interaction 

membrane-membrane, et constitue un point de départ solide pour le 

développement de nouvelles stratégies innovantes, à la fois dans la vectorisation 

appliquée au cancer, mais également dans la conception de modèles 

biomimétiques reproduisant au mieux l’environnement natif des membranes 

cellulaires. 
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ABSTRACT 
 

This thesis is concerned with the study of membranes, with the aim of developing 

an innovative targeted vectorization system, as well as a "natural" biomimetic 

system allowing in situ studies of the cell membrane. The interaction of liposomes 

covering a wide range of membrane fluidity has been measured with cellular 

models of prostate cancer. It was shown that the membrane fluidity of the 

liposomes governs their interaction with the cells, the liposomes having a fluid 

membrane preferentially interacting with the tumor cells; liposomes having a rigid 

membrane preferentially interacting with the control cells. Investigation of the 

liposome internalization mechanism has revealed that it is based on a process of 

membrane fusion. In parallel, a biomimetic bilayer model (pep-tBLM) previously 

developed in the laboratory has been characterized by QCM-D and by BALM, a new 

method of ultra-high resolution real-time microscopy. BALM allowed the 

visualization of local and dynamic molecular fluxes, leading to new mechanistic 

insights into the pep-tBLM formation process. Finally, BALM made it possible to 

monitor the formation of a pep-tBLM from liposomes made of natural extracted 

lipids. All of this work has led to a better understanding of the physicochemistry of 

the membrane-membrane interaction. It constitutes a solid starting point for the 

development of new innovative strategies, both in the field of vectorization applied 

to cancer, but also in the design of biomimetic models that best reproduce the 

native environment of the cell membrane. 
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INTRODUCTION GÉNÉRALE 
 

Eléments essentiels des cellules, les membranes cellulaires jouent de nombreux 

rôles, à la fois structuraux et fonctionnels. D’une part, elles agissent comme des 

barrières mécaniques, délimitant le milieu intracellulaire du milieu extracellulaire 

(ou du lumen des organites), en contrôlant les flux de matière de par leur 

perméabilité sélective. D’autre part, les membranes sont impliquées dans de 

nombreux processus cellulaires, tels que la reconnaissance cellule-cellule, la 

transduction du signal ou encore la sécrétion de vésicules extracellulaires. 

L’ensemble de ces fonctions dépendent étroitement de la structure et des 

propriétés membranaires, ces dernières gouvernant la distribution, la diffusion et 

l’interaction des différents éléments membranaires impliqués dans les processus 

évoqués.  

 

De fait, de nombreuses pathologies sont associées à des modifications de la 

composition, de l’organisation et des propriétés des membranes. Ces modifications 

qui perturbent l’homéostasie membranaire affectent ainsi de nombreux processus 

cellulaires, ce qui contribue à l’évolution pathologique. Parmi les différentes 

pathologies affectant les membranes cellulaires, on retrouve notamment le cancer, 

qui correspond à la prolifération incontrôlée de cellules anormales et représente un 

enjeu crucial de santé publique. Le développement tumoral se caractérise par une 

modification profonde du métabolisme cellulaire, qui impacte de fait la 

composition et les propriétés membranaires. Ces modifications permettent une 

meilleure adaptation des cellules tumorales à leur environnement, facilitant 

notamment leur division et leur migration.  

 

Le développement de stratégies thérapeutiques médicamenteuses du cancer s’est 

heurté à de nombreuses problématiques, la principale étant la grande 

ressemblance des cellules tumorales avec les cellules saines. De nombreux 

composés ont un effet toxique sur les cellules tumorales, mais ils nécessitent le plus 

souvent la mise en place de stratégies de vectorisation pour assurer leur stabilité 

dans la circulation sanguine et leur conférer une spécificité d’action. En effet, bien 

que de nombreuses solutions chimiothérapeutiques existent, elles sont limitées 
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par leurs très lourds effets indésirables, du fait d’une action non spécifique du 

traitement sur les cellules saines.  

 

Ces considérations font des stratégies de vectorisation ciblée un enjeu majeur, ces 

dernières permettant la délivrance du médicament uniquement au site tumoral, 

ce qui réduit les effets secondaires indésirables du traitement et augmente son 

efficacité thérapeutique. Les cellules tumorales étant très proches des cellules 

saines, la conception de vecteurs spécifiques de cellules tumorales repose sur 

l’utilisation de cibles membranaires, le plus souvent des protéines surexprimées 

dans les cellules tumorales par rapport aux cellules saines.  

 

De nombreux systèmes de vectorisation existent, tels que les nanocristaux, les 

nanoparticules métalliques ou encore les polymersomes, chacun présentant des 

avantages différents. Parmi ces systèmes, nous nous sommes intéressés aux 

systèmes liposomaux, répandus du fait de leur facilité de préparation, leur 

caractère amphiphile qui les rend compatibles à la vectorisation de composés 

hydrophiles ou hydrophobes ou encore leur innocuité en termes de 

biocompatibilité et biodégradabilité. Les liposomes se présentent comme des 

vésicules lipidiques, constituées d’une ou plusieurs bicouches, et sont 

généralement recouverts d’un revêtement hydrophile qui leur confère leur stabilité 

dans la circulation sanguine. Les stratégies de vectorisation ciblée à partir de 

liposomes reposent le plus souvent sur un couplage avec un fragment protéique, 

un anticorps ou un ligand, spécifiques d’un des éléments surexprimés à la surface 

des cellules tumorales. En ce sens, les stratégies développées tirent parti des 

modifications de la composition protéique de la membrane plasmique pour un 

ciblage spécifique. Certaines stratégies tirent également parti des modifications de 

la composition glucidique, via un couplage des liposomes avec des fragments de 

lectines. En revanche, les modifications de la composition lipidique et des 

propriétés physicochimiques de la membrane plasmique sont encore à ce jour très 

largement sous-exploitées. 

 

Ces travaux de thèse se sont intéressés aux interactions membrane-membrane, et 

plus particulièrement à l’interaction entre des liposomes et des membranes 
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plasmiques de lignées de cellules tumorales. Pour ce faire, deux stratégies ont été 

développées : 

 l’étude de l’interaction liposome-membrane sur des modèles in vitro de 

cellules en culture ;  

 la mise au point de modèles biomimétiques pour l’étude de l’interaction 

liposome-membrane par des méthodes biophysiques.  

 

L’étude de l’interaction liposome-membrane avec des cellules en culture s’est 

basée sur la préparation de liposomes présentant une gamme de fluidité 

membranaire, et l’analyse de leur interaction avec des lignées cellulaires modèles 

de cancer de la prostate. Le but recherché était de déterminer une composition 

lipidique capable de cibler les cellules tumorales, mais pas les cellules saines 

(Figure 1).  

 

 
Figure 1. Représentation schématique de l’étude de l’interaction liposome-

membrane sur des cellules en culture réalisée pendant cette thèse. 

 

L’interaction liposome-membrane a également été étudiée à l’aide de modèles de 

membranes biomimétiques. Ces derniers, développés comme des moyens d’étude 

des membranes, des protéines et des propriétés membranaires, sont de différentes 

natures, mais ont en commun l’avantage de permettre l’étude in situ des 

membranes cellulaires. Le système membranaire biomimétique utilisé est 

constitué de membranes attachées et découplées du support ou tBLM (pour 

« tethered Bilayer Lipid Membranes »). Ce système a été développé lors de travaux 

antérieurs réalisés au laboratoire, et les tBLM formées caractérisées par SPRi, AFM 

et FRAP. Dans le cadre de cette thèse, nous avons cherché à caractériser et à 

améliorer ce système dans le but final d’étudier l’influence des paramètres 

Gam m e de flu id it é m em branaire

Liposom esCellu les saines Cellu les tum orales
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membranaires, notamment la fluidité membranaire, sur l’interaction liposome-

membrane. Ainsi, nous nous sommes attachés à caractériser d’une part le système 

par des méthodes non encore utilisées au laboratoire, comme la QCM-D 

(microbalance à cristal de quartz avec suivi de la dissipation) et la BALM (pour 

« Backside Absorbing Layer Microscopy »), une nouvelle méthode de microscopie 

optique développée par le Dr Dominique AUSSERRÉ (IMMM - UMR CNRS 6283). 

D’autre part, nous avons recherché à améliorer le caractère biomimétique des 

membranes formées, en les reconstituant directement à partir des lipides 

membranaires extraits des modèles cellulaires utilisés (Figure 2). 

 

 
Figure 2. Représentation schématique de la stratégie d’étude de systèmes 

biomimétiques suivie pendant cette thèse. A partir de cellules en culture, un 

fractionnement cellulaire et une extraction lipidique permettent de récupérer la 

fraction lipidique de la membrane plasmique. En utilisant ces lipides naturels 

extraits pour former des liposomes, un système développé au laboratoire permet 

de former une membrane biomimétique (tBLM) ensuite caractérisée par une 

étude en QCM-D et en BALM. 

 

Ce manuscrit s’articule en quatre parties. Tout d’abord, une « Etude 

bibliographique » présentera différentes notions concernant : 

 les membranes cellulaires, leurs structures, leurs propriétés et leurs 

fonctions ; 

 le cancer et ses aspects membranaires ; 

 les vecteurs de molécules actives et en particulier les liposomes ; 
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 les systèmes biomimétiques et les outils de caractérisation disponibles.  

Ensuite, la deuxième partie de « Matériel et méthodes » présentera les aspects 

techniques et méthodologiques des expérimentations réalisées dans le cadre de 

cette thèse.  

La troisième partie, présentant, interprétant et discutant les résultats 

expérimentaux obtenus, sera divisée en deux chapitres. Le premier chapitre sera 

consacré à l’analyse de l’interaction liposome/cellule, et présentera la 

caractérisation des différents liposomes utilisés, l’étude de la spécificité et du 

mécanisme de l’interaction pour finir sur les différents essais d’encapsulation et de 

délivrance ciblée de principes actifs effectués avec les vecteurs liposomaux 

développés précédemment ; le second chapitre présentera la caractérisation de 

pep-tBLM par QCM-D, l’application de la BALM au suivi et de l’analyse de la 

formation de bicouches biomimétiques ainsi que la formation de bicouches 

biomimétiques à partir de lipides naturels extraits. Enfin, la quatrième et dernière 

partie viendra conclure et présenter les débouchés et perspectives de ces travaux. 
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ÉTUDE BIBLIOGRAPHIQUE 
 

1. Les membranes cellulaires 
 

1.1. Description 
 

1.1.1. Généralités et historique 
 

Les membranes cellulaires sont les frontières délimitant et compartimentant les 

cellules, les unités de base du vivant. Les membranes plasmiques séparent le milieu 

intracellulaire du milieu extracellulaire, tandis que les membranes intracellulaires 

permettent, à l’intérieur même de la cellule, de séparer les différents organites du 

cytoplasme. Ces dernières portent le nom de l’organite qu’elles compartimentent, 

membrane nucléaire pour le noyau, mitochondriale pour la mitochondrie, etc.  

 

Historiquement, le concept de membranes cellulaires est apparu dans la deuxième 

moitié du XIXe siècle, proposé pour la première fois en 1855 par Karl von Nägeli et 

Carl Cramer comme une explication aux phénomènes osmotiques. Ces travaux 

furent par la suite confirmés par Moritz Traube, qui créa en 1864 les premières 

membranes semi-perméables artificielles mimant des membranes cellulaires. La 

nature lipidique des membranes cellulaires sera pour la première fois suggérée par 

Heinrich Quincke, qui montra que les membranes cellulaires ont un 

comportement similaire à des films huileux. Cette hypothèse fut validée 

respectivement en 1899 et en 1900 par Hans Horst Meyer et Charles Ernest Overton, 

qui démontrèrent indépendamment que la pénétration d’anesthésiques dans les 

cellules était reliée à leur lipophilicité, et donc que les membranes cellulaires 

étaient composées de lipides. 

 

La détermination de la structure des membranes cellulaires commença en 1925, 

lorsque Evert Gorter et François Grendel isolèrent les lipides de la membrane 
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d’érythrocytes et les rapportèrent à la surface de ces érythrocytes [1]. Ils obtinrent 

une quantité de lipides deux fois plus importante que celle nécessaire à la 

formation d’une monocouche lipidique : les membranes cellulaires étaient donc 

organisées en bicouches lipidiques. Cependant, ce modèle de bicouche lipidique 

était incohérent avec les mesures de perméabilité et de tension de surface réalisées 

sur des membranes cellulaires. En 1935, James Danielli et Hugh Davson 

complétèrent ce modèle en y adjoignant des protéines, organisées en couches et 

recouvrant chaque côté de la bicouche lipidique [2]. L’avènement de la microscopie 

électronique dans les années 50 a permis de visualiser les membranes cellulaires. 

Marquées aux métaux lourds, elles apparaissaient sous la forme de deux bandes 

sombres espacées par une bande plus claire [3]. Les auteurs de ces expériences en 

ont déduit la confirmation du modèle de Danielli et Davson, mais d’autres au 

contraire attribuèrent les bandes sombres aux têtes polaires des phospholipides 

composant la bicouche lipidique membranaire [4,5]. Ce n’est qu’en 1972, avec le 

modèle de Sanger et Nicolson, que l’organisation structurale des membranes 

cellulaires fut établie. Leur modèle de mosaïque fluide permet de rendre compte à 

la fois de l’hétérogénéité structurale des membranes, dans le temps et dans 

l’espace, mais également leur dynamisme, les différents constituants se mouvant 

au sein de la membrane, et la membrane elle-même étant capable de se déplacer 

et de se déformer. Ce modèle, enrichi, complété et révisé pour suivre les avancées 

dans la compréhension des membranes cellulaires, comme la découverte des 

phénomènes de ségrégation conduisant à la formation de micro-domaines 

membranaires, reste aujourd’hui encore la meilleure représentation des 

membranes cellulaires [6–8]. 

 

1.1.2. Aspects structuraux 
 

1.1.2.1.  Lipides 
 

Structurellement, les membranes biologiques s’organisent donc en bicouches 

lipidiques en association avec des protéines. La partie lipidique des membranes est 

composée principalement de phospholipides, de cholestérol et de glycolipides. Les 

lipides sont des molécules amphiphiles, composés d’une partie polaire hydrophile 

et d’une ou plusieurs chaînes aliphatiques hydrophobes. Trois principaux types de 

lipides existent : les glycérolipides, les sphingolipides et les stérols. 
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1.1.2.1.1. Glycérolipides 
 

Les glycérolipides ont pour structure de base une molécule de glycérol (Figure 3a). 

Chez les mammifères, les principaux glycérolipides sont les glycérophospholipides, 

où le carbone sn-3 du glycérol est estérifié par un phosphate. A l’exception de 

l’acide phosphatidique, le phosphate des glycérophospholipides est lié à un 

groupement polaire (Figure 3b). Les glycérophospholipides sont de plus estérifiés 

sur les positions sn-1 et sn-2 du glycérol par des acides gras, sauf dans le cas de 

lysophospholipides où une seule chaîne d’acide gras est présente (Figure 3c). La 

dernière catégorie de glycérolipides est constituée de glycéroglycolipides, très peu 

présents chez les mammifères mais très présents chez les végétaux. Ces lipides 

présentent en position sn-3 du glycérol des glucides liés par une liaison glucidique 

(Figure 3d). 

 

 
Figure 3. Structure de glycérolipides. 

a. Glycérol. 

b. Nature des différentes têtes polaires. 

c. Exemple de glycérophospholipide (1,2-dipalmitoyl-sn-glycéro-3-

phosphatidylcholine ou DPPC). 
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d. Exemple de lysoglycérophospholipide (1-palmitoyl-sn-glycéro-3-

phosphatidylcholine ou LysoPC). 

e. Exemple de glycéroglycolipide (1,2-di-O-acyl-3-O-( -D-glucopyranosyl)-sn-

glycérol ou monoglucosyldiglycéride). 

1.1.2.1.2. Sphingolipides 
 

A la différence des glycérolipides, les sphingolipides ont pour structure de base une 

molécule de sphingosine (Figure 4a). Cette sphingosine, quand elle est amidifiée 

par un acide gras, forme un céramide (Figure 4b). Ces céramides peuvent ensuite 

être estérifiés par un groupement phosphate relié à une tête polaire - on parle alors 

de sphingophospholipides - ou bien reliés à des glucides par des liaisons osidiques, 

et on parle alors de sphingoglycolipides (Figure 4c). Dans ce dernier cas, on peut 

distinguer les différentes classes en fonction du nombre et de la nature des résidus 

glucidiques. On distingue ainsi les cérébrosides, qui ne contiennent qu’un résidu, 

des globosides, qui en contiennent plusieurs, et des gangliosides, qui contiennent 

des acides sialiques comme l’acide N-acétylneuraminique (Figure 4d, 4e et 4f). 

 

 
Figure 4. Structure de sphingolipides. 

a. Sphingosine. 

b. Exemple de céramide (N-palmitoyl-D-érythro-sphingosine). 

c. Exemple de sphingophospholipide (N-palmitoyl-D-érythro-sphingosyl-

phosphatidylcholine ou sphingomyéline). 

d. Exemple de cérébroside (Glucocérébroside). 
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e. Exemple de globoside (Lactosylcéramide). 

f. Exemple de ganglioside (GM1 : monosialotétrahexosylganglioside). 

 

 

1.1.2.1.3. Stérols 
 

Les stérols, parfois classés dans la famille des terpénoïdes plutôt que dans celle des 

lipides, sont le troisième constituant principal des membranes cellulaires. Chez les 

animaux, le cholestérol est le stérol majeur, les membranes des autres eucaryotes 

comportant d’autres stérols : l’ergostérol pour les champignons et les levures, le 

sitostérol et le stigmastérol pour les plantes (Figure 5). 

 

 
Figure 5.  Structure de différents stérols. 

a.  Cholestérol. 

b.  Ergostérol. 

c.  Sitostérol. 

d.  Stigmastérol. 

 

1.1.2.1.4. Répartition des lipides membranaires 
 

Il existe également une forte hétérogénéité dans la composition lipidique des 

membranes de différents organismes, de différents types cellulaires et au sein 

même d’une cellule, entre les membranes de différents organites (Tableau 1).  
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Tableau 1. Composition lipidique de différentes membranes cellulaires exprimées 

en pourcentages molaires (d’après [9]). Chol : Cholestérol ; SM : Sphingomyéline ; 

CL : Cardiolipine. 

 

Alors que les membranes mitochondriales sont enrichies en cardiolipines, les 

membranes des gaines de myélines recouvrant les axones des neurones sont 

quant à elles enrichies d’un sphingolipide particulier qui leur donne leur nom : la 

sphingomyéline [10,11]. Cette diversité de compositions lipidiques est le plus 

souvent reliée à une diversité métabolique et génétique, et a des implications 

fonctionnelles majeures. Comme exemple, on peut citer les chloroplastes, des 

organites végétaux responsables de la photosynthèse, dans lesquels on retrouve 

des structures appelées thylakoïdes, avec une membrane principalement 

constituée de galactolipides [12]. Ces derniers interviennent dans la structuration 

en empilements (grana) des thylakoïdes et lors du processus de photosynthèse lui-

même en régulant l’organisation des protéines membranaires impliquées [13].  

 

 1.1.2.2. Protéines 
 

Si les lipides sont les constituants les plus nombreux des membranes, ils ne 

représentent que 40% environ de la masse totale membranaire, les 60% restant 

étant représentés par des protéines associées à la membrane, que l’on qualifie de 

protéines membranaires. Ce taux est, à l’instar du taux de lipides dans la 

membrane, variable d’une cellule et d’un compartiment à l’autre, avec des 

membranes extrêmement riches (membrane mitochondriale interne) et des 

membranes extrêmement pauvres en protéines (membrane mitochondriale 
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externe). Plusieurs types de protéines membranaires peuvent être définis en 

fonction de leur type d’association avec les membranes (Figure 6). Ainsi, les 

protéines insérées dans une membrane et la traversant de part en part sont 

appelées protéines transmembranaires. Structurellement, leurs domaines intra-

membranaires sont caractérisés par une forte présence de résidus d’acides aminés 

hydrophobes, conformés le plus souvent en une ou plusieurs hélices alpha (Figure 

6a). Un autre type de structure transmembranaire, plus rare, est le tonneau bêta, 

composé d’une dizaine à une vingtaine de brins bêta assemblés en forme de 

cylindre (Figure 6b). A la différence des hélices alpha hydrophobes, les brins bêta 

comportent à la fois des résidus hydrophobes et des résidus hydrophiles, le plus 

souvent en alternance, de telle sorte que les chaînes latérales orientées vers 

l’intérieur du tonneau bêta soient des chaînes polaires, les chaînes apolaires étant 

orientées vers l’extérieur du tonneau bêta, en contact direct avec les chaînes acyles 

lipidiques de la membrane [14].  

 

 
Figure 6.  Structure d’une membrane plasmique (Figure adaptée de [15]). 

a. Protéine membranaire insérée par des hélices alpha transmembranaires. 

b. Protéine transmembranaire en tonneau bêta. 

c. Protéine insérée dans la membrane par une hélice alpha latérale. 

d.  Protéine ancrée à la membrane par une ancre lipidique. 

e. Protéine ancrée à la membrane par une ancre GPI. 

f. Protéine associée à la membrane par des liaisons électrostatiques faibles. 

 

Les protéines transmembranaires font partie des protéines membranaires 

intrinsèques ou intégrales, qui sont intimement liées aux membranes. Ces 

protéines intrinsèques regroupent également des protéines s’insérant 
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partiellement dans un feuillet membranaire par le biais d’hélices alpha parallèles 

au plan de la membrane ou de boucles hydrophobes (Figure 6c), ou encore des 

protéines liées à des ancres (Figure 6d et 6e). Ces ancres peuvent être de nature 

lipidique (acide myrsitique, farnésyl ou géranyl-géranyl) ou glycolipidique, comme 

avec les ancres GPI (GlycosylPhosphatidylInositol) [16–18].  

 

La dernière classe de protéines, les protéines extrinsèques ou périphériques, 

regroupent les protéines qui interagissent faiblement avec la membrane, en 

établissant des liaisons de faible énergie avec des lipides et des protéines 

membranaires (Figure 6f). Ces liaisons de faible énergie correspondent le plus 

souvent à des interactions électrostatiques avec les régions polaires des lipides et 

des protéines membranaires, voire même à des liaisons ioniques quand des 

protéines associées à des cations interagissent avec le groupement phosphate des 

têtes polaires des lipides. C’est par exemple le cas du domaine protéique C2, qui est 

un domaine ubiquitaire qui se complexe avec 2 à 3 ions calcium et qui est impliqué 

dans l’adressage de nombreuses protéines à la membrane [19]. 

 

1.1.2.3.  Glucides 
 

Enfin, au niveau de la membrane plasmique, qui délimite les frontières de la cellule, 

on retrouve un nombre important de glucides liés de manière covalente aux lipides 

et aux protéines du feuillet externe, et dirigés vers le milieu extracellulaire (Figure 

6, en vert). Cet élément structural, appelé glycocalyx, est très hydrophile, et crée 

ainsi une couche protectrice autour des cellules qui peut dépasser 400 nm 

d’épaisseur dans certains épithéliums [20]. On retrouve ainsi principalement des 

glycolipides, des glycoprotéines et des protéoglycanes. Alors que les glycolipides et 

les glycoprotéines correspondent respectivement à la glycosylation de lipides et de 

protéines, les protéoglycanes sont constitués d’associations entre une protéine et 

des glycosaminoglycanes (GAG). La différence principale entre glycoprotéines et 

protéoglycanes réside dans le nombre et l’organisation des glucides : la fraction 

glucidique des protéoglycanes est beaucoup plus importante que celle des 

glycoprotéines, avec des chaînes longues et non-ramifiées à l’inverse des chaînes 

glucidiques des glycoprotéines qui sont courtes et ramifiées [21,22]. La nature des 

résidus glucidiques est également sujette à de nombreuses variations entre les 
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différents types cellulaires, ce qui permet de moduler la structure et les fonctions 

du glycocalyx [23]. 

 

1.1.2.4.  Asymétrie membranaire 
 

Les membranes cellulaires sont asymétriques. Elles ne sont pas organisées 

structurellement et fonctionnellement à l’identique au niveau des deux feuillets 

membranaires [24,25]. Ainsi, selon leur origine, les feuillets sont préférentiellement 

enrichis en une ou plusieurs classes de lipides, de protéines ou de glucides.  

 

L’asymétrie de la bicouche lipidique est un paramètre clé dans la structuration des 

membranes cellulaires, mais ce paramètre conditionne également les fonctions 

membranaires [26]. En effet, la bicouche lipidique étant un environnement fluide 

dans lequel les lipides peuvent se déplacer, des mouvements de flip-flop, c’est-à-

dire le passage d’un feuillet à un autre, existent, bien qu’ils soient rares car 

thermodynamiquement peu propices (Figure 7a) [27].  

 

 
Figure 7d.  Mouvements de lipides d’un feuillet à l’autre de la bicouche lipidique 

(Figure adaptée de [28]). 

a. Mouvements de flip-flop. 

b. Action des flippases. 

c. Action des floppases. 

d. Action des scramblases. 

 

En revanche, des classes particulières d’enzymes membranaires, les flippases, les 

floppases et les scramblases, ont comme activité la translocation de lipides d’un 

feuillet à l’autre. Les flippases désignent les enzymes basculant des lipides du 

feuillet interne au feuillet externe (Figure 7b), les floppases les enzymes réalisant 

l’action inverse (Figure 7c) et les scramblases désignent les enzymes n’ayant pas 
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de spécificité de feuillet et faisant passer des lipides d’un feuillet à l’autre 

indifféremment (Figure 7d) [29–31]. 

 

Les flippases et les floppases ne prenant en charge que certaines classes lipidiques, 

leur action conduit ainsi à une asymétrie de composition lipidique : le feuillet au 

contact du cytoplasme est enrichi en phosphatidyléthanolamines (PE) et en 

phosphatidylsérines (PS) alors que le feuillet au contact du milieu extracellulaire ou 

de la lumière de l’organite est enrichi en phosphatidylcholines (PC) et en 

sphingolipides (SL). Les scramblases, elles, n’ont pas de spécificité pour une classe 

particulière de lipides. Elles se distinguent également par leur dépendance aux ions 

calcium, alors que les flippases et floppases sont ATP-dépendantes [29].  

 

L’asymétrie de la membrane ne concerne cependant pas que les lipides. Les 

protéines elles aussi sont retrouvées préférentiellement dans un feuillet particulier 

[24]. Les deux éléments principaux déterminant la localisation d’une protéine 

membranaire concernent son adressage et son transport d’une part, et son mode 

d’association aux membranes d’autre part. En effet, une protéine hydrophile par 

exemple ne peut pas traverser la membrane seule ; elle nécessite des transporteurs 

ou des systèmes de sécrétion pour qu’elle puisse passer d’un côté à l’autre de la 

membrane. Les protéines associées à certaines protéines transmembranaires et 

celles ancrées aux membranes possèdent également une certaine spécificité 

quant à leur localisation : les protéines transmembranaires ont une orientation bien 

précise, nécessaire à leurs fonctions, et certaines ancres, comme les ancres GPI, ne 

sont présentes que dans certains feuillets [32]. Tous ces paramètres conditionnent 

et régulent la localisation membranaire des protéines, en favorisant une répartition 

hétérogène entre les différentes membranes et les différents feuillets. 

 

Enfin, comme illustré avec l’asymétrie de répartition des ancres GPI, les glucides 

sont eux aussi inégalement répartis de part et d’autre des membranes cellulaires. 

En particulier, les glucides ne sont présents en grande quantité qu’au niveau du 

feuillet externe de la membrane plasmique, au niveau du glycocalyx [33,34]. Cela 

signifie que la glycosylation des protéines et des lipides, ainsi que la formation de 

protéoglycanes sont des phénomènes spécifiques aux membranes plasmiques et 

qu’ils ne sont qu’exceptionnellement retrouvés dans d’autres membranes. 
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1.1.3. Aspects fonctionnels 
 

Les membranes cellulaires assurent de nombreux rôles, du fait notamment de leur 

richesse en protéines. Structurellement, les membranes forment des barrières 

semi-perméables et isolantes en ne laissant diffuser librement que quelques rares 

molécules, principalement des molécules suffisamment hydrophobes pour 

pénétrer la bicouche lipidique. La plupart des molécules traversant la membrane 

doivent être véhiculées par des transporteurs. Ces derniers sont des protéines 

transmembranaires réparties dans trois principales familles : les canaux ioniques, 

les pompes ATP-dépendant et les co-transporteurs. Les canaux ioniques 

permettent le passage d’ions à travers la membrane (Figure 8a). Ce transport ne 

nécessite pas d’énergie, les ions se déplaçant en fonction de gradients de 

concentration et de charge. Au contraire, les pompes ATP-dépendantes utilisent 

l’énergie libérée par l’hydrolyse de l’ATP pour permettre le passage des molécules 

contre leur gradient (Figure 8b). L’activité conjuguée des pompes et des canaux 

ioniques a pour conséquence la formation d’un gradient de concentration 

d’espèces ioniques aboutissant à une différence de potentiel de part et d’autre de 

la membrane, le cytoplasme étant chargé plus négativement que le milieu 

extracellulaire. Cette différence de potentiel a des implications fonctionnelles 

majeures dans la transmission de l’information nerveuse et la contraction du 

muscle cardiaque, deux phénomènes reposant sur la dépolarisation de la 

membrane. Enfin, les co-transporteurs correspondent à des protéines permettant 

le passage d’une molécule contre son gradient. Ils se différencient des pompes 

ATP-dépendantes car l’énergie nécessaire à leur fonctionnement ne vient pas de 

l’hydrolyse de l’ATP mais du passage d’une seconde molécule dans le sens de son 

gradient. Ainsi, on distingue les symports, où les deux molécules traversent la 

membrane dans le même sens, et les antiports, où les deux molécules traversent la 

membrane dans des sens opposés (Figure 8c et 8d). Ces co-transporteurs résultent 

généralement du couplage d’un canal ionique avec une pompe, le canal 

fournissant à la pompe l’énergie nécessaire à son activité. 
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Figure 8. Transporteurs membranaires. Les rectangles représentent les 

transporteurs, les ronds les molécules transportées et les triangles les gradients de 

concentrations de ces molécules. 

a. Canal ionique : la molécule bleue passe selon son gradient. 

b. Pompe ATP-dépendante : la molécule verte passe contre son gradient. 

c.  Symport : la molécule verte passe contre son gradient, la molécule bleue 

selon son gradient. 

d.  Antiport : la molécule verte passe contre son gradient, la molécule violette 

selon son gradient. 

 

La perméabilité sélective de la membrane limitant l’internalisation de molécules, 

on trouve à la surface des membranes cellulaires de nombreux récepteurs capables 

de détecter des signaux extracellulaires et d’entraîner une réponse cellulaire 

adaptée. Ces récepteurs sont généralement composés de trois parties : une partie 

captant le signal extracellulaire, une partie transmembranaire et une partie le plus 

souvent cytoplasmique transmettant le signal. Même si la majeure partie des 

récepteurs membranaires reconnaissent un signal moléculaire, il existe néanmoins 

des récepteurs capables de détecter des variations d’osmolarité, de pression 

mécanique, de température et même d’intensité lumineuse. Une fois le récepteur 

activé par un premier messager, la transduction du signal se fait généralement par 

la libération de seconds messagers suite à une action enzymatique. Parmi les 

seconds messagers les plus souvent rencontrés, on retrouve des ions calciums, 

stockés dans le réticulum endoplasmique et relargués suite à des signaux 

spécifiques, des seconds messagers lipidiques ou encore le monoxyde d’azote, une 

molécule capable de traverser les membranes et d’agir soit par fixation sur son 

récepteur, la guanylate cyclase, soit par nitrosylation des protéines [35–39]. L’activité 

de nombreux récepteurs membranaires nécessite la présence à proximité d’autres 
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protéines ou de lipides pour qu’ils puissent exercer leur fonction. C’est notamment 

le cas des récepteurs de type tyrosine-kinase, qui se dimérisent et se trans-

phosphorylent lors de la liaison de leur substrat, avant de transmettre le signal. La 

dimérisation n’est ainsi possible que si deux récepteurs sont à grande proximité, 

chose peu probable si les récepteurs sont répartis dans toute la membrane 

plasmique [40]. Il existe cependant des régions au sein de la membrane plasmique, 

enrichies en certains lipides et certaines protéines. 

 

1.2. Propriétés des membranes biologiques 
 

1.2.1. Ségrégation 
 

La ségrégation désigne, au sein d’une membrane, sa tendance à former des 

domaines membranaires de compositions différentes à l’inverse du modèle de 

mosaïque fluide homogène où les lipides et les protéines seraient équitablement 

répartis dans toute la membrane [41–43]. Ces domaines sont des structures 

transitoires, extrêmement dynamiques dans le temps et dans l’espace. Les plus 

décrits sont les radeaux lipidiques, des domaines aux dimensions nanométriques, 

enrichis en acide docosahexaénoïque (DHA), en sphingolipides et en cholestérol, 

avec des implications fonctionnelles dans le trafic de protéines et de récepteurs 

membranaires ou encore dans la transmission de l’influx nerveux [44–47]. Les 

domaines membranaires sont le plus souvent fortement associés au cytosquelette, 

un réseau protéique dynamique, principal responsable de la forme et de la 

résistance mécanique des cellules [48,49]. Le cytosquelette joue également un rôle 

important dans la reconnaissance entre la cellule et son environnement cellulaire 

et l’établissement de contacts et de jonctions entre la matrice extracellulaire et 

d’autres cellules environnantes. Dans ces processus, des phénomènes de 

ségrégation lipidiques et protéiques sont à l’œuvre [50–52]. Notamment, l’initiation 

de contacts entre cellules fait appel à des protéines de la famille des cadhérines. 

Alors que les cadhérines diffusent librement dans la membrane plasmique, 

l’établissement de contacts entre cellules crée des clusters, où de nombreuses 

molécules de cadhérine sont regroupées dans un domaine étroit et établissent des 

liaisons les unes avec les autres. La formation de ces domaines membranaires 

nécessite l’intervention du cytosquelette en mobilisant les filaments d’actine pour 

acheminer et mettre en contact les cadhérines [52]. Ainsi, les domaines 
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membranaires correspondent le plus souvent à des régions où la mobilité des 

molécules est altérée, du fait de la modification locale de la composition 

membranaire ou de la présence d’éléments cytosquelettiques qui participent à 

limiter la diffusion libre des molécules au sein de la bicouche. 

 

1.2.2. Fluidité membranaire 
 

Dans une membrane lipidique, la notion de fluidité membranaire décrit l’état de 

phase global de la membrane, sa capacité à se déformer et la capacité des lipides 

à diffuser librement. Elle est intimement liée à la notion de phase des lipides, qui 

peuvent adopter une phase gel ordonnée ou une phase liquide désordonnée. 

L’existence de ces deux états rend compte de l’agencement des chaînes acyles des 

lipides, les unes à côté des autres, qui peuvent former entre elles des liaisons de 

faible énergie, les liaisons de van des Waals. Ces dernières stabilisent la structure 

membranaire et favorisent un état rigide de la membrane où les lipides ont des 

mouvements et une diffusion limités (Figure 9a). Plus les chaînes acyles sont 

longues, plus les forces de van der Waals sont nombreuses, et plus les membranes 

sont rigides à une température donnée. La température de transition de phase (Tm) 

désigne alors la température à laquelle l’énergie thermique est suffisante pour 

rompre ces forces de van der Waals et faire basculer la membrane lipidique d’un 

état ordonné à un état liquide désordonné où les lipides peuvent diffuser librement 

dans la bicouche (Figure 9b). En plus de la longueur des chaînes acyles, leur 

insaturation joue également un rôle clé dans la détermination de la fluidité 

membranaire puisque la présence de doubles liaisons crée des courbures dans les 

chaînes qui limite leur juxtaposition et l’établissement de forces de van der Waals 

stabilisatrices.  
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Figure 9. Evolution de la fluidité membranaire (Figure adaptée de [53]). 

a. Phase gel ordonnée. 

b. Phase liquide désordonnée. 

c. Impact de l’insaturation sur la température de transition de phase (Tm). En 

jaune, représentation schématique des forces de van der Waals. 

d. Influence du cholestérol sur la fluidité membranaire. 

 

A ce sujet, il convient de noter que le caractère cis- ou trans- des doubles liaisons a 

un fort impact sur l’état de fluidité membranaire, les insaturations cis- étant plus 
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contraignantes d’un point de vue stérique que les insaturations trans-, ce qui leur 

confère un potentiel fluidifiant plus élevé en s’opposant à l’établissement des forces 

de van der Waals inter-chaînes (Figure 9c).  

 

Les membranes cellulaires contiennent du cholestérol, qui joue, en plus de son 

implication majeure dans le métabolisme, le rôle de modulateur de phase lipidique 

(Figure 9d). En effet, cette molécule s’intercale entre les glycéro- et les 

sphingolipides, et sert de tampon de la fluidité membranaire [54]. A température 

élevée, son insertion entre les têtes polaires compacte la membrane, et la rend plus 

rigide. A l’inverse, à basse température, lorsque les lipides sont très proches les uns 

des autres, son insertion écarte les chaînes et augmente la fluidité membranaire. 

En présence de cholestérol, les membranes adoptent ainsi une conformation 

liquide ordonnée, à mi-chemin entre une phase gel ordonnée et une phase fluide 

désordonnée [55]. Dans cette phase, les lipides présentent une conformation 

ordonnée des chaînes, similaire à celle de la phase ordonnée, mais une rotation 

axiale et une mobilité latérale similaire à celles de la phase désordonnée. 

 

La fluidité membranaire est, par définition, reliée à la notion de température. 

Quand on évalue la fluidité d’une membrane, on distingue un état rigide à basse 

température, qui correspond à la phase gel ordonnée, un état fluide à haute 

température correspondant à la phase liquide désordonnée, et un état de 

transition autour de la Tm. Ainsi, quelle que soit sa composition lipidique, une 

membrane présente ces trois phases. La différence principale correspondra à la Tm, 

qui marque la transition entre phase rigide et phase fluide, et qui varie en fonction 

de la composition. Lorsque l’on compare la fluidité de deux membranes, la 

membrane la plus fluide sera la membrane ayant la Tm la plus basse. Dans un 

contexte de comparaison et d’étude de fluidité de non pas une mais de plusieurs 

membranes, la notion de fluidité membranaire est alors découplée de la 

température expérimentale. En prenant en compte la valeur de Tm plutôt que la 

température expérimentale, la comparaison se fait ainsi sur un paramètre 

intrinsèque à chaque membrane plutôt que sur un paramètre expérimental. Dans 

un contexte d’étude chez l’homme, la température corporelle étant de 37 °C, la 

fluidité des cellules et les comparaisons entre types cellulaires seront ainsi le plus 
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souvent évaluées par rapport à cette température fixe plutôt qu’en fonction d’une 

gamme de températures. 

 

Les membranes cellulaires sont composées de nombreux lipides de différentes 

natures et intègrent également, comme nous l’avons vu précédemment, de 

nombreux éléments protéiques et glucidiques. Cela a pour conséquence la 

coexistence, dans une même membrane, de lipides en phase liquide et de lipides 

en phase gel à une température donnée. Ces lipides vont alors avoir tendance à 

former des membranes où les deux phases coexistent, avec des domaines plus 

rigides et des domaines plus fluides qui participent aux phénomènes de 

ségrégation lipidique. Cette ségrégation lipidique, en modifiant localement les 

propriétés membranaires, a pour conséquence de pouvoir également générer la 

ségrégation des protéines, certaines ayant des affinités particulières pour des 

domaines différents de fluidité [56]. C’est par exemple le cas de la 5-lipoxygénase, 

une enzyme qui s’associe à la membrane nucléaire lors de son activation, et dont le 

recrutement est facilité lorsque la membrane est plus fluide [57].  

 

En outre, lors de l’insertion de protéines dans une membrane, se forme autour 

d’elles un anneau lipidique. Ces lipides qui entourent les protéines 

transmembranaires établissent avec elles de fortes interactions, les têtes polaires 

des lipides interagissant avec les régions hydrophiles extra-membranaires des 

protéines, et les chaînes acyles avec la région hydrophobe transmembranaire. Ce 

recrutement lipidique permet de faciliter la diffusion de ces protéines au sein de la 

bicouche [58]. En revanche, pour les lipides recrutés, leur très forte interaction avec 

les protéines limite fortement leur diffusion. L’étude des protéines membranaires 

est rendue difficile par leur caractère amphiphile nécessaire pour leur insertion 

dans la membrane, mais problématique pour leurs études in vitro. De nombreuses 

solutions existent pour les solubiliser, reposant le plus souvent sur la création d’un 

environnement amphiphile limitant les contacts entre régions hydrophiles et 

régions hydrophobes. La principale méthode de solubilisation repose sur 

l’utilisation de détergents [59,60]. De nombreuses études sur les protéines 

membranaires ont mis en exergue que les lipides entourant la protéine ont une 

telle interaction avec elle, qu’une partie d’entre eux est toujours associée à la 

protéine, même après extraction par des détergents [61,62]. Cela dénote de la force 
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d’interaction entre les lipides et la protéine qu’ils entourent, bien plus forte que celle 

entre les lipides de l’anneau et les lipides du reste de la membrane. Cette forte 

interaction donne aux lipides une importance majeure dans la fonction des 

protéines transmembranaires, mais se traduit par des contraintes 

conformationnelles, qui restreignent leur mobilité dans la membrane [58]. Ainsi, les 

protéines membranaires modulent leur environnement lipidique, et ce faisant, 

participent à leur tour à l’ajustement de la fluidité membranaire. 

 

La fluidité des membranes cellulaires influence de nombreux paramètres. C’est par 

exemple le cas de la perméabilité membranaire, les membranes fluides étant 

généralement plus perméables aux ions et aux petites molécules hydrophiles que 

les membranes rigides [63]. En effet, les membranes sont des environnements de 

permittivité très faible, ce qui leur confère un caractère isolant, ce dernier rendant 

le passage des ions très peu favorable thermodynamiquement. L’influence de la 

fluidité membranaire sur la perméabilité s’explique par une plus grande 

hydratation des membranes fluides, liée à la plus grande mobilité des molécules 

lipidiques et leur espacement plus important. Cela a pour conséquence d’accroître 

la quantité de molécules d’eau présentes au niveau de la membrane. La présence 

de molécules d’eau entre les têtes polaires des molécules de lipides favorise le 

passage d’ions et de molécules hydrophiles d’un côté à l’autre de la membrane. Le 

coefficient de partage est ainsi le plus souvent corrélé à l’évolution de la fluidité 

membranaire [64]. En revanche, la perméabilité des membranes aux protons (ions 

H+) ne suit pas du tout la même tendance. Dans un contexte cellulaire, des 

protéines membranaires spécifiques prennent en charge le transport des protons 

d’un côté à l’autre des membranes. Pourtant, des études sur des modèles 

membranaires composés uniquement de lipides ont montré que la perméabilité 

observée des membranes aux protons était bien supérieure à la perméabilité 

attendue. Le mécanisme supposé de perméation des membranes aux petits 

composés hydrophiles repose sur la formation de petites cavités remplies d’eau au 

niveau des jonctions entre les têtes polaires et les chaînes acyles (Figure 10a). 

Cependant, ce modèle ne permet pas d’expliquer la diffusion des protons [63,64]. 

Lors de l’enrichissement d’une membrane phospholipidique en sphingolipides ou 

en cholestérol, la fluidité membranaire diminue localement. Cette diminution est 

corrélée à une plus faible perméabilité pour les composés hydrophiles tels que 
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l’ammoniac, l’urée ou l’acétamide, et s’explique par un agencement lipidique plus 

compact des molécules de lipides, qui diminue l’espacement entre chaînes et la 

diffusion des molécules à travers la membrane. En revanche, dans le cas des 

protons, l’enrichissement en sphingolipides et en cholestérol se traduit par une 

plus forte perméabilité de la membrane [65]. Deux principaux mécanismes ont été 

proposés pour expliquer le transport des protons. Le premier est basé sur  des liens 

éphémères de molécules d’eau traversant la membrane et permettant le passage 

des protons par mécanisme de Grotthuss, par lequel un proton « saute » d’une 

molécule d’eau à une autre [66]. Par réaction en chaîne, un des protons de la 

molécule d’eau accepteuse va alors sauter sur une molécule voisine, qui va alors 

libérer un proton à son tour, etc. (Figure 10b) [67].  

 

 
Figure 10. Perméabilité membranaire. 

a. Hydratation de la bicouche lipidique à l’interface avec une phase aqueuse. 

b. Mécanisme de Grotthuss (Figure adaptée de [67]). 

 

Le deuxième mécanisme proposé repose quant à lui sur la formation de réseaux 

aqueux latéraux, parallèles au plan de la membrane plutôt que perpendiculaires, 
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qui permettrait d’amener un proton vers le centre de la bicouche puis de le 

récupérer de l’autre côté grâce à un mécanisme coopératif [68]. La rigidification 

membranaire, en diminuant les mouvements des lipides, faciliterait alors la 

formation de ces structures et leur stabilisation dans le temps, favorisant ainsi le 

transport des protons. 

 

1.2.3. Polymorphisme lipidique  
 

En plus des phénomènes de ségrégation, d’asymétrie et de fluidité précédemment 

cités, la structuration globale de la membrane dépend également de la phase 

membranaire. En effet, en plus de l’organisation en phase lamellaire, sous forme de 

bicouche lipidique (Figure 11b), les membranes cellulaires peuvent former des 

structures transitoires similaires à des phases hexagonales HI (intérieur 

hydrophobe et extérieur hydrophile, Figure 11a) ou des phases hexagonales 

inverses HII (intérieur hydrophile et extérieur hydrophobe, Figure 11c). 

 

L’organisation de la membrane plasmique dépend ainsi du polymorphisme 

lipidique, où chaque molécule de lipides cherche à former, en fonction de sa 

géométrie, une structure permettant de minimiser, par effet hydrophobe, 

l’exposition de parties hydrophobes à un milieu hydrophile, et vice-versa, mais 

également de maximiser l’établissement de liaisons stabilisatrices. L’empilement 

des chaînes lipidiques les unes sur les autres (« lipid packing ») va alors jouer un rôle 

déterminant dans la géométrie de la membrane [69]. Ainsi, lorsque la tête polaire 

occupe le même espace que les chaînes acyles, l’organisation privilégiée est celle 

de bicouche lamellaire. En revanche, quand l’une des parties est plus imposante 

que l’autre, les organisations privilégiées vont être les phases hexagonales HI, 

lorsque la tête est plus volumineuse que les chaînes ou les phases hexagonales 

inverses HII lorsque la tête est plus petite. Le polymorphisme lipidique permet ainsi 

d’expliquer la déformation des membranes et l’adoption de rayons de courbure 

parfois importants sans pour autant se déstructurer, ce qui a son importance dans 

les processus nécessitant un remodelage membranaire, comme l’établissement de 

pores de fusion ou la formation d’invaginations lors de l’endocytose (Figure 11d et 

11e). La nature des têtes polaires affectant leur taille, les têtes PE étant par exemple 

plus petites que les PC, elle participe également à la modulation de la phase et de 

la fluidité membranaire [70]. Ainsi, là où PE adopte une géométrie conique propice 
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à la formation de phases HII, PC adopte une géométrie cylindrique favorable à la 

formation de phases lamellaires. 

 
Figure 11. Organisation des membranes cellulaires. En bleu, parties hydrophiles, 

en jaune, parties hydrophobes. 

a. Phase hexagonale HI. 

b. Bicouche lamellaire. 

c. Phase hexagonale inverse HII. 

d. Pore de fusion. 

e. Invagination membranaire. 

 

1.2.4. Propriétés membranaires dans un contexte pathologique 
 

Les propriétés des membranes, qui découlent largement de leur structure, sont 

d’une importance capitale au bon fonctionnement de la cellule. De nombreuses 

pathologies se traduisent par des modifications métaboliques, induites soit 

directement par la pathologie, soit par la réponse de l’organisme à la pathologie. 

Par exemple, lors d’une infection, l’agent pathogène peut détourner à son avantage 

la machinerie cellulaire, modifiant le métabolisme cellulaire dont le métabolisme 

lipidique, et ainsi avoir des répercussions sur les propriétés membranaires [71]. La 
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liste des pathologies induisant une modification des propriétés membranaires 

inclut des maladies comme le cancer, des infections virales, mais également des 

pathologies cardiaques ou encore des maladies neurodégénératives, telles que la 

chorée de Huntington ou la schizophrénie [71–75]. Il est intéressant de noter que 

l’altération d’une des propriétés de la membrane dépend de la pathologie en 

question, certaines pathologies ayant des effets inverses. En ce qui concerne la 

fluidité membranaire, nous pouvons noter par exemple que les pathologies 

cardiaques ou neurodégénératives ont tendance à induire une rigidification de la 

membrane, par un surplus de production de radicaux libres qui oxydent les doubles 

liaisons et compactent les lipides. Le cancer s’accompagne plutôt d’une 

fluidification de la membrane des cellules tumorales, qui permettent une meilleure 

adaptation à leur environnement modifié par la pathologie [75–78]. L’altération des 

propriétés membranaires peut ainsi être exploitée soit à des fins diagnostiques, soit 

à des fins thérapeutiques. En effet, si des pathologies se développent en modifiant 

les propriétés membranaires, restaurer ces propriétés à leur niveau initial peut 

permettre de lutter contre la pathologie en question [79,80].  

 

2. Le cancer 
 

2.1. Description générale 
 

Le cancer est un ensemble de pathologies définies par une prolifération non 

contrôlée de cellules anormales capables de se répandre dans l’organisme en 

formant des métastases. Dans un organisme sain, de multiples facteurs 

permettent le contrôle de l’homéostasie, en influant notamment sur deux 

processus : la division cellulaire et l’apoptose, la mort cellulaire programmée [81]. 

L’apoptose désigne un ensemble de processus par lequel une cellule, sous l’action 

de stimuli internes ou externes, va provoquer sa propre mort. Cela permet à 

l’organisme d’éliminer les cellules vieilles ou malades et de les remplacer, par 

division cellulaire, par de nouvelles cellules. En revanche, dans le cas du cancer, ces 

mécanismes ne sont plus suffisamment contrôlés et certaines cellules échappent 

à la régulation du cycle cellulaire. Six propriétés fondamentales communes à tous 

les types de cancer ont été décrites [82] (Figure 12) :  
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1. la croissance et la division cellulaire même en absence de facteurs 

inducteurs ;  

2. l’insensibilité à la présence de facteurs inhibiteurs de la croissance et 

de la division cellulaire ;  

3. un potentiel réplicatif illimité ;  

4. l’échappement à l’apoptose ;  

5. l’activité angiogénique conduisant au développement vasculaire ;  

6. l’invasion tissulaire et la formation de métastases.  

 

 
Figure 12. Propriétés fondamentales communes à tous les types de cancer 

(Figure adaptée de [82]). 

 

La principale caractéristique des cancers est la présence d’une tumeur, une 

croissance de tissus due à une dérégulation des mécanismes régulant la 

prolifération cellulaire [83]. Cependant, bien que tous les cancers présentent des 

tumeurs, toutes les tumeurs ne sont pas cancéreuses. En effet, certaines tumeurs 

qualifiées de bénignes ne présentent pas de caractère malin, c’est-à-dire de 

capacité à envahir les tissus sous-jacents et à former des métastases. Néanmoins, 

bien qu’elles n’aient pas de caractère malin, cela ne signifie pas pour autant que les 

tumeurs bénignes n’ont pas d’effets indésirables [84,85]. La prolifération 

incontrôlée de cellules peut notamment aboutir à la formation de masses 
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cellulaires importantes pouvant causer des compressions nerveuses ou une 

réduction du flux sanguin irriguant les cellules saines. Dans certains cas extrêmes, 

exacerbés lorsque la tumeur est confinée dans un espace restreint, cette masse 

cellulaire tumorale peut conduire à la nécrose et à la mort des cellules saines 

comprimées [85]. De plus, des tumeurs bénignes de cellules produisant des 

hormones peuvent conduire à une surproduction hormonale ; c’est notamment le 

cas dans certains adénomes thyroïdiens qui peuvent conduire à une hyperthyroïdie 

[86]. 

 

D’après les derniers chiffres de l’organisation mondiale pour la santé ou OMS, 

l’ensemble des cancers représentent près de 16% de la totalité de la mortalité 

mondiale [87]. Cela fait donc de la lutte contre le cancer un enjeu sociétal majeur, 

notamment d’un point de vue socio-économique de par sa prévalence, puisque 

près de 40% de la population se fera diagnostiquer un cancer au cours de la vie. Ces 

enjeux sont décuplés par le fort impact du cancer sur les familles des malades, lié 

aux lourds symptômes et aux nombreux effets secondaires indésirables des 

traitements associés à la prise en charge de ces pathologies [88,89]. 

Economiquement parlant, la lutte contre le cancer est également prépondérante. 

A eux seuls, les Etats-Unis dépensent près de 150 milliards de dollars par an pour 

lutter contre ce fléau [90]. En France, le budget de l’Institut National du Cancer 

s’élève à 87 milliards d’euros en 2019, avec 41,1 milliards alloués à la prise en charge 

de patients et 38 milliards d’euros alloués au financement de la recherche contre le 

cancer [91]. Cela illustre bien la prépondérance du cancer dans les politiques de 

santé, mais également dans les politiques de recherches. 

 

2.2. Aspects biologiques du cancer 
 

2.2.1. Classification des différents types de cancer 
 

L’évolution et les propriétés de chaque cancer étant fortement spécifiques à 

chaque type cellulaire, le terme de cancer désigne un vaste ensemble de 

pathologies qui n’ont parfois que peu d’éléments en commun, que ce soit au 

niveau des symptômes macro- ou microscopiques, des traitements, du diagnostic, 

du pronostic, etc. Les cancers sont ainsi le plus souvent désignés selon l’organe 

d’origine de la tumeur. Cependant, comme de nombreux organes et tissus 
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présentent plusieurs types cellulaires différents, chaque cancer est également 

désigné par le type cellulaire à l’origine de la tumeur, ce qui a conduit à la formation 

de trois principales familles : les carcinomes, les sarcomes et les hémopathies 

malignes [92]. On compte aussi d’autres types de cancers ne rentrant pas dans ses 

familles, comme par exemple les cancers germinaux issues des cellules à l’origine 

de la formation des gamètes, c’est-à-dire des cellules ovulaires dans les ovaires ou 

spermatocytiques dans les testicules, ou encore les blastomes, qui désignent des 

cancers se formant à partir de cellules souches et qui ont une plus grande 

prévalence chez les enfants par rapport aux autres types de cancers [93,94]. 

 

Les carcinomes désignent les cancers se développant à partir de cellules 

épithéliales. Ce sont les cancers les plus fréquents. Ils comprennent notamment les 

adénocarcinomes (carcinomes glandulaires), les carcinomes épidermoïdes issus 

d’épithélium malpighien ou encore les cancers pulmonaires ou bronchiques, 

respectivement à larges ou à petites cellules [95]. Les sarcomes regroupent les 

cancers provenant de cellules mésenchymateuses issues du tissu conjonctif [96]. 

Parmi les sarcomes, on peut distinguer les sarcomes des tissus osseux, regroupant 

les différents cancers des os et du cartilage, et les sarcomes des tissus mous, 

regroupant les cancers issus d’adipocytes, de fibroblastes ou encore de cellules 

endothéliales. Quant aux hémopathies, elles regroupent les leucémies, les 

lymphomes et les myélomes multiples, cancers respectivement des cellules 

hématopoïétiques de la moelle osseuse, du système lymphatique et des 

plasmocytes. 

 

2.2.2. Aspects histologiques, cellulaires et biochimiques 
 

Le cancer est une maladie qui se développe à partir de cellules de l’organisme qui 

deviennent malignes en échappant à son contrôle. La principale différence entre 

une cellule cancéreuse et une cellule saine concerne la régulation du cycle 

cellulaire, anormale chez la cellule cancéreuse [97]. En effet, pour qu’un cancer 

puisse se développer, il est nécessaire que des protéines contrôlant le cycle 

cellulaire soient altérées, inhibées ou non exprimées. Les cellules cancéreuses 

présentent donc de nombreuses modifications génétiques se traduisant par des 



50 

 

modifications protéiques [98]. Cela impacte l’ensemble des processus cellulaires, 

du métabolisme à la communication avec l’environnement.  

 

A titre d’exemple, le métabolisme énergétique normal chez l’Homme privilégie un 

taux bas de glycolyse suivie d’une oxydation du pyruvate par le cycle de Krebs afin 

de réduire de nombreux cofacteurs qui permettront de faire fonctionner la chaîne 

respiratoire mitochondriale. Pour les cellules cancéreuses en revanche, la voie 

privilégiée est un taux très élevé de glycolyse suivie d’une fermentation lactique 

élevée - c’est l’effet Warburg [99]. Cette voie métabolique est moins efficace que 

celle utilisée par les cellules saines. En effet, la glycolyse suivie du cycle de Krebs 

couplé à la chaîne respiratoire mitochondriale produit une trentaine de molécules 

d’ATP à partir d’une seule molécule de glucose, alors que la glycolyse suivie d’une 

fermentation lactique du pyruvate ne permet la formation que de deux molécules 

d’ATP. La préférence des cellules cancéreuses pour ce processus peut être en partie 

expliquée par la nature aérobie de la chaîne respiratoire mitochondriale. En 

absence d’oxygène, ce qui est souvent le cas au cœur des masses tumorales, la 

seule manière de produire de l’énergie à partir de la glycolyse est la fermentation 

lactique [100]. 

 

Les modifications métaboliques affectent également le métabolisme lipidique [101–

103]. Pour pouvoir soutenir la forte prolifération cellulaire, il est nécessaire de former 

une quantité accrue de membranes, ce qui explique l’activation des enzymes 

responsables de l’anabolisme lipidique. Ainsi, les cellules cancéreuses forment une 

quantité importante de membranes, avec des compositions lipidiques différentes 

de celles des cellules saines [104]. Mais, outre leurs rôles structuraux, les lipides 

jouent également de nombreux rôles fonctionnels qui vont être perturbés par les 

modifications du métabolisme lipidique. Les lipides sont impliqués dans les 

processus de modification post-traductionnelle des protéines, notamment les 

processus d’acylation ou de prénylation, qui consistent en l’addition d’ancres 

lipidiques à des protéines et conduisent à une modification de la localisation 

cellulaire et des fonctions de ces dernières [101]. Des études ont montré que la 

surexpression des enzymes impliquées dans la prénylation conduisait à une 

stimulation de certaines protéines membranaires aux propriétés oncogéniques 

[105]. Certains lipides, notamment des dérivés sphingolipidiques phosphorylés, 
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jouent également un rôle angiogénique, et interviennent dans la restructuration 

du microenvironnement tumoral [106]. 

 

Cette restructuration intervient quand la prolifération de la tumeur atteint un tel 

niveau qu’apparaissent des déficiences en nutriments et de l’hypoxie. Ces deux 

paramètres déclenchent la production de facteurs de croissance tel que le VEGF, le 

facteur de croissance de l’endothélium vasculaire (Vascular Endothelium Growth 

Factor). Dans un contexte sain, ce facteur de croissance intervient dans le 

développement embryonnaire lors de la mise en place de la vascularisation 

primitive et, chez l’adulte, lors de la régénération vasculaire faisant suite à des 

lésions. Dans un contexte tumoral, le VEGF induit la différentiation et le 

développement de cellules endothéliales entraînant la formation de nouveaux 

vaisseaux sanguins, qui vont venir alimenter la tumeur en oxygène et en 

nutriments essentiels à sa croissance [107]. De plus, la vascularisation accrue au 

niveau des tumeurs permet également le rejet et l’élimination des nombreux 

déchets métaboliques produits par les cellules cancéreuses, comme notamment 

l’acide lactique, aux propriétés néfastes car acidifiantes. En parallèle de 

l’angiogenèse, les cancers promeuvent également la lymphangiogenèse, la 

formation de nouveaux vaisseaux lymphatiques [108]. Ces derniers constituent la 

voie privilégiée d’invasion et de dissémination dans l’organisme par les cellules 

cancéreuses. 

 

2.2.3. Aspects membranaires 
 

2.2.3.1.  Modifications structurales et fonctionnelles 
 

Comme présenté précédemment, le métabolisme cellulaire est altéré dans les 

cellules tumorales. Les membranes des cellules sont ainsi enrichies en certaines 

classes de lipides et appauvries en d’autres (Figure 13). A titre d’exemple, les 

membranes des cellules cancéreuses sont appauvries en céramides, qui ont des 

propriétés anti-apoptotiques, ce qui est donc défavorable au développement 

tumoral [109]. En revanche, des études ont montré que certains cancers 

présentaient une surreprésentation de gangliosides, des lipides aux propriétés 

immunosuppressives qui favorisent l’angiogenèse [110]. Au niveau des classes de 

lipides, la membrane plasmique tumorale est souvent enrichie en PS dans son 
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feuillet externe, alors que ce lipide est normalement présent dans le feuillet interne 

au contact du cytoplasme [111,112]. L’impact des modifications de la composition 

lipidique est tel que des stratégies de traitement basées sur le rétablissement d’une 

composition lipidique saine ont été proposées [113]. 

 

 
Figure 13. Modification de la composition lipidique de la membrane plasmique 

par le cancer (Figure adaptée de [114]). SM : SphingoMyéline. 

 

Les protéines membranaires sont elles aussi modifiées, certaines sont 

surexprimées tandis que d’autres sont réprimées. Ces modifications permettent le 

plus souvent aux cellules tumorales de mieux résister aux différents stress subis et 

d’augmenter leur capacité à proliférer. Ainsi, de nombreux cancers présentent une 

surexpression de récepteurs membranaires à facteurs de croissance, comme 

l’EGFR, le récepteur au facteur de croissance épidermique (Epidermal Growth 

Factor Receptor) [115]. Ces changements concernent également l’organisation du 

cytosquelette, en association avec la membrane plasmique, notamment dans les 

processus d’invasion métastatique, où la polymérisation et la dépolymérisation des 

filaments d’actine sont modifiées [116,117]. 

 

Enfin, la fraction glucidique membranaire n’est pas épargnée par ces modifications. 

Le métabolisme glucidique des cellules tumorales est altéré, notamment au niveau 

des enzymes responsables de la modification post-traductionnelle des protéines.  

 

De nombreuses études ont montré une augmentation de l’activité des glycosyl-

transférases, les enzymes responsables de la glycosylation de protéines et des 
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lipides, et notamment des sialyl-transférases, qui transfèrent des acides sialiques 

[118,119]. D’un point de vue fonctionnel, les glycosylations modulent et 

conditionnent l’interaction de la cellule avec son microenvironnement. Ces 

modifications vont alors permettre une adaptation des cellules tumorales, le 

microenvironnement tumoral étant radicalement différent de celui présent chez 

les sujets sains. 

 

2.2.3.2. Modifications des propriétés membranaires 
 

Les modifications de la composition membranaire lors du développement tumoral 

impactent ses propriétés. De nombreuses études ont relié l’altération du profil 

lipidique membranaire à une hausse de la fluidité membranaire des cellules 

tumorales [77,120–123]. Cette hausse de fluidité s’explique par la tendance des 

cellules tumorales à augmenter leurs taux d’acides gras insaturés et à diminuer leur 

taux de cholestérol membranaire. Ces modifications sont en lien direct avec les 

changements métaboliques induits par le développement tumoral. Le cholestérol 

est quant à lui consommé plus rapidement lors de la formation des membranes, 

les cellules tumorales se divisant à un rythme soutenu et sécrétant de nombreuses 

vésicules enrichies en cholestérol [124–126]. 

 

La fluidification membranaire a notamment pour conséquence une augmentation 

de la déformabilité de la membrane, qui permet aux cellules métastatiques une 

extravasation facilitée à travers l’endothélium vasculaire et ainsi favorise leur 

invasion tissulaire [120]. Cependant, la relation entre fluidité membranaire et cancer 

est plus complexe qu’une simple relation linéaire entre fluidité et agressivité 

tumorale. En effet, des études ont montré que la résistance des tumeurs à des 

traitements médicamenteux pouvait être reliée dans certains cas à une réduction 

de leur fluidité membranaire, diminuant leur perméabilité aux médicaments 

[127,128]. 

 

L’altération du métabolisme lipidique des cellules tumorales, et la modification de 

la fluidité membranaire qui en résulte, ont une myriade d’implications dans la 

compréhension et le traitement du cancer. Les principales voies de résistance aux 

médicaments, parmi lesquelles on retrouve l’activation de pompes d’efflux des 

médicaments hors de la cellule, la diminution de la perméabilité aux médicaments, 
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le piégeage de médicaments dans des vésicules intracellulaires ou encore 

l’activation et l’inactivation de voies anti- et pro-apoptotiques, font toutes 

intervenir, à différents niveaux, la biosynthèse des lipides et les propriétés des 

membranes [129–132]. L’impact est tel que certaines stratégies émergentes 

commencent à mettre à profit ces modifications pour promouvoir et améliorer 

l’efficacité des médicaments [79,133]. 

 

2.3. Aspects médicaux 
 

2.3.1. Symptômes 
 

Bien que tous les cancers ne donnent pas les mêmes symptômes, puisque chaque 

type de cancer touche un organe et un type cellulaire particulier, la majorité d’entre 

eux provoquent néanmoins des symptômes similaires. Ainsi, là où les symptômes 

locaux dépendront fortement de l’organe touché (sang dans les urines dans le cas 

d’un cancer des reins, toux dans le cas d’un cancer des bronches, etc.), les 

symptômes systémiques sont le plus souvent communs. Parmi eux, on peut noter 

des fièvres persistantes, de la fatigue chronique, des pertes de poids ou de la 

cachexie, qui désigne une inflammation systémique ayant pour conséquences des 

douleurs chroniques et une perte progressive de masse musculaire [134]. 

 

De plus, et bien qu’en dehors des symptômes traditionnels, il faut noter que les 

patients diagnostiqués d’un cancer présentent des risques fortement accrus 

d’anxiété et de troubles dépressifs, conduisant à un taux de suicide chez les 

patients souffrant de cancer près de deux fois supérieur par rapport à la population 

saine [135]. 

 

2.3.2. Causes 
 

La majeure partie des cancers est due à des perturbations environnementales, la 

fraction restante étant due à des facteurs génétiques héréditaires [92,136]. Dans ce 

contexte, le terme d’environnement désigne tous les facteurs qui ne sont pas des 

facteurs génétiques héréditaires et incluent donc l’exposition à des molécules 

nocives, mais également des modes de vie et des facteurs comportementaux 

(Figure 14). Les principales causes environnementales sont l’exposition à des 
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rayonnements ou à des substances chimiques particulières (notamment le tabac, 

l’alcool et la pollution en règle générale), l’obésité et le manque d’activité physique, 

et enfin l’infection par certains pathogènes, le plus souvent des virus [137–140]. A 

l’exception de cas très particuliers, notamment d’un transfert entre une femme 

enceinte et son bébé ou lors de greffes d’organes, le cancer n’est normalement pas 

une pathologie transmissible mais une pathologie acquise. Il faut également noter 

que bien que le stress et les troubles psychologiques ne constituent pas de facteurs 

de risques, ils aggravent le pronostic des patients souffrant d’un cancer [135]. 

 

 
Figure 14. Facteurs de risque pour le développement du cancer (Figure adaptée 

de [141]). 

 

L’exposition à des molécules chimiques particulières ou à des radiations favorise 

l’apparition de cancers par leurs effets délétères sur le système immunitaire et par 

leur action mutagène [139]. La lumière, en particulier, a un effet cancérogène du fait 

des effets néfastes de l’exposition à des rayonnements ultraviolets sur l’ADN [137]. 

Ces effets consistent en la formation de dimères de pyrimidines (thymines et 

cytosines), voire de cassures de brins d’ADN. Bien que l’organisme dispose de 
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mécanismes performants de réparation de l’ADN capables de détecter et de 

corriger ces dommages, ces mécanismes ne sont pas infaillibles et peuvent 

quelquefois conduire à la présence de mutations qui peuvent à leur tour être à 

l’origine de cancers en surexprimant ou en réprimant certains gènes. 

 

Les facteurs liés au mode de vie et à l’alimentation, l’obésité et le manque d’activité 

physique notamment, sont des facteurs de risques du fait de leur impact négatif 

sur les systèmes immunitaires et endocrinien [138]. De même, l’excès calorique et 

l’obésité créent des états pro-inflammatoires et pro-thrombotiques qui favorisent 

la survenue et le développement de tumeurs [142]. 

 

Enfin, près de 20% des cancers sont dus à des maladies infectieuses. Bien que la 

majeure partie d’entre elles soient dues à des virus, alors qualifiés d’oncovirus, 

certaines infections sont dues à des bactéries ou à des parasites [140,143,144]. Parmi 

les principaux pathogènes impliqués, on retrouve des papillomavirus, les virus de 

l’hépatite, des bactéries comme Helicobacter pylori, ou encore certains parasites 

de la famille des schistosomes, responsables respectivement de cancers du col de 

l’utérus, hépatiques, colorectaux ou de la vessie. 

 

2.3.3. Prévention et diagnostic 
 

La prise en charge des patients atteints d’un cancer étant définie à un niveau 

national, les paragraphes qui vont suivre vont s’intéresser plus particulièrement à 

la situation en France. La majeure partie des cancers étant dus à des causes 

environnementales, une grande partie d’entre eux peuvent être prévenus, ou en 

tout cas atténués [145,146]. Ainsi, les principales actions préventives mises en place 

concernent la prévention primaire ayant pour objet de limiter voire d’éliminer 

l’exposition aux facteurs de risques. Parmi les actions mises en place, on peut citer 

les campagnes de sensibilisation aux effets néfastes de certains facteurs et de 

certains comportements, comme le tabac, l’alcool, les rayons UV ou l’obésité [146]. 

Ces mesures s’accompagnent de mesures plus actives, comme par exemple la 

vaccination contre des oncovirus tels que des papillomavirus et des virus de 

l’hépatite, ou encore par l’incitation à faire de l’activité physique et à adopter une 

alimentation équilibrée, les facteurs nutritionnels pouvant avoir des effets 

protecteurs vis-à-vis de certains cancers [147,148]. 
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En outre, ces mesures préventives sont couplées à des examens de dépistage 

précoces pour certaines populations à risques. C’est notamment le cas pour le 

cancer du sein, qui est souvent induit et favorisé par des prédispositions génétiques 

héréditaires [149]. Le dépistage préventif par mammographie a ainsi été mis en 

place pour les femmes ayant des antécédents familiaux connus de cancer du sien, 

ou bien lors de la découverte de mutations de gènes de prédisposition au cancer 

du sein. Il est systématiquement proposé aux femmes âgées de 50 à 75 ans. Dans 

certains cas extrêmes, une mastectomie préventive peut être proposée à des 

patientes ayant des risques énormes de développer un cancer du sein au cours de 

leur vie. 

 

Le diagnostic d’une tumeur doit toujours chercher à montrer la malignité de la 

tumeur. En effet, les traitements usuels des cancers entraînent le plus souvent 

beaucoup d’effets secondaires indésirables. Traiter toutes les tumeurs, bénignes et 

cancéreuses, peut dans certains cas faire courir de plus grands risques aux patients 

qu’une approche observationnelle, avec traitement uniquement lors de la 

détection d’un cancer [150]. Les principales approches diagnostiques du cancer se 

font donc, après observation de symptômes, par des analyses par rayons X, par 

tomodensitométrie ou encore par fibroscopie afin de chercher la présence d’une 

tumeur [151]. Puis, une biopsie de la tumeur permet de définir le grade et les 

différentes propriétés cellulaires et génétiques de cette dernière [152].  

 

2.3.4. Traitements 
 

Les principales stratégies de prise en charge thérapeutique des patients atteints 

de cancer consistent en la destruction de la tumeur dans la majeure partie des cas, 

et en l’amélioration de la qualité de vie des patients dans le cas de soins palliatifs. 

Les stratégies utilisées combinent le plus souvent différentes approches, en 

fonction de la pathologie et du patient, afin de maximiser les chances de survie et 

de rémission [153]. Dans certains cas, cependant, les soins palliatifs sont la seule 

option recommandée. Ce sont des cas pour lesquels aucune stratégie 

thérapeutique n’est efficace, lorsque les bénéfices escomptés sont beaucoup trop 

faibles par rapport aux inconvénients, ou encore, dans le cas de patients atteints de 

comorbidités graves avec de mauvais pronostics [154]. Les trois principales 
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stratégies sont la chirurgie, la radiothérapie et le traitement médicamenteux, où 

l’on distingue généralement l’hormonothérapie, l’immunothérapie et la 

chimiothérapie (Figure 15). 

 

 
Figure 15. Stratégies de traitement du cancer. 

 

2.3.4.1.  Chirurgie 
 

Le traitement chirurgical du cancer a pour but principal l’excision de la tumeur et 

des tissus lésés, mais la chirurgie a également des applications diagnostiques, en 

permettant de localiser et diagnostiquer un cancer, et permet la restauration 

structurelle et fonctionnelle du corps du patient [155,156]. Le diagnostic du cancer 

est le plus souvent réalisé par l’étude de biopsies, des prélèvements d’une petite 

partie de la tumeur. La chirurgie permet également de mesurer l’invasion 

métastatique, par l’observation de ganglions lymphatiques proches de la tumeur.  

 

L’excision de la tumeur et des tissus sains environnants est le plus souvent réalisée 

par bistouri, mais peut également être réalisée par chirurgie au laser ou par 

cryochirurgie. Dans le premier cas, l’action d’un laser permet la destruction 

localisée des cellules tumorales [157]. La chirurgie au laser est surtout utilisable dans 

le cas de tissus mous hydratés, le laser agissant en vaporisant l’eau des cellules. La 

cryochirurgie concerne l’utilisation de fluides cryogéniques pour la destruction 
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locale de cellules tumorales par application d’un froid extrême. Auparavant 

réservée aux traitements de tumeurs directement accessibles, situées à l’extérieur 

du corps, des applications se sont aujourd’hui développées dans le cas par exemple 

d’hépatocarcinomes ou de rétinoblastomes [158]. 

 

La chirurgie permet de corriger certains problèmes fonctionnels causés par le 

cancer, comme par exemple une compression due à la présence d’une masse 

importante ou un blocage dans le tube digestif causé par l’obstruction, partielle ou 

totale, du tractus digestif par une tumeur. De plus, la présence de métastases 

osseuses, fréquentes dans de nombreux cancers, a tendance à fragiliser les os qui 

se brisent alors plus facilement. La chirurgie, par ajout de tiges métalliques servant 

de renforts et d’étais aux os, permet de réduire le risque de fracture [159]. Enfin, la 

chirurgie plastique permet de restaurer une apparence corporelle normale après 

traitement d’un cancer, notamment suite à une chirurgie excisionnelle affectant 

l’apparence physique [160]. 

 

2.3.4.2.  Radiothérapie 
 

La radiothérapie correspond à un traitement par des rayonnements ionisants et 

agit en abîmant l’ADN des cellules tumorales. La radiothérapie est le plus souvent 

administrée sous la forme de plusieurs faisceaux qui se croisent au niveau de la 

tumeur, la dose absorbée maximale étant ainsi localisée au niveau de la tumeur 

[161]. Par rapport à une approche utilisant un seul faisceau, l’utilisation de faisceaux 

croisés permet de fortement réduire les effets secondaires indésirables de 

l’exposition des cellules saines aux rayonnements. 

 

Le mécanisme d’action de la radiothérapie consiste en la dégradation de l’ADN des 

cellules tumorales par deux principales voies : la voie ionisante directe, due à 

l’interaction des rayons avec les molécules d’ADN, et la voie ionisante indirecte. 

L’ionisation indirecte de l’ADN se produit quand le faisceau radiatif génère des 

radicaux libres, qui vont ensuite créer des dommages dans l’ADN. L’importance de 

ces deux voies d’ionisations est responsable d’une des limites de la radiothérapie. 

Dans le cas de tumeurs solides en hypoxie, la concentration en oxygène des cellules 

est très faible, ce qui limite leur capacité à produire des radicaux libres et crée une 

résistance à l’irradiation deux à trois fois supérieure pour les cellules en anoxie par 
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rapport à des cellules en conditions oxygéniques normales. De nombreuses études 

cherchent ainsi à sensibiliser les tumeurs à l’irradiation, en augmentant l’apport et 

la diffusion d’oxygène, en créant un stress supplémentaire pour les cellules en 

anoxie ou encore en enrichissant la tumeur en molécules radiosensibles ayant des 

effets toxiques lors de leur exposition à des rayonnements [162]. 

 

Une forme particulière de radiothérapie, la curiethérapie, utilise à la place d’une 

irradiation par un ensemble de faisceaux une source radioactive scellée implantée 

dans le corps du patient au niveau de la tumeur [163]. La source radioactive utilisée 

est ici de courte portée, avec des radionucléides tels que 125I et 131Cs. L’avantage de 

cette méthode, par rapport à la radiothérapie classique, concerne son champ 

d’action réduit, qui atténue l’effet sur les cellules saines aux environs de la tumeur. 

De plus, la source étant implantée dans le corps, elle va suivre les mouvements de 

l’organisme et toujours rester au contact de la tumeur, alors que les stratégies 

d’irradiation classiques ne peuvent que difficilement s’adapter aux mouvements 

du tractus digestif ou de la vessie, notamment. Le caractère scellé de la source 

empêche le relargage et la dissémination des radionucléides dans les tissus.  

 

2.3.4.3.  Hormonothérapie 
 

L’hormonothérapie consiste en l’injection de molécules agonistes mimant l’action 

d’hormones, ou d’antagonistes ayant des effets opposés. L’hormonothérapie est 

efficace pour le traitement de cellules dépendant du système endocrine, en 

particulier les cellules dépendant de stérols telles que les cellules du sein, de 

l’endomètre ou de la prostate [164]. La perturbation hormonale des cellules 

tumorales inhibe leur croissance et leur prolifération, puisque celles-ci sont 

dépendantes des signaux hormonaux. Outre le traitement par des agonistes ou 

antagonistes hormonaux, la castration chirurgicale (des testicules chez l’homme ; 

des ovaires chez la femme) offre des effets similaires [165]. Cette méthode était 

utilisée contre le cancer de la prostate et du sein, avant d’être remplacée par la 

castration chimique par traitement par des analogues de l’hormone de libération 

des gonadotrophines hypophysaires. 

 

De plus, l’hormonothérapie peut avoir un intérêt thérapeutique dans l’atténuation 

de certains symptômes liés au cancer, en combattant la cachexie ou encore les 
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syndromes paranéoplasiques [166]. Ces derniers correspondent à la dérégulation 

de la production de certaines hormones et cytokines, lorsque le cancer affecte des 

cellules du système endocrine, et se traduisent par de multiples 

symptômes d’ordre neurologique, endocrine et hématologique.  

 

2.3.4.4.  Immunothérapie 
 

L’immunothérapie repose sur l’activation du système immunitaire pour combattre 

la progression de la tumeur. Trois principales voies d’immunothérapies sont 

aujourd’hui considérées : la voie active, la voie passive et la voie hybride, qui 

combine voie active et voie passive [167]. L’immunothérapie active consiste à 

extraire des cellules immunitaires d’un patient, à les modifier et à les réimplanter 

afin de déclencher ou d’améliorer la lutte contre la progression tumorale. Les trois 

principaux types de cellules utilisés sont les lymphocytes T cytotoxiques, les 

lymphocytes NK et les cellules dendritiques. Les modifications effectuées 

consistent le plus souvent à modifier les protéines membranaires de ces cellules 

afin qu’elles reconnaissent spécifiquement les cellules tumorales.  

 

Enfin, l’immunothérapie passive repose sur l’injection de cytokines (interleukines et 

interférons) ou d’anticorps. L’injection de cytokines permet de réguler l’activité du 

système immunitaire en modulant la croissance, la différentiation et l’activité des 

différentes cellules immunitaires. Le traitement par des anticorps spécifiques 

d’antigènes tumoraux permet quant à lui de diriger l’activité du système 

immunitaire vers la tumeur et aide ainsi à lutter contre son développement. 

 

2.3.4.5.  Chimiothérapie 
 

La chimiothérapie désigne le traitement par des molécules cytotoxiques ayant 

pour but de tuer les cellules tumorales ou de bloquer leur prolifération [168]. Dans 

certains cas, la chimiothérapie n’a pas d’objectif curatif mais cherche à atténuer les 

symptômes et à améliorer les conditions de vie des patients, on parle alors de 

chimiothérapie palliative. La chimiothérapie utilise le plus souvent des molécules 

perturbant le cycle cellulaire en bloquant l’une des étapes nécessaires à la division, 

le plus souvent la réplication de l’ADN ou la mitose. Malgré leur efficacité, les 

molécules utilisées sont également toxiques sur les cellules saines puisque leurs 
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cibles ne sont pas spécifiques des cellules tumorales [169]. Ainsi, lors de la 

prescription de traitements chimiothérapeutiques, la principale préoccupation 

médicale concerne la dose à prescrire : une dose trop faible ne sera pas 

suffisamment efficace pour enrayer la progression tumorale, mais une dose trop 

forte risquerait de mettre en danger le patient au vu de l’importance des effets 

secondaires indésirables provoqués par un surdosage.  

 

Les effets secondaires associés à la chimiothérapie affectent principalement les 

cellules se divisant rapidement, comme les cellules hématopoïétiques, les cellules 

du tractus digestif, les follicules pileux et les cellules germinales. Les traitements 

chimiothérapeutiques sont ainsi le plus souvent associés à une 

immunodépression, des nausées et vomissements, une fatigue extrême pouvant 

persister après rémission et une alopécie. La recherche de stratégies limitant ces 

effets secondaires indésirables se fait de deux manières différentes : soit par la 

recherche de nouvelles molécules au mécanisme d’action spécifique aux cellules 

tumorales, diminuant ainsi l’effet de la chimiothérapie sur les cellules saines et les 

effets secondaires observés ; soit par la recherche de vecteurs spécifiques 

permettant l’adressage des molécules de chimiothérapie directement à la tumeur, 

réduisant là encore l’effet sur les cellules saines et les effets secondaires indésirables 

qui en découlent. On distingue ainsi la vectorisation ciblée de la chimiothérapie, 

qui diffère de par sa spécificité pour un type cellulaire particulier. 

 

3. La vectorisation dans un contexte oncologique 
 

3.1. Définition et enjeux 
 

3.1.1. Définition de la vectorisation 
 

Le but de la vectorisation est d’assurer la stabilité et la délivrance d’un médicament, 

transporté par un vecteur. Les vecteurs jouent ainsi un double rôle de protecteurs 

et de transporteurs vis-à-vis des molécules vectorisées. Les médicaments 

concernés par la vectorisation sont ceux qui possèdent des principes actifs 

présentant une faible biodisponibilité en ayant du mal à atteindre leur cible, soit 

parce qu’ils sont dégradés, soit parce qu’ils ne parviennent pas à franchir une 

barrière biologique. La vectorisation prend également en charge les médicaments 
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ayant des effets indésirables du fait d’une action non-spécifique, en permettant 

leur délivrance ciblée. 

 

La dégradation des médicaments peut être le fait de plusieurs raisons, comme la 

faible stabilité du médicament dans son environnement, par exemple une 

molécule hydrophobe dans un environnement aqueux, ou encore l’action du 

système immunitaire qui dégrade les molécules reconnues comme étrangères. Le 

vecteur, en protégeant le principe actif contre les dégradations, améliore ainsi sa 

durée de vie, et permet de prolonger l’effet thérapeutique sans augmenter la dose 

de médicament administrée. 

 

Les barrières séparant un médicament de sa cible sont nombreuses. Elles 

dépendent du médicament, de la cible et de la voie d’administration. A l’inverse des 

médicaments dits « topiques », dont les principes actifs exercent une action locale, 

de nombreux médicaments doivent passer dans le système sanguin pour atteindre 

leur cible. Ces médicaments peuvent alors rencontrer des obstacles pour accéder 

ou quitter ce système. Par exemple, pour un médicament pris par voie orale, le 

passage du tube digestif vers le compartiment vasculaire doit se faire au travers de 

l’estomac ou de l’intestin. Pour un principe actif qui ne serait pas spontanément 

absorbé, une vectorisation adaptée peut permettre d’augmenter la perméabilité 

du tractus gastro-intestinal et ainsi d’améliorer le passage du médicament dans le 

sang [170–173]. A l’inverse, pour des médicaments ayant pour cible le système 

nerveux central (SNC), la principale barrière n’est pas l’entrée mais la sortie du 

compartiment vasculaire : ils doivent franchir la barrière hémato-encéphalique 

séparant le sang du SNC. Cette barrière assurant la protection du SNC contre les 

agents infectieux, sa perméabilité est très étroitement régulée (Figure 16). Alors 

que de nombreux médicaments ne peuvent pas la traverser, la vectorisation 

favorise leur passage, notamment par interaction avec des transporteurs 

spécifiques [174–176]. 
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Figure 16. Représentation schématique de la barrière hémato-encéphalique et 

d’un processus de transcytose médiée par un récepteur spécifique permettant 

l’extravasion de vecteurs (Figure adaptée de [177,178]). 

 

3.1.2.  Enjeux de l’administration des médicaments 
 

Lors de la conception d’un médicament, deux éléments sont essentiels pour 

obtenir un traitement efficace : il faut non seulement que le candidat-médicament 

soit actif sur sa cible, mais il faut aussi qu’il puisse arriver jusqu’à sa cible pour 

exercer son effet. L’étude de l’efficacité du candidat-médicament sur sa cible est 

généralement la première étape de la conception d’un nouveau médicament : 

l’analyse de son devenir dans l’organisme et l’optimisation de sa 

pharmacocinétique et de sa pharmaco-dynamique est le plus souvent la dernière, 

avant l’obtention de l’autorisation de mise sur le marché.  

 

Ces deux facteurs sont cruciaux pour mesurer l’efficacité réelle d’un médicament, 

en prenant en compte l’ensemble des paramètres physiologiques qui peuvent les 

moduler à la hausse comme à la baisse. La pharmacocinétique désigne l’étude de 

l’administration, du métabolisme et de l’élimination du médicament : elle 

s’intéresse aux effets engendrés par le médicament à chacune de ces étapes [179]. 

La pharmacodynamique s’occupe quant à elle de l’étude de la relation dose-effet 

[180]. L’optimisation de ces paramètres permet de mieux contrôler l’action du 

médicament, et ainsi de réduire ses effets secondaires en maximisant son efficacité 

thérapeutique. 
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La formulation d’un médicament nécessite le choix de la voie d’administration, de 

la forme galénique et de la posologie. La voie d’administration va déterminer les 

barrières rencontrées par le médicament sur son trajet vers sa cible ; la forme 

galénique contrôle la forme sous laquelle sont formulés le principe actif et les 

excipients ; et enfin, la posologie déterminera la dose administrée en fonction de la 

pharmacocinétique et de la pharmacodynamique du médicament. Il convient 

donc d’adapter ces paramètres en fonction de la pathologie, de la molécule et de 

l’objectif recherché 

 

3.1.3.  Enjeux de la vectorisation dans un contexte de chimiothérapie 
 

L’implication de la vectorisation dans la lutte contre le cancer est prépondérante, 

notamment dans le cas de la chimiothérapie. Comme décrit précédemment, les 

traitements qui relèvent de la chimiothérapie sont le plus souvent des molécules 

instables, ayant du mal à atteindre leurs cibles et dont l’action non-spécifique 

engendre de nombreux effets secondaires indésirables [181]. 

 

La majorité des traitements chimiothérapeutiques est administrée par voie 

intraveineuse et exerce une action systémique sur tout l’organisme. Les 

traitements chimiothérapeutiques tirent parti de l’effet EPR (pour « Enhanced 

Permeability and Retention ») pour augmenter la délivrance de médicaments à la 

tumeur. Initialement décrit en 1986 par Mastumura et Maeda, cet effet se définit 

par une perméabilité accrue de l’endothélium vasculaire à proximité de la tumeur, 

qui provoque une accumulation spécifique de particules nanométriques au niveau 

de la tumeur [182]. En effet, l’endothélium vasculaire au niveau de la tumeur 

présente une porosité importante permettant l’extravasation vers le 

microenvironnement tumoral. De plus, le faible drainage lymphatique des tumeurs 

accroît d’autant plus la rétention de ces particules. La vectorisation utilise ainsi des 

nanoparticules comme vecteurs afin de tirer parti de l’effet EPR et ainsi de 

maximiser l’effet thérapeutique de la molécule vectorisée (Figure 17).  
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Figure 17. Représentation schématique de l’effet EPR (Figure adaptée de [183]). 

 

L’effet EPR constitue ainsi un mécanisme de ciblage passif des tumeurs, par 

opposition à un mécanisme actif qui impliquerait l’intervention de ligands 

spécifiques d’un type cellulaire particulier. A l’heure actuelle, les principales 

solutions de vectorisation de chimiothérapie, comme Doxil®, Abraxam®, 

Daunoxome® ou Myocet® utilisent toutes l’effet EPR comme unique méthode de 

ciblage. Cependant, bien que largement étudié depuis plus de 30 ans pour le 

développement de traitements innovants, le modèle initial de l’effet EPR s’est 

révélé peu concluant à l’égard de l’élaboration de traitements efficaces en clinique, 

et ce malgré les succès précédemment mentionnés [183,184]. En effet, de 

nombreuses différences existent entre les modèles murins et l’homme, et 

permettent d’expliquer pourquoi tout ce qui est observé en modèle murin ne se 

retrouve pas par la suite dans des études cliniques menées chez l’homme.  

 

Il existe en particulier une forte hétérogénéité quant à la perméabilité de 

l’endothélium tumoral et à la présence de fenêtres d’extravasation nécessaires à la 

rétention préférentielle des médicaments au niveau de la tumeur. Là où la 

perméabilité accrue des tumeurs est le plus souvent corrélée à une mauvaise 

différenciation des vaisseaux sanguins et à un manque de péricytes, de nombreux 

types de tumeurs présentent au contraire une bonne différenciation des vaisseaux 

sanguins et un bon recouvrement des vaisseaux par des péricytes [185,186]. De plus, 

la présence de zones hypoxiques participe aux mécanismes de résistance à certains 

médicaments et facilite la sélection des cellules malignes aux propriétés 

métastatiques. L’hypoxie a également des conséquences sur la coagulation et la 

fibrinolyse sanguine, des facteurs qui influent sur l’effet EPR [107,187]. Enfin, 
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l’hétérogénéité du microenvironnement tumoral affecte également la diffusion 

des médicaments par effet EPR, l’environnement immédiat de la tumeur variant 

énormément d’une tumeur à l’autre. Le remodelage de la matrice extracellulaire a 

des conséquences importantes sur la distribution et la diffusion des médicaments 

du vaisseau sanguin vers les cellules tumorales. Dans de nombreux cas, ce 

phénomène est accompagné d’une augmentation de la pression interstitielle qui 

limite le passage des médicaments, et diminue ainsi leur efficacité thérapeutique 

[187–189]. 

 

Les stratégies actuelles de vectorisation doivent donc tenir compte de 

l’hétérogénéité de l’effet EPR lors de la conception de nouveaux médicaments. 

Outre l’effet EPR, la vectorisation de chimiothérapie permet d’améliorer l’efficacité 

des molécules vectorisées par trois approches différentes : la réduction de la 

toxicité des molécules vectorisées, la délivrance locale de chimiothérapie et le 

développement d’agents théranostiques. La réduction de la toxicité des molécules 

chimiothérapeutiques par des vecteurs permet en effet d’augmenter la dose de 

médicament, et ainsi d’accroître l’effet thérapeutique, sans pour autant favoriser les 

effets secondaires indésirables. Cette approche permet notamment le 

développement de thérapies combinatoires, qui utilisent plusieurs traitements 

chimiothérapeutiques simultanément pour maximiser leurs effets [153]. Dans le cas 

de tumeurs solides, où toutes les cellules tumorales sont contenues dans une zone 

compacte, des résultats similaires peuvent être obtenus en délivrant la 

chimiothérapie localement, plutôt que par voie systémique [190]. L’élaboration de 

méthodes de rétention de médicaments, comme par exemple l’utilisation de gels 

ou d’échafaudages moléculaires implantés directement sur le site de la tumeur, 

permet d’obtenir une libération prolongée et contrôlée de l’agent thérapeutique, 

ce qui permet là aussi d’en contrôler les effets indésirables et ainsi de les minimiser 

[191–193]. La théranostique consiste, quant à elle, en une combinaison d’une 

approche diagnostique et thérapeutique, réunies en un seul traitement. Dans un 

contexte oncologique, la vectorisation permet le développement de plateformes 

multifonctionnelles, en tirant parti de la fonctionnalisation de nanoparticules et 

leur couplage avec des agents d’imagerie médicale [194–196]. 
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Enfin, de nouvelles approches, basées sur une vectorisation ciblée d’un type 

cellulaire particulier, apparaissent comme des solutions au manque inhérent de 

spécificité des traitements chimiothérapeutiques. Ces méthodes reposent le plus 

souvent sur un couplage de nanoparticules servant de transporteurs de 

médicaments avec un ligand capable de reconnaître spécifiquement un élément 

particulier des cellules tumorales visées. Les stratégies de vectorisation ciblée 

dépassent le simple cadre de la chimiothérapie et permettent des avancées dans 

d’autres types de traitement du cancer, comme la radiothérapie ou 

l’immunothérapie [197–199]. La vectorisation ciblée de nanoparticules permet 

notamment d’apporter spécifiquement sur le site tumoral des agents 

radiosensibilisant capables d’améliorer l’efficacité d’un traitement par 

rayonnement [200]. 

 

3.2. Vectorisation ciblée en oncologie 
 

Différentes classes de vecteurs ont été développées. On retrouve les nanocristaux, 

les nanoparticules métalliques, les nanoparticules polymériques et les liposomes. 

Ces différentes classes vont être décrites dans les parties qui suivent, en s’attardant 

tout particulièrement sur les systèmes de vectorisation liposomale, qui constituent 

le principal objet d’étude de cette thèse. 

 

3.2.1 Nanocristaux  
  

Les nanocristaux sont des assemblages nanométriques de semi-conducteurs, 

capables de confiner des électrons, ce qui leur confère des propriétés optiques et 

électriques particulières (Figure 18). Ils présentent notamment des niveaux 

d’énergies électroniques discrets, similaires à ceux naturellement observés dans un 

atome, qui les rendent fluorescents. Ces niveaux d’énergie, qui conditionnent leurs 

propriétés, dépendent de leur taille, les nanocristaux les plus gros émettant à des 

longueurs d’ondes plus élevées. Par rapport à des fluorophores traditionnels, les 

nanocristaux présentent une stabilité et une brillance bien supérieures. En plus des 

nanocristaux formés d’un seul alliage uniforme de semi-conducteurs, des 

nanocristaux peuvent présenter une deuxième couche de semi-conducteurs, ce 

qui permet leur passivation et l’amélioration de leurs propriétés optiques comme 

leur rendement quantique [201,202]. L’ensemble de leurs propriétés font des 
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nanocristaux des candidats de choix pour des approches théranostiques. En effet, 

ils permettent un suivi en temps réel et sur des périodes de temps étendues. Leur 

association avec des ligands ou des peptides permet ainsi un ciblage et un suivi de 

protéines et de cellules spécifiques [203–206]. En outre, certains nanocristaux, et 

notamment ceux contenant du Cadmium, possèdent des propriétés toxiques 

quand ils sont excités par un rayonnement ultraviolet, du fait de la toxicité 

intrinsèque des ions Cd2+ [207].  

 

 
Figure 18. Nanocristaux et stratégies de fonctionnalisation (Figure adaptée de 

[207]).  

 

3.2.2. Nanoparticules métalliques 
 

En plus de leurs implications dans la formation des nanocristaux, les métaux ont 

également été utilisés pour le développement de nanoparticules métalliques 

impliquées dans le traitement du cancer [208]. De manière similaire aux 

nanocristaux, les nanoparticules métalliques présentent des propriétés 

intrinsèques intéressantes pour développer des approches théranostiques. En 

particulier, ces nanoparticules peuvent servir d’agent de contraste pour une 

visualisation par imagerie par résonance magnétique ou IRM [209]. Leur nature 

métallique leur confère une bonne biocompatibilité. Des études ont de plus 
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montré que certaines particules possèdent des propriétés antibactériennes 

intéressantes quand les traitements usuels du cancer sont associés à une 

immunodéficience [210]. Enfin, les nanoparticules disposent d’une large gamme de 

chimie de surface, permettant leur fonctionnalisation par diverses molécules. 

 

Les deux principales approches pour l’utilisation de nanoparticules métalliques 

concernent la vectorisation ciblée d’un médicament et le ciblage spécifique de 

cellules tumorales pour un traitement par les nanoparticules elles-mêmes. La 

première approche est illustrée par Aurimune® (Figure 19a), un système de 

vectorisation basé sur une particule d’or colloïdal. Cette particule est 

fonctionnalisée par trois entités : des chaînes de PEG, qui créent un revêtement 

hydrophile ; une molécule médicamenteuse aux propriétés antitumorales ; un 

fragment de TNF  (de « Tumor Necrosis Factor »), une protéine aux propriétés anti-

angiogéniques et immunostimulantes qui permet la maximisation de l’effet 

thérapeutique du médicament vectorisé. La deuxième approche est quant à elle 

illustrée par Nanotherm® (Figure 19b), une nanoparticule d’oxyde de fer 

enveloppée d’aminosilane. Cette particule est utilisée dans le traitement de 

glioblastomes, des cancers cérébraux. Après injection des particules, elles se 

localisent majoritairement au niveau du site tumoral. L’application d’un champ 

électromagnétique alternatif va exciter ces particules, qui vont se désexciter en 

générant de la chaleur et ainsi détruire les cellules tumorales.  
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Figure 19. Exemple de systèmes de vectorisation basés sur des nanoparticules 

métalliques. 

a. Structure d’Aurimune® (Source Cytimune) 

b. Mécanisme d’action de Nanotherm® (Source Magforce) 

 

3.2.3. Nanoparticules polymériques 
 

Les nanoparticules polymériques regroupent les nanoparticules formées 

d’assemblages de protéines, de lipides, de glucides ou encore de polyélectrolytes 

[211,212]. Ces particules ont comme point commun une excellente biocompatibilité 

et biodégradabilité [181]. La principale approche thérapeutique consiste à former 

des assemblages tridimensionnels permettant l’encapsulation de la molécule 

active à vectoriser. Ces capsules permettent d’assurer la stabilité du principe actif, 

et se destinent ainsi aux molécules de grande taille, hydrophobes ou reconnues et 

éliminées par le système immunitaire. Ces systèmes de vectorisation utilisent 

souvent des molécules amphiphiles, pour créer des systèmes permettant la 

stabilisation de composés hydrophobes, hydrophiles et amphiphiles.   
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Pour les systèmes protéiques, on retrouve principalement des assemblages 

d’albumine, de gélatine, d’élastine ou encore de protéines de lait ou de soja [211,213]. 

Le système protéique le plus fréquent est Abraxane®, qui désigne une 

nanoparticule composée d’un assemblage polymérique d’albumine encapsulant 

du paclitaxel, une molécule aux effets anti-tumoraux reconnus mais de forte 

hydrophobicité (Figure 20) [214,215]. La coquille d’albumine permet la protection 

du paclitaxel, avec un relargage lors de la dissociation des unités d’albumine 

directement au niveau du site tumoral. En jouant sur la nature de la polymérisation, 

les systèmes protéiques permettent un contrôle précis du relargage du 

médicament, et améliorent la pharmacocinétique pour maximiser son efficacité 

thérapeutique.  

 

 
Figure 20. Exemple de nanoparticule protéique (Abraxane®). 

 

Les vecteurs à base de glucides sont principalement basés sur des chaînes 

polysaccharidiques anioniques ou des cyclodextrines, qui sont des assemblages 

cycliques de 6 à 8 molécules de glucides, qui présentent notamment un 

environnement intérieur hydrophobe et un environnement extérieur hydrophile. 

Dans une approche de vectorisation, les cyclodextrines permettent ainsi la 

stabilisation de composés hydrophobes en minimisant leur interaction avec un 

environnement aqueux [212,216]. CRLX101 consiste en l’association d’une molécule 

de camptothécine, un alcaloïde pentacyclique hydrophobe aux propriétés 

antitumorales, avec un polymère basé sur une cyclodextrine (Figure 21) [217]. Dans 
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le cas de CRLX101, le polymère est formé d’une alternance de sous-unités de 

cyclodextrines et de PEG, qui permet la stabilisation de la nanoparticule.  

 

 
Figure 21. Exemple de nanoparticule à base de cyclodextrines (CRLX101). 

a. Structure et géométrie d’une cyclodextrine. 

b. Structure et assemblage d’une nanoparticule à base de cyclodextrines 

(Figure adaptée de [217]). 

 

Dans une optique de vectorisation, le principal intérêt des polyélectrolytes est leur 

charge. Les polyélectrolytes peuvent en effet présenter des charges de natures 

différentes. On retrouve des polycations, présentant des charges positives, avec des 

polymères aminés comme des polyéthylènimines ou des polyvinylamines ; des 

polyanions présentant des charges négatives comme les chaînes 

polysaccharidiques d’alginates ou de pectines ; des polyampholytes, 

zwitterioniques, comme l’acrylamide et ses dérivés [218–221]. Les polycations en 

particulier sont impliqués dans la vectorisation d’acides nucléiques, et notamment 

d’ARN interférents (Figure 22). Ces ARN ont la capacité à s’hybrider sur la séquence 

d’un ARN messager spécifique, ce qui empêche sa traduction et conduit à son 

élimination. Cette méthode permet ainsi d’inhiber spécifiquement l’expression 

d‘un gène. L’utilisation d’ARN interférents dans la conception de médicaments est 

importante, du fait de leur spécificité d’action, mais doit tenir compte de leurs 

inconvénients. Les ARN, et les acides nucléiques en général, sont des molécules 

fortement chargées négativement, reconnues par le système immunitaire, ce qui 

conduit à leur dégradation. La vectorisation de cette classe de molécules demande 

ainsi l’utilisation de molécules chargées positivement pour obtenir des 

nanoparticules électriquement neutres, ce qui, en masquant leurs charges, 

protège les ARN interférents et permet leur activité [221]. 
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Figure 22. Exemple d’une nanoparticule d’acide polyacrylique (PAA) encapsulant 

un acide nucléique (Adapté de [221]). 

a. Formation d’un complexe PAA/acide nucléique et stabilisation par des ponts 

disulfures. 

b. Nanoparticule fonctionnelle. 

c. Réduction des ponts disulfures, dissociation de la nanoparticule et libération 

de l’acide nucléique. 

 

Enfin, plusieurs types d’assemblages de lipides existent, comme des 

nanoémulsions, les nanocapsules lipidiques solides ou les micelles [222]. Là où les 

nanoémulsions désignent des nanoparticules basées sur un noyau huileux liquide, 

les nanoparticules lipidiques solides sont quant à elles basées sur un noyau 

lipidique solide. Dans les deux cas, ces nanoparticules sont stabilisées à l’interface 

huile/eau par des émulsifiants (Figure 23a). Quant aux micelles, elles sont formées 

d’un assemblage sphérique de lipides ou d’émulsifiants, voire de polymères 

mimant la structure et l’organisation des lipides (Figure 23b) [223,224].  

 

 
Figure 23. Exemples de nanoparticules lipidiques 

a. Exemple de nanoémulsion. 

b. Exemple de micelle. 
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Enfin, une dernière catégorie de vecteurs lipidiques existe : les liposomes, qui 

constituent le principal outil d’étude de cette thèse et qui vont être décrits en détail 

dans la partie suivante. 

 

3.3. Liposomes 
 

3.3.1. Aspects généraux 
 

3.3.1.1. Structure et propriétés 
 

Les liposomes sont des modèles membranaires très utilisés depuis leur découverte 

par Alec Bangham en 1964 [225]. Ils sont formés par l’assemblage sphérique de 

lipides en vésicules. A la différence des micelles, les lipides des liposomes sont 

organisés en bicouches lipidiques autour d’un noyau aqueux (Figure 24). On 

distingue plusieurs types de liposomes, selon leur taille et leur lamellarité. Les 

vésicules multilamellaires ou MLV (pour « MultiLamellar Vesicles ») sont formées de 

plusieurs bicouches lipidiques, qui délimitent entre elles des compartiments 

aqueux supplémentaires (Figure 24a). A l’inverse, les vésicules unilamellaires sont 

uniquement constituées d’une bicouche et d’un compartiment aqueux (Figure 

24b).  

 

 
Figure 24. Structure générale de liposomes. 

a. Vésicule multilamellaire. 

b. Vésicule unilamellaire. 

 

Ces vésicules unilamellaires sont divisées en trois grandes familles, classées selon 

leur taille : les petites vésicules ou SUV (pour « Small Unilamellar Vesicles ») 

mesurant de 20 à 100 nm, les grandes vésicules ou LUV (pour « Large Unilamellar 

a b



76 

 

Vesicles ») mesurant de 100 à 1000 nm et les vésicules géantes ou GUV (pour « Giant 

Unilamellar Vesicles ») mesurant de 1 à 100 μm [226]. Dans une optique de 

vectorisation, les vésicules les plus intéressantes sont les vésicules unilamellaires, 

qui permettent un contrôle plus précis de la lamellarité que les MLV. En termes de 

taille, les SUV et LUV sont généralement préférés aux GUV, ces dernières dépassant 

le micron sont peu attractives pour une utilisation chez l’homme, leur taille pouvant 

poser des problèmes lors du passage dans des vaisseaux. 

 

La composition lipidique des liposomes est extrêmement variable et modulable, la 

principale limite concernant le rayon de courbure des vésicules formées. Les 

principaux lipides composant les liposomes sont généralement les phospholipides, 

idéaux de par leur géométrie majoritairement cylindrique. Comme pour les 

membranes biologiques, les propriétés des membranes liposomales dépendent 

directement de leur composition. En termes de mouvements des lipides au sein de 

la membrane, que ce soit des mouvements de translation latérale ou de rotation, 

le principal facteur est la fluidité membranaire. Les liposomes étant des systèmes 

membranaires lipidiques purs, la fluidité de leurs membranes dépend de 

l’agencement des chaînes acyles, et donc de la Tm des lipides par rapport à la 

température d’expérimentation. En matière de vectorisation, la fluidité 

membranaire des liposomes, affectant la mobilité des lipides, est directement 

reliée à l’encapsulation de molécules et à la perméabilité de la membrane 

liposomale [227]. Enfin, les liposomes sont le plus souvent préparés à partir de 

phospholipides chargés, générant une charge à leur surface. Cette charge de 

surface a des répercussions sur leur pharmacocinétique puisqu’elle affecte leur 

interaction avec leur environnement, et peut favoriser ou au contraire, limiter leur 

reconnaissance par le système immunitaire. 

 

L’analyse des propriétés physicochimiques des liposomes est ainsi de première 

importance. Elle peut être réalisée par de multiples méthodes [226]. Parmi elles, la 

DLS (pour « Dynamic Light Scattering ») et la TRPS (pour « Tunable Resistive Pulse 

Sensing ») se démarquent de par leur relative simplicité et par le fait qu’elles 

peuvent mesurer la distribution de taille des liposomes, mais aussi leur charge de 

surface. La microscopie, en particulier la microscopie électronique, permet de 

visualiser directement la morphologie des liposomes et donc leur taille et leur 
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lamellarité [225]. Cette dernière peut également être mesurée par Résonance 

Magnétique Nucléaire ou RMN ou par diffraction de neutrons aux petits angles ou 

SAXS. Enfin, la mesure de la fluidité des liposomes peut être réalisée par 

Microscopie à Force Atomique ou AFM, par Résonance Paramagnétique 

Electronique ou RPE, ainsi que par des sondes fluorescentes sensibles à l’ordre de 

la membrane [228]. 

 

3.3.1.2. Méthodes de préparation  
 

La formation de liposomes repose le plus souvent sur la dispersion de lipides 

(traditionnellement sous forme de films secs) dans un environnement aqueux, et à 

leur auto-assemblage en vésicules. Les méthodes de préparation dépendent du 

type de liposomes que l’on souhaite préparer. Les GUV étant des vésicules 

relativement fragiles, leur formation nécessite des méthodes douces et lentes. Les 

GUV peuvent être formées par hydratation douce d’un film lipidique, par électro-

formation ou par coalescence de vésicules plus petites (LUV et SUV). A l’inverse, la 

formation de MLV est généralement réalisée par des méthodes nécessitant 

l’application de contraintes mécaniques importantes. Les deux méthodes 

privilégiées sont ainsi l’hydratation d’un film lipidique sous agitation, qui aboutit à 

la formation de vésicules de taille et de lamellarité hétérogènes, ou le mélange 

d’une phase aqueuse avec une phase organique contenant des phospholipides, qui 

conduit à la formation d’émulsions huile dans eau. L’évaporation du solvant 

organique aboutit alors à la formation de MLV de tailles relativement similaires.  

 

La formation de LUV et de SUV repose le plus souvent sur la réduction de la taille et 

de la lamellarité de MLV précédemment formées, même si des méthodes de 

préparation directes existent. Le passage des MLV aux LUV ou aux SUV utilise des 

méthodes permettant de casser les lamelles, parmi lesquelles on retrouve 

l’extrusion, la sonication, les cycles de congélation/décongélation et 

l’homogénéisation à haute pression. Toutes ces techniques permettent d’ouvrir les 

MLV pour former des vésicules unilamellaires dont la taille va dépendre de la 

méthode utilisée et des conditions expérimentales. A titre d’exemple, la taille des 

vésicules extrudées dépend du diamètre des pores de la membrane, alors que celle 

des vésicules formées par sonication va dépendre de la durée et de l’intensité de la 

sonication. Parmi les méthodes permettant la formation directe de LUV ou de SUV, 
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on retrouve l’injection éthanolique, la dialyse ou des méthodes microfluidiques 

[229]. L’injection éthanolique repose sur l’injection dans une phase aqueuse d’une 

goutte d’éthanol (ou de solvant organique en général) contenant des lipides en 

solution, qui vont alors s’auto-assembler en vésicules. La dialyse permet également 

la formation de vésicules unilamellaires quand elle est appliquée à des lipides 

solubilisés sous forme de micelles de détergents, en permettant d’extraire les 

détergents, ce qui entraîne la coalescence des micelles enrichies en lipides et la 

formation de LUV. Enfin, l’application de la microfluidique à la préparation de 

liposomes est illustrée par la MHF (pour « Micro Hydrodynamic Focussing »), 

représentée Figure 25 [230]. Dans cette méthode, un tampon aqueux circule le 

long des bords d’un canal microfluidique alors qu’une solution alcoolique de lipides 

circule entre les deux couches aqueuses. La circulation simultanée d’alcool et d’eau 

crée des régions dépourvues d’alcool où les lipides peuvent s’auto-assembler en 

bicouches lipidiques, qui finissent par se circulariser en liposomes. L’avantage des 

méthodes microfluidiques est leur haut niveau de précision, avec un contrôle fin de 

la taille des liposomes en fonction des rapports entre les débits d’alcool et de 

tampon aqueux. 

 

 
Figure 25. Formation de liposomes par MHF (Adapté de [230]). 
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3.3.2. Enjeux de la vectorisation liposomale dans un contexte 
oncologique 
 

Les liposomes représentent l’une des principales solutions de vectorisation de 

médicaments. De par leur nature lipidique, ils sont non toxiques, biodégradables et 

biocompatibles (Figure 26).  

 

 
Figure 26. Représentation schématique des différentes classes de liposomes 

(Figure adaptée de [232]). 

 

De plus, ils sont adaptés à la vectorisation de molécules hydrophobes, hydrophiles 

ou amphiphiles. Par rapport aux autres méthodes de vectorisation, l’avantage des 

liposomes repose sur leur grande versatilité, aussi bien en termes de 

fonctionnalisation de surface que de flexibilité de formes galéniques. En effet, les 

préparations liposomales sont adaptées pour une administration classique de 

médicaments par voies orales ou intraveineuses, mais permettent également des 

formulations sous forme d’aérosols, de gels ou de crèmes. Quant à la 

fonctionnalisation de surface, elle est rendue aisée par l’utilisation de conjugués 

lipidiques, qui permettent le couplage de lipides, les principaux constituants qui 

assurent la structuration des liposomes, avec des ligands ou des polymères, qui 

permettent d’apporter des propriétés fonctionnelles supplémentaires. Les 

Liposom es de 3e générat ion Liposom es de 4 e générat ion
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liposomes constituent également une solution idéale pour la reconstitution de 

protéines transmembranaires, en ayant une structure similaire à celle des 

membranes cellulaires, ce qui ouvre la voie à un traitement par enrichissement de 

la membrane en protéines transmembranaires [231]. 

 

Cependant, malgré leurs avantages et le nombre de formulations actuellement 

approuvées, les liposomes présentent des contraintes qui limitent leur efficacité. 

En particulier, les liposomes sont rapidement éliminés du système circulatoire par 

les macrophages, des cellules du système immunitaire. Leur élimination est due à 

leur reconnaissance par des opsonines, des protéines qui marquent les éléments 

extérieurs à l’organisme en s’y adsorbant, favorisant ainsi leur phagocytose par les 

macrophages [233]. Pour limiter l’adsorption des opsonines et allonger la durée de 

vie des liposomes, la stratégie la plus couramment adoptée est celle de la 

pégylation, qui consiste en l’enrobage des liposomes par des chaînes de PEG [234]. 

Cette stratégie a notamment fait ses preuves dans la vectorisation de protéines, en 

permettant d’améliorer leur solubilité et leur stabilité, et en diminuant leurs 

propriétés allergéniques. La pégylation de liposomes aboutit à la formation d’un 

revêtement hydrophile qui limite l’opsonisation des liposomes ; on parle alors de 

liposomes furtifs de par leur capacité à échapper à la reconnaissance du système 

immunitaire. Ce sont les liposomes dits de « deuxième génération » (Figure 26). 

 

De nombreuses formulations ont été développées avec succès grâce à ces 

liposomes furtifs, notamment dans le cadre de la lutte contre le cancer, avec par 

exemple Doxil®, Onivide® et LipoplatinTM. La spécificité de ces liposomes est assurée 

par l’effet EPR, avec les avantages et les inconvénients précédemment décrits. 

Dans un contexte de vectorisation de chimiothérapie, les stratégies actuelles 

reposent sur le ciblage d’un type cellulaire spécifique. Pour les liposomes, la 

pégylation représente une plateforme idéale pour la fonctionnalisation, en 

permettant une bonne exposition des ligands spécifiques au bout des chaînes de 

PEG, ce qui favorise l’établissement des interactions avec les cellules cibles. Ces 

liposomes fonctionnalisés, qualifiés de liposomes de troisième génération, ont ainsi 

pour cibles des éléments membranaires surreprésentés dans la membrane des 

cellules tumorales par rapport à celle des cellules saines (Figure 26). Ces cibles sont 

le plus souvent des protéines surexprimées, reconnues par des ligands ou des 
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anticorps spécifiques, mais peuvent également être des glucides surreprésentés, 

alors reconnus par des fragments de lectines [235]. Enfin, des liposomes 

théranostiques, qualifiés de liposomes de quatrième génération, permettent 

d’utiliser les liposomes comme plateformes diagnostique et thérapeutique, 

utilisant les nombreux avantages précédemment décrits (Figure 26). 

 

Cependant, plusieurs études récentes ont pointé les limites des stratégies actuelles 

de vectorisation basées sur des liposomes [236]. En particulier, leur pégylation peut 

dans certains cas réduire leur durée de vie dans le système circulatoire, modifier 

leur mode d’interaction avec leur cible, voire même déclencher une réponse 

immunogène spécifique aux liposomes pégylés [237]. Comme pour l’effet EPR, la 

pégylation de liposomes s’est révélée soumise aux variations d’une cellule ou d’un 

organe à l’autre, qui peuvent altérer son efficacité et la rendre inopérante. En 

particulier, l’enrobage des liposomes d’un revêtement hydrophile limite 

considérablement la fusion des liposomes avec la membrane de la cellule cible, la 

présence de chaînes hydrophiles gênant considérablement la formation de pores 

de fusion, rendant alors la fusion membranaire thermodynamiquement peu 

favorable. Les liposomes pégylés sont donc le plus souvent internalisés par 

endocytose, un processus durant lequel une invagination de la membrane 

plasmique de la cellule cible fait entrer le liposome dans la cellule par la formation 

d’endosomes. Ce processus est souvent couplé à la fusion avec des lysosomes qui 

conduit à la dégradation du contenu de l’endosome, qui peut alors nuire à 

l’intégrité du principe actif et à l’efficacité thérapeutique du traitement. Des 

stratégies alternatives à la pégylation existent. Elles sont liées à l’avènement de 

nombreux polymères qui apparaissent comme de potentiels successeurs au PEG. 

Parmi eux, on retrouve des dérivés très ramifiés de PEG, de polyglycérols ou de 

polyoxazolines, ou encore, des GAG tels que l’acide hyaluronique ou l’héparine. Un 

autre axe de recherches concerne l’amélioration de la pégylation. Elle permet de 

conserver ses avantages tout en réduisant ses défauts. Parmi les solutions 

proposées, on retrouve l’utilisation de chaînes de PEG clivables ou encore la 

préparation de liposomes fusogéniques qui échappent à la dégradation par les 

lysosomes [238]. D’autres stratégies visent à prendre en charge les liposomes eux-

mêmes, par des transporteurs, comme des capsules de polyélectrolytes, afin de 

pallier leur manque de stabilité dans le sang et de prolonger l’action thérapeutique 
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du principe actif encapsulé. Modifier la charge des liposomes, notamment par des 

lipides chargés ou des polymères zwitterioniques, apparaît comme un autre moyen 

de réduire l’adsorption de protéines à leur surface. Enfin, d’autres stratégies sont 

basées sur l’affranchissement du passage des liposomes dans le système circulaire. 

C’est notamment le cas des stratégies utilisant des échafaudages polymériques ou 

des hydrogels implantés localement, qui permettent un relargage continu et 

régulier des liposomes directement sur le site de la tumeur. 

 

4. Modèles membranaires biomimétiques 
 

Cette thèse s’intéresse aux interactions membranaires entre cellules et vecteurs 

lipidiques dans le but de développer une solution nouvelle pour un ciblage 

spécifique. Cependant, l’étude des membranes cellulaires est d’une extrême 

complexité. En particulier, la dynamique cellulaire rend difficile l’évaluation de la 

contribution de la membrane plasmique à un phénomène, par rapport à la 

contribution du reste de la cellule [239]. De plus, l’étude des protéines 

transmembranaires est également rendue difficile de par leur caractère 

amphiphile, qui empêche le plus souvent leur solubilisation. En effet, bien que 

l’étude des protéines solubles se soit fortement développée, celle des protéines 

transmembranaires est beaucoup plus limitée [240]. 

 

Dans un tel contexte, des membranes artificielles reproduisant les propriétés et la 

structure des membranes apparaissent comme des solutions de choix pour l’étude 

des membranes cellulaires, de leurs propriétés, et des protéines 

transmembranaires qui les composent [239]. De telles membranes, qualifiées de 

membranes biomimétiques, sont le plus souvent constituées de lipides ou 

d’émulsifiants, afin de reconstituer au mieux l’environnement des membranes 

biologiques. 

 

4.1. Applications des modèles membranaires biomimétiques 
 

L’impact et les perspectives du développement de modèles membranaires sont 

nombreux. En plus de la caractérisation structurale et fonctionnelle des 

membranes, les modèles membranaires permettent d’utiliser les propriétés des 
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protéines membranaires pour développer de nouvelles applications autrement 

impossibles sans support [241]. Parmi les applications des membranes 

biomimétiques, on retrouve la formation de (bio)capteurs, le séquençage d’ADN, 

l’étude d’interactions avec des membranes et des protéines membranaires, ou 

encore des approches utilisant des protéines membranaires pour la production 

d‘énergie ou la purification d’eau [241–244]. 

 

Les biocapteurs sont des assemblages artificiels incluant des éléments biologiques, 

dont le but est la détection de certains signaux, le plus souvent des molécules 

particulières. De tels outils mettent à profit les propriétés des protéines 

transmembranaires, comme notamment la spécificité des récepteurs 

membranaires [245,246]. En effet, les récepteurs biologiques possèdent une très 

forte spécificité et sélectivité, ce qui permet la formation de couches sensibles 

permettant l’élaboration de biocapteurs très sensibles et spécifiques (Figure 27). 

De tels assemblages ont trouvé des applications dans les domaines du contrôle de 

la qualité de l’eau, de l’air et de la nourriture, ou encore dans des dispositifs 

médicaux pour la mesure de variables biologiques ou la détection d’anomalies 

[247]. 
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Figure 27. Représentation schématique de la couche sensible d’un biocapteur 

basé sur une membrane biomimétique. 

 

Comme précédemment mentionné, les protéines membranaires constituent des 

cibles de choix lors du développement de médicaments. L’étude des interactions 

de ces protéines avec des candidats-médicaments est ainsi de toute première 

importance pour l’industrie pharmaceutique [248–251]. Les modèles membranaires 

biomimétiques permettent ainsi l’utilisation de méthodes physiques et physico-

chimiques autrement plus difficiles à mettre en œuvre (sinon impossible) avec des 

modèles cellulaires dû à la complexité de ces derniers (Figure 28). Les modèles 

biomimétiques représentent également de sérieuses alternatives aux essais 

précliniques sur animaux, de plus en plus contestées du point de vue éthique. 
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Figure 28. Représentation schématique d’une membrane biomimétique 

comme plateforme de criblage haut-débit. La protéine d’intérêt, qui schématise ici 

un récepteur couplé à la protéine G, est représentée en rouge ; les différents ligands 

testés sont représentés en orange, violet et vert. Les ligands orange (a) et violets (b) 

n’interagissent pas avec la cible, alors que les verts (c) interagissent. 

 

Une autre implication de la reconstitution de protéines membranaires dans des 

membranes biomimétiques concerne le séquençage d’ADN via la formation de 

nanopores [244,252–256]. Ces systèmes de séquençage reposent sur la mesure du 

courant électrique qui traverse le nanopore lorsque ce dernier est immergé dans 

un fluide conducteur (Figure 29). La translocation d’un acide nucléique à travers le 

nanopore va modifier le courant électrique, ce dernier dépendant de la 

conformation du nanopore. La modification de l’intensité électrique dépendant de 

la base azotée, suivre l’évolution de l’intensité du courant électrique permet de 

déduire la séquence du brin transloqué, une fois le système calibré. 
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Figure 29. Représentation schématique d’un nanopore pour une application au 

séquençage d’acides nucléiques (Figure adaptée de [257]). MspA : 

« Mycobacterium smegmatis porin A ». Une enzyme moteur permet de séparer 

l’ADN double brin en ADN simple brin, et de contrôler la vitesse de translocation 

des fragments simple brin à travers MspA. 

 

Enfin, deux exemples illustrent l’utilisation d’une machinerie moléculaire mise en 

place par la nature : la production d’énergie par photosynthèse et la purification 

d’eau à l’aide d’aquaporines [243,258]. La photosynthèse est un processus 

biologique naturel, très présent chez les végétaux, qui permet la production 

d’énergie à partir de lumière. A l’inverse de la combustion d’énergies fossiles qui 

relâche de nombreux gaz toxiques dans l’atmosphère, la photosynthèse capte du 

dioxyde de carbone pour former du dioxygène. Cela en fait une alternative idéale 

aux modes traditionnels de production d’énergie, non seulement non-polluante 

mais dépolluante [259–261]. Les membranes biomimétiques peuvent ainsi servir à 

la conception de cellules photovoltaïques artificielles, en permettant de 

reconstituer des complexes mimant la chaîne photosynthétique qui permettent de 

former un gradient électrochimique à partir d’un signal lumineux (Figure 30). Ces 

modèles biomimétiques possèdent de nombreux avantages sur les cellules 

photovoltaïques synthétiques, notamment en termes de rendement (les modèles 

biomimétiques ayant un rendement maximal théorique de 100%). Cependant, ils 

ne sont pas exempts de défauts, dont le principal est leur courte durée de vie. Des 

études sont ainsi en cours afin d’améliorer leur stabilité et de limiter les dommages 

photo-induits qui déstabilisent et dégradent la membrane [243,262,263]. 
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Figure 30. Représentation schématique de la reconstitution d’un système de 

production d’énergie dans une membrane biomimétique (Figure adaptée de 

[264]). Q : naphtoquinone ; P : porphyrine ; C : caroténoïde ; Qs : diphénylbenzo- 

quinone. 

 

Les aquaporines sont des protéines transmembranaires qui forment des canaux 

permettant le passage de l’eau de part et d’autre de la membrane. Des contraintes 

stériques et électrostatiques permettent de s’assurer que seules les très petites 

molécules (de l’ordre de 0,2 à 0,3 nm) non chargées puissent emprunter ces pores, 

ce qui permet d’éviter le passage d’ions ou de plus grosses molécules, et ainsi de 

conserver la sélectivité de la perméabilité membranaire [242,258]. Une membrane 

biomimétique incluant des aquaporines forme ainsi une alternative aux 

membranes de filtration utilisées pour la purification d’eau (Figure 31). Le principe 

de ces membranes est de constituer une réserve d’eau potable à partir d’une eau 

trouble, en filtrant les impuretés par le biais de membranes de porosité sélective 

comme précédemment décrit. Là encore, par rapport aux membranes 

synthétiques, les modèles membranaires biomimétiques se démarquent par leur 

forte efficacité, bien que limitée par leur faible stabilité [258,265,266]. 
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Figure 31. Représentation schématique d’une membrane biomimétique 

réincorporant des aquaporines (Figure adaptée de [242]). 

 

4.2. Les différents modèles membranaires biomimétiques 
 

Parmi les différentes classes de membranes biomimétiques, on retrouve les 

monocouches, les systèmes vésiculaires, les bicouches qui reposent directement 

sur un support et enfin, les bicouches attachées et espacées du support ou tBLM 

(pour « tethered-Bilayer Lipid Membranes ») [267–269]. 

 

Les monocouches sont historiquement les premiers modèles développés pour 

l’étude des membranes et des lipides [269–271]. Elles sont formées par l’étalement 

de lipides une interface air-eau. Le caractère amphiphile des lipides va conduire à 

l’orientation de leurs têtes polaires vers la phase aqueuse et de leurs queues 

hydrophobes vers la phase gazeuse [269]. L’utilisation de barrières mobiles permet 

la formation de la monocouche et l’étude de son interaction avec des molécules 

solubles injectées en sous-phase selon deux modes d’analyse : à surface constante, 

en mesurant l’évolution de la pression induite par l’interaction des molécules, ou à 

pression constante en mesurant l’évolution de la surface. Cependant, bien que ces 

monocouches soient adaptées à l’étude de l’interaction de protéines 

membranaires périphériques qui n’ont besoin que d’un seul feuillet pour s’insérer, 

elles ne sont pas adaptées à la reconstitution de protéines transmembranaires. 

 

Les systèmes vésiculaires, comprenant les liposomes, constituent un modèle 

simple de membranes cellulaires, en sus de leur importance déjà mentionnée dans 

la délivrance de médicaments. Etant constitués de lipides, leur étude permet de 
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mieux comprendre les propriétés physico-chimiques et l’implication fonctionnelle 

de la fraction lipidique des membranes biologiques [267,268,272]. Leur utilisation 

permet d’étudier leur interaction avec des protéines ou d’autres classes de 

molécules membranaires. De plus, les liposomes représentent une solution 

adaptée pour la reconstitution de protéines transmembranaires. De tels liposomes, 

alors qualifiés de protéoliposomes, représentent une plateforme idéale pour l’étude 

de ces protéines, en leur fournissant un environnement membranaire capable de 

reproduire leur environnement natif permettant de préserver leur intégrité 

structurale et fonctionnelle [273–275]. 

 

Dans le cadre de cette thèse, nous nous sommes intéressés plus en détail aux 

modèles membranaires biomimétiques plans. Ces derniers possèdent de 

nombreux avantages, notamment en termes de méthodes de caractérisation 

disponibles ; ces méthodes étant inaccessibles aux modèles vésiculaires ou en 

monocouche. De plus, notre étude s’est appuyée sur l’expertise acquise au 

laboratoire sur ces modèles. Les deux prochaines parties traiteront des deux 

principales catégories de bicouches biomimétiques planes, constituées de 

bicouches reposant directement sur un support et de bicouches attachées mais 

découplées du support (ou tBLM) [275].  

 

4.2.1. Modèles de bicouches supportées 
 

Parmi les modèles de bicouches planes reposant directement sur un support, on 

retrouve les bicouches supportées ou SLB (pour « Supported Lipid Bilayer »), les 

bicouches suspendues et les bicouches amorties par un polymère [276–278]. Ces 

modèles, représentés Figure 32, ont comme propriétés communes de conserver la 

diffusion latérale des lipides et de reproduire les propriétés physico-chimiques des 

membranes. 

 

Les bicouches supportées représentent le modèle le plus simple, où une bicouche 

lipidique repose sur un support solide [278–282] (Figure 32a). Leur formation repose 

le plus souvent sur l’utilisation de vésicules lipidiques qui fusionnent ou éclatent 

pour former spontanément une bicouche lipidique lors du réarrangement des 

lipides et de leur auto-assemblage pour limiter les interactions hydrophobes-

hydrophiles [280,281]. Les SLB sont alors séparées du support par une fine pellicule 
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d’eau de l’ordre de quelques nanomètres, ce qui permet à la bicouche de ne pas 

être totalement fixée au support et aux lipides de conserver leur mobilité [283,284]. 

Bien qu’elles permettent la réinsertion de protéines membranaires périphériques, 

elles ne sont pas adaptées à la reconstitution de protéines membranaires 

possédant de larges ectodomaines, la couche aqueuse entre la bicouche lipidique 

et le support n’étant pas suffisamment importante. De plus, les déformations et les 

ondulations dynamiques de la membrane sont en partie limitées par la proximité 

avec le support. 

 

 
Figure 32. Bicouches biomimétiques planes reposant directement sur un 

support. 

a. SLB (pour « Supported Lipid Bilayer »). 

b. Bicouche amortie par un coussin de polymère. 

c. Bicouche suspendue. 

 

Pour remédier à ces défauts, des systèmes alternatifs ont été développés. C’est 

notamment le cas des bicouches suspendues, formées au-dessus d’un support 

percé de pores nanométriques [277,285] (Figure 32b). Ces systèmes permettent à 

la fois de reconstituer des protéines transmembranaires avec de larges 

ectodomaines, mais également d’étudier les fluctuations conformationnelles des 

protéines reconstituées sans implication des perturbations liées à la présence du 

support. Cependant, ces modèles sont peu stables dans le temps et ne sont pas 

adaptés aux méthodes de détection sensibles aux modifications de la surface [286]. 

Ces modèles sont ainsi davantage destinés à l’imagerie par fluorescence ou à des 

méthodes de détection électrochimiques, ce qui les rend idéales pour l’étude de 

canaux ioniques. 

 

a b c
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En parallèle, des modèles de bicouches amorties reposant sur un coussin de 

polymère hydrophile ont été développés (Figure 32c). Ces coussins sont formés 

d’un assemblage dynamique qui mime les déformations et la malléabilité du milieu 

intracellulaire qui soutient les membranes biologiques. Cela permet à de tels 

systèmes de sonder des processus dynamiques tels que la déformation des 

membranes ou les réarrangements lipidiques et protéiques des membranes lors 

d’évènements particuliers [276,287–289]. Ces modèles permettent également la 

reconstitution de protéines transmembranaires possédant des ectodomaines, le 

polymère de soutien étant déformable autour de ces derniers. En revanche, le 

contact étroit du support avec le coussin de polymère limite les études 

d’interaction de surface, ce qui limite les perspectives d’utilisation de ces modèles 

dans le cadre d’études d’interaction protéine/membrane ou de la protéine 

membranaire avec son ligand. 

 

La formation de bicouches amorties ou suspendues est réalisée de manière 

similaire aux SLB, par fusion de liposomes, respectivement au-dessus d’un support 

recouvert d’un coussin de polymère ou d’un support poreux. Il est à noter que dans 

le cas de bicouches amorties, la formation du coussin de polymère peut être 

effectuée soit avant celle de la bicouche, qui est alors formée au-dessus du coussin, 

soit après, par injection en-dessous de la bicouche et gonflement [289]. Enfin, une 

autre méthode de formation de bicouches lipidiques consiste à assembler deux 

monocouches en les déposant l’une sur l’autre par la technique de Langmuir-

Blodgett [290]. 

 

4.2.2. Bicouches attachées et espacées 
 

Une autre alternative aux modèles précédemment présentés est la formation de 

bicouches attachées à un support, mais également espacées par un compartiment 

aqueux (tBLM). Ces modèles sont une solution idéale pour la reconstitution de tous 

types de protéines transmembranaires, le compartiment aqueux sous la 

membrane fournissant l’espace nécessaire pour la réinsertion d’ectodomaines 

protéiques [291–294]. 

 

La formation de ces membranes repose sur l’utilisation d’espaceurs entre le 

support et la membrane. De nombreux types existent, comme notamment des 
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espaceurs polymériques ou peptidiques [291]. L’attachement des espaceurs au 

support se fait généralement de deux manières : soit par un traitement préalable 

du support par une chimie de surface qui permet ensuite la fixation de l’espaceur, 

soit par l’établissement de liaisons spécifiques entre le support et l’espaceur [295]. 

D’autres systèmes d’espaceurs existent, comme un système avidine-biotine 

utilisant la très forte affinité entre ces deux molécules en accrochant une 

membrane comportant des lipides biotinylés à un support greffé de streptavidine, 

ou encore l’ancrage par des brins d’acides nucléiques complémentaires les uns aux 

autres [296,297]. Quant au support solide, on retrouve couramment le verre, le mica 

ou encore l’or, des matériaux pour lesquels il existe une chimie de surface 

développée, et pour lesquels de nombreuses techniques de caractérisation sont 

adaptées [295]. 

 

Dans le cadre de cette thèse, nous avons utilisé un modèle de tBLM particulier, 

précédemment développé au laboratoire, qui repose sur l’utilisation de pilotis 

peptidiques, d’où le nom de pep-tBLM. Ce modèle sera plus amplement détaillé 

dans une prochaine partie, après la présentation des différentes techniques 

associées aux membranes biomimétiques planes. 

 

4.3. Méthodes de caractérisation des bicouches biomimétiques planes 
 

De nombreuses méthodes d’analyse des membranes biomimétiques planes 

existent [298–300]. Le choix de la méthode à employer se fait en fonction du type 

de membrane biomimétique utilisée et de l’objet d’étude, mais le principal intérêt 

recherché reste généralement une bonne résolution en z, une membrane pouvant 

recouvrir une large surface mais ne faisant que quelques nanomètres d’épaisseur. 

On peut généralement résumer l’étude de membranes biomimétiques à deux 

principaux objectifs : étudier la membrane, ses lipides et leurs propriétés ou étudier 

des protéines membranaires, leur insertion, leur conformation et leur activité.  

 

Les modèles membranaires biomimétiques permettent l’utilisation de méthodes 

physiques sondant la membrane. Ces méthodes se démarquent de par leur grande 

précision et l’absence de marquage, mais ne sont pas disponibles pour des 

échantillons en solution [298]. Parmi elles, la microscopie à force atomique (AFM) 
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permet d’imager la surface de la membrane, et ainsi d’évaluer sa qualité 

(homogénéité et continuité), de suivre des phénomènes de ségrégation lipidique 

et la formation de domaines, ou encore de mesurer certaines propriétés 

membranaires, comme par exemple leur viscoélasticité [301]. La microbalance à 

cristal de quartz avec suivi de la dissipation ou QCM-D (pour « Quartz Crystal 

Microbalance with Dissipation monitoring ») est une autre technique physique, qui 

permet de mesurer une variation de masse et d’en évaluer ses propriétés 

viscoélastiques [302]. Cette méthode permet à la fois d’étudier quantitativement la 

formation d’une membrane biomimétique sur une surface donnée, mais permet 

également d’évaluer l’interaction entre une protéine membranaire et une autre 

molécule en solution [303]. 

 

D’autres méthodes nécessitent un support solide, notamment celles basées sur la 

formation d’un champ électromagnétique évanescent, comme la résonance 

plasmonique de surface (SPR) ou la microscopie de fluorescence par réflexion 

totale interne (TIRF). Ces méthodes permettent d’imager et de caractériser de 

manière très sensible un échantillon contenu dans une très fine tranche [304,305]. 

Dans le cas de bicouches biomimétiques planes, ces méthodes permettent ainsi 

l’étude précise des membranes, de leurs propriétés et de leur interaction avec 

diverses molécules d’intérêt. L’ellipsométrie est également une technique de choix 

dans l’étude des membranes. Cette méthode, basée sur la réflexion d’une lumière 

polarisée sur une surface plane, permet une caractérisation détaillée des modèles 

biomimétiques membranaires plans [306]. 

 

Enfin, l’étude topologique précise des membranes peut être réalisée par diffraction 

de rayons X ou de neutrons. Ces méthodes permettent de résoudre la structure 

atomique des membranes et de leurs constituants, et sont donc idéales pour 

étudier la conformation de protéines membranaires [307–310]. Ces méthodes sont 

adaptées à la fois à des systèmes plans, mais également à des modèles vésiculaires 

en solution. 
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4.4. Le modèle de bicouches biomimétiques développé au laboratoire 
 

4.4.1. Présentation du modèle 
 

Au cours de cette thèse, les bicouches biomimétiques utilisées ont été formées 

selon une technique développée, brevetée et caractérisée au cours des thèses des 

Dr Samuel REBAUD et Meriem CHADLI [311–313]. Cette méthode, qui permet la 

formation de bicouches lipidiques attachées et découplées du support, se 

distingue par sa capacité à intégrer des protéines transmembranaires 

volumineuses grâce à son espacement vis-à-vis de son support. Elle repose sur 

l’utilisation de liposomes, ce qui lui offre une grande flexibilité de compositions 

lipidiques. Le protocole expérimental de formation de bicouches biomimétiques 

est schématisé Figure 33.  

 

 
Figure 33. Dispositif expérimental de formation de bicouches biomimétiques 

 

A la surface d’un substrat d’or est ajouté un peptide pilotis (P19-4H), qui s’ancre à la 

surface. Puis, l’ajout de liposomes enrichis en DOGS-NTA(Ni), un lipide lié à un 

atome de Nickel, va conduire à l’attachement des liposomes aux peptides pilotis. 

Enfin, l’ajout d’un peptide fusogène (PAH) va conduire à l’ouverture des liposomes 

et à la formation d’une bicouche lipidique plane reposant au-dessus des pilotis qui 

assurent son attachement mais également son découplage au support. 

 

4.4.2. Description du peptide pilotis 
 

Le peptide pilotis (P19-4H) s’articule en trois parties : 

 Une extrémité N-terminale comportant un résidu Cystéinyle.  

 Une hélice alpha intermédiaire (Ser-Arg-Ala-Arg-Lys-Gln-Ala-Ala-Ser-Ile-Lys-

Val-Ala-Val-Ser-Ala-Asp-Arg). 

 Une extrémité C-terminale composée de quatre résidus Histidinyles. 

+

Pept ide 
p ilot is 

+

Liposom es

+
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La fixation du peptide se fait via l’atome de soufre du résidu Cystéinyle N-terminal, 

qui établit une liaison de coordination avec la surface d’or. Puis, l’ajout de liposomes 

enrichis en DOGS-NTA(Ni), un lipide lié à un atome de Nickel, va conduire à la 

chélation de cet ion Nickel par les 4 résidus Histidinyles présents à l’extrémité C-

terminale du peptide pilotis comme schématisé Figure 34. Cette chélation va avoir 

pour conséquence l’attachement des liposomes aux peptides pilotis. 

 

 
Figure 34. Chélation entre le DOGS-NTA(Ni) et le peptide pilotis (P19-4H), adapté de 

[311]. 

 

4.4.3. Description du peptide fusogène 
 

Le peptide AH, décrit par N.J. CHO et al., provient de l’extrémité N-terminale de la 

protéine Non-Structurale 5A (NS5A) du virus de l’hépatite C [314]. Sa séquence 

d’acides aminés (Ser-Gly-Ser-Trp-Leu-Arg-Asp-Val-Trp-Asp-Trp-Ile-Cys-Thr-Asp-

Phe-Lys-Thr-Trp-Leu-Gln-Ser-Lys-Leu-Asp-Tyr-Lys-Asp) lui confère une structure 

tridimensionnelle en hélice amphipathique. De nombreuses études se sont 

penchées sur l’utilisation de ce peptide pour ses capacités à faire s’ouvrir les 

membranes vésiculaires, en ayant une implication dans la recherche de molécules 

antivirales mais également dans la préparation de modèles membranaires 

biomimétiques. Dans ce contexte, les études ont montré que le peptide fusogène 

agissait en s’insérant dans les membranes de vésicules, les déstabilisant et 

Acide NitriloTriacétique (DOGS)

Liposom e

NiNi Histidines 
(peptide pilotis)

Ion Nickel
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provoquant leur gonflement par arrivée d’eau avant rupture de la membrane et 

fusion des vésicules [314–316]. Il apparaît que le peptide fusogène, une fois inséré, 

agirait en formant des pores à travers la membrane, qui constitueraient le point de 

départ de la rupture membranaire. De plus, il apparaît que la présence d’un rayon 

de courbure élevé soit un élément crucial pour l’action du peptide fusogène, des 

études ayant montré qu’il n’agit que faiblement et de manière incomplète sur de 

grosses vésicules micrométriques et qu’il ressort de la membrane qu’il fait s’ouvrir 

lorsque cette dernière devient plane. 

 

4.4.4. Enjeux soulevés dans cette thèse 
 

La formation de ces bicouches a déjà été caractérisée par imagerie par résonance 

plasmonique de surface (SPRi), par FRAP et par AFM. De plus, l’utilisation de 

protéoliposomes a permis de montrer que ce modèle est adapté à la réinsertion de 

protéines membranaires complexes, en réalisant une bicouche biomimétique 

réincorporant la protéine CXCR4 fonctionnelle, un récepteur couplé aux protéines 

G qui possède sept passages transmembranaires [275,311]. 

 

Dans le cadre de cette thèse, ce modèle a été étudié dans le but de caractériser 

l’interaction liposome-membrane et d’évaluer l’impact des changements de la 

composition lipidique et des propriétés membranaires sur cette interaction. Pour 

cela, nous avons cherché d’une part à appliquer des techniques de caractérisation 

jamais utilisées sur ce système, et d’autre part à recréer un modèle membranaire 

biomimétique à partir de lipides naturels extraits. 
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MATÉRIEL ET METHODES 
 

1.  Instrumentation et réactifs 
 

1.1.  Réactifs 
 

1.1.1. Lipides 
 

Tous les lipides proviennent d’Avanti Polar Lipids : 

CHOL Cholestérol  

DAPC  1,2-diarachidoyl-sn-glycéro-3-phosphatidylcholine, Tm = 66°C 

DLPC 1,2-dilinoléoyl-sn-glycéro-3-phosphatidylcholine, Tm = -57°C 

DLaPC 1,2-dilauroyl-sn-glycéro-3-phosphatidylcholine, Tm = -2°C 

DMPC 1,2-dimyristoyl-sn-glycéro-3-phosphatidylcholine, Tm = 24°C 

DOGS-NTA(Ni) « 1,2-dioleoyl-sn-glycero-3-[(N-(5-amino-1-carboxyoentyl) iminodia-

cetic acid) succinyl] Nickel salt »  

DOPC  1,2-dioléoyl-sn-glycéro-3-phosphatidylcholine, Tm = -17°C 

DOPE  1,2-dioléoyl-sn-glycéro-3-phosphatidyléthanolamine, Tm = -16°C 

DPPC  1,2-dipalmitoyl-sn-glycéro-3-phosphatidylcholine, Tm = 41°C 

DSPC  1,2-distéaroyl-sn-glycéro-3-phosphatidylcholine, Tm = 55°C 

POPC  1-palmitoyl-2-oléoyl-sn-glycéro-3-phosphatidylcholine, Tm = -4°C 

DPPT 1,2-dipalmitoyl-sn-glycéro-3-phosphothioéthanol 

NBD-PE N-(7-nitro-2-1,3-benzoxadiazol-4-yl)-1,2-dioléoyl-sn-glycéro-3-phosphati-

dyléthanolamine, max excitation = 460 nm, max émission = 535 nm  

Rhod-PE N-(lissamine Rhodamine B sulfonyl)-1,2-dioléoyl-sn-glycéro-3-Phos-

phatidylEthanolamine, max excitation = 560 nm, max émission = 583 nm  

SM Mélange de sphingomyélines extraites de cerveaux de porcs  

 

1.1.2. Peptides 
 

Peptide pilotis P19-4H Smartox Biotechnology 

Séquence : CSRARKQAASIKVAVSADRHHHH 

Peptide fusogène PAH  Smartox Biotechnology

Séquence : SGSWLRDVWDWICTVLTDFKTWLQSKLDYKD 
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1.1.3. Solvants 
 

Chloroforme                       Sigma-Aldrich    

Dichlorométhane                Sigma-Aldrich  

DMSO DiMéthylSulfOxyde              Sigma-Aldrich  

Ethanol                 Sigma-Aldrich  

Méthanol                 Sigma-Aldrich  

 

1.1.4. Produits chimiques 
 

Dithionite de Sodium              Sigma-Aldrich 

Glycine                Sigma-Aldrich 

HEPES Acide 4-(2-hydroxyéthyl)-1-pipérazine éthane sulfonique        Sigma-Aldrich 

KCl Chlorure de potassium              Prolabo 

K2HPO4 Phosphate                Prolabo 

Lactate                Sigma-Aldrich 

MgSO4 Sulfate de Magnésium              Prolabo 

NaCl Chlorure de Sodium               Prolabo 

NAD+ Nicotinamide Adénine Dinucléotide           Sigma-Aldrich 

NADPH, H+ Nicotinamide Adénine Dinucléotide Phosphate            Roche 

PBS Phosphate Buffered Saline                        PanReac Applichem 

pNPP para-NitroPhényl Phosphate            Sigma-Aldrich 

Saccharose                 Prolabo 

Tris-HCl tris(hydroxyméthyl)aminométhane               Merck  

Triton X-114                 Prolabo 

 

1.1.5. Tampons utilisés 
 

Tampon de travail en SPRi  

Tampon HEPES 20 mM, NaCl 100 mM, pH 7,4. 

Tampon de préparation des liposomes  

Tampon phosphate salin ou PBS (pour « Phosphate Buffered saline ») 

phosphate 10 mM, KCl 2,7 mM, NaCl 137 mM, pH 7,4.  

Tampon de préparation des liposomes en absence de sels 

Tampon HEPES 50 mM, pH 7,4.  
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Tampon de saccharose pour centrifugation isopycnique 

Tampon Tris-HCl 20 mM, NaCl 40 mM, KCl 100 mM, MgSO4 5 mM contenant 

des quantités de saccharose variant de 0,25 M à 1,5 M, pH 7,6. 

Tampon de mesure de l’activité de la Cytochrome C oxydase 

Tampon phosphate 50 mM, pH 7,8. 

Tampon de mesure de l’activité de la Cytochrome C NADPH Réductase 

Tampon phosphate 300 mM, pH 7,8. 

Tampon de mesure de l’activité de la Lactate Déshydrogénase 

Tampon glycine 100 mM, pH 9. 

Tampon de mesure de l’activité de la Phosphatase Alcaline 

Tampon Tris-HCl 100 mM, pH 8,3. 

 

1.2. Culture cellulaire 
 

1.2.1. Cellules 
 

Lignées WPMY-1, LNCaP et HCT-116                                                              ATCC 

Lignées C4-2B et PC-3                            Don du Dr Olivier Cuvillier (IPBS, Toulouse)  

Fibroblastes      Don du Laboratoire des Substituts Cutanés 

 

1.2.2. Réactifs et milieux de culture 
 

Amphotéricine B                                                                                            Sigma-Aldrich 

« Cytotoxicity Detection Kit »                                                                          Sigma-Aldrich  

Docétaxel                                                                                                                 Sigma-Aldrich  

Milieu de culture « DMEM » Dulbecco’s Modified Eagle Medium          Sigma-Aldrich 

Milieu de culture McCoy’s 5A                                                                           Sigma-Aldrich 

Milieu de culture « RPMI » Roswell Park Memorial Institute                 Sigma-Aldrich 

Pénicilline/Streptomycine                                                                                Sigma-Aldrich  

SVF Sérum de Veau Fœtal                                                                                   Sigma-Aldrich 

Trypsine + EDTA                                                                                                     Sigma-Aldrich  
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1.3.  Instrumentation 
 

Appareil de DLS Zetasizer NanoZS                                                          Malvern Instruments 

Appareil de QCM-D Q-sense E4                                                                                    Q-sense 

Appareil de SPRi Horiba SPRi Lab+                                                                               Horiba  

Centrifugeuse Mutlifuge 3 LR                                                                                       Heraeus 

Evaporateur rotatif Rotavapor R-111                                                                               BUCHI 

Incubateur Forma Series II water jacketed CO2 Incubator                  Thermo Scientific  

Lecteur de plaques Infinite M200                                                                                   TECAN  

Microscope de BALM Axiovert 40 MAT                                                                              Zeiss 

Microscope d’épifluorescence Axio Observer Z1                                                       Zeiss  

Poste de sécurité microbiologique HF safe 900                                                Heal Force 

Sonicateur Sonopulse GM70                                                                                       BANDELIN 

Spectrofluorimètre pour l’étude du Dioll FP 8500                                                 Jasco 

Spectrophotomètre pour le dosage d’ADN NanoPhotometer N60                IMPLEN 

Système d’eau ultra-pure Purelab option-Q                                                                   Véolia 

Système d’extrusion Mini-Extruder                                                         Avanti Polar Lipids 

Ultracentrifugeuse OPTIMA™ LE-80K                                                Beckmann-Coulter 

 

1.4. Matériel 
 

Colonnes de dessalage Sephadex G-25 in PD-10 Desalting Columns 

GE Healthcare Life Sciences            

Lames pour la BALM                                                                                                Watch Live 

Membranes d’extrusion Nucleopore 100/400 nm                                                         Whatman 

Plaques multipuits pour culture cellulaire Plaques 12/24/96 puits                    Falcon 

Plaques multipuits pour mesure au lecteur de plaques Plaques 96 puits    Greiner  

Préfiltres d’extrusion Drain discs 10 mm                                                          Whatman  

Prisme de SPRi SPRi Biochip                                                                                                                    Horiba 

 

1.5. Logiciels 
 

AxioVision                                                                                                                        Zeiss           

ImageJ                                                                                        National Institutes of Health 

A 
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2. Préparation et caractérisation de liposomes 
 

2.1. Compositions lipidiques utilisées 
 

La composition lipidique est le principal élément qui va déterminer les propriétés 

physicochimiques d’un liposome, les lipides étant les constituants de base des 

bicouches lipidiques. Deux principaux types de compositions lipidiques ont été 

utilisés, des compositions à base de phosphatidylcholine (PC) et de DOPE couvrant 

une large gamme de fluidité membranaire, ainsi que des compositions enrichies 

en DOGS-NTA permettant la formation de bicouches lipidiques biomimétiques. 

Ces dernières sont présentées dans la partie dédiée au dispositif expérimental de 

formation des bicouches lipidiques biomimétiques (4.1.1., page 118). 

 

 
Tableau 2. Détail des compositions lipidiques utilisées pour la formation d’une 

gamme de fluidité membranaire de liposomes.  

Taux Lipide Acides gras Tm  (°C)

78 %

DSPC a 18:0 PC 55

DPPC 16:0 PC 41

DMPC 14:0 PC 24

POPC 16:0, 18:1 PC -4

DOPC 18:1 (∆9) PC° -17

DLPC 18:2 (∆9,12) PC -57

20 % DOPE 18:1 (∆9) PE -16

2 % NBD-PE 18:1 (∆9) PE -20
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La formation d’une gamme de fluidité membranaire liposomale a été réalisée en 

utilisant plusieurs phosphatidylcholines, de longueur et de saturation de chaînes 

acyles variées. Ces compositions ont été enrichies de DOPE, un lipide fusogénique 

du fait de sa géométrie conique. Celle-ci participe à la déstabilisation locale de la 

membrane et à la formation de phases hexagonales inverses favorisant la survenue 

de phénomènes de fusion membranaire [317,318]. Le détail et la structure des 

lipides utilisés sont détaillés dans le Tableau 2. 

 

2.2. Protocole de préparation 
 

2.2.1. Séchage 
 

La préparation des liposomes commence par la formation d’un film lipidique. Les 

lipides en solution dans du chloroforme sont prélevés à l’aide de seringues en verre, 

et introduits à la concentration choisie dans un ballon en verre. La masse lipidique 

est généralement comprise entre 1 et 5 mg. Le volume total du ballon est ajusté à 

au moins 500 μL par ajout de chloroforme, afin de garantir la formation d’un film 

fin et homogène. Le chloroforme est ensuite évaporé à l’aide d’un évaporateur 

rotatif pendant 10 minutes, sous vide en chauffant au bain-marie à une 

température supérieure à la température de transition de phase (Tm) des lipides.  

 

2.2.2. Resuspension en milieu aqueux 
 

La formation des liposomes est basée sur l'auto-assemblage des phospholipides en 

vésicules lamellaires lorsqu’ils sont mis en contact avec un milieu aqueux par effet 

hydrophobe. Cela est dû au caractère amphiphile des phospholipides, ces derniers 

comportant une tête polaire composée d’un ester de phosphoglycérol portant un 

groupe variable (choline, éthanolamine, sérine, inositol) et de deux queues 

hydrophobes constituées de chaînes d’acides gras estérifiés sur le glycérol. Au 

contact d’une phase aqueuse, les phospholipides vont alors former une bicouche 

lipidique autour d’un cœur hydrophile.  

 

Après ajout d’un tampon aqueux, les ballons sont chauffés au-dessus de la 

température de transition de phase des lipides et agités. Le film lipidique va alors 
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gonfler et l’agitation mécanique du ballon va aboutir à la formation de Vésicules 

MultiLamellaires (MLV) possédant une ou plusieurs lamelles et des tailles variées. 

2.2.3. Cycles de congélation/décongélation 
 

L’application d’une succession de 6 cycles de congélation/décongélation va, en 

fragilisant progressivement les différentes bicouches, conduire à la formation de 

Vésicules UniLamellaires (LUV) de tailles variables. Ces cycles sont réalisés dans de 

l’azote liquide de la manière suivante : 

 5 minutes dans l’azote liquide pour congeler rapidement les solutions 

liposomales ; 

 10 minutes dans un bain-marie à 37°C pour décongeler les solutions ; 

 1 minute d’agitation mécanique au vortex afin d’homogénéiser les 

préparations. 

 

2.2.4. Extrusion 
 

Afin de calibrer la taille des liposomes préparés, les préparations sont ensuite 

extrudées. Pour cela, l’application d’une force mécanique va forcer les liposomes à 

passer à travers une membrane de porosité fixe située entre deux seringues 

contiguës. Le chauffage des préparations assure que les lipides composant les 

liposomes soient dans un état fluide, ce qui facilite la déformation et la réduction 

de la taille des liposomes à celle des pores de la membrane. Cela permet de 

préparer des liposomes unilamellaires de taille uniforme, à partir d’une population 

de tailles variables. Le schéma du dispositif expérimental est représenté sur la 

Figure 35. 

 

 
Figure 35.  Schéma du montage expérimental de l’extrudeur (Adapté d’Avanti 

Polar Lipids [319]). 

 

Support Mem brane en polycarbonate

Filt reSeringue contenant  les 
liposom es à ext ruder
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En plus de la membrane poreuse de polycarbonate, deux filtres, un de chaque côté, 

permettent de limiter le passage d’impuretés et d’agrégats. Une fois le système 

assemblé, 5 passages de tampon permettent d’humidifier le système. Puis, chaque 

préparation est extrudée 21 fois avec une membrane de 400 nm de porosité. Entre 

chaque extrusion, 5 passages de tampon permettent d’éliminer le surplus de 

liposomes. Puis, une fois les préparations extrudées à 100 nm, le dispositif est 

démonté, nettoyé à l’éthanol et à l’eau distillée, puis remonté avec 2 nouveaux 

préfiltres et une membrane de 100 nm de porosité. Les solutions liposomales sont 

une nouvelle fois extrudées, puis stockées à 4°C à l’abri de la lumière. 

 

2.2.5. Encapsulation de principes actifs 
 

Plusieurs molécules ont été encapsulées dans des liposomes : le DTX (docétaxel), la 

MMAE (pour « Monomethyl auristatin E ») et le 5-FU (pour 5-FluoroUracile). Le DTX 

(Figure 36) est un agent antitumoral qui agit en inhibant la dépolymérisation des 

microtubules. La préparation de liposomes encapsulant du DTX a été réalisée en 

ajoutant du DTX préalablement dilué dans du DMSO au tampon de resuspension 

du film lipidique séché. Une gamme de concentration a été réalisée, correspondant 

à des concentrations finales sur les cellules comprises entre 1 nM et 1 μM. 

 

 
Figure 36.  Structure du DTX. 

 

La MMAE a été greffée à une molécule de DPPT (1,2-dipalmitoyl-sn-glycéro-3-

phosphothioéthanol) dans le cadre d’une collaboration avec le Pr Benoît JOSEPH 

(ICBMS - UMR CNRS 5246 - Equipe SMITh) et le Dr Warren VIRICEL (Mablink 

Bioscience). La MMAE utilisée est également accompagnée d’une polysarcosine, 

un composé hydrophile qui permet de stabiliser en milieu aqueux la molécule de 
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MMAE (cette dernière étant relativement hydrophobe), ainsi que d’une « gâchette » 

constituée d’un acide glucuronique qui permet, in vivo, le clivage et la libération de 

la MMAE. Ici, la MMAE a été couplée avec une molécule de DPPT par le biais d’une 

fonction maléimide, pour former le composé DPPT-MMAE représenté Figure 37. 

 

 
Figure 37.  Structure de la DPPT-MMAE. 

 

Le 5-FU utilisé est un dérivé greffé d’une chaîne d’acide gras à 12 carbones (acide 

laurique), synthétisé par le Dr Giovana LOLLO (LAGEPP - UMR CNRS 5007 - Equipe 

GePharm) pour former le composé 5-FU-C12 (Figure 38). Ce dernier a montré son 

efficacité dans la délivrance à des cellules de cancer du côlon [320]. 

 

 
Figure 38.  Structure du 5-FU-C12. 

 

2.2.6. Séparation sur colonne par chromatographie d’exclusion 
stérique 
 

Lors de la préparation de liposomes encapsulant des molécules, toutes les 

molécules ne se retrouvent pas encapsulées dans les liposomes ; une partie est 

toujours en solution dans le tampon. Afin d’éliminer ces molécules libres et ainsi de 

ne conserver que les molécules encapsulées à l’intérieur des liposomes, une 

chromatographie d’exclusion stérique SEC (« Steric Exclusion Chromatography ») 

Polysarcosine
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a été réalisée. Cette méthode utilise des colonnes emplies de gel formant des billes 

poreuses. Elle permet la séparation de particules en fonction de leur taille. Alors que 

les grosses particules vont être directement éluées dans le volume mort de la 

colonne, les petites vont être retardées par les billes poreuses (Figure 39). 

 

 
Figure 39.  Représentation schématique de la séparation opérée par SEC. Les 

liposomes sont représentés en rouge, les molécules libres en vert et les billes 

poreuses par les ronds bleus. 

 

Les colonnes sont équilibrées par le passage de 10 mL de tampon. Puis, l’échantillon 

à séparer est déposé au sommet de la colonne, et l’on commence à récolter l’éluat. 

L’échantillon est élué par ajouts successifs de 1 mL de tampon, en changeant de 

fraction à chaque nouvel ajout. Après utilisation, les colonnes sont régénérées par 

le passage de 30 mL de tampon frais. 

 

2.3. Caractérisation des liposomes 
 

2.3.1. Suivi de la taille et de la stabilité 
 

La caractérisation de la taille et de l’indice de polydispersité (PDI pour 

« PolyDispersity Index ») des liposomes préparés a été réalisée par diffusion 

dynamique de la lumière DLS (« Dynamic Light Scattering »), en collaboration avec 

le Dr Giovana Lollo (LAGEPP - UMR CNRS 5007 - Equipe GePharm). Cette méthode 

se base sur le mouvement brownien, le mouvement aléatoire inhérent à toute 

particule immergée dans un liquide, basé sur les chocs entre la particule et les 

petites molécules du solvant. La DLS utilise un faisceau laser polarisé traversant la 
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solution contenant les particules à mesurer. La mesure de la diffusion du faisceau 

par les particules va ainsi permettre de déterminer la taille des particules, l’intensité 

diffusée par une petite particule variant plus vite que celle diffusée par des 

particules plus larges (Figure 40). Un modèle mathématique permet alors 

d’obtenir le diamètre hydrodynamique des particules présentes en fonction de la 

diffusion observée. 

 

 
Figure 40. Principe de la diffusion dynamique de la lumière (DLS). En haut, pour 

des grosses particules, l’intensité diffusée varie lentement ; en bas, pour des petites 

particules, l’intensité diffusée varie rapidement. 

 

L’échantillon à analyser est placé tel quel dans une cuve en plastique et placé dans 

l’appareil de mesure. La taille et la polydispersité de chaque préparation sont 

mesurées juste après l’extrusion, puis après une, deux et trois semaines. Ces 

données permettent ainsi d’estimer la stabilité des préparations, en comparant 

l’évolution du diamètre moyen et du PDI sur 3 semaines. 

 

2.3.2. Mesure de la charge de surface 
 

La détermination de la charge de surface des liposomes a été réalisée en mesurant 

le potentiel zêta des préparations par DLS. Ce potentiel représente la charge 

électrique des liposomes en solution lorsqu’ils interagissent avec des ions. Quand 
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bien même les liposomes soient formés de lipides zwitterioniques, et donc de 

charge globale neutre, il existe au sein du liposome une séparation de charges. Les 

ions ammoniums des éthanolamines et des cholines sont ainsi exposés à la surface 

alors que les charges négatives des phosphates sont enfouies vers l’intérieur des 

liposomes (Figure 41a). Le potentiel zêta désigne ainsi la charge de la couche 

superficielle associée aux liposomes (Figure 41b). Ici, la mesure du potentiel zêta 

englobe les charges des lipides à la surface du liposome, la première couche de 

contre-ions négatifs au contact de la tête choline, et la deuxième couche de contre-

ions plus équilibrés en termes de charge. 

 

 
Figure 41. Potentiel zêta à la surface d’un liposome. 

a. Charges d’un phospholipide zwitterionique (ici la DPPC). 

b. Potentiel zêta d’un liposome en solution, qui englobe les charges des lipides 

à la surface du liposome ainsi que les contre-ions à grande proximité. 

 

2.3.3. Caractérisation de la fluidité membranaire 
 

La fluidité membranaire des liposomes préparés a été caractérisée via le Dioll, une 

sonde fluorescente dérivée du Laurdan qui a été synthétisée comme analogue plus 

polaire [321]. Cette sonde, non fluorescente en solution, a la particularité de s’insérer 

dans les membranes et de fluorescer une fois insérée (Figure 42a). Elle est sensible 

à l’ordre membranaire, qui influe sur la relaxation vibrationnelle de la molécule. La 

synthèse a été réalisée par le Dr Thierry GRANJON et le Dr David GUEYRARD (ICBMS 
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- UMR CNRS 5246 - Equipe LCO2Glyco), et a fait l’objet d’une publication en cours 

de soumission, détaillée en « Annexe » (1.1., page 259). 

 

Après absorption d’un photon excitateur, le fluorophore réémet un photon sous 

forme de fluorescence. Lors de l’absorption du photon, un électron passe d’un état 

fondamental à un état excité d’énergie plus élevée. L’émission du photon de 

fluorescence va désexciter l’électron et le faire revenir à son état fondamental. Entre 

l’absorption et l’émission de photons, des phénomènes de relaxation vibrationnelle 

interviennent, correspondant le plus souvent à une dissipation d‘énergie dans le 

milieu par interaction avec les molécules de solvant.  

  

 
Figure 42. Insertion du Dioll dans les membranes lipidiques. 1 : Excitation ; 2 : 

Relaxation vibrationnelle ; 3 : Retour à l’état fondamental et émission du photon de 

fluorescence. 

a. Insertion du Dioll dans une membrane lipidique de DPPC. 

b. Fluorescence du Dioll inséré dans une membrane fluide. 

c. Fluorescence du Dioll inséré dans une membrane rigide. 

 

Quand la sonde est insérée dans une membrane fluide, le photon réémis a une 

énergie plus basse que celle du photon excitateur puisqu’une partie de l’énergie a 

été dissipée par relaxation vibrationnelle (Figure 42b), ce qui se traduit par une 

longueur d’onde plus élevée de 490 nm (énergie et longueur d’onde étant 
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inversement proportionnelles). En revanche, quand la sonde est insérée dans une 

membrane rigide, le manque de mobilité des molécules dans la membrane réduit 

l’accessibilité de la sonde au solvant, ce qui atténue la relaxation vibrationnelle. Le 

photon d’émission d’une membrane rigide a donc une énergie plus élevée que 

celui émis dans le cas d’une membrane fluide (Figure 42c), ce qui se traduit par 

une longueur d’onde plus faible. 

 

Le calcul du paramètre de polarisation généralisée GP (pour « Generalized 

polarization ») permet de comparer numériquement la fluidité de deux 

membranes, les valeurs de GP étant comprises entre -1 et +1 (Eq. 1). Plus la valeur 

de GP est proche de +1, plus la membrane est rigide ; plus elle est proche de -1, plus 

la membrane est fluide. 

 

     (Eq. 1) 

 

La mesure expérimentale de la GP des liposomes a été réalisée par une lecture au 

spectrofluorimètre. Après incubation pendant au moins 15 minutes avec du Dioll (2 

μM), les solutions de liposomes (0,1 g/L) sont placées dans une enceinte 

thermostatée, et des spectres sont pris entre 5°C et 45°C, à intervalles de 1°C. La 

mesure de la GP des cellules est réalisée de manière similaire, en incubant pendant 

15 minutes du Dioll (2 μM) avec Une suspension de cellules à 1 million de cellules 

par mL. La mesure a été réalisée à 37°C uniquement. 

 

3. Essais in cellula 
 

3.1. Culture cellulaire 
 

3.1.1. Cellules utilisées 
 

L’étude de l’interaction liposome-cellule a été réalisée sur plusieurs modèles 

cellulaires humains, provenant de différents organes et tissus, avec de multiples 

types cellulaires aux propriétés variées. Cette hétérogénéité a ainsi permis l’étude 

de l’interaction liposome-cellule sous de nombreux aspects. 

 



  111 

 

Parmi les modèles utilisés, quatre lignées cellulaires, les lignées WPMY-1, LNCaP, 

C4-2B et PC-3, ont permis d’élaborer un modèle de cancer de la prostate à 

différents stades d’évolution, avec une lignée contrôle et trois lignées 

métastatiques d’agressivité variée (Figure 43). La culture et l’étude de ces modèles 

ont été réalisée en collaboration avec le Dr Leyre BRIZUELA (ICBMS - UMR CNRS 

5246 - Equipe MEM2).  

 

 
Figure 43. Classification des lignées de cancer de la prostate utilisées.   

 

La lignée WPMY-1 a été obtenue à partir de (myo)fibroblastes et de cellules 

épithéliales issus du stroma de la prostate saine d’un homme de 54 ans ; elle sert 

de contrôle mimant le tissu prostatique sain. La lignée LNCaP correspond à une 

métastase issue d’un cancer de la prostate d’un homme de 50 ans, localisée dans 

un ganglion lymphatique supraclaviculaire. A partir de cette lignée, la lignée C4-2B 

a été créée par inoculation chez une souris de cellules LNCaP et de fibroblastes 

issus d’un ostéosarcome, suivie d’une castration des souris pour induire une 

indépendance aux hormones. Les cellules créées forment des métastases osseuses. 

La lignée PC-3 a, quant à elle, été obtenue à partir d’une métastase osseuse d’un 

adénocarcinome prostatique de grade IV provenant d’un homme âgé de 62 ans.  

 

La lignée HCT-116 correspond à des cellules issues d’un adénocarcinome du côlon 

et a servi à valider les résultats observés sur les cellules modèles de prostate sur 

d’autres types cellulaires. 

 

Les fibroblastes utilisés proviennent d’échantillons de peau humaine, récupérés sur 

des donneurs anonymes au Laboratoire des Substituts Cutanés (UMR CNRS 5035). 

Les fibroblastes cultivés correspondent à ceux obtenus après dissociation et 

purification à partir des échantillons prélevés [322]. Ces cellules nous servent de 

contrôles sains. 
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Des essais ont également été réalisés sur des cellules issues de lignées modèles de 

cancer du sein. Ces dernières ont été cultivées par Sébastien IBANEZ dans le cadre 

d’une collaboration avec le Dr Arnaud VIGNERON (CRCL - UMR INSERM 1052 CNRS 

5286 - Equipe EMT et plasticité de la cellule cancéreuse). Cinq lignées cellulaires 

différentes ont été utilisées (MCF-7, MBA-MB-231, MBA-MB-436, Hs578T et HCC-

1954), chacune correspondant à un certain type de cancer du sein, comme illustré 

Figure 44 [323].  

 

 
Figure 44. Distribution des lignées cellulaires de cancer du sein utilisées (Figure 

adaptée de [323]). HER2 : « Human Epithelial Receptor 2 ». Le bleu représente des 

tumeurs peu invasives de bon pronostic ; le jaune représente des tumeurs 

agressives de mauvais pronostic. 

 

Les cellules de tumeurs luminales, comme les MCF-7, représentent des modèles de 

tumeurs avec de bons pronostics de survie, avec des cellules ayant encore un bon 

état de différenciation et présentant des jonctions serrées étanches. Les lignées 

triple négatives, en revanche, présentent un état beaucoup plus indifférencié, plus 

proches d’un phénotype mésenchymateux que de leur état de base épithélial. Elles 

correspondent à des modèles de tumeurs de mauvais pronostics. On retrouve les 

cellules MDA-MB-231, les cellules MDA-MB-231 et les cellules Hs578T. Les cellules 

HER2+, comme les HCC-1954, correspondent à un état intermédiaire entre les 

cellules luminales et les cellules triples négatives, avec des cellules encore 

épithéliales mais des liaisons serrées disjointes. Une sixième lignée, HCC-1954m, a 

Lum inales HER2+ Triples négatives

MDA-MB-231MDA-MB-436

MCF-7 Hs578THCC-1954
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été utilisée. Elle correspond à des cellules HCC-1954 ayant transité vers un état 

mésenchymateux depuis leur état épithélial. 
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3.1.2. Protocoles de culture cellulaire 
 

Les cellules sont cultivées dans des flasques de 75 à 150 cm2. Les cellules WPMY-1, 

LNCaP, C4-2B et PC-3, ainsi que les fibroblastes, ont été cultivés dans du DMEM 

complémenté avec 10% (v/v) de sérum de veau fœtal (SVF). Les cellules HCT-116 ont 

été cultivées dans du milieu de culture McCoy’s complémenté avec 10% (v/v) de 

SVF. Les cellules ont été cultivées dans un incubateur humidifié à 37°C avec 5% de 

CO2. 

 

Pour chaque lignée, deux repiquages par semaine ont été réalisés. A cet égard, le 

tapis cellulaire au fond des flasques de culture est lavé, décollé, et les cellules sont 

réensemencées dans de nouvelles flasques à des densités variables en fonction de 

la lignée utilisée.  

 

3.2. Etude de l’interaction avec des liposomes fluorescents 
 

3.2.1. Ensemencement et traitement de plaques  
 

Lors de l’étude de l’interaction de liposomes fluorescents avec la membrane de 

cellules, des plaques 96 puits ont été préparées. Après passage, des cellules ont été 

ensemencées dans des plaques à des densités différentes en fonction de chaque 

lignée, optimisées pour avoir des tapis cellulaires uniformes à 80% de confluence, 

c’est-à-dire recouvrant 80% de la surface du puits. 

 

Après une nuit dans l’incubateur, pour permettre aux cellules d’adhérer au fond des 

puits, les plaques sont traitées par ajout d’une solution de liposomes fluorescents à 

une concentration finale de 0,25 g/L de lipide. Les plaques sont maintenues 

pendant 2h30 à 37°C dans l’incubateur afin de maintenir la viabilité des cellules et 

de leur permettre d’interagir avec les liposomes. Après lavage avec du PBS, les 

cellules sont fixées par du formaldéhyde à 3,7%, un agent pontant qui permet 

d’immobiliser les cellules sur la plaque. 
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3.2.2. Visualisation en microscopie d’épifluorescence 
 

Les cellules sont observées en microscopie d’épifluorescence. Dans cette méthode 

de microscopie, l’échantillon est éclairé par une lumière à une longueur d’onde 

précise afin d’exciter les fluorophores présents (Figure 45). La lumière de 

fluorescence émise est alors enregistrée, ce qui permet de suivre en temps réel la 

distribution du marquage fluorescent au sein de l’échantillon. La microscopie 

d’épifluorescence utilise des filtres et un miroir dichroïque pour sélectionner et 

dévier les faisceaux désirés. Un premier filtre permet de sélectionner uniquement 

une plage de longueurs d’ondes correspondant à la longueur d’onde où l’excitation 

du fluorophore est maximale. Le deuxième filtre permet quant à lui de ne 

sélectionner que la plage de longueur d’onde correspondant à la longueur d’onde 

d’émission maximale du fluorophore. Entre les deux, le miroir dichroïque adopte 

un comportement dépendant de la longueur d’onde de la lumière, en réfléchissant 

vers l’échantillon le faisceau excitateur et en laissant passer les photons de 

fluorescence. Le signal est alors enregistré par une caméra CCD (pour « Charge 

Coupled Device ») et suivi sur ordinateur. Les plaques sont placées dans un support 

adapté et visualisées à l’aide du logiciel AxioVision. 

 

 
Figure 45. Principe de la microscopie d’épifluorescence. Ici, le faisceau incident 

(en bleu) éclaire l’échantillon ; le faisceau de fluorescence émis (en vert) est 

enregistré par une caméra. 
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3.2.3. Quantification de l’interaction 
 

L’interaction des liposomes fluorescents avec les cellules est quantifiée en calculant 

la fluorescence cellulaire totale corrigée ou CTCF (pour « Corrected Total Cell 

Fluorescence »). Pour déterminer ce paramètre, des clichés des cellules en fond 

clair et en fluorescence sont ouverts dans un logiciel de traitement d’image. Sur 

une image en fond clair, le pourtour de quelques cellules est dessiné, puis reporté 

sur l’image de fluorescence correspondant à la même zone. Sur cette image, le 

logiciel permet de calculer l’intensité des pixels de chaque cellule délimitée. 

L’intensité du bruit de fond est évaluée de manière similaire, en délimitant des 

zones ne contenant aucune cellule. L’intensité moyenne est calculée à partir de 

l’intensité totale et de la surface occupée par chaque cellule (Eq. 2). 

 

         (Eq. 2) 

 

Pour chaque cliché, l’intensité moyenne est ensuite ramenée à l’intensité du bruit 

de fond pour obtenir l’intensité corrigée (Eq. 3). 

 

    (Eq. 3) 

 

3.3. Etude des effets toxiques des liposomes et des molécules en 
culture cellulaire 
 

3.3.1. Mesure de la viabilité cellulaire 
 

Après incubation avec les liposomes ou les molécules dont on souhaite évaluer les 

effets toxiques, rinçage et ajout de milieu de culture frais, les cellules sont incubées 

avec du sel de tétrazolium MTT à une concentration finale de 0,125 mg/mL pendant 

3 heures. Ce composé va permettre de mesurer l’activité métabolique réductrice, 

car il contient du tétrazolium, molécule soluble réduite par les enzymes utilisant le 

NADH + H+ comme cofacteur en un cristal de couleur violette (cristal de formazan) 

comme schématisé sur la Figure 46. 
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Figure 46. Réaction impliquée dans le test MTT. 

 

Les cristaux formés étant insolubles dans un milieu aqueux, ils sont dissouts dans 

du DMSO et l’absorbance de chaque puits est lue à 570 nm. Ceci permet de 

déterminer la viabilité métabolique des cellules, la formation des cristaux étant 

proportionnelle à l’activité enzymatique présente. 

 

3.3.2. Mesure de la cytotoxicité 
 

Le test de cytotoxicité repose sur la mesure de l’activité de la lactate 

déshydrogénase (LDH), une enzyme cytoplasmique. Lors de la mort cellulaire, 

l’intégrité de la membrane plasmique est rompue et toutes les molécules 

présentes dans le cytoplasme sont relarguées dans le milieu de culture. Ainsi, la 

mesure de l’activité de la LDH dans le milieu dans lequel sont cultivées les cellules 

va permettre de mettre en évidence des évènements de morts cellulaires. Après 

incubation avec les facteurs dont on souhaite évaluer la toxicité, le milieu de culture 

où baignent les cellules est prélevé et l’activité de la LDH est mesurée à l’aide d’un 

kit de dosage « Cytotoxicity Detection Kit ». Le principe de ce dosage est présenté 

Figure 47.  

 

Réductases
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Figure 47.  Principe du dosage de la LDH à l’aide du kit « Cytotoxicity Detection 

Kit » (Source : Sigma-Aldrich). 

 

L’activité de la LDH est mesurée grâce à une réaction couplée. Le NAD+ est réduit 

par la LDH présente dans l’échantillon lors de l’oxydation du lactate. Il est ensuite 

ré-oxydé par l’enzyme présente dans le kit, la diaphorase. Cette oxydation est 

couplée à la réduction d’un sel de tétrazolium présent dans le kit en un sel de 

formazan, qui absorbe à une longueur d’onde de 490 nm.  

Ce test est effectué dans des plaques 96 puits, où 50 μL de prélèvement sont mis à 

incuber pendant 30 minutes avec 50 μL du mélange du kit. Ce mélange est réalisé 

avec 1,125 mL d’une solution de coloration contenant le sel de tétrazolium et le 

lactate, et 25 μL d’une solution de catalyse contenant la diaphorase et le NAD+. 

 

3.3.3. Protocoles de traitement et d’analyse 
 

L’analyse de la viabilité cellulaire et de la cytotoxicité est effectuée sur des cellules 

ensemencées dans des plaques en culture. Les cellules sont traitées (ou non) avec 

des solutions de liposomes pour une concentration finale de 0,25 g/L de lipides. 

Après 2h30 d’incubation, les plaques sont rincées avec du tampon frais, afin 

d’éliminer les liposomes n’ayant pas interagi avec les cellules. Du milieu de culture 

frais est alors ajouté, et les cellules sont remises dans l’incubateur pendant trois 

Lactate Pyruvate
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jours, afin de laisser au principe actif le temps d’agir. Après trois jours, les plaques 

sont traitées comme précédemment décrit. 

 

Les résultats de viabilité cellulaire et de cytotoxicité sont exprimés en 

pourcentages, par rapport aux valeurs mesurées sur des contrôles non-traités 

(correspondant au 100 % de viabilité cellulaire et au 0% de cytotoxicité) et sur des 

contrôles traités par du triton X-100 (correspondant au 0 % de viabilité cellulaire et 

au 100% de cytotoxicité), ce dernier entraînant la lyse des cellules. 

 

3.4. Isolement de membrane plasmique à partir de culots cellulaires 
 

3.4.1. Fractionnement cellulaire 
 

Dans le but de recréer une membrane biomimétique modèle à partir de lipides 

extraits, un fractionnement cellulaire a été réalisé afin d’isoler une fraction 

contenant la membrane plasmique. 

200 millions de cellules sous forme de culots secs sont repris dans 20 mL de tampon 

PBS à pH 7,4 en présence d’1% de Triton X-100, afin de solubiliser les membranes 

cellulaires. Ensuite, les cellules sont soumises à 3 cycles de congélation / 

décongélation dans de l’azote liquide pour finir de lyser les cellules. Les échantillons 

sont enfin agités par traitement aux ultrasons, pour les homogénéiser. 

 

Après lyse, les différents organites ont été séparés selon un protocole adapté de la 

littérature (Van Blitterswijk et al., 1975) et détaillé Figures 48 et 49, en collaboration 

avec le Dr Saïda MEBAREK (ICBMS - UMR CNRS 5246 - Equipe MEM2). 

 

 
Figure 48.  Centrifugations différentielles permettant l’isolement de la fraction 

microsomale. 
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Une première centrifugation à 1000 g pendant 10 minutes permet de faire 

sédimenter les noyaux et les débris cellulaires. Le surnageant est ensuite récupéré 

et remis à centrifuger à 20 000 g pendant 20 minutes, afin de faire sédimenter les 

mitochondries. Le surnageant est une nouvelle fois récupéré avant d’être mis à 

centrifuger à 145 000 g pendant une heure, ce qui permet de séparer la fraction 

cytosolique (surnageant) de la fraction microsomale (culot) composée de multiples 

vésicules issues de l’éclatement de la membrane plasmique, de l’appareil de golgi 

et du réticulum endoplasmique. Afin de séparer ces vésicules, la fraction 

microsomale est déposée sur un gradient discontinu de saccharose afin d’isoler la 

fraction membranaire.  

 

A cet égard, le culot contenant les microsomes a été resuspendu dans une solution 

de saccharose à 0,25 M et déposé au-dessus d’un gradient de saccharose pour 

lequel les concentrations en saccharose varient de 1,2 à 1,5 M (Figure 49). Après 

ultracentrifugation pendant 16 heures à 112 500 g, un anneau blanchâtre (fraction 

S1) et un culot (fraction S3) sont obtenus, ce qui permet de définir quatre fractions, 

de S0 à S3. 

 

 
Figure 49.  Centrifugation isopycnique permettant d’isoler la fraction contenant 

les vésicules issues du morcèlement de la membrane plasmique. 
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3.4.2. Tests d’activité 
 

Chaque fraction a été analysée par le dosage d’un composant caractéristique ou 

par un test d’activité d’une enzyme spécifique pour identifier les organites présents. 

Les marqueurs utilisés sont détaillés dans le Tableau 3. De plus, un dosage des 

protéines a été réalisé pour quantifier la quantité de protéines présentes dans 

chaque fraction. 

 

Organite Marqueur 

Noyau ADN 

Mitochondrie Cytochrome C oxydase (COX) 

Réticulum endoplasmique Cytochrome C NADPH réductase (CR) 

Membrane plasmique Phosphatase alcaline (PA) 

Cytosol Lactate déshydrogénase (LDH) 

 

Tableau 3. Organites cellulaires et marqueurs spécifiques choisis. 

 

3.4.2.1. Dosage de l’ADN 
 

Les propriétés spectrophotométriques de l’ADN permettent son dosage, en 

mesurant l’absorbance des échantillons à 260 nm à l’aide d’un nanophotomètre. 

Cet appareil permet la mesure des rapports d’absorbance Abs260/Abs280 et 

Abs260/Abs230, qui sont des indicateurs de la pureté de l’échantillon. Cependant, 

comme nous ne travaillons pas avec de l’ADN purifié, ces valeurs sont à considérer 

avec prudence : les échantillons pourront être contaminés par des protéines, des 

lipides, des sucres, et tous les autres constituants cellulaires qui influenceront cette 

mesure. 

 

3.4.2.2. Dosage de la Cytochrome C OXydase (COX) 
 

Le principe du dosage de la COX, marqueur de la mitochondrie, repose sur 

l’absorbance à 550 nm du cytochrome C réduit. La COX va oxyder le cytochrome C, 

ce qui va diminuer la concentration en cytochrome C réduit (Eq. 4) et donc 

l’absorbance à 550 nm. On peut ainsi suivre l’activité de l’enzyme en mesurant la 
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variation de la concentration en cytochrome C réduit au cours du temps, ce qui 

entraîne une modification de l’absorbance à 550 nm. 

 

Cytochrome C réduit + 2H+ + 1/2O2 → Cytochrome C oxydé + H2O  (Eq. 4) 

 

Le cytochrome C se présentant sous forme oxydée, il est préalablement réduit dans 

le cadre du dosage de la COX par ajout d’1 mg/mL de dithionite de sodium, un agent 

réducteur. Une mesure de la cinétique enzymatique est effectuée pendant 5 

minutes dans des plaques 96 puits pour un volume final de 100 μL, contenant la 

fraction à analyser (10% v/v) et du cytochrome C à 62,5 μM dans du tampon 

phosphate 50 mM, pH 7,8. 

 

3.4.2.3. Dosage de la Cytochrome C NADPH Réductase (CR)  
 

La CR est une enzyme catalysant, à l’inverse de la COX, la réduction du cytochrome 

C. Elle va réduire le cytochrome C oxydé en cytochrome C réduit, qui absorbe à 550 

nm (Eq. 5).  

 

Cytochrome C oxydé + NADPH,H+ → Cytochrome C réduit + NADP+        (Eq. 5) 

 

Une mesure de la cinétique enzymatique est effectuée pendant 5 minutes dans 

des plaques 96 puits pour un volume final de 100 μL, contenant la fraction à 

analyser (10% v/v), du cytochrome C à 62,5 μM et du NADPH,H+ à 4,5 mM dans du 

tampon phosphate 300 mM pH 7,8. 

 

3.4.2.4. Dosage de la Lactate Déshydrogénase (LDH) 
 

Le dosage du marqueur du cytosol, la LDH, consiste à mesurer la réduction du 

cofacteur associée à l’activité catalytique de l’enzyme, qui oxyde le L-lactate en 

pyruvate (Eq. 6). En effet, le NADH,H+ absorbe à 340 nm, à la différence du NAD+.  

 

L-Lactate + NAD+ → Pyruvate + NADH,H+    (Eq. 6) 

 

Une mesure de la cinétique de l’enzyme est effectuée pendant 5 minutes dans des 

plaques 96 puits pour un volume final de 100 μL, contenant la fraction à analyser 
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(10% v/v), du L-lactate à 127 mM et du NAD+ à 5 mM dans du tampon glycine 100 

mM, pH 9. 

 

3.4.2.5. Dosage de la Phosphatase Alcaline (PA)  
 

Contrairement aux autres marqueurs enzymatiques, le dosage de la PA n’a pas été 

réalisé par une mesure de cinétique enzymatique pendant quelques minutes, mais 

par une accumulation de produit pendant une période de six heures, la quantité 

d’enzyme récupérée lors du fractionnement étant très faible. La PA catalyse la 

déphosphorylation du para-nitrophénylphosphate (pNPP), composé soluble 

incolore, en para-nitrophénol, un composé formant un précipité jaune absorbant 

à 405 nm (Eq. 7).  

 

pNPP + H2O → pNP + H2PO42
-     (Eq. 7) 

 

Le dosage a ainsi été réalisé dans des plaques 96 puits pour un volume final de 100 

μL, contenant la fraction à analyser (10% v/v) et du pNPP à 50 μM dans du tampon 

Tris-HCl 100 mM, pH 8,3. 

 

3.4.3. Extraction lipidique 
 

A partir des fractions contenant de la membrane plasmique, les lipides ont été 

extraits par la méthode de Bligh & Dyer [324]. Cette méthode d’extraction utilise un 

mélange de chloroforme (CHCl3) et de méthanol (MeOH) pour séparer une phase 

organique, contenant les lipides, d’une phase aqueuse contenant les autres 

molécules polaires. 

 

Dans un tube en verre, 1 mL d’échantillon et 3,75 mL d’un mélange CHCl3/ MeOH 1:2 

(v/v) sont ajoutés. Après agitation au vortex et ajout d’1,25 mL de CHCl3, le mélange 

est une nouvelle fois agité au vortex. Enfin, après ajout d’1,25 mL d’eau distillée et 

agitation, le mélange est centrifugé à 1000 g pendant 5 minutes. Le système se 

sépare alors en deux phases, avec la phase aqueuse au-dessus de la phase 

organique. La phase organique est prélevée à travers la phase aqueuse à l’aide 

d’une pipette Pasteur et conservée à -20°C après ajout d’isopropanol pour 

conserver les lipides. 
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3.4.4. Dosage des lipides 
 

Le dosage des lipides par le Dioll fait l’objet d’une publication actuellement en cours 

de soumission et présentée en détail en « Annexe » (1.2., page 260). Ce dosage 

repose sur la mesure du spectre d’émission du Dioll injecté dans la suspension de 

liposomes à doser, par comparaison avec les spectres obtenus avec une gamme 

étalon de concentrations lipidiques connues. Le Dioll est incubé à 2 μM dans la 

solution lipidique à doser et dans la gamme étalon, constituée de vésicules de 

POPC de concentration connue. Son spectre d’émission est alors mesuré entre 400 

et 600 nm (λexcitation = 380 nm). A partir des valeurs obtenues, l’aire sous la courbe de 

chaque spectre est calculée et reportée sur un graphe. Après détermination de 

l’équation de la courbe étalon, la concentration en lipides de la solution à doser 

peut alors être calculée. 

 

4. Formation et caractérisation de bicouches 
lipidiques biomimétiques 
 

4.1. Formation et caractérisation de bicouches biomimétiques modèles 
 

4.1.1. Dispositif expérimental 
 

Les bicouches biomimétiques ont été formées en suivant le protocole 

précédemment développé au laboratoire [311,312]. Un prisme recouvert d’une fine 

couche d’or est rincé à l’eau, puis à l’éthanol, puis à l’eau avant d’être séché et placé 

dans un appareil de SPRi. Un cylindre creux en téflon permet de délimiter une cuve 

de 500 μL à la surface du prisme. Après ajout de tampon et calibration de l’appareil, 

l’enregistrement en temps réel du pourcentage de réflectivité est réalisé sur 16 

emplacements différents, chaque zone mesurant 500 μm de diamètre. Après 

stabilisation du signal, le peptide pilotis P19-4H a été ajouté à une concentration 

finale de 10 μg/mL, puis des liposomes à 100 μg/mL et enfin, le peptide fusogène 

PAH à 200 μg/mL. Chaque injection a été suivie d’un temps d’attente jusqu’à la 

stabilisation du signal avant de rincer 16 fois par ajout de 100 μL de tampon frais, 

puis prélèvement de 100 μL dans la cuve pour garder le volume constant au cours 

de l’expérience.  
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Les liposomes utilisés sont détaillés dans le Tableau 4. Le mélange POPC/DOGS-

NTA(Ni) est une composition simple, résultant en la formation d’une bicouche 

homogène, utile pour calibrer et vérifier la fonctionnalité de l’expérience. Le 

mélange complexe POPC/SM/DOPE/CHOL/DOGS-NTA(Ni), en revanche, mime la 

composition de la membrane [325–327]. Cette composition permet de créer une 

membrane plus hétérogène, la sphingomyéline et le cholestérol favorisant la 

création de domaines plus rigides dans une membrane plutôt fluide. Enfin, la 

troisième composition a été formée en ajoutant du DOGS-NTA(Ni) à un mélange 

de lipides préalablement extraits de la membrane plasmique, comme décrit 

précédemment, afin de permettre l’accrochage des liposomes au pilotis. Cette 

composition a pour objectif la formation d’une bicouche modèle de la fraction 

lipidique de la membrane plasmique, les lipides utilisés étant les lipides composant 

naturellement la membrane de la cellule. 

 

Composition lipidique Pourcentage molaire 

POPC/DOGS-NTA(Ni) 98:2 

POPC/SM/DOPE/CHOL/DOGS-NTA(Ni) 42:35:10:11:2 

Lipides naturels/DOGS-NTA(Ni) 98:2 

 

Tableau 4. Compositions lipidiques des liposomes utilisés pour former les 

bicouches biomimétiques. 

 

4.1.2. Imagerie par Résonance Plasmonique de Surface (SPRi) 
 

Le suivi de la formation des bicouches biomimétiques a été réalisé par SPRi, une 

méthode sans marquage qui permet de suivre la fixation et la désorption de 

matière sur une surface, en suivant des variations de réflectivité. Cette méthode 

repose sur l’utilisation d’une surface métallique, généralement d’or, positionnée au-

dessus d’un prisme (Figure 50).  
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Figure 50. Trajet optique en Imagerie par Résonance Plasmonique de Surface. A 

partir d’une source lumineuse, un faisceau polarisé est réfléchi par une surface d’or 

et le faisceau réfléchi est enregistré par une caméra. Au niveau de la surface d’or, le 

faisceau génère une onde plasmonique de surface qui permet de faire le lien entre 

le changement d’indice de réfraction induit par l’adsorption de molécules d’une 

part, et l’angle de réflexion du faisceau d’autre part. 

 

Au travers de ce prisme, une source de lumière polarisée va venir exciter, au niveau 

de la surface métallique, des plasmons de surface. Ces plasmons sont des ondes 

électromagnétiques de surface, créées, suite à une excitation, à l’interface d’un 

milieu de permittivité diélectrique négative avec le milieu extérieur.  La permittivité 

d’un matériau dépendant de la fréquence du champ électrique appliqué à ce 

matériau. Pour des métaux comme l’or, la permittivité devient négative pour des 

fréquences dans le spectre de la lumière visible et de l’infra-rouge. Dans ces 

conditions, l’excitation des plasmons de surface a pour conséquence la réflexion du 

faisceau excitateur et l’oscillation des électrons libres du métal. Les électrons étant 

des particules chargées, leur oscillation va créer un champ électromagnétique qui 

va se propager à la surface du métal.  

 

L’adsorption de molécules sur la surface va faire varier l’indice de réfraction, au 

niveau local, l’indice de réfraction des molécules biologiques étant plus élevé que 

celui de l’eau [328–330]. Cette modification de l’indice de réfraction va avoir pour 

conséquence une modification de la résonance de l’onde plasmonique de surface, 

qui va se traduire par la variation de l’angle de réflexion du faisceau excitateur. En 

SPRi, la mesure est réalisée à angle fixe. Le signal observé est alors exprimé en 

réflectivité par rapport à la position initiale, l’adsorption de matière à la surface du 

prisme conduisant à une augmentation de la réflectivité. 
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4.1.3. Microbalance à Cristal de Quartz avec suivi de la Dissipation 
(QCM-D) 
 

La QCM-D est une méthode permettant de quantifier une variation de masse 

adsorbée à la surface d’un cristal de quartz en résonance en mesurant la fréquence 

de résonance du cristal. Elle utilise les propriétés piézoélectriques du quartz, qui 

associent une déformation mécanique à une polarisation électrique. Ainsi, 

lorsqu’on applique un champ électrique alternatif à un cristal de quartz, il oscille et 

entre en résonance. L’ajout de matière va alors perturber la résonance du cristal et 

ainsi modifier la fréquence d’oscillation : plus il y a de masse adsorbée, plus la 

fréquence est réduite (Figures 51a et 51b). La mesure du facteur de dissipation 

permet de quantifier l’amortissement des oscillations du cristal par le matériau 

adsorbé, qui est directement relié aux propriétés viscoélastiques de ce dernier, les 

matériaux « mous » dissipant plus efficacement que les matériaux « durs » (Figures 

51c et 51d). 

 

 
Figure 51. Microbalance à Cristal de Quartz avec suivi de la Dissipation. 

a. Fréquence d’oscillation pour un cristal nu. 

b. Fréquence d’oscillation pour un cristal avec du matériel adsorbé. 

c. Dissipation de l’oscillation d’un cristal recouvert d’un matériau « dur ». 

d. Dissipation de l’oscillation d’un cristal recouvert d’un matériau « mou ». 

 

L’expérimentation en QCM-D a été réalisée en collaboration avec le Pr Donald 

MARTIN, le Dr Marco MACCARINI et Sebastian KOHLER (TIMC - UMR CNRS 5525 - 

Equipe SyNaBi). Le système expérimental utilisé est proche de celui utilisé en SPRi, 

la différence étant que l’appareil de QCM-D fonctionne uniquement en flux. Le 

protocole de SPRi a donc été adapté, au niveau des volumes injectés, afin de 
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conserver les mêmes concentrations. L’injection de solution s’est effectuée en 

mettant très brièvement en route le flux, afin d’amener les solutions d’intérêt au 

niveau de la chambre réactionnelle. Le flux a ensuite été coupé, afin de laisser les 

solutions d’intérêt au niveau de la chambre réactionnelle. Une fois le signal stabilisé, 

le système a été rincé par un flux de tampon propre pendant 10 minutes. 

 

La différence de fréquence induite par l’adsorption/désorption de matière est 

traduite en variations de densité surfacique grâce à l’équation de Sauerbrey 

[331,332]. Cette dernière permet de traduire une variation de fréquence en une 

différence de masse à partir d’un coefficient dépendant des propriétés intrinsèques 

du cristal de quartz, telles que la densité du cristal ou sa surface. Dans le cas du 

dispositif expérimental utilisé, ce coefficient vaut 17,7 ng/cm2 (Eq. 8). 

 

    (Eq. 8) 

 

4.2. Application de la BALM, nouvelle technique de microscopie, à la 
caractérisation de la formation de pep-tBLM 
 

4.2.1. Dispositif expérimental en BALM 
 

La BALM est une méthode de microscopie en temps réel à ultra-haute résolution 

développée par le Dr Dominique AUSSERRÉ (IMMM - UMR CNRS 6283). Après 

lavage d’une lame de BALM dans de l’éthanol absolu, cette dernière est séchée et 

placée dans le dispositif expérimental présenté Figure 52. 
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Figure 52. Dispositif expérimental utilisé en BALM. 

a. Vue du microscope inversé utilisé en BALM. 

b. Positionnement de la lame BALM dans un trépied au-dessus du microscope. 

c. Positionnement du cylindre creux délimitant la cuve réactionnelle utilisée. 

d. Verrouillage du système par une paque aimantée maintenant tous les 

éléments en place et assurant l’étanchéité du système. 

 

Après ajustement de la mise au point, la surface est observée à l’aide du logiciel 

AxioVision. 400 μL de tampon sont ajoutés dans la chambre réactionnelle, de 

manière à reproduire les conditions expérimentales de la SPRi. La balance des 

blancs (intensités relatives des trois canaux rouge, vert et bleu) et le temps 

d’exposition sont ajustés de manière à ce que les signaux de chaque canal soient 

suffisamment forts mais jamais à saturation pendant toute l’expérimentation. Les 

pep-tBLM sont formées en suivant le même protocole qu’en SPRi, autant en termes 
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d’injection de solutions que de rinçages. Le suivi de la formation des pep-tBLM est 

réalisé à l’aide d’images obtenues par une caméra CCD haute-résolution. 

 

4.2.2. Analyse des résultats en BALM 
 

Les images de BALM sont traitées à l’aide du logiciel ImageJ. Les images initiales 

sont des images RGB, c’est-à-dire des images composites formées de 3 images 

différentes, correspondant aux trois canaux rouge, vert et bleu. Pour l’analyse, les 

images initiales ont ainsi été séparées en trois. L’analyse des résultats de BALM s’est 

effectuée sur les images issues du canal rouge, ces dernières présentant les plus 

amples variations de réflectivité. Les images ont été colorées par application d’une 

table de conversion ou LUT (pour « LookUp Table »), qui recolore l’image en 

fonction de l’intensité de chaque pixel. Le suivi de l’évolution de la surface tout au 

long de l’expérimentation a été réalisé en définissant une zone sur la première 

image de la cinétique et en suivant l’évolution de cette même zone sur le reste des 

images. L’obtention de profils de réflectivité suit un protocole similaire, où 

l’évolution de la réflectivité a été mesurée le long d’une même ligne de 10 pixels de 

large au cours de la cinétique. 
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RÉSULTATS ET DISCUSSION 
 

Comme nous l’avons montré en « Etude bibliographique », l’étude de l’interaction 

membrane-membrane est de toute première importance dans la 

conceptualisation de nouvelles solutions de vectorisation. En effet, bien que les 

liposomes constituent un véhicule de choix pour l’administration de médicaments, 

notamment en chimiothérapie, les solutions de vectorisation ciblée restent 

limitées. Ces stratégies tentent de répondre aux attentes actuelles, notamment en 

matière de spécificité, plus particulièrement dans les cas où des solutions passives 

principalement basées sur l’effet EPR ont échoué. 

 

Actuellement, la stratégie de vectorisation ciblée largement mise en avant pour 

l’adressage de vecteurs lipidiques à un type cellulaire donné repose sur leur 

couplage avec un agent de reconnaissance spécifique d’un élément membranaire 

de la cible. Parmi ces agents couplant, on retrouve des anticorps, des ligands ou 

encore des fragments d’intégrines, spécifiques d’un récepteur membranaire 

surexprimé ou d’un sucre surreprésenté. En revanche, ces stratégies ne se servent 

pas du tout de la nature lipidique des liposomes, qui joue alors uniquement un rôle 

structural. 

 

Le but de cette thèse a été d’étudier la possibilité d’utiliser la fraction lipidique des 

liposomes comme élément de spécificité. En particulier, nous nous sommes 

intéressés à l’effet de la composition lipidique sur l’interaction liposome-membrane 

et plus particulièrement, à l’influence de la fluidité membranaire. Ce choix a été 

motivé par des résultats de la littérature montrant que le développement tumoral 

est associé à des différences significatives de fluidité membranaire, comme évoqué 

en « Étude bibliographique » (2.2.3., page 46) [75,77,78]. De telles différences, 

capables de distinguer les cellules tumorales des cellules non-tumorales, laissaient 

présager des différences de comportement en présence de vecteurs lipidiques tels 

que les liposomes. En effet, des différences de composition lipidique et de fluidité 

membranaires affectent profondément l’organisation de la membrane des cellules 

cancéreuses, ce qui peut se traduire à son tour par une modification des 

mécanismes impliqués dans l’interaction avec des liposomes [333]. 
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Au cours de cette thèse, nous nous sommes tout particulièrement intéressés à 

l’interaction membrane-membrane dans deux contextes distincts : celui du ciblage 

de cellules tumorales en culture et celui des membranes biomimétiques. 

L’organisation de cette partie « Résultats et discussion » reflète ces deux axes. 

Dans le premier chapitre, nous nous intéresserons à l’influence de la composition 

lipidique et de la fluidité membranaire des liposomes sur leur interaction avec ces 

modèles de cancer de la prostate, qui a fait l’objet d’une publication parue dans le 

journal Langmuir (2020, 36(19):5134-5144). Puis, nous verrons les efforts mis en 

œuvre pour valider les résultats obtenus sur d’autres modèles cellulaires, avant de 

présenter l’application de ces résultats à des problématiques concrètes de 

vectorisation de molécules actives. Dans le deuxième chapitre sera présentée 

l’application d’une technique de microscopie récente, la BALM (pour « Backside 

Absorbing Layer Microscopy »), à la caractérisation de membranes biomimétiques 

formées par une méthode développée et brevetée au laboratoire. Ces travaux ont 

permis la soumission d’un second article actuellement en révision dans Biophysical 

Journal. Enfin, nous présenterons les travaux de mise en place d’un système 

membranaire biomimétique à base de lipides naturels. 

 

1. Etude de l’interaction liposome-membrane sur 
des modèles cellulaires 
 

1.1. Evaluation de l’impact de la composition lipidique sur l’interaction 
liposome-membrane 
 

La stratégie suivie repose sur la préparation d’une gamme de fluidité membranaire 

de liposomes, à partir d’une gamme de composition lipidique. Pour ce faire, nous 

avons fait varier la longueur et la saturation des chaînes acyles de molécules de PC. 

Les liposomes ainsi préparés ont été mis en contact avec des cellules provenant de 

différentes lignées cellulaires modèles de cancer de la prostate, allant d’une lignée 

contrôle (WPMY-1) à une lignée métastatique très agressive (PC-3) en passant par 

deux lignées d’agressivité intermédiaire (LNCaP et C4-2B). Ce travail a été réalisé 

en collaboration avec le Dr Leyre BRIZUELA (ICBMS - UMR CNRS 5246 - Equipe 

MEM2). L’interaction des liposomes avec les cellules a été suivie en microscopie 

d’épifluorescence, après marquage des liposomes soit par des lipides fluorescents, 

soit par une sonde fluorescente hydrosoluble. Les résultats obtenus, qui ont permis 
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la publication d’un article dans le journal Langmuir, ont nécessité une optimisation 

préalable des conditions expérimentales, que nous allons présenter dans cette 

première partie. 

 

1.1.1. Optimisation des paramètres expérimentaux 
 

Le protocole proposé d’interaction des liposomes avec les cellules a été le suivant :  

 Préparation de liposomes marqués par un fluorophore ; 

 Ensemencement de plaques 96-puits par des cellules, de manière à former 

un tapis à 80 % de confluence après une nuit d’incubation (pour permettre 

aux cellules de bien adhérer au support) ; 

 Incubation des liposomes (à 0,25 g//L) sur les plaques pendant 2h30 ; 

 Observation des plaques au microscope. 

 

Sur cette base, les travaux d’optimisation des conditions expérimentales ont été 

réalisés selon deux grands axes. Le premier concerne les liposomes eux-mêmes, 

notamment les aspects ayant trait à leur préparation et à leur caractérisation ; le 

second concerne le protocole d’étude de l’interaction liposome-cellule.  

 

1.1.1.1.  Préparation et caractérisation des liposomes 
 

1.1.1.1.1.  Préparation de la gamme de fluidité membranaire 
 

Notre étude portant sur l’influence de la composition lipidique et de la fluidité 

membranaire sur l’interaction liposome-cellule, nous avons réalisé une gamme de 

fluidité membranaire de liposomes. Comme précédemment mentionné en 

« Matériel et méthodes » (2.1., page 96), la formation de cette gamme est basée sur 

l’utilisation de PC de chaînes acyles variées, en termes de longueur et de saturation. 

Au total, six compositions ont été retenues, celles à base de DiLinoléoyl (DL), de 

DiOléoyl (DO), de PalmitoylOléoyl (PO), de DiMyristoyl (DM), de DiPalmitoyl (DP) et 

de DiStéaroyl (DS). Deux autres compositions, constituées de DiLauroyl (DLa) et de 

DiArachidonyl (DA) ont été testées, mais n’ont pas donné de résultats concluants ; 

l’incubation des liposomes DLa a conduit à la lyse des cellules (Figure 53), due à 

une action détergente des molécules de DLa du fait de leurs courtes chaînes acyles.  
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Figure 53. Toxicité des liposomes DLa marqués à la NBD-PE sur des cellules PC-

3, selon le protocole expérimental détaillé en « Matériel et méthodes » (3.2.1., page 

108). Les flèches jaunes pointent les cellules ayant éclaté.  

 

Pour les liposomes DA en revanche, le problème vient de la trop grande longueur 

des chaînes de DAPC, qui entraîne une forte agrégation des liposomes lors de 

l’incubation avec les cellules (Figure 54). Le signal obtenu étant similaire à celui des 

liposomes DS, seuls ces derniers ont été retenus. 

 

 
Figure 54. Comparaison de l’interaction des liposomes DS et DA marqués à la 

NBD-PE avec des cellules WPMY-1, selon le protocole expérimental détaillé en 

« Matériel et méthodes » (3.2.1., page 108).  
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1.1.1.1.2. Préparation de liposomes fluorescents 
 

Lors de la caractérisation de l’interaction liposome-cellule, deux types de liposomes 

ont été préparés. Les premiers sont marqués par un lipide fluorescent (obtenu par 

conjugaison d’un fluorophore, le NBD, sur la tête polaire d’une molécule de DOPE) ; 

les seconds encapsulent un fluorophore hydrophile, la calcéine. La préparation de 

liposomes marqués par un lipide fluorescent est très simple, le lipide fluorescent 

étant simplement ajouté au reste des lipides avant le séchage des ballons. Lors de 

la resuspension ultérieure du film lipidique, le lipide fluorescent est ainsi 

directement intégré au sein des bicouches liposomales. En revanche, la calcéine 

est introduite dans le tampon aqueux lors de la resuspension du film, ce qui conduit 

à l’encapsulation d’une partie de la calcéine dans les liposomes. Après formation et 

extrusion des liposomes, la calcéine libre est alors séparée par passage sur colonne 

de chromatographie d’exclusion stérique (Figure 55).  

 

 
Figure 55. Suivi de la séparation de la calcéine libre et encapsulée selon le 

protocole expérimental détaillé en « Matériel et méthodes » (2.2.6., page 100). 

Mesures réalisées au spectrophotomètre, sur un échantillon de 100 μL de chaque 

fraction récoltée lors de la chromatographie d’exclusion sur une colonne PD-10. max 

excitation = 485 nm, max émission = 521 nm. 
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Un contrôle des fractions récupérées a mis en évidence que les colonnes 

permettaient une séparation efficace des liposomes encapsulant de la calcéine, qui 

sortent au niveau de la 3e fraction récupérée. La calcéine libre commence à 

apparaître beaucoup plus tard, puisqu’elle est éluée à partir de la 5e fraction. 

 

1.1.1.1.3. Quantification de la fluidité membranaire 
 

Une fois la gamme de composition lipidique préparée, la formation d’une gamme 

de fluidité membranaire a été vérifiée par une mesure avec le Dioll, un dérivé du 

Laurdan synthétisé par le Dr Thierry GRANJON et le Dr David GUEYRARD (ICBMS - 

UMR CNRS 5246 - Equipe LCO2Glyco). Cette sonde est sensible à la polarité de son 

milieu, et permet donc de quantifier la GP (pour « Generalized Polarization ») d’une 

membrane, qui permet de comparer des fluidités membranaires. Des essais ont 

été réalisés avec une gamme de composition lipidique incluant les lipides 

fluorescents. Pouvoir faire la mesure de la fluidité membranaire sur les liposomes 

marqués est un avantage : la mesure étant ainsi directement réalisée sur les 

liposomes utilisés par la suite pour l’incubation avec les cellules. Cependant, pour 

que ce soit réalisable, il est nécessaire d’éviter les phénomènes de transfert 

d'énergie par résonance de type Förster ou FRET (pour « Förster Resonance Energy 

Transfer »). En effet, dans le cas de l’utilisation concomitante de deux fluorophores 

différents, il se peut que les photons d’émission de l’un des fluorophores soient 

captés par le deuxième fluorophore. Dans le cas présent, le Dioll présente un max 

d’émission variant de 440 à 490 nm. Les deux lipides fluorescents à notre 

disposition étaient la NBD-PE et la Rhodamine-PE, ayant des max excitation de 460 

nm (NBD-PE) et de 560 nm (Rhodamine-PE), et des max émission de 535 nm (NBD-

PE) et de 583 nm (Rhodamine-PE). Ici, le max excitation de la NBD-PE est inclus dans 

la plage de longueur d’onde d’émission du Dioll, ce qui conduirait forcément à un 

FRET entre les deux fluorophores. En revanche, le max excitation de la Rhodamine-

PE est suffisamment éloigné du max d’émission du Dioll (respectivement 560 et 490 

nm) pour laisser présager d’une absence de FRET. Cette hypothèse a été vérifiée 

par la mesure de la fluidité membranaire de deux gammes de compositions 

liposomales, l’une contenant de la Rhodamine-PE et l’autre n’en contenant pas. Les 

résultats obtenus, représentés sur la Figure 56, montrent clairement la présence 

d’un phénomène de FRET, particulièrement plus intense pour les compositions 

liposomales fluides. Ce FRET nous a contraint à mesurer la fluidité de liposomes en 
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absence de marqueur fluorescent. Cependant, le marqueur fluorescent ne 

représentant que 2% de la quantité totale de lipides et étant le même dans toutes 

les préparations, nous avons considéré que la différence de fluidité observée sur 

des liposomes non-marqués reflète réellement la différence de fluidité existant 

entre les liposomes marqués par un lipide fluorescent. 

 

 
Figure 56. Vérification de la présence de FRET entre la Rhodamine-PE et le Dioll. 

max excitation = 485 nm, max émission entre 400 et 600 nm pour les différentes 

compostions lipidiques utilisées. 

 

1.1.1.1.4. Choix du fluorophore 
 

Une fois la gamme préparée et sa fluidité membranaire vérifiée, nous avons 

cherché à déterminer le meilleur fluorophore pour le marquage des liposomes, 

parmi la NBD-PE et la Rhod-PE. L’étude de la redistribution du fluorophore et de 

l’intensité du marquage obtenu par le marquage de cellules avec les liposomes 

marqués à la NBD-PE et à la Rhodamine-PE a montré que l’intensité obtenue est 

similaire pour les deux fluorophores (Figure 57). La NBD-PE étant compatible avec 

des marqueurs membranaires usuels (pour des applications de microscopie 

confocale avec double marquage), elle a été retenue pour le marquage des 

liposomes. 
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Figure 57. Comparaison du signal obtenu en fonction du marqueur fluorescent. 

Interaction de liposomes DMPC avec les cellules PC-3 comportant 2% de lipide 

fluorescent (rapport molaire), selon le protocole expérimental détaillé en « Matériel 

et méthodes » (3.2.1., page 108).  

 

1.1.1.1.5. Mesure de la charge de surface des liposomes 
 

Enfin, la caractérisation des liposomes a été complétée en termes de taille, de 

polydispersité et de charge de surface par une analyse en DLS, dans le cadre d’une 

collaboration avec le Dr Giovana LOLLO (LAGEPP - UMR CNRS 5007 - Equipe 

GePharm). La charge de surface mesurée correspond ici à la mesure du potentiel 

zêta, qui représente la différence de charge entre la surface d’une particule, et tous 

les contre-ions à grande proximité, avec un point de neutralité. La mesure de la 

charge de surface des liposomes a été rendue compliquée par le tampon utilisé 

pour resuspendre les lipides. En effet, ce tampon étant chargé en sels, ces derniers 

perturbent la mesure de la charge. Pour pouvoir réaliser cette mesure, il a été 

nécessaire de préparer une nouvelle gamme de composition, resuspendue cette 

fois dans un tampon HEPES non salin, pH 7,4. La différence de mesure obtenue est 

visualisable en consultant les diagrammes de phase présentés sur la Figure 58. Les 

diagrammes de phase 58a, 58b et 58c correspondent respectivement au 

diagramme obtenu avec du tampon salin, au diagramme obtenu avec du tampon 

non-salin et au diagramme théoriquement attendu dans le cadre d’une mesure de 

bonne qualité. Ici, le diagramme de phase correspondant au tampon non-salin est 
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très proche de celui attendu, alors que celui correspondant au tampon salin s’en 

éloigne considérablement. La figure 58d montre, quant à elle, la mesure de la 

charge de surface des liposomes pour une moyenne de -10 mV. 

 

 
Figure 58. Influence du tampon sur la mesure du potentiel zêta.  

a. Diagramme de phase de liposomes PO resuspendus dans du PBS. 

b. Diagramme de phase de liposomes PO resuspendus dans du tampon 

HEPES. 

c. Diagramme de phase classique d’une mesure correcte (Source : Malvern 

Instruments). 

d. Mesure du potentiel zêta pour des liposomes PO resuspendus dans du 

tampon HEPES. Le pic observé montre un potentiel zêta de -10 mV. 

 

1.1.1.2.  Mise au point du protocole de mesure de l’interaction 
liposome-cellule 
 

Les conditions initiales quant aux concentrations de liposomes ont été définies sur 

la base de travaux précédemment réalisés au laboratoire, qui avaient montré 

qu’une concentration excessive de liposomes (> 1 g/L) laissait apparaître un signal 

non-spécifique, alors qu’une concentration trop basse (< 0,1 g/L) se traduisait par un 

bruit de fond trop important. Ainsi, la concentration de 0,25 g/L a été retenue. 
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L’étude de l’influence de la durée d’incubation des liposomes avec les cellules a 

montré que le signal était similaire après 2h30 ou une nuit entière (Figure 59). Pour 

des raisons pratiques, la durée de 2h30 a été conservée. 

 

 
Figure 59. Influence de la durée d’incubation sur le signal visualisé en 

microscopie d’épifluorescence. Interaction de liposomes PO marqués à la NBD-PE 

avec des cellules PC-3 pendant 2h30 ou toute une nuit, selon le protocole 

expérimental détaillé en « Matériel et méthodes » (3.2.1., page 108).  

 

L’observation des plaques au microscope s’est heurtée à un problème majeur : la 

mort des cellules au cours de l’observation. En effet, en dehors de l’incubateur, les 

cellules rentrent assez rapidement en apoptose. Lors d’une observation longue, les 

cellules observées en début et en fin d’expérience ne sont plus dans le même état, 

ce qui fait varier le signal observé. Réaliser les observations en faisant baigner les 

cellules dans du milieu de culture frais aide à retarder l’échéance, mais ne résout 

pas le problème et perturbe l’acquisition du signal, le milieu de culture générant 

un bruit de fond supérieur à celui du tampon. La fixation des cellules par des agents 

pontant a été envisagée pour d’une part pallier ce problème, et d’autre part 

permettre d’observer de nouveau les plaques même quelques jours/mois après la 

première expérimentation. Les résultats de la Figure 60 montrent les résultats 

obtenus pour 3 agents pontant testés, le para-formaldéhyde (PFA), l’éthanol et le 

méthanol. Ici, le PFA en particulier s’est révélé très efficace, avec un signal similaire 

aux plaques non-traitées et constant pendant au moins un mois de conservation. 

Marquage pendan t
une nu it

Cont raste de phase Fluorescence

Marquage duran t
2h30

20 μm



  141 

 

 
Figure 60. Influence de la fixation sur le signal visualisé en microscopie 

d’épifluorescence. Interaction de liposomes PO marqués à la NBD-PE avec des 

cellules PC-3 selon le protocole expérimental détaillé en « Matériel et méthodes » 

(3.2.1., page 108).  
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Une fois ces optimisations réalisées, nous nous sommes attachés à l’étude de 

l’influence de la fluidité membranaire des liposomes sur leur interaction avec les 

cellules modèles de cancer de la prostate. Les résultats obtenus et leur 

interprétation seront résumés dans le paragraphe suivant, qui sera suivi de la 

publication elle-même. 

 

1.1.2. Résumé de l’article « Membrane Fluidity as a New Means to 
Selectively Target Cancer Cells with Fusogenic Lipid Carriers », Bompard et 
al. dans Langmuir (2020) 
 

Afin d’évaluer l’influence de la composition lipidique des vecteurs lipidiques sur leur 

interaction avec les membranes cellulaires, nous avons étudié l’interaction de 

liposomes couvrant une large gamme de fluidité membranaire avec quatre lignées 

modèles du cancer de la prostate.  

 

Brièvement, six compositions liposomales ont été préparées, en faisant varier la 

taille et la saturation des chaînes de molécules de PC. Les liposomes préparés ont 

été caractérisés en termes de taille et de polydispersité par DLS et cryo-TEM, et en 

termes de fluidité membranaire à l’aide du marquage à la sonde Dioll. 4 lignées 

prostatiques ont été étudiées, allant d’une lignée contrôle issue de tissu contrôle 

(WPMY-1) à une lignée métastatique très agressive (par ordre d’agressivité : LNCaP, 

C4-2B et PC-3).  

 

Les profils d’interaction des différentes préparations liposomales montrent que 

l’interaction liposome-membrane est influencée à la fois par la composition 

lipidique des liposomes utilisés, mais également par les caractéristiques du type 

cellulaire étudié. En effet, les liposomes ayant une membrane rigide ciblent 

préférentiellement les cellules contrôles, alors que les liposomes ayant une 

membrane plus fluide ont davantage de préférence d’interaction pour les cellules 

tumorales. 

 

Des analyses de cytotoxicité et de viabilité cellulaire ont mis en évidence l’innocuité 

des liposomes préparés, un facteur important dans un contexte de vectorisation à 

visée thérapeutique. 
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Enfin, l’analyse du type de signal obtenu avec des liposomes marqués par un lipide 

fluorescent ou par un fluorophore soluble, par comparaison avec les signaux 

attendus pour différents mécanismes envisagés d’internalisation des liposomes, a 

permis de révéler que le principal mécanisme d’interaction entre liposomes et 

membranes est un processus de fusion membranaire, plutôt que des mécanismes 

d’endocytose ou d’adhésion à la surface de la membrane plasmique. 

 

Ces résultats montrent bien que la composition lipidique des liposomes a un 

impact direct sur l’interaction liposome-membrane. L’hypothèse soulevée est que 

le paramètre modifié par les variations de composition lipidique, responsable de 

cette différence d’interaction, est la fluidité membranaire des liposomes. En effet, 

seules la longueur et la saturation des chaînes varient dans la gamme de 

composition lipidique ; la nature de la partie polaire ne variant pas. Cette hypothèse 

est étayée par trois publications indépendantes, qui montrent toutes une influence 

de la composition lipidique sur l’interaction membrane-membrane [334–336]. Une 

telle approche semble ainsi constituer une alternative solide aux stratégies 

habituelles de vectorisation ciblées, en proposant une solution à bas coût et 

facilement modulable, basée sur la composition lipidique plutôt que sur un 

greffage protéique coûteux. Enfin, cette approche se distingue également par le 

fait qu’elle promeuve une internalisation par fusion membranaire plutôt que par 

endocytose. 
 

1.1.3. Publication 
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1.1.4. Etude de la fluidité membranaire des cellules 
 

Comme précédemment décrit en « Etude bibliographique », de nombreuses 

études ont montré une modification de la composition et des propriétés des 

membranes lors du développement tumoral. Les résultats que nous avons obtenus 

montrant un lien entre la composition de liposomes et leur interaction cellulaire, 

nous nous sommes intéressés à la fluidité membranaire des cellules utilisées. Des 

travaux précédents portant sur deux des lignées prostatiques utilisées (WPMY-1 et 

PC-3) avaient été réalisés dans le cadre de la thèse de Jihen ZOUAOUI [337]. Ces 

travaux avaient montré, par le biais de méthodes rhéologiques, que la membrane 

des cellules tumorales PC-3 était plus souple et plus déformable que celle des 

cellules contrôles WPMY-1. Ces résultats vont dans le sens de la littérature générale, 

avec la membrane des cellules tumorales plus fluide que celle des cellules non-

tumorales. La mesure de fluidité membranaire des cellules utilisées dans le cadre 

de cette thèse a été réalisée à l’aide du Dioll (Figure 61).  

 

 
Figure 61. Fluidité membranaire des cellules prostatiques modèles, mesurée par 

le Dioll incubé pendant 15 minutes à 37°C. 

 

Ces résultats montrent une graduation de la fluidité membranaire, avec une 

membrane des cellules tumorales plus fluide que celle des cellules contrôles. 
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Cependant, la mesure de la fluidité avec le Dioll sur les cellules comportait de 

nombreuses imprécisions et a nécessité de nombreuses optimisations. L’analyse 

de la fluidité membranaire sur cellules n’étant pas le sujet principal de cette thèse, 

la détermination des causes de cette variabilité et la mise au point d’un protocole 

stable de mesure de la fluidité membranaire a fait l’objet de la thèse d’un autre 

doctorant dans le cadre de la collaboration avec le Dr Thierry GRANJON, qui a 

néanmoins pu confirmer la tendance observée. 

 

1.1.5. Validation de la stratégie sur d’autres modèles cellulaires 
 

Dans le but de confirmer l’influence de la composition lipidique sur l’interaction 

liposome-cellule, des essais ont été réalisés sur d’autres modèles cellulaires. A la 

place, d’autres lignées en culture ont été testées, la lignée HCT-116, modèle d’un 

cancer du côlon et une lignée de fibroblastes contrôle. Les résultats préliminaires 

sont présentés Figure 62.  

 

 
Figure 62. Interaction de la gamme de fluidité membranaire avec des cellules 

HCT-116 et des fibroblastes. Les résultats sont exprimés en pourcentage de CTCF 

pour chaque type cellulaire, 100% correspondant à la CTCF la plus élevée obtenue 

pour le type cellulaire étudié. 
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Ces résultats montrent une tendance similaire à celle observée sur les cellules de 

cancer de la prostate ; les cellules cancéreuses interagissent préférentiellement 

avec les liposomes de fluidité membranaire élevée ; les cellules saines interagissent 

préférentiellement avec les liposomes de fluidité membranaire plus basse. Ces 

résultats, qui restent à confirmer, montrent néanmoins une grande variabilité pour 

les fibroblastes. Cette variabilité peut être attribuée à la forme très allongée de ces 

cellules, qui complique la détermination de valeurs précises de CTCF (Figure 63). 

 

 
Figure 63. Cliché microscopique de fibroblastes. 

 

En parallèle, d’autres lignées, modèles de cancer du sein, ont été testées, en 

collaboration avec le Dr Arnaud VIGNERON (CRCL - UMR INSERM 1052 CNRS 5286 

- Equipe EMT et plasticité de la cellule cancéreuse). Les résultats, là aussi 

préliminaires, sont présentés sur la Figure 64.  

 

Ici encore, les résultats (préliminaires) montrent une très grande variabilité, 

soulignant la nécessité de l’optimisation du protocole de suivi de l’interaction 

liposome-cellule. Cependant, certaines tendances observées sont très 

intéressantes. Notamment, les cellules MCF-7, qui correspondent à des cellules 

épithéliales encore différenciées, interagissent préférentiellement avec les 

liposomes rigides (DP). A l’inverse, les cellules Hs578T, modèles de cancer du sein 

très agressif, interagissent préférentiellement avec les liposomes fluides. 

20 μm
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Figure 64. Interaction de la gamme de fluidité membranaire avec des lignées 

cellulaires modèles du cancer du sein. Les résultats sont exprimés en pourcentage 

de CTCF pour chaque type cellulaire, 100% correspondant à la CTCF la plus élevée 

obtenue pour le type cellulaire étudié. 

 

Ce résultat est cohérent lorsque l’on prend en compte la fluidité des cellules 

concernées, les cellules épithéliales ayant une fluidité membranaire plus faible que 

les cellules plus indifférenciées. De plus, la comparaison de l’interaction des cellules 

HCC-1954 et HCC-1954m avec les liposomes montre que la transition épithélio-

mésenchymateuse subie par les cellules change radicalement leur profil 

d’interaction avec la gamme de fluidité membranaire de liposomes ; les cellules 

HCC-1954 interagissent préférentiellement avec les liposomes de fluidité 

membranaire basse, là où les cellules HCC-1954m interagissent avec les liposomes 

de fluidité membranaire plus élevée. 

 

L’ensemble de ces résultats sur le cancer du côlon et du sein représente un premier 

pas vers la confirmation du mécanisme décrit pour le cancer de la prostate. Il reste 

encore à confirmer les résultats obtenus, ce qui n’a pas pu être effectué dans le 

cadre de cette thèse par manque de temps. Il serait également très intéressant 

d’utiliser des lignées contrôles plus appropriées, en prenant à chaque fois des 

cellules saines de l’organe étudié plutôt que les fibroblastes que nous avons 

utilisés ; ceci afin de pouvoir vraiment comparer l’interaction des liposomes avec 

des cellules saines et des cellules tumorale d’un même type de modèle cellulaire. 
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1.2. Application à la délivrance de molécules actives 
 

Dans la partie précédente, nous avons montré comment la composition lipidique 

d’un liposome affectait son interaction avec des cellules, grâce à une étude 

reposant sur le suivi de la distribution cellulaire de fluorophores initialement 

contenus dans des liposomes. Des essais de vectorisation de molécules d’intérêt 

chimiothérapeutique ont été réalisés, dans le but de faire la preuve de concept de 

l’utilisation des propriétés de la membrane plasmique comme moyen permettant 

la délivrance spécifique de médicaments. 

 

1.2.1. Délivrance de docétaxel à des lignées tumorales 
 

La molécule initialement retenue pour réaliser des essais de vectorisation sur les 

lignées tumorales est le Docétaxel (DTX), un dérivé hémisynthétique du taxol 

extrait des feuilles de l’if. Les taxanes, tels que le paclitaxel et le DTX, agissent 

comme des inhibiteurs de la dépolymérisation de la tubuline. Lors de la division 

cellulaire, la mitose, les microtubules se polymérisent pour former le fuseau 

mitotique. En bloquant leur dépolymérisation, les taxanes vont alors entraîner la 

mort des cellules en division. Le DTX a été choisi sur la base d’études précédentes 

internes au laboratoire qui avaient montré que le docétaxel était efficace sur les 

lignées prostatiques utilisées. 

 

Avant toute chose, la fluidité des liposomes encapsulant du DTX a été mesurée 

grâce au Dioll (Figure 65). Une très légère augmentation de la fluidité membranaire 

a été observée, mais cette différence n’est pas significative. Les liposomes 

encapsulant du DTX ont donc une fluidité membranaire semblable à celle des 

liposomes vides, peu importe la concentration en DTX entre 0 et 500 nM. 
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Figure 65. Mesure de la fluidité membranaire de liposomes vides ou encapsulant 

du DTX à différentes concentrations, à 37°C. 

 

Les résultats de l’incubation de cellules avec des liposomes encapsulant du DTX 

sont présentés Figure 66. Les cellules ont été incubées soit avec du DTX libre 

(Figure XA), soit avec du docétaxel encapsulé dans des liposomes (Figure XB et XC). 

De manière similaire aux essais réalisés avec des liposomes chargés en calcéine, les 

deux compositions lipidiques retenues sont PO (ciblage des cellules tumorales) et 

DS (ciblage des cellules contrôles). On peut voir que la viabilité cellulaire des cellules 

traitées par du DTX libre chute bien plus vite pour les cellules WPMY-1 que pour les 

cellules PC-3, la différence de viabilité entre les deux lignées étant de l’ordre de 30% 

(Figure 66a). Cette différence s’explique par une sensibilité accrue des cellules 

WPMY-1 au DTX qui les affecte plus que les cellules PC-3 (à concentration 

équivalente). Cette donnée complique l’analyse des résultats pour le DTX 

encapsulé, puisqu’une différence de viabilité observée pourrait être due à cette 

susceptibilité accrue plutôt qu’à une préférence d’interaction avec les liposomes. 

L’analyse des figures 66b et 66c révèle des résultats non-conformes aux résultats 

attendus. En effet, au vu de la relation précédemment montrée entre composition 

lipidique des liposomes et interaction avec les cellules prostatiques, on pouvait 

s’attendre à une interaction spécifique des liposomes PO avec les cellules PC-3, et 

des liposomes DS avec les cellules WPMY-1, interaction étant traduite dans ce cas 

par la mort des cellules affectées. 
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Figure 66. Etude de la viabilité cellulaire de cellules traitées par du DTX. La 

viabilité cellulaire est mesurée trois jours après incubation et est exprimée en 

pourcentage, entre une viabilité de 100% correspondant à un contrôle non-traité et 

une viabilité de 0% correspondant à un contrôle où les cellules ont été lysées par 

du Triton X-100. 

a. Cellules traitées par du DTX libre. 

b. Cellules traitées par des liposomes PO encapsulant du DTX. 

c. Cellules traitées par des liposomes DS encapsulant du DTX. 
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Cependant, on voit qu’ici les liposomes PO ont interagi à la fois avec les cellules PC-

3 et les cellules WPMY-1 (Figure 66b), et que les liposomes DS n’ont pas interagi 

avec les cellules (Figure 66c). En prenant en compte la sensibilité accrue des 

cellules WPMY-1 par rapport aux cellules PC-3, la différence de toxicité induite par 

le traitement avec des liposomes PO encapsulant du DTX entre WPMY-1 et PC-3 

tend à se réduire, même si l’amplitude précise est difficile à estimer.  

 

Deux hypothèses ont été émises afin d’expliquer cette situation. La première 

concerne un défaut dans l’encapsulation à proprement parler du DTX dans les 

liposomes. En effet, le DTX est ajouté dans les liposomes au moment de la 

formation du film lipidique et étant donné sa forte hydrophobicité, il est supposé 

que tout le DTX présent soit bien incorporé dans les liposomes lors de la 

resuspension en milieu aqueux. Cependant, si tout le DTX n’est pas réintégré, et si 

le taux d’encapsulation dépend de la composition lipidique des liposomes, cela 

pourrait se traduire par une concentration effective en DTX plus faible que celle 

annoncée, ce qui pourrait expliquer l’absence de perturbation de la viabilité 

cellulaire des cellules traitées par des liposomes DS. La deuxième hypothèse 

concerne le devenir du DTX une fois encapsulé. Le DTX est une molécule très peu 

soluble dans l’eau (0,274 mg/L) et sa dissolution requiert de le dissoudre dans du 

DMSO, puis de diluer avec du tampon aqueux. En revanche, aux concentrations 

finales utilisées, le DTX dépasse son seuil de solubilité. Des mécanismes de partage 

de phase, où le DTX serait en équilibre entre une concentration intra-liposomale et 

une concentration extra-liposomale pourrait expliquer les mesures de viabilité 

cellulaire obtenues.  

 

1.2.2. Essais de vectorisation de nouveaux composés 
 

Pour s’affranchir des contraintes dues à l’encapsulation du DTX, des essais ont été 

réalisés avec d’autres molécules actives. Deux ont particulièrement retenu notre 

attention : la MonoMéthyl Auristatine E (MMAE) et le 5-FluoroUracile (5-FU). La 

MMAE est un composé utilisé en chimiothérapie dont l’action est basée sur le 

blocage de la polymérisation de la tubuline. Cette molécule est extrêmement 

toxique et ne peut être utilisée telle quelle. C’est pourquoi elle est souvent couplée 

à des anticorps monoclonaux pour former des conjugués médicament-anticorps 

ou ADC (pour « Antibody-Drug Conjugate »). Ici, la MMAE a été conjuguée à un 
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lipide, le DPPT afin d’assurer son ancrage dans les liposomes (DPPT-MMAE) dans le 

cadre d’une collaboration avec le Pr Benoît JOSEPH (ICBMS - UMR CNRS 5246 - 

Equipe SMITh) et le Dr Warren VIRICEL (Mablink Bioscience). Quant au 5-FU, il s’agit 

d’un dérivé d’une base azotée agissant comme inhibiteur de la Thymidylate 

synthase, la principale enzyme responsable de la synthèse de la thymidine. Comme 

la MMAE, le 5-FU utilisé a été conjugué à une chaîne lipidique afin d’assurer son 

insertion dans les liposomes (5-FU-C12) dans le cadre d’une collaboration avec le Dr 

Giovana LOLLO (LAGEPP - UMR CNRS 5007 - Equipe GePharm). L’utilisation des 

ancres lipidiques est l’une des principales solutions pour limiter un relargage non-

spécifique des molécules actives. Le 5-FU-C12 étant un composé principalement 

utilisé dans le cadre du cancer du côlon, il a été testé sur la lignée HCT-116 (cancer 

du côlon) et sur les fibroblastes (jouant le rôle de contrôle). La DPPT-MMAE, en 

revanche, est un agent chimiothérapeutique à spectre large. Son activité a donc 

été étudiée à la fois sur les lignées de cancers prostatiques mais également sur la 

lignée HCT-116 et sur les fibroblastes.  

 

Les premiers essais de mesure de l’effet toxique du 5-FU-C12 libre sur les cellules 

HCT-116 se sont avérés surprenant, le 5-FU n’ayant presque pas d’effet toxique 

(Figure 67). En effet, même à 20 μM, une concentration proche de l’IC50 (la 

concentration à laquelle la moitié des cellules meurent), les cellules HCT-116 ne 

montrent que très peu de sensibilité. En revanche, le traitement par de la DPPT-

MMAE sur ces mêmes cellules laisse apparaître un effet toxique. Par la suite, nous 

nous sommes concentrés sur la DPPT-MMAE. 
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Figure 67. Cytotoxicité de cellules HCT-116 traitées avec de la DPPT-MMAE ou du 

5-FU-C12 libres. La cytotoxicité est mesurée trois jours après incubation et est 

exprimée en pourcentage, entre une toxicité de 0%, correspondant à un contrôle 

non-traité, et une toxicité de 100%, correspondant à un contrôle où les cellules ont 

été lysées par du Triton X-100. 

 

Lors des premiers essais de mesure de l’activité de DPPT-MMAE sur des lignées de 

cancer de la prostate, il est apparu que l’effet toxique du dérivé de la MMAE était 

bien plus faible que celui attendu. Nous avons donc testé des temps d’incubation 

plus longs des liposomes avec les cellules. Les résultats observés sur la Figure 68 

montrent que la durée d’incubation a un effet majeur sur la toxicité induite : la 

toxicité observée augmente lors du passage à des temps d’incubation supérieurs 

ou égaux à 5h. En revanche, on n’observe pas de différence significative de toxicité 

entre 5h et 24h d’incubation. 
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Figure 68. Impact du temps d’incubation sur la viabilité cellulaire de cellules PC-

3 traitées avec de la DPPT-MMAE à 100 nM libre ou encapsulée (PO-MMAE). La 

viabilité cellulaire est mesurée trois jours après incubation et est exprimée en 

pourcentage, entre une viabilité de 100%, correspondant à un contrôle non-traité, 

et une viabilité de 0%, correspondant à un contrôle où les cellules ont été lysées par 

du Triton X-100. 

 

Une fois les conditions d’étude de la toxicité de la DPPT-MMAE déterminées, les 

premiers résultats obtenus de viabilité cellulaire sont présentés sur la Figure 69. 

Les quatre lignées cellulaires testées sont sensibles à la MMAE (Figure 69a), mais à 

des degrés divers. Une graduation de la toxicité en fonction de la composition des 

liposomes délivrant la DPPT-MMAE est observable pour les fibroblastes 

uniquement (Figure 69b). Pour ces cellules, la toxicité induite par le traitement par 

des liposomes de compositions différentes est en lien avec la fluidité membranaire 

des liposomes, les liposomes rigides (DP et surtout DS) étant plus toxiques que les 

liposomes de membrane plus fluide (DM et PO). Ces résultats attendus pour les 

cellules contrôles, n’ont cependant pas pu être répétés et restent donc à confirmer. 
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Figure 69. Viabilité cellulaire de cellules traitées avec de la DPPT-MMAE. La 

viabilité cellulaire est mesurée trois jours après incubation et est exprimée en 

pourcentage, entre une viabilité de 100%, correspondant à un contrôle non-traité, 

et une viabilité de 0%, correspondant à un contrôle où les cellules ont été lysées par 

du Triton X-100. 

a. Effet de la DPPT-MMAE libre. 

b. Effet de la DPPT-MMAE encapsulée dans des liposomes de composition 

lipidique variée. 
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1.3. Conclusions et perspectives 
 

Dans ce chapitre, nous avons présenté les résultats obtenus lors de l’étude de 

l’impact de la composition lipidique de liposomes sur leur interaction avec des 

membranes cellulaires. La principale découverte, qui a fait l’objet d’une publication 

dans Langmuir (2020), concerne la relation entre la composition lipidique d’un 

liposome et sa propension à interagir avec un certain type cellulaire : les liposomes 

aux membranes les plus fluides interagissant préférentiellement avec les cellules 

tumorales, alors que les liposomes de membrane plus rigide interagissent avec les 

cellules contrôles. Cette relation, qui accompagne un mécanisme d’internalisation 

des liposomes basé sur la fusion membranaire, vient étayer l’importance des 

propriétés physicochimiques de la membrane liposomale comme élément majeur 

de la formulation de médicaments vectorisés par de tels vecteurs. Ici, la gamme de 

composition lipidique utilisée laisse entrevoir l’implication de la fluidité 

membranaire comme paramètre pouvant régir le ciblage des liposomes, une 

hypothèse confortée par des travaux réalisés indépendamment par d’autres 

groupes, qui ont également mis en évidence une relation entre la fluidité 

membranaire d’un vecteur et son interaction avec des cellules [335,336]. 

L’hypothèse d’une préférence cellulaire pour un certain type de lipides comme 

explication des différences d’interaction observées est peu probable. En effet, la 

fraction lipidique variable ne se distingue qu’au seul niveau des chaînes acyles, les 

têtes polaires étant toutes des PC. L’enfouissement des chaînes acyles au cœur de 

la bicouche liposomale empêche ainsi la cellule de détecter et d’internaliser un type 

particulier de lipides. 

 

La gamme de composition lipidique préparée a permis l’obtention d’une gamme 

de fluidité membranaire, mesurée par le Dioll. En parallèle, cette même sonde a été 

utilisée pour quantifier la fluidité membranaire des cellules utilisées. En effet, la 

littérature scientifique et des résultats précédemment obtenus par des méthodes 

rhéologiques indiquent que la fluidité membranaire des cellules tumorales est plus 

élevée que celle des cellules non-tumorales [75,77,338]. A la lumière de ces 

informations, un lien très fort se dégage entre la fluidité membranaire des 

liposomes et la fluidité membranaire des cellules, les liposomes de fluidité 

membranaire élevée interagissant avec des cellules tumorales (ayant une 

membrane plus fluide), alors que les liposomes plus rigides interagissent avec des 
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cellules contrôles (ayant une membrane plus rigide). Cependant, la mesure par le 

Dioll de la fluidité membranaire des cellules utilisées n’a pas donné de résultats 

reproductibles, le protocole de mesure n’ayant pas été optimisé dans le cadre de 

cette thèse. En revanche, bien que la mesure ne soit pas reproductible, la tendance 

observée a pu être confirmée par des travaux complémentaires réalisés par nos 

collaborateurs. Un élément mérite d’être mentionné en ce qui concerne la mesure 

de la fluidité membranaire par le Dioll, et la considération de la fluidité 

membranaire d’une cellule en général. En effet, la seule membrane qui nous 

intéresse ici est la membrane plasmique. Comme le Dioll marque également les 

endomembranes, et comme la composition et les propriétés des membranes 

d’une même cellule varient grandement d’un organite à l’autre, la mesure de la 

fluidité membranaire par le Dioll correspond à la fluidité moyenne au niveau de la 

cellule, mais pas forcément à la fluidité de la membrane plasmique. Ainsi, la 

membrane plasmique est le plus souvent bien plus riche en cholestérol et en 

sphingolipides que les membranes d’organites, un facteur à même de modifier sa 

fluidité membranaire [339]. L’étude de la fluidité de la membrane plasmique doit 

alors, pour se prémunir de tels biais, s’assurer de ne mesurer que la fluidité de la 

membrane plasmique propre, sans les contributions du reste des membranes 

cellulaires. L’application d’un tel protocole pourrait ainsi permettre de faire ressortir 

la fluidité de la membrane plasmique, pour une comparaison directe avec celle des 

liposomes préparés.  

 

Les expériences réalisées sur des lignées cellulaires modèles de cancer de la 

prostate ont été reproduites sur d’autres lignées cellulaires. La première solution 

envisagée a été de compléter les modèles de cancer de la prostate par des lignées 

intermédiaires, notamment par la lignée 22Rv1, une lignée de cancer in-situ (pas 

encore métastatique). L’idée ici était de vérifier la graduation de la relation fluidité-

interaction, cette lignée étant à mi-chemin entre la lignée contrôle et les lignées 

métastatiques. La seconde a consisté à teste des modèles de cancer du sein et du 

côlon. Malheureusement, en raison d’un manque de temps, notamment dû à la 

crise sanitaire du COVID-19 qui a gelé des expérimentations en cours, ces 

expérimentations n’ont pas pu être achevées. Cependant, les résultats 

préliminaires obtenus sur les lignées de cancer du sein, de cancer du côlon et sur 

des fibroblastes sont néanmoins encourageants, une tendance se dégageant là-
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aussi quant à la relation entre la composition lipidique des liposomes et 

l’interaction avec les cellules. Poursuivre et terminer cette étude permettrait ainsi 

de vérifier l’universalité du mécanisme décrit. De plus, les modifications de la 

fluidité membranaire n’interviennent pas seulement dans le cas du 

développement tumoral. D’autres exemples sont à noter comme par exemple les 

pathologies cardiovasculaires ou encore les maladies neurodégénératives telles 

que la chorée de Huntington ou la maladie d’Alzheimer [72,340,341]. Dans de telles 

pathologies, l’implication de la fluidité membranaire est encore mal comprise, 

puisqu’on ne sait toujours pas si les modifications de fluidité membranaire décrites 

sont les causes ou les conséquences du développement pathologique. Néanmoins, 

ces différences existent et il serait intéressant de vérifier si les observations réalisées 

sur des cellules tumorales sont valables sur de tels modèles. 

 

La quantification de l’interaction liposome-cellule par calcul de la CTCF (« Corrected 

Total Cell Fluorescence ») a certes permis d’établir une correspondance solide entre 

des clichés de microscopie et une mesure précise de l’intensité d’interaction, mais 

elle peut présenter certains biais regrettables. Le premier concerne la méthode 

même de sélection des cellules. Dans le cas d’un marquage hétérogène entre 

différentes cellules, il est critique d’effectuer une sélection des cellules a priori sur 

les images en champ clair, puis, dans un second temps, de reporter les zones 

délimitées sur l’image de fluorescence correspondante. La mesure d’un grand 

nombre de cellules sur plusieurs clichés, à différentes positions du puits de culture, 

permettrait de renforcer l’analyse obtenue en lissant les hétérogénéités de culture. 

Dans le cas contraire, il est très facile de fausser les résultats, en ne sélectionnant 

par exemple que les cellules fluorescentes. Le deuxième biais de la mesure par 

CTCF concerne son utilisation pour des comparaisons entre types cellulaires 

différents. La mesure par CTCF repose sur le calcul d’une densité moyenne, 

obtenue en divisant l’intensité totale observée sur une cellule par la surface de cette 

dernière. Cette mesure dépend donc grandement de la géométrie de la cellule. Or, 

deux cellules de formes différentes vont avoir des rapports Surface/Périmètre 

variables, comme illustré sur la Figure 70.  
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Figure 70. Exemple schématique de l’impact de la géométrie d’une cellule à 

périmètre constant sur sa surface. En vert, cellule ronde ; en jaune, cellule 

ellipsoïdale ; en rouge, cellule ellipsoïdale avec un prolongement membranaire. 

 

Or, le signal de fluorescence observé est localisé très préférentiellement au niveau 

de la membrane plasmique de la cellule (associable à son périmètre dans le cas de 

visualisation de tels clichés microscopiques). La mesure de la CTCF doit donc être 

utilisée uniquement pour comparer entre elles des conditions où les cellules ont 

des géométries similaires. Il est donc tout à fait juste de comparer les résultats 

obtenus pour une même lignée cellulaire avec des liposomes différents, mais il est 

nécessaire d’être plus prudent quand on compare deux résultats obtenus avec les 

mêmes liposomes pour des lignées différentes. Cette problématique se pose 

notamment dans le cas d’expérimentations de co-culture, où plusieurs types 

cellulaires sont cultivés dans un seul milieu. De tels protocoles permettraient 

d’étudier le comportement des liposomes en présence de cellules tumorales et de 

cellules contrôles, et constituerait une approche solide pour des essais précliniques. 

En effet, la co-culture permettrait d’évaluer la spécificité « réelle » de l’interaction 

liposome-cellule gouvernée par la fluidité membranaire, qui constitue le principal 

intérêt actuel du développement de vecteurs de médicaments chimio-

thérapeutiques. 

 

Les essais de vectorisation de molécules actives constituent là aussi un premier pas 

vers une application de la fluidité membranaire comme paramètre de ciblage 

applicable à des problématiques thérapeutiques concrètes. Cependant, les 

différents résultats obtenus sont peu concluants et ne reproduisent pas la très 

nette distinction observée entre l’interaction de liposomes ayant une membrane 

S = 32 μm 2
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S = 6 μm 2
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rigide et l’interaction de liposomes aux membranes plus fluides. De nombreux 

problèmes techniques ont retardé ces expérimentations, qui ont finalement été 

stoppées de manière précoce par la crise sanitaire du COVID-19. Néanmoins, de 

nombreuses observations et mises au point ont été réalisées, et devraient 

grandement guider la poursuite de ces travaux. Notamment, la mise en place de 

méthodes de quantification de la quantité encapsulée de molécules actives 

apparaît comme une étape cruciale à réaliser avant tout autre chose. De même, il 

est important de bien quantifier la réponse des différentes cellules utilisées à un 

traitement par la molécule d’intérêt libre avant même de tenter son encapsulation. 

Une fois les liposomes préparés, il convient alors de vérifier si la gamme de fluidité 

membranaire formée est toujours similaire à celle obtenue avec des liposomes 

vides. Enfin, comme précédemment mentionné, des essais de co-culture 

permettraient de mettre en évidence la spécificité de l’interaction liposome-cellule, 

dans une approche la plus proche possible de l’utilisation thérapeutique. 

 

L’importance de la fluidité membranaire dans l’interaction liposome-cellule est 

décuplée par le fait que le mécanisme d’internalisation des liposomes repose sur 

un processus de fusion membranaire. Un tel processus est déjà suffisamment 

compliqué quand deux bicouches lipidiques pures sont impliquées, mais il prend 

une toute autre dimension quand les membranes plasmiques sont considérées, 

ces dernières étant formées d’un mélange complexe de lipides, de protéines et de 

glucides. En effet, entre le rapprochement de deux membranes et la formation d’un 

pore de fusion les reliant (Figure 71a et 71b), de nombreuses barrières existent. La 

principale barrière est constituée des contraintes thermodynamiques, qui limitent 

la fusion spontanée de deux membranes dans des conditions standard [342]. Deux 

bicouches lipidiques vont ainsi avoir du mal à se « coller » l’une à l’autre à cause de 

forces de répulsion. Cependant, cette répulsion n’empêche pas la formation de 

structures transitoires appelées « stalk » (Figure 71c). Ces structures peuvent 

permettre des échanges rapides de matériel d’une bicouche à l’autre, mais les deux 

espaces hydrophiles de part et d’autre des membranes ne rentrent jamais en 

contact. La fusion des deux membranes est alors le plus souvent obtenue par 

élargissement du « stalk », pour former d’abord des structures d’hémi-fusion 

(Figure 71d), puis enfin, un pore connectant les compartiments aqueux de part et 

d’autre des membranes en fusion [343].  
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Figure 71. Mécanisme de fusion membranaire. 

a. Représentation schématique de deux bicouches avant fusion. 

b. Représentation schématique d’un pore de fusion. 

c. Représentation schématique d’un « stalk ».  

d. Représentation schématique d’une structure d’hémi-fusion. 

 

 
Figure 72. DOPE dans un contexte de fusion membranaire. 

a. Représentation schématique de la DOPE. 

b. Représentation schématique de l’insertion de DOPE dans une membrane 

ayant un fort rayon de courbure. 
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La formation du pore de fusion est favorisée par la présence de lipides compatibles 

avec des rayons de courbures négatifs [318,342]. C’est notamment le cas du lipide 

fusogénique que nous avons utilisé, la DOPE, qui de par sa géométrie conique 

stabilise les structures intermédiaires et favorise thermodynamiquement la 

formation des pores (Figure 72). 

 

Dans un tel processus, la fluidité membranaire intervient en modifiant la diffusion 

des lipides de la membrane, modifiant ainsi la cinétique de formation des stalk et 

leur élargissement progressif. L’étude de l’implication de la fluidité de deux 

membranes sur leur fusion serait extrêmement intéressante de ce point de vue, et 

permettrait de mieux comprendre pourquoi deux membranes fluides et deux 

membranes rigides interagissent mieux ensemble qu’une membrane fluide avec 

une membrane rigide. Il est à noter que, dans un contexte physiologique normal, 

de nombreux processus existent pour une fusion plus rapide et plus contrôlée. Le 

principal exemple est représenté par la famille de protéines SNARE (pour « Soluble 

N-ethylmaleimide-sensitive-factor Attachment protein REceptor »). Ces protéines 

sont le principal agent fusogène chez les eucaryotes. Elles sont notamment 

impliquées dans le trafic vésiculaire intracellulaire et la transmission du potentiel 

d’action à travers les synapses [344,345]. Chaque protéine SNARE a une structure 

hélicoïdale et possède un motif SNARE extrêmement conservé. L’assemblage de 

quatre hélices en un complexe trans-SNARE permet d’ancrer deux membranes 

ensemble. L’enroulement des hélices à la manière d’engrenages va alors permettre 

de rapprocher les deux membranes et ainsi de favoriser la formation des pores de 

fusion. Ce genre de mécanisme n’est, dans le cas de cette thèse, pas présent, les 

liposomes étant des bicouches lipidiques dépourvues de protéines. A ce niveau, des 

études structurales ayant pour but de caractériser la fusion d’une membrane 

lipidique avec une membrane cellulaire permettraient de mieux comprendre le 

mécanisme de cette fusion, ce qui pourrait à son tour permettre de nouvelles 

avancées dans la formulation de nouveaux vecteurs lipidiques. En ce sens, les 

expérimentations présentées dans le prochain chapitre représentent une étape 

préliminaire à de telles études mécanistiques sur des modèles biomimétiques 

artificiels. 
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2. Mise en place d’un modèle biomimétique pour 
l’étude des interactions vecteurs-membranes 
 

Les différents modèles membranaires présentés en « Etude bibliographique » 

permettent l’analyse in situ du comportement des membranes, en les isolant du 

reste de la cellule. En parallèle de l’étude de l’interaction liposome-membrane sur 

des cellules en culture, nous nous sommes intéressés au cours de cette thèse, à la 

caractérisation de cette interaction par des méthodes biophysiques sur des 

modèles biomimétiques.  

 

Le modèle membranaire choisi, basé sur la formation d’une pep-tBLM, avait 

précédemment été développé et caractérisé au laboratoire lors des thèses de 

Samuel REBAUD et Meriem CHADLI [311,312]. La formation de ce modèle repose sur 

un processus en trois étapes, précédemment décrit en « Étude Bibliographique » 

(4.4., page 89), à savoir la fixation de peptides pilotis sur une surface d’or, l’ancrage 

de liposomes sur ces peptides puis la fusion des liposomes en bicouche plane sous 

l’effet d’un peptide fusogène. Le modèle a été caractérisé à deux niveaux : lors de 

sa formation par SPRi et après chaque étape, par AFM et FRAP. Cette 

caractérisation a montré une arrivée de matière assortie d’une augmentation de la 

granulosité lors du dépôt des peptides pilotis puis des liposomes, avant un départ 

de matière et un aplanissement de la surface lors de la fusion. De plus, bien 

qu’aucun recouvrement de fluorescence n’intervienne avant l’injection du peptide 

fusogène, la bicouche finale présente un recouvrement rapide, montrant la 

formation d’une bicouche fluide et continue sur toute la surface sondée. Enfin, ce 

modèle a été utilisé avec succès pour la reconstitution d’un récepteur couplé à la 

protéine G, le CXCR4, une protéine à sept passages transmembranaires, dont 

l’activité a été validée par essais de fixation de ligands [275]. 

 

Dans le but d’étudier au mieux l’interaction de nos liposomes avec ce modèle 

biomimétique, deux stratégies ont été mises en place. La première repose sur 

l’utilisation de méthodes alternatives à celles déjà décrites pour mieux décrire le 

système développé. Pour ce faire, diverses techniques ont été testées. Nous avons 

retenu la microbalance à cristal de quartz avec suivi de la dissipation ou QCM-D et 

la microscopie avec une couche arrière absorbante ou BALM (pour « Backside 
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Absorbing Layer Microscopy »), ces deux méthodes permettant d’obtenir des 

informations complémentaires à celles déjà obtenues. La diffraction de neutrons 

aux petits angles ou SANS et la spectroscopie d’impédance électrochimique ou EIS 

ont également été testées, mais n’ont pas donné de résultats exploitables faute 

d’optimisation suffisante des conditions expérimentales par manque de temps. La 

deuxième stratégie utilisée repose sur la composition de la membrane 

biomimétique et la formation d’une bicouche à partir d’extraits naturels de la 

membrane plasmique. 

 

2.1. Caractérisation de tBLM par la QCM-D et la BALM 
 

2.1.1. Application de la QCM-D pour la caractérisation de pep-tBLM 
 

La QCM-D est une technique en temps réel, permettant la mesure de l’adsorption 

de masse sur une surface. La QCM-D se distingue par sa capacité à déterminer une 

épaisseur acoustique et d’en déduire la masse adsorbée à la surface. En 

comparaison, la SPRi, qui est la technique de référence de suivi de la formation des 

bicouches biomimétiques développées au laboratoire, détermine une épaisseur 

optique. Cette différence rend la QCM-D sensible au solvant (quand celui-ci est 

piégé dans la couche formée), alors que la SPRi ne l’est pas. Comparer les signaux 

SPRi et QCM-D permet ainsi l’estimation de l’impact du tampon dans l’épaisseur 

de la couche. De plus, alors que les méthodes basées sur la SPR nécessitent des 

analyses multiparamétriques pour le calcul de la masse adsorbée, ce calcul est 

direct dans le cas de la QCM-D.  

 

La mise en place de cette technique à l’étude de notre système a été réalisée avec 

une composition simple, constituée uniquement de POPC dopée de 2% (mol/mol) 

du lipide chélatant DOGS-NTA(Ni). Ces expérimentations ont été réalisées en 

collaboration avec le Pr Donald MARTIN, le Dr Marco MACCARINI et Sebastian 

KOHLER (TIMC - UMR CNRS 5525 - Equipe SyNaBi).  Les profils-types obtenus 

montrent une très bonne corrélation du signal QCM-D (Figure 73a) avec le signal 

de SPRi (Figure 73b), et permet de retrouver chaque étape de la cinétique de 

formation (Figure 73c). L’analyse du signal QCM-D apporte cependant des 

informations complémentaires, notamment lorsque sont comparés les signaux en 

termes de fréquence et de dissipation.  
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Figure 73. Formation d’une pep-tBLM modèle, à partir de liposomes POPC, suivie 

par QCM-D et SPRi. 1 : Phase d’adsorption des pilotis ; 2 : Phase d’accrochage des 

liposomes ; 3 : Fusion des liposomes ; 4 : Etat final correspondant à la pep-tBLM. Les 

différentes phases de rinçage sont représentées par des flèches. 

a. Profil type obtenu par QCM-D. 

b. Profil type obtenu par SPRi. 

c. Représentation schématique des différentes étapes du processus de 

formation de la bicouche attachée. 
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Pendant la phase d’adsorption des pilotis notamment, la fréquence diminue, ce qui 

est significatif d’une augmentation de la masse adsorbée, mais la dissipation ne 

varie pas. Cela révèle l’arrivée d’une masse rigide à la surface du cristal, qui ne 

modifie pas la viscosité de la surface. Cette observation est cohérente avec le 

mécanisme décrit précédemment, où les peptides pilotis apparaissent comme des 

hélices réparties sur la surface. L’injection de liposomes se traduit par une très 

importante chute de la fréquence couplée à une forte augmentation de la 

dissipation. Cela est parfaitement cohérent avec la fixation des liposomes à la 

surface, ces derniers étant de gros objets viscoélastiques qui dissipent efficacement 

l’énergie. Enfin, lors de l’ajout du peptide fusogène, on observe tout d’abord une 

chute de la fréquence avant une remontée à un niveau proche (mais inférieur) de 

celui atteint pour les peptides pilotis. Ce comportement phénoménologique est 

retrouvé sur le suivi par SPRi, et valide le mode d’action décrit pour le peptide 

fusogène. En effet, ce dernier agirait en s’insérant et en déstabilisant dans les 

membranes des liposomes, ce qui aurait pour conséquence le gonflement des 

liposomes avant leur éclatement ou leur fusion [346]. La diminution initiale du 

signal, correspondant à l’arrivée de matière, indiquerait alors au gonflement des 

liposomes induit par le peptide fusogène ; l’augmentation consécutive 

correspondant à une désorption, indiquerait alors un départ progressif de matière 

lors de l’ouverture des liposomes. Ce comportement a déjà été décrit et caractérisé 

pour des bicouches supportées [314,315]. Ici, le même mécanisme est observé lors 

de la fusion de liposomes reposant non pas sur le support directement mais sur 

une couche de peptides pilotis. Il est à noter que la cinétique d’adsorption et de 

fusion des liposomes est inhabituellement longue (près de 2h en QCM-D contre 1h 

en SPRi), ce qui est probablement la conséquence du manque d’homogénéisation 

dans le système, la configuration du dispositif expérimental rendant difficile la 

diffusion des différents éléments injectés. 

 

Différentes concentrations de peptides, pilotis et fusogène, ont été testées. Les 

résultats des densités surfaciques obtenues à chaque point caractéristique de la 

cinétique sont présentés dans le Tableau 5.  
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Tableau 5. Densités surfaciques mesurées par QCM-D à chaque étape 

caractéristique de la formation de la pep-tBLM (Cf. Figure 73c) en fonction des 

concentrations en peptides pilotis et fusogène. La colonne « Membrane » 

correspond à la différence entre la fin de la phase fusogène (4) et la fin de la phase 

pilotis (1). 

 

Ces résultats préliminaires nous permettent de faire certaines observations. 

Notamment, le calcul de la densité surfacique correspondant uniquement à la 

bicouche est possible, en soustrayant à la densité surfacique de la fin de la phase 

fusogène celle de la fin de la phase pilotis. En effet, à la fin de la phase fusogène, la 

masse adsorbée correspond à la bicouche + pilotis. Soustraire la densité des pilotis 

permet donc de ne garder que la densité de la bicouche. Ces résultats permettent 

de juger la qualité de la membrane finale, en les comparant à la densité finale 

théorique attendue. Pour une bicouche composée de POPC uniquement, le calcul 

de la densité massique surfacique ne nécessite en effet que deux variables, à savoir 

la masse d’une molécule de POPC et la surface qu’occupe chaque molécule dans 

une bicouche plane. La masse d’une molécule de POPC est aisée à calculer, à partir 

du nombre d’Avogadro et de la masse molaire de POPC (Eq. 9). La surface 

moléculaire moyenne de POPC a été déterminée à partir de la littérature 

scientifique, sur des études en monocouches. La surface moyenne occupée par 

une molécule de POPC a ainsi été estimée à 0,63 nm2 [347,348]. Le calcul de la 

densité surfacique moyenne (Eq. 10) donne ainsi 200 ng/cm2 pour une 

monocouche, soit 401 ng/cm2 pour une bicouche. 

 

    Eq. 9 

 Eq. 10 
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La comparaison de cette valeur de densité théorique à la valeur obtenue 

expérimentalement pour chaque condition permet de mettre en évidence la 

formation de bicouches complètes (1e, 2e et 3e conditions), et des bicouches 

incomplètes (4e condition). L’appréciation de la qualité de la membrane est 

cependant fortement affectée par la variabilité des résultats. Néanmoins, l’étude de 

l’impact de la variation de la concentration en peptide pilotis entre les différentes 

conditions sur les densités surfaciques obtenues est très intéressante. Il apparaît 

que diminuer la concentration de peptide pilotis se traduit par une réduction de la 

quantité de peptide adsorbé, ce qui est parfaitement cohérent. En revanche, la 

quantité de peptide adsorbé à la surface ne semble pas avoir d’impact significatif 

sur la quantité de liposomes adsorbés par la suite sauf pour les conditions où le 

peptide pilotis est très dilué (0,5 μg/mL). En combinant cette analyse avec la qualité 

des membranes formées, il se dégage que le peptide pilotis est, pour des 

concentrations de 5 à 10 μg/mL, présent en excès, et qu’il n’est pas l’élément 

limitant pour la formation de membranes. En revanche, des concentrations trop 

basses de peptide pilotis s’accompagnent d’une légère diminution de la quantité 

de liposomes qui va s’y attacher, et d’une forte chute de la quantité de membranes 

présentes à la fin de l’expérience. L’analyse de l’action du peptide fusogène nous 

apporte elle aussi des informations intéressantes. La comparaison de l’évolution de 

la densité surfacique entre la fin de l’étape de fixation des liposomes (2) et le pic 

obtenu peu après injection du peptide fusogène (3) montre une évolution relative 

de +23,6 (±1) % pour toutes les conditions. Ce résultat montre que le peptide 

fusogène, aux deux concentrations testées, est en excès, puisque dans les deux 

conditions testées la même quantité s’insère. En revanche, il semble qu’il n’y a 

aucune relation entre la densité à la fin de l’étape de fusion (4) et la quantité de 

liposomes précédemment adsorbés (2). De même, aucune relation n’est observée 

entre le début (3) et la fin (4) de la phase fusogène. 

 

L’ensemble de ces observations nous permettent de proposer un mécanisme. 

Dans celui-ci, le peptide pilotis, lors de son injection, se répartit sur toute la surface 

en fonction de sa concentration, les concentrations élevées se traduisant par une 

distance entre peptides plus courte. La fixation subséquente des liposomes n’est 

sensible à la quantité de peptide pilotis que lorsque cette dernière passe sous un 
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seuil critique, compris entre 5 et 0,5 μg/mL de pilotis injecté. Enfin, le peptide 

fusogène fait s’ouvrir les liposomes en s’insérant dans leurs membranes pour 

former des bicouches. Il s’avère que la qualité de la bicouche finale va alors 

dépendre de la quantité de pilotis initialement présente. Avec un bon 

recouvrement, on assiste à la formation de bicouches jointives, qui forment une 

pep-tBLM homogène et continue à la surface, comme l’a montré le FRAP 

précédemment [349]. En revanche, cette étude montre que si la densité de peptide 

pilotis n’est pas suffisante, la formation de la bicouche sera incomplète. Il est 

probable qu’il se forme des patchs de membrane, isolés les uns des autres. 

 

Même si ces analyses devraient être répétées, les résultats de QCM-D ont permis 

de montrer que la qualité finale de la bicouche est directement liée à la qualité de 

la couche de peptide pilotis. L’ensemble des techniques utilisées jusqu’ici pour 

suivre la formation de la pep-tBLM (SPRi, QCM-D) sont des méthodes en temps 

réel. Ces méthodes permettent un suivi global du processus de formation, mais 

sont limitées par leur résolution. En effet, l’analyse des résultats obtenus par SPRi 

et par QCM-D implique de considérer que tout le système présente une surface 

homogène, ce qui n’est pas forcément le cas. Obtenir des informations sur les 

mécanismes locaux implique l’utilisation de méthodes résolutives, comme l’AFM 

ou le FRAP, mais ces méthodes ne permettent pas de suivi en temps réel. Pour 

combiner l’approche résolutive avec l’approche en temps réel, nous avons utilisé la 

BALM (pour « Backside Absorbing Layer Microscopy ») pour caractériser notre 

système de pep-tBLM.  

 

2.1.2. Application de la BALM pour la caractérisation de tBLM 
 

2.1.2.1.  Présentation de la BALM 
 

La BALM est une méthode de microscopie optique en temps réel à ultra-haute 

résolution, développée par le Dr Dominique AUSSERRÉ (IMMM - UMR CNRS 6283). 

Elle est basée sur l’utilisation de couches anti-réfléchissantes faites de matériaux 

absorbants, appelées ARA (pour « Anti Reflecting and made of Absorbing 

material »). L’intérêt de ces couches est de générer des interférences destructrices 

qui permettent d’obtenir l’extinction du signal de fond (Figure 74), et par 

conséquent une meilleure résolution des objets observés. 
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Figure 74. Fonctionnement des couches ARA. 

 

Le contraste (C) étant défini par l’Eq. 11, l’extinction du signal de fond (Isupport << Iobject) 

est l’une des deux solutions qui permettent de le maximiser, l’autre étant d’éclairer 

l’objet étudié (Iobject >> Isupport). 

 

    Eq. 11 

 

La BALM se présente ainsi comme une méthode de microscopie inversée, où la 

lumière émise est collectée dans le même objectif. La BALM occupe le demi-espace 

en dessous de l’échantillon (Figure 75a) et laisse ainsi accessible le demi-espace 

supérieur pour manipuler l’échantillon ou encore installer une méthode d’analyse 

complémentaire, comme par exemple un dispositif d’AFM ou de suivi 

électrochimique (Figure 75b). 
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Figure 75. Dispositif expérimental de la BALM. 

a. Représentation schématique du montage expérimental de la BALM.  

b. Représentation schématique des possibilités de couplage de la BALM avec 

l’AFM et de l’électrochimie. 

 

Par rapport aux techniques conventionnelles, la BALM se distingue de par les 

informations qu’elle fournit. En effet, elle permet de suivre un évènement 

dynamique par la prise de nombreuses images, qui permettent de sonder 

l’homogénéité de la surface étudiée. 

 

Précédemment, la BALM a montré son avantage sur des applications liées à la 

physicochimie de surface [350]. Dans le cadre de cette thèse, la BALM a été 

appliquée au suivi de la formation de pep-tBLM formées par la méthode en trois 

étapes développée au laboratoire. Ces travaux ont fait l’objet d’une publication 

soumise dans Biophysical Journal. 

 

2.1.2.2.  Résumé de l’article « BALM: Watching the Formation of 
Tethered Bilayer Lipid Membranes with submicron lateral resolution », 
Bompard et al. soumis dans Biophysical Journal 
 

La formation de pep-tBLM a été caractérisée par la BALM et par la SPRi, la méthode 

standard pour le système utilisé. La réflectivité globale mesurée par la BALM a été 
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comparée à l’analyse SPRi, et, en parallèle, les images obtenues par la BALM ont été 

analysées afin d’en extraire des informations sur des mécanismes locaux.  

 

Pour se faire, nous avons utilisé deux compositions liposomales :  

 la composition dite « POPC », où les liposomes sont constitués de POPC 

uniquement, avec 2% (rapport molaire) de DOGS-NTA(Ni) pour permettre 

l’accrochage des liposomes aux peptides pilotis ; 

 la composition dite « Biomimétique », où les liposomes sont constitués d’un 

mélange de PC, PE, cholestérol et SM (42/10/11/35) mimant la composition de 

la membrane plasmique, là encore dopé avec 2% (rapport molaire) de DOGS-

NTA(Ni). 

Après contrôle de la taille des liposomes, la formation d’une pep-tBLM de bonne 

qualité a été vérifiée par l’analyse en SPRi, qui a confirmé la présence d’une 

bicouche à la fin du procédé comme précédemment décrit [349]. Le suivi de la 

formation des pep-tBLM par la BALM a permis d’obtenir un grand nombre 

d’images réparties tout le long de la cinétique. 

L’analyse des résultats obtenus par BALM s’est scindée en deux grands volets :  

 une analyse globale du signal de réflectivité moyennée sur toute la surface 

de l’image, ce qui reproduit le champ d’étude de la SPRi ; 

 une analyse locale sur de petites zones des images, ce qui complète les 

informations spatiales apportées par l’AFM ou le FRAP. 

 

La comparaison des courbes de réflectivité globale obtenues par la BALM et la SPRi 

montre une très bonne corrélation entre les deux techniques. Ces deux méthodes, 

permettent de suivre la formation des pep-tBLM à chaque étape caractéristique de 

la cinétique : fixation du peptide pilotis, accrochage des liposomes et fusion sous 

l’action du peptide fusogène. De plus, après avoir établi le lien entre le signal 

mesuré et l’épaisseur de la couche observée, une analyse quantitative montre des 

résultats similaires pour la BALM et la SPRi. Ces résultats sont de plus cohérents 

avec l’estimation de l’épaisseur finale de la bicouche, qui montre la formation d’une 

bicouche sur toute la surface. 

 

Le suivi d’une même zone sur les images tout le long de la cinétique de formation 

a permis de visualiser l’adsorption et la désorption de matière mesurées par le suivi 
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de la réflectivité globale. Cependant, à l’inverse de l’analyse globale, cette analyse 

locale a permis de mettre en évidence l’existence de motifs sur la surface, qui 

apparaissent dès l’étape d’adsorption des peptides pilotis, et qui persistent jusqu’à 

la fin de la formation de la pep-tBLM. La visualisation de ces motifs, mise en avant 

par une représentation du relief de la surface, montre l’intérêt des mesures locales 

par rapport aux mesures globales, ces dernières considérant de manière générale 

la surface comme homogène alors qu’elle ne l’est pas. L’analyse plus poussée sur 

une zone très réduite a permis de comparer l’évolution de l’épaisseur entre 

plusieurs instants notables de la cinétique. En plus de la corrélation observée avec 

ce qui avait déjà été décrit, cette analyse a permis de mettre en évidence de 

nouvelles informations sur les mécanismes de la formation d’agrégats de peptide 

pilotis, l’attachement préférentiel des liposomes aux régions riches en pilotis, ou 

encore l’insertion préférentielle du peptide fusogène dans les liposomes aplatis 

présents dans les régions pauvres en pilotis. Enfin, l’observation des arrivées et des 

départs de matière pendant un laps de temps d’une minute a permis de mettre en 

évidence la présence de flux de matière. Ces flux, locaux et dynamiques, ont permis 

d’expliquer certains des mécanismes décrits, comme notamment l’agrégation des 

peptides pilotis qui serait due à une migration des régions pauvres vers les régions 

riches en peptides pilotis adsorbés. 

 

L’ensemble de ces résultats a permis de préciser le mécanisme de formation des 

pep-tBLM par la méthode développée au laboratoire : lors de l’injection du peptide 

pilotis se forment des agrégats, qui croissent par recrutement depuis les régions 

pauvres en pilotis vers les régions riches. Après rinçage et injection des liposomes, 

ces derniers vont alors se fixer préférentiellement dans les régions riches en pilotis, 

formant des agrégats de liposomes collés les uns aux autres. En revanche, dans les 

régions pauvres en pilotis, un nombre plus réduit de liposomes se fixent, ce qui 

conduit à leur étalement pour couvrir une plus grande surface. Cette déformation 

des liposomes dans les régions pauvres en pilotis va conduire à l’insertion 

préférentielle du peptide fusogène dans les régions pauvres en pilotis lors de son 

injection, cette insertion étant dépendante de la présence d’un fort rayon de 

courbure [315]. Enfin, la fusion entraîne un départ progressif de la matière lipidique, 

avant la formation d’une bicouche relativement homogène, où persistent quelques 

poches vésiculaires fluctuantes. 
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Ces travaux, sous le contrôle de la SPRi comme méthode de référence, montrent 

tous les avantages de l’application de la BALM à l’étude de systèmes biologiques 

complexes puisqu’elle combine à la fois une analyse très sensible et ultra-résolutive 

en temps réel. 

 

2.1.2.3.  Publication 
 

BALM: Watching the Formation of Tethered Bilayer Lipid 
Membranes with submicron lateral resolution 

 

J. BOMPARD, O. MANITI, R. ABOUKHACHFE, D. AUSSERRE*, A. GIRARD-EGROT* 

*: Co-corresponding authors  

 

RUNNING TITLE 

 

BALM for live characterization of tBLM 

 

ABSTRACT 
 

Tethered Bilayer Lipid Membranes (tBLMs) are artificial membranes largely used 

for the in-situ study of biological membranes and membrane-associated proteins. 

Up to now, thei formation of these membranes was essentially monitored by 

surface averaging techniques like SPR and QCM-D which cannot provide both local 

and real-time information in a single approach. Here, we report an original 

application of Backside Absorbing Layer Microscopy (BALM), a novel white-light 

wide-field optical microscopy, to study tBLMs. Thanks to the combination of 

sensitivity and resolution, BALM not only allowed the real-time quantitative 

monitoring of the tBLM formation, but it also enabled the high-resolution 

visualization of the local fluxes and matter exchanges taking place at each step of 

the process. Quantitative BALM measurements of the final layer thickness, 

reproduced in parallel with SPR, were consistent with the achievement of a 

continuous lipid bilayer. This finding was confirmed with BALM imaging, which 

additionally revealed the heterogeneity of the bilayer during its formation. While 
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established real-time techniques, like SPR or QCM-D, view the surface as 

homogeneous, BALM showed the presence of surface patterns, appearing in the 

first step of the tBLM formation process and governing every thereafter matter 

adsorption and desorption. Finally, matter fluxes persisting even after rinsing at the 

end of the tBLM formation demonstrated the lasting presence of dispersed 

vesicular pockets with laterally-fluctuating positions over the final single and 

continuous lipid bilayer. These new mechanistic insights on the tBLM formation 

process demonstrate the great potential of BALM in the study of complex biological 

systems. 

 

STATEMENT OF SIGNIFICANCE 

 

Biomimetic membranes must be characterized as much as possible at the 

microscopic scale by in-situ and real-time techniques, in order to derive 

information on dynamic molecular aspects. Backside Absorbing Layer Microscopy 

(BALM), a recent microscopy technique, allows the in-situ and real-time 

characterization of advanced lipid membrane models like tBLMs that have a 

significant biological relevance. This new microscopy enabled the monitoring of 

matter adsorption and desorption during the tBLM formation process. It is 

consistent with the previously described mechanism, but it also brought new 

mechanistic insights through the visualization of local and dynamic molecular 

fluxes. This demonstrates the potential of BALM as a powerful tool to probe 

membrane biological processes. 

 

INTRODUCTION 
 

As the interphase between the cell and its environment, biological membranes not 

only serve as physical boundaries, but they also host a plethora of membrane 

proteins. These proteins assume many cell functions such as cell-cell 

communication, nutrient import, or signal transduction and, as such, they are the 

target of more than 60% of medicinal drugs [1–3]. Investigating membranes and 

membrane proteins is therefore of critical importance. However, due to the 

complexity of the cell, in situ investigation of biological membranes remains a great 
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challenge. Biomimetic membrane platforms in which a synthetic membrane is 

supported by a solid surface are hence used either for membrane properties 

measurements or the in vitro reconstitution and study of membrane proteins. 

Various biomimetic membranes have been developed, such as solid-supported 

membranes [9,10], polymer-cushioned membranes [11–13], hybrid lipid bilayers [14–

16], suspended lipid bilayers [17–19], and tethered bilayer lipid membranes or tBLMs 

[20–28].  

tBLMs are a natural progression from the planar supported lipid bilayers (SLBs). As 

first reported by McConnell et al. [10], SLBs are classically obtained by spreading 

small unilamellar vesicles on hydrophilic solid supports [29–32], which results in a 

lipid bilayer separated from the solid substrate by an ultrathin film of water (1-2 nm) 

[33]. This thin aqueous layer confers to SLBs the fluidity required for lateral diffusion 

in 2D space [29], but restrict the incorporation of transmembrane proteins 

possessing extra-membrane domains like ectodomains [13,34–37], which are 

essential to their function. In tBLMs, the inner membrane leaflet is separated from 

the support through a spacer unit, which lifts the membrane off the surface while 

anchoring it [33], thus reducing the influence of the surface and unfavorable 

frictions to the support. For this reason, tBLMs became the preferred solution for 

membrane protein reconstitution [6,28,34,35,37–45]. They have been also used as 

screening platforms for biological [4,5,43,46] and biosensing applications [4–

8,47,48].  

The different types of tBLMs mainly differ in the chemical structure of the tethers 

[5,21,22,25,34,36,37,49] and their tethering density, both factors significantly 

influencing the structural characteristics of the bilayer as well as the possibility to 

reincorporate functional transmembrane proteins [33,50]. Tethering molecules 

could be anchor lipids [7,51,52], polymers [6,28,36,42,53], peptides [34,54] or proteins 

[55–61]. Telechelics, anchor lipids coupled with polyethylene glycol (PEG), were the 

first to be used for tethering a lipid membrane [22]; however, for this important class 

of anchor lipids, neutron scattering [62] and PM-IRRAS studies [63] have revealed a 

poorly hydrated spacer segment, in spite of the water solubility of polyethylene 

glycol (PEG), due to the high tether density in the proximal leaflet.  

Peptides have also been explored as tethering moieties to create peptide-tethered 

lipid bilayer membranes (pep-tBLMs). They are prepared from synthetic or native 

thiopeptides, or thiolipopeptides [34]. They are functionalized at their N-terminus 
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by a sulfur group such as a cysteine or a lipoic acid so that they self-assemble from 

solution on gold - a surface of choice for biosensing applications-, whereas their C-

terminus extremity is chemically activated afterward for coupling to the amino 

polar headgroup of various phosphatidylethanolamines (PE) in solution. These 

latter constitue the  bilayer proximal leaflet [5,54,64–66]. The distal leaflet is formed 

in a second step by the fusion of liposomes possibly including proteins of interest 

onto the hydrophobic proximal layer [37]. Polar peptides used as tethers are suited 

for membrane protein reincorporation by providing a biocompatible space in 

which ectodomains can fold with a native-like functional conformation. Their 

length, their secondary structure, and their hydrophilic properties can be easily 

tuned by changing their aminoacid sequences to get a higher hydration level. This 

enables a flexible adjustment of both membrane–substrate separation and 

viscosity of the tethering units [36]. Thus, numerous large integral membrane 

proteins have been successfully reincorporated in pep-tBLMs, e.g. cytochrome c 

[54], cytochrome bo3 ubiquinol oxidases [67], H+-ATPases [64,68], acetylcholine 

receptor dimer [66], integrins [69] or hERG potassium channels [47]. However, a 

proper reinsertion of a transmembrane proteins in the lipid bilayer is not a 

guarantee of a functional folding and few reported on the functionality of the 

incorporated proteins [7,41,67]. Indeed, in the above-mentioned process, the two 

leaflets of the lipid membrane were formed independently, leading to protein 

misfolding. Recently, a new approach has been proposed to form the bilayer of the 

pep-tBLM in a single shot [39,70]. Preformed liposomes, including or not 

membrane proteins, were attached by a metal-chelate interaction to a natural 

thiopeptide spacer previously grafted on a gold substrate by a cysteine residue at 

its N-terminal extremity, before triggering the liposome fusion by a fusogenic 

agent to form pep-tBLMs [39]. A benefit of using peptides as tethers for entire 

vesicles is that the lipid composition of the vesicle membrane can be modified as 

desired [39]. The attachment by chelation confers a great stability to the bilayer, 

when compared to the other pep-tBLMs described in the literature for which the 

attachment is ensured by hydrophobic interactions. These pep-tBLMs exhibit a 

smooth surface with a mean approximate height of 5 nm, the thickness expected 

for a pure phospholipid bilayer, and a diffusion coefficient of 2 - 2.5.10-7 cm²/s, 

consistent with those recently determined in complex membrane compositions 

[71]. By adapting the lipid composition, a C-X-C motif chemokine receptor 4 protein 
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(CXCR4), a seven-transmembrane protein belonging to the large superfamily of G-

protein-coupled receptors (GPCRs), was successfully reincorporated and its 

functionality checked by ligand binding assays after the pep-tBLM formation 

[39,48]. 

 

The characterization and the use of tBLMs as well as SLBs require highly sensitive 

surface techniques. The most frequently used are the label-free Surface Plasmon 

Resonance (SPR) [5,20,34,65,72] and Quartz Crystal Microbalance with Dissipation 

monitoring (QCM-D) [6,42]. However, those yield a global measurement, averaged 

over a large area, making it impossible to detect any material redistribution along 

the surface or to probe local mechanisms. Only imaging techniques allow to 

overcome these severe limitations.  Among them, with a nanometer resolution in 

all directions, High-Speed Atomic Force Microscopy (HS-AFM) is unrivaled. A 

spectacular demonstration was  given for instance with the dynamic study of the 

pore forming protein lysenin in a complex SLB membrane environment [73]. 

However, although progressively spreading, this technique remains very delicate 

to use, reserved to sharp specialists. For the study of tBLMs, the difficulty is even 

expected to be higher due to the fluctuating character  of the tethered membrane. 

Besides, resolution is not everything and AFM suffers from a very limited field of 

view. In this context, with a simpler implementation, a lower resolution but an 

arbitrarily large field of view, enhanced contrast optical microscopies provide an 

interesting compromise. Among them, the most recent are Surface Enhanced 

Ellipsometric Contrast (SEEC) [74] and Backside Absorbing Layer Microscopy 

(BALM) [72, 73]. As for the SPR, both techniques lie on the use of a special 

supporting plate providing background extinction in reflected light, hence high 

contrast of objects deposited on the plate. In the first one, this surface preserves the 

polarization state of the incident light for a given incidence and for all azimuth 

angles, so that extinction can be obtained between cross polarizers under a 

microscope. In the second one, which does not require a polarized light, the special 

surface is actually a window and extinction is insured in the backplane of the 

window by a novel type of antireflecting layer, named ARA (Anti-Reflecting and 

made of Absorbing materials) [75]. The natural implementation of the SEEC is the 

upright polarization microscope, with observation of the sample from the top. The 

natural and only possible implementation of the BALM is the inverted geometry,  
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with observation of the sample from the bottom. Both techniques may reach 

comparable sensitivities when used in their natural implementation. Although 

SEEC can also be used in the inverted geometry, it is generally less sensitive than 

BALM in this configuration by a factor 10 to 100 [76] and it is more difficult to 

implement because of demanding constraints on the incidence angle [77] and 

because of the possible impact of the window on the polarization state of the light. 

Yet, SEEC has already been successfully implemented in the inverted geometry [78] 

and used to study biomimetic membranes [77]. However, its use was limited to 

enhancing surfaces covered with silica but never with gold (which would require to 

work within a 65±5 deg. incidence), thus it could not be directly compared with SPR. 

 

Here, we report the first application of Backside Absorbing Layer Microscopy 

(BALM) on a biological system to probe the forming process of a pep-tBLM that was 

previously characterized by SPRi, AFM and FRAP [39,48]. BALM is a white-light 

wide-field optical microscopy. It combines SPR-like sensitivity with a 200 nm 

resolution [79]. On top of working in situ and in real-time, BALM is also remarkable 

for its simplicity and its flexibility, since the top surface of the ARA coating can be 

of almost any nature and observed in any ambient medium. The performance of 

the technique was already demonstrated by imaging 2D flakes of various materials, 

by following in situ and in real-time their evolution upon small molecules 

adsorption [79] or by detecting operando the electrochemical reduction of 

individual sub-10 nm nanoparticles [80]. Recently, a universal relationship has been 

established between the BALM reflectivity and the physical thickness of a layer 

sample, ruled by three measurable quantities [81]. This relationship can be used 

without any knowledge of the microscope settings or the ARA coating in order to 

obtain a thickness map of the sample, whatever its (constant) complex refractive 

index, in a typical thickness range going from 0 to 30 nm. The thickness unit can be 

further determined with the help of a single reference measurement. The BALM 

reflectivity can also be averaged over the entire image, resulting in a global 

measurement similar to that of SPR or QCM-D. Here, we took advantage of these 

features to probe the transient structures arising during pep-tBLMs formation. 

Except for the FRAP experiments which directly probe layer continuity, previous 

techniques could not provide any information on these transients. With BALM 

imaging, we were able on one hand to produce quantitative real-time 
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measurements of averaged deposited quantities, which can be directly compared 

with the SPR, and on the other hand to image at the submicron level the local 

material fluxes involved in each step of the process.  

 

MATERIALS and METHODS  
 

Reagents 
 

HEPES and NaCl were purchased from Sigma-Aldrich (Saint-Quentin Fallavier, 

France). POPC (1-palmitoyl-2-oleoyl-sn-glycero-3-phosphocholine), DOPE (1,2-

dioleoyl-sn-glycero-3-phosphoethanolamine), SM (sphingomyelin (brain, porcine)), 

CHOL (cholesterol) and DOGS-NTA(Ni) (1,2-dioleoyl-sn-glycero-3-[(N-(5-amino-1-

carboxypentyl)iminodiacetic acid)succinyl] Nickel salt) were purchased from Avanti 

Polar Lipids (Alabaster, AL, USA). Ultrapure water (18.2 MΩ.cm) was produced by 

PURELAB Option-Q (ELGA Lab Water, Veolia Water STI, Antony, France). Tether P19-

4H (sequence: CSRARKQAASIKVAVSADRHHHH) and fusogenic AH (sequence: 

SGSWLRDVWDWICTVLTDFKTWLQSKLDYKD) peptides were synthesized by 

Smartox Biotechnologies (Saint-Egrève, France). All the reagents were of the best 

analytical grade available. 

 

Preparation of liposomes 
 

Large Unilamellar Vesicles (LUVs) were prepared by thin film hydration with the 

compositions listed in Table 1. Briefly, lipids dissolved in chloroform were mixed in a 

round flask. The solvent was dried under vacuum at 50°C on a rotatory evaporator. 

The dry film was hydrated by 1 mL of HEPES 20 mM, NaCl 100 mM pH 7.4 buffer 

while stirring and heating at 70°C, resulting in the formation of MultiLamellar 

Vesicles (MLVs) with various sizes and layer numbers. Six freeze-thaw cycles in 

liquid nitrogen were then applied to the prepared liposomes in order to burst the 

MLVs into Large Unilamellar Vesicles (LUVs) as previsouly shown [82]. The LUVs size 

was defined by extrusion through a 400 nm, then a 100 nm pore diameter 

polycarbonate membrane using a MiniExtruder apparatus (Avanti Polar Lipids), 21 

times each. Dynamic light scattering (DLS) measurements of the size and 
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polydispersity index (PDI) of the prepared liposomes were performed on a Malvern 

Zetasizer Nano ZS (Malvern Instruments S.A., Worcestershire, UK). 

 

Table 1: Lipid compositions, mean size, and polydispersity indexes of the 

prepared liposomes. 

 

Lipid composition Molar 

percentages 

Mean size 

(nm) 

PDI 

POPC/DOGS-NTA(Ni) 98:2 116.2 (± 0.4) 0.10 

POPC/SM/DOPE/CHOL/DOGS-

NTA(Ni) 

42:35:10:11:2 123.5 (± 1.2) 0.12 

 

pep-tBLM formation process 
 

pep-tBLMs were formed in 3 steps. The first step corresponds to the grafting, to a 

gold surface, of a tether P19-4H peptide derived from the natural -laminin thiopeptide 

P19 and widely used to form pep-tBLMs [5,41,47,69]. The grafting was insured by a 

natural cysteine residue at the peptide N-terminal extremity. The peptide used 

present four histidine residues in their C-terminal extremity, which allow the 

anchoring of liposomes doped with 2% molar ratio of a chelating lipid called DOGS-

NTA [39]. In the presence of nickel, P19-4H and DOGS-NTA were able to bind. The 

liposome fusion was triggered by an -helical (AH) peptide derived from the N-terminal 

extremity of the hepatitis C virus NS5A, as previously described [39].  

 

Surface Plasmon Resonance imaging (SPRi) 
 

The pep-tBLM formation was monitored through a Horiba SPRi+ biosensor (Horiba 

Jobin Yvon SAS, Longjumeau, France). Glass prisms recovered by a thin 45 nm gold 

film and cleaned beforehand with a single ethanol cleaning were used to form the 

biomimetic membrane through the 3-step method previously described [39]. 

Briefly, a polytetrafluoroethylene (PTFE) holed cylinder was used to define a 400 μL 

reaction chamber, filled with HEPES 20 mM, NaCl 100 mM pH 7.4 buffer. The PTFE 

cylinder was maintained against the gold-coated SPRi prism surface by means of a 

piston that holds the two against each other. A joint embedded in the PTFE 



198 

 

cylinder’s base assured the sealing of the reaction chamber. After stabilization of 

the signal, tether P19-4H peptides were added at a 10 μg/mL final concentration, 

then liposomes at 100 μg/mL and finally fusogenic AH peptides at 200 μg/mL. Each 

injection was followed by a waiting time until the signal stabilization before rinsing. 

Rinsing was done by adding and then removing, 100 μL of fresh buffer to keep the 

reaction volume constant during the experiment. Repeating this operation 16 times 

ensured the removal of 99% of the excess sample material.The reflectivity changes 

were measured as a function of time. For each experiment, the typical curve shown 

was the average of curves obtained from the measurements of 16 different and 

independent 500 μm diameter zones defined on the SPRi prism. 

 

Backside Absorbing Layer Microscopy (BALM) 

 

BALM gold surfaces for immersed samples were obtained from Watch Live (Lyon, 

France) and placed on an Axiovert 25 inverted microscope equipped with an 

AxioCam HRc camera and a x50/1.0 objective lens (Zeiss, Le Pecq, France). The same 

protocol as for the SPRi experiments was applied to the BALM gold substrates. Prior 

to BALM experiments, bare surfaces were cleaned in ethanol, the buffer was added 

on the support to adjust the focus, light intensity, aperture stop, and camera 

settings. The typical exposition was 300 ms for a 16 bits/12 Megapixels color image 

format. 

 

Image analysis 
 

Image analysis was performed using ImageJ. RGB images were split in three 

different images, each representing a different channel (either red, green or blue). 

BALM analysis was performed on the red channel signal, as it presents the largest 

variations. Images were colored using the inverted “phase” LookUp Table (LUT), 

which colors the low, medium and high intensities in red, white and blue, 

respectively. Plot was extended over a 1.2 μm line and were averaged over a 10-pixel 

width. Differential images were obtained in 32 bits format by subtracting two 

images one minute apart in the kinetics. From there, the FluxIn and FluxOut 

images were obtained by thresholding the positive and negative intensities, 
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respectively. Composite images were formed by merging the past image and 

either the FluxIn or the FluxOut image in a same hyperstack. 

 
 
RESULTS AND DISCUSSION 
 

The formation of a pep-tBLM composed of 42% POPC, 35% sphingomyelin (SM), 10% 

DOPE, 11% cholesterol (given in mol%) was followed by SPRi and BALM in two 

parallel experiments. This composition closely resembles that of the plasma 

membrane [83–86]. The reflectivity signals obtained with SPRi and BALM are shown 

in Figure 1A. For the sake of comfortable comparison, the sign of the BALM 

reflectivity has been inverted. Indeed, we are in the case of a negative contrast, as 

will be explained further on. For clarity, we will name in the following the inverted 

signals Antired, Antigreen and Antiblue, and reserve the use of red, green and blue 

for the direct reflectivity. 

 

The SPRi reflectivity was averaged over a cumulative area of 3.14 mm². Since BALM 

is a white light technique, the BALM reflectivity was split into three curves 

corresponding to the three color channels. It was averaged over the microscope 

image field, which makes a 0.013 mm2 area. The acquisition frequency was also ten 

times faster with the SPR camera than with the BALM. By combining the two 

contributions, we expected a 50 factor on the signal/noise ratio in favor of the SPR, 

which is not confirmed in this experiment, showing a BALM sensitivity at least 

comparable to that of SPR. 
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Figure 1: Comparison of SPRi and BALM reflectivities during the biomimetic pep-

tBLM formation. 

A. Evolution of the SPRi (black) and BALM reflectivities after inversion of the BALM 

curves (the colors correspond to the BALM channel). The SPRi reflectivity was 

counted from the SPR working point. The SPR reflectivity is given as the relative 

increase with respect to the reflectivity of the working point and the BALM 

reflectivity is given as the absolute intensity of the reflected image. For easier 

comparison, the origin of the vertical axis was independently adjusted for each 

curve. 
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B. SPR reflectivity as a function of incidence angle for the bare substrate (plain blue) 

or in the presence of a biological layer (dotted red). The presence of the probed 

layer generates a shift of the curve to the right, which results in a reflectivity change 

at a fixed incidence angle; 

C. Numerical calculation of the (emin, Rmin) trajectory in the (e, R) plane for a 3 nm 

gold thickness, and a 30-degrees aperture angle, parametrized by the wavelength. 

The latter was taken pure (single wavelength) and continuously increasing from 

400 nm on the left to 650 nm on the right. 

D. Same as C, but with a single wavelength of 480 nm and parametrized by the 

refractive index of the solution which was continuously increasing from 1.35 on the 

right to 1.55 on the left. 

E.  Schematic relationship between the BALM reflectivity and the probed layer 

thickness e counted from the substrate. The black line figures the relative 

positioning of the BALM parabola (multi-parameter dependent) and the thickness 

origin (bare substrate), which determines a situation of a) negative contrast, b) zero 

contrast or c) positive contrast. 

F. Comparison of  for the red and green BALM channels, demonstrating a 

linear relationship.  was adjusted stage by stage using all in-stage 

measurements. Only the saturation levels (after rinsing) are kept in the figure. 

G. Comparison of the SPRi signal with  for the BALM Red and Green 

channels after redistributing in  the SPRi intensities  via the affine transformation 

 with  -1.35 and  80 for optimal fit with the BALM curve. Note that 

 close to 1 demonstrates comparable sensitivity to layer thickness.  

 

According to the cartoon in Figure 1, each step of the kinetics can be distinguished 

from either the SPRi or the BALM curve. After a first small variation induced by the 

tether peptide grafting, a large signal variation follows the liposome injection, 

indicative of liposome anchoring. After a brief further bump right after the 

fusogenic peptide injection, indicative of liposome swelling, an opposite variation 

is observed, indicative of a matter loss as expected with liposome fusion. The 

correspondence between the reflectivities measured by the two techniques is very 

good, demonstrating the possibility of monitoring, at least qualitatively, the 

adsorption/desorption phenomena using the BALM technique. Another system 

consisting of a pure POPC membrane was also investigated. The corresponding 
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results are reported in Supplement 1. They confirm the qualitative SPR-BALM 

agreement. In order to progress towards quantitative comparison, a reminder of 

how the two measurements were obtained is necessary.  

 

SPR Reflectivity vs layer thickness  
 

SPR essentially probes a refractive index, namely the effective refractive index  of 

a volume slice with a depth , which is of the order of 100 nm. Figure 1B shows a 

characteristic SPR reflectivity curve, with the angle of incidence in abscissa. Note 

that with BALM, the same curve on a similar angular range would be completely 

flat. Since imaging requires superposition of incidence angles, the low dependence 

of the BALM reflectivity on the incidence angle is actually the cornerstone of the 

BALM capability to combine sensitivity and imaging. In the most popular mode, 

SPR is used at a fixed incidence angle, which defines the working point.  A great 

asset of SPR is the ease to make the exploited signal linear with the probed 

adsorbed quantity. When a layer with a thickness  is added on the surface,  

is perturbed by the local variation of .  The angular response shown in Figure 1B 

translates to the right according to the angular sensitivity to the average refractive 

index . The resulting change in reflectivity at the fixed working angle is also 

proportional to the local slope  of the reflectivity curve. The overall SPRi 

sensitivity  is the product of the two quantities. It is estimated by a 

calibration procedure at the start of the experiment. The variation of  with  is 

always monotonic with a choice of the working point on the left side of the 

minimum, as postulated in Figure 1B. It would go through a minimum with a choice 

on the right side. The (expected) linearity of  with , not only requires the linearity 

of  with , but also the linearity of the lateral shift with , or alternatively 

compensating non-linearities. To link  and , one should also connect  and . 

Here comes a strong hypothesis, that the refractive index increment  specific 

to the probed material is a constant. As a consequence,  , with  the 

refractive index of the solvent, is locally proportional to the concentration . 

Replacing  (g/mL) by , with  the (constant) density and  the volume fraction 

of the probed material,  appears proportional to . The “strong” hypothesis is 

qualified strong because to apply it to the thin layer problem, it should cover the 

full range from to . Then, we have , with  the refractive 
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index of the pure layer material. For laterally homogeneous layers,  is 

averaged over the volume probed by the SPR, i.e. over a thickness . Only the part 

filled by the probed layer contributes, and we finally get: 

     (1) 

where we added the surface coverage ratio  among the factors affecting the 

average. This equation is equivalent to the well-known Fleitjer’s formula 

, with  the surface excess. It expresses the SPRi signal as the 

product of the probed layer differential refractive index, surface coverage, and 

thickness without possible separation of the three quantities, at least when 

working with a single wavelength. When deriving Equation (1), we made another 

implicit approximation, which is uniform lighting in the  layer. If we account for 

the exponential decay in the evanescent wave and integrate over the accordingly 

weighted z volume elements, we find, instead of Equation (1): 

       (2) 

Equation (2) shows the limits of the implicit approximation made in Equation (1). 

With  = 100 nm and  = 100 nm, for instance, as encountered with a liposome layer, 

the thickness estimated from Equation (1) is underestimated by 40 %. More 

information is given in Supplement 2. With SPRi in place of SPR, the same 

considerations apply down to the instrumental resolution. Here, we found helpful 

to derive Equations (1) and (2) from scratch when using the volume fraction instead 

of the more usual , but similar results can be found for instance in References 

[32], [87] or [88] with possibly a different meaning of  (depending if  is relative to 

the electromagnetic field or the energy) and S (defined by the sole factor  in 

[88]. 

 

BALM reflectivity vs layer thickness  
 

BALM is an interferometric technique, which essentially probes the thickness  of a 

deposited layer on an ARA surface, as illustrated in Supplement 3. The BALM 

reflectivity  finds a minimum  close to the zero thickness and obeys 

a parabolic variation in the proximity of the minimum. The position and the 

amplitude of each characteristic parabola are very sensitive to many factors, 

including the exact composition of the BALM substrate, the aperture of the 

microscope, the wavelength or the spectrum of the light source, the spectral 



204 

 

response of the camera, and the refractive index of the solvent and of the added 

layer. For instance, based on numerical calculations, Figure 1C and 1D show the 

trajectory of the minimum   in the   plane when the refractive index 

of the solution and the (supposed unique) wavelength of the source respectively 

vary. It was shown that whatever the detail of all these parameters, the BALM 

reflectivity obeys a parabolic variation with the thickness  of the added layer [81]. 

The proposed strategy was therefore not to try to precisely handle all these 

parameters, but to determine afterward, on a case-by-case basis, the three 

parameters which govern the exact shape of the parabola. As long as the refractive 

index of the added layer remains the same, knowledge of the three parameters is 

sufficient to convert the measured reflectivity into quantitative thickness 

measurements. The three parameters are: the zero thickness reflectivity , the 

minimum reflectivity  and the layer thickness  for which this minimum is 

reached.  For a biological layer thickness tending towards zero, what we call “initial” 

state, the variation of the BALM reflectivity with  may be positive or negative, 

depending on the sign of . The corresponding situations are referred to as 

“positive contrast” (  and “negative contrast” . We insist that it 

refers to the initial contrast. The BALM parabola and the various contrast cases are 

illustrated in Figure 1E. With negative contrast, the reflectivity will decrease with 

increasing layer thickness until the minimum is reached and then, increase with 

layer thickness. In the opposite case,  is a monotonic increasing function. In this 

case, the minimum of the parabola would be attained with a negative thickness, 

which is experimentally impossible, and the minimum is said virtual. Note that with 

SPR, choosing a working point on the right or the left side of the SPR curve (see 

Figure 1B) leads to similar negative and positive contrast situations. The analogy 

could be taken further in order to apply the BALM approach to the SPR 

measurement, but this is beyond the scope of the present work. In Figure 1A, the 

variation of the red and green signals is monotonic and conforms to a case of 

negative contrast. In addition, the minimum of the red and green parabolas is never 

reached in the experiment because  always stays lower than . The blue curve 

behaves differently. In Figure 1A, we cross the minimum during the second stage 

of the kinetics. As a consequence, the slope of  has an opposite sign in the first 

and the third stages. To simplify the analysis, the blue channel will be ignored in the 

present work. Since the green and the red channels both correspond to negative 
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contrast, and since the green minimum is located on the left side of the red 

minimum, the red signal is always far from its minimum. In such conditions, it 

should be a quasi-linear function of the layer thickness. Following Abou Khachfe et 

al. [81], the BALM analysis lies on the fundamental equation: 

       (3) 

One can check that it becomes  when  . 

To determine  from the measurement of , one should know the two 

parameters  and .  The first one ( ) is directly measured with the bare surface 

against the buffer solvent. The bare substrate can be chosen as the bare gold, 

making a global reference for the entire experiment, or else as the gold already 

covered with a given component at the end of a given step (after rinsing) in order 

to refine the analysis of the next following step. Note that the added layer has a 

different nature, thus a different refractive index, in each stage of the kinetics 

investigated here. The second one ( ) can also be obtained experimentally when 

the minimum is crossed during the experiment. It is not the case here with the red 

and green channels. We will have to determine  from data comparison. 

Restricting ourselves to the monotonic variation  with negative contrast 

observed with the red and the green channels, Equation (3) simplifies in 

, showing that  is a linear function of , “linear” being taken in the 

sense of “affine”. Therefore,  (for the green channel) and (for 

the red channel) are also linear functions of each other (Figure 1F). This holds only 

with the correct value of the two . Thus,  and  can be obtained stage-

by-stage by optimizing the linear relationship between the two square root 

quantities with respect to the two parameters, that is to say from a two parameters 

linear fit. This process was implemented in Supplement 4. Note that  , by contrast 

with , does not affect this linearity. Its value is not needed to build a function of  

 which is linear with thickness. The last unknown parameter in Equation (3) is . 

It plays the role of the thickness unit and does not either affect the linear 

relationship between  and . Its determination requires some additional 

calibrating information. The  parameter in BALM is thus very similar to the  

parameter in SPR, see Equation (1). About the thickness range of validity of Equation 

(3), the BALM canonic parabola is a low thickness approximation of a cosine 

variation as classically found with interferential methods. Considering that the 
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cosine can be assimilated to a parabola from the minimum to the inflexion point, 

our analysis would be acceptable up to  in the case of a negative 

contrast (while  with a positive contrast). It typically gives 100 nm with 

 for soft biological matter [89]. To summarize, the linearity of the SPR and 

the BALM reflectivities with thickness has a comparable validity range, slightly 

exceeded with the 120 nm liposomes in our experiment. Both techniques would 

underestimate such thickness.  

 

 

Quantitative estimation 

 

On the basis of Equation (1), Supplement 11 describes in details the expected 

evolution of  during the three stages of the process, which should actually be 

decomposed in 7 steps to include the rinsing periods because of the refractive 

index change with each new solution.  

With the biomimetic system investigated here, the SPRi and BALM saturation 

levels are linked by a linear relationship (see Supplement 4). This remains 

reasonably true during the entire kinetics as reported in Figure 1G. From both 

measurements, the level of the final layer after the fusion (third) stage and rinsing 

is 40 % of that of the liposome (second) grafting stage after rinsing. Because 

liposomes are made of a mixture of buffer and lipids, we suppose that only the lipids 

contribute to their refractive index. In Supplement 11, it is shown that the lipid layer 

(with lipid refractive index) equivalent to one liposome with diameter  has an 

effective thickness  , with  the bilayer thickness, this layer being distributed on a 

disk with diameter , i.e the projected liposome footprint. However, the liposome 

layer after the second stage and rinsing is far from being closed-packed. Taking into 

account the liposome surface coverage  (see SPR Equations 1 and 2), the equivalent lipid 

thickness is . Also, we know from Equation (2) and Supplement (2) that the 

liposome surface excess, hence this equivalent thickness, is underestimated by the 

SPR measurement by a factor 1.59.  For comparison with other measured values, 

the correcting factor to apply to the real thickness  in order to obtain the 

apparent SPR thickness [measured from Equation (1)] is therefore 1/1.59. We get 

3.81 . This correcting factor does not apply to the after fusion and rinsing amount 

because at the end of the third stage the layer is thin, most of the liposomes being 
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converted into lipid layers.  At first sight, the latter corresponds to 40 % of 3.81 , the 

other 60% having flown away during the fusion stage. This makes a final lipid 

thickness 1.52  . For this final thickness to correspond to a single bilayer as 

expected, one must have . Although this coverage ratio after 

liposome rinsing exactly corresponds to the random close-packed density of 

spheres, it is fortuitous because the above reasoning was simplified to keep things 

simple. Indeed, we assimilated the ratio of the SPR levels in stages 2 and 3 to the 

ratio of the lipid quantities, thus ignoring the contribution of the tether petide layer 

to the SPR signal. When taking into account this constant contribution in the top 

and bottom of the 40% experimental ratio, we end up with a final lipid thickness 

2.09  in place of 1.52 . Then we find  in place of 64%. This is 

demonstrated in the technical Supplement 11 after writing rigorous equations for 

the SPR analysis. Secondly, when deriving the average liposome refractive index 

(see the Supplement), it was supposed constant over the liposome height. 

Considering for instance that this distribution must exhibit two peaks (top and 

bottom) and that only the upper peak is affected by the SPR distorsion factor, we 

would end up with a lower coverage ratio  Concerning finally the tether 

peptide layer, on can estimate from Figures 1F or 1G that the tether peptide 

saturation signal is typically half of the final bilayer saturation signal (to which it is 

added at the end of the experiment). Using this value, taking  for the 

solution,  and  for the bilayer and  for the peptide layer 

because it is much more hydrated, reporting these values into Equation (1) (or 

Equation S11-11), and comparing tether and lipid terms, we get  of order 5 nm for 

the tether peptide. Since the extended peptide is 9 nm long and the globular 

peptide less than 3 nm in diameter, this is perfectly consistent with a dense peptide 

layer covering a minority fraction of the surface, namely 1/3 with these numbers, 

and with a low peptide density elsewhere. 

 

By contrast with saturation levels, large differences between BALM and SPR were 

observed in the characteristic times (hence in the apparent kinetic constants) of 

the successive adsorption/desorption stages. Such differences were not confirmed 

when reproducing the same experiment with a model POPC system, in which 

strictly identical BALM and SPR characteristic times were observed. The results 

obtained with POPC are reported in Supplement 5. Hence, the differences 
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observed with the biomimetic sample had not their origin in the measurement 

techniques but more likely in the variations of the surface state. Indeed, with a 

BALM full field of 100 μm in the present experiment, related to the objective lens 

magnification, the probed area was much smaller than with the SPR, thus 

enhancing a variability which is not specific to the BALM surfaces but which is just 

smoothed out with the SPR. This observed variability of the surface and surface 

behavior is probably one of the main lessons of our study. 

However, the aim of the present study was not to measure affinity constants, but 

to probe the mechanisms involved in the bilayer formation. As they involve 

inhomogeneities and matter exchange at a local scale, the information extracted 

from global measurements is very limited. Focusing on averaged quantities over 

the surface could even have the pernicious effect to encourage viewing the surface 

as invariant and interpreting the results as if the surface was evolving in a uniform 

way, according to closely packed and repeated dynamic patterns. In order to probe 

local mechanisms, we must therefore escape surface integrated measurements 

and call out the BALM imaging capabilities. 

We shall also see that the local observations give a topographical evidence of the 

presence of a final regular bilayer which is more direct than any surface-averaged 

measurement combined with implicit assumptions such as constant dn/dc, linear 

response or shape preservation during liposome adsorption and with the ad-hoc 

adjustment of unknown parameters such as coverage ratios.  

 

Imaging the local topography during pep-tBLM 
formation  
 

With SPRi, lateral resolution is intrinsically limited by the extension of the 

propagating surface plasmons to about 20 microns. By contrast, BALM in this 

experiment has the diffraction-limited resolution of optical microscopy, i.e. 200 nm, 

approaching the 120 nm liposome diameter. The two resolutions differ by two 

orders of magnitude. With better-resolved images, we can locally follow the 

sequential reactions on the surface. BALM imaging contributions are illustrated in 

Figure 2A, where typical snapshots of the same (7 x 5) μm² zone of the sample were 

extracted from the kinetics and associated with the corresponding point of the 

averaged red BALM curve. The ten “antired” images of the series are displayed with 



209 

 

the same Look Up Table (LUT), with blue and red colors extending below and above 

the white average level, respectively. The minimum and maximum intensity levels 

in the LUT, hence the LUT range, are the same in all images, making meaningful 

color comparisons in the series. The global color evolution of the BALM images 

conforms with the BALM reflectivity curves, with a blue or red dominance 

depending on the height of the Anti-BALM signal. Note the apparition of a white 

pattern (hence higher thickness) on the buffer blue background with tether petide 

injection (Figure 2A, 2 and 3) and the strong shift from blue to white and from white 

to red (hence further higher thickness) with liposome injection (Figure 2A, 4 to 6). 

Finally, the fusogenic peptide injection makes the layer thickness increase in a first 

time (Figure 2A, 7), before gradually decreasing as indicated by the shift to bluer 

and whiter hues (Figure 2A, 8 to 10), to reach a final situation consistent with a lipid 

bilayer grafted on top of the tether peptides. This evolution is also visualized in a 

topographic mode with the surface plots shown in Figure 2B, highlithing strong 

correlations in the images of a same 1μm² area in the buffer stage (1), the end of 

each step after rinsing (2, 3 and 5) and the very beginning of the fusion stage (4). 
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Figure 2: Local evolution of the sample at the submicron scale during the formation 

kinetics of the biomimetic pep-tBLM. A similar representation for a POPC 

membrane is shown in Supplement 6. 

A. Series of high resolution images each associated with the corresponding point 

in the AntiBALM curve. 

B. Surface plots showing the local evolution of the surface patterns for significant 

steps in the formation process over a 0.9μm x 1.2μm area. 

 

The most striking characteristics of these images is the presence of a persistent 

patterns, from the second image onwards. They appear with the tether peptide 

injection (Figure 2A, 2) and show a clear correlation with a pre-existing pattern in 

the buffer solution (Figure 2A, 1). A point of importance is that prior to peptide 

injection this pre-existing pattern was constantly renewing with no correlation at 
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all between consecutive images taken one second apart. This fluctuating pattern 

cannot be attributed to any constitutive irregularity or pollution of the gold surface. 

It is necessarily due to some component in the buffer solution. By contrast, the 

strong correlation of the last observed pattern before peptide injection and the 

same reinforced pattern observed after peptide injection demonstrates that the 

adsorption of the tether peptide is guided by the distribution of the said 

component. Once this early adsorption occurred, the resulting pattern will last for 

the entire experiment. This amazing observation makes also BALM appear as a 

powerful tool to probe local surface chemistry. 

The persistent patterns may hamper the detection of the deposited material 

during each further stage. This is why a refined analysis requires either to follow the 

quantitative evolution of these patterns during the kinetics, as done along a line in 

Figure 3, or to use differential images in order to highlight the molecular fluxes, as 

done in Figure 4.  

 
Figure 3: Direct plot profiles of the BALM red channel with inverted intensity scale 

along a ten-pixel wide, 1.2 μm long line at nine significant steps of the peptide-
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tethered bilayer formation from biomimetic liposomes. In red, the plot profile 

corresponding to the given step; recalled in grey, the plot profile of the previous 

step; recalled in blue (Figure 3E and I) the plot profile corresponding to the end of 

the tether grafting step. Each plot profile was obtained after averaging the signal 

of four successive images, applying both an inverted phase LUT and a median 1-

pixel wide filter. The images used are available in Supplement 7. Similar 

measurements for a POPC membrane are available in Supplements 8 and 9.  

 

 

Figure 3 shows the evolution of a same surface profile at nine significant stages of 

the kinetics, indicated in the figure. Figure 3A shows the pattern which was pre-

existing before tether peptide injection. It is recalled in grey in Figure 3B, and 

juxtaposed with the new profile, in red, immediately following the peptide injection. 

We have proceeded the same way in all further sub-figures. Adsorption of the 

tether peptides is clearly guided by the buffer pattern. Figure 3C shows tether 

peptide aggregation with formation of enlarging plateaus, as pointed by the yellow 

arrow. Once formed, these growing aggregates will keep a constant height, which 

proves the absence of vertically growing structures. It suggests a conformational 

change of the peptide molecules from either globular or horizontal at low density 

to vertical and closely packed at high density, as classically found with self-

assembled monolayers. The coverage ratio at the end of the tether grafting stage 

is ill-defined because of the coexistence of these different peptide density states. 

Most of the surface is covered, but only part of it is covered by the dense plateau.  

Figures 3D and 3E show that the tether surface pattern is further reinforced by the 

liposome deposition, pointing a preferential interaction with peptide-rich (blue 

arrows) compared to peptide-poor regions (green arrows). At the end of the 

liposome grafting step, the whole surface is covered with lipid material, although 

the total layer thickness is not homogeneous. Considering that the tether acts as 

an anchor for the liposomes, it makes sense that peptide-rich regions attracts more 

liposomes than peptide-poor ones.  

The next plot profiles in Figures 3F to 3I illustrate the reputed most critical stage, 

the liposome fusion. The first one shows an initial increase in layer thickness which 

is consistent with previous QCM-D experiments on forming SLBs [90]. It was shown 

that the fusogenic peptide was inserting in a curved membrane like the one of 
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liposomes, causing the formation of pores and/or microvilli in the membrane and 

then swelling of the liposomes by the buffer before liposome rupture after a small 

delay [90,91]. Figure 3F shows that the early fusogenic peptide action was 

concentrated in the regions with the lower lipid density. From there, one may infer 

that the liposomes in the lower density regions are more flat, thus exhibiting a 

higher curvature at their edge. Indeed, it was shown that the insertion of the 

fusogenic peptide is favored by the presence of a high membrane curvature [92]. 

In the rest of the fusion stage, see Figures 3G and 3H, an uniform material loss is 

observed. The profile obtained at the end of this stage, displayed in red in Figure 3I, 

is very similar to that in Figure 3C, recalled in blue. It demonstrates a uniform 

thickness shift with respect to the tether pattern, which is perfectly consistent with 

the presence of a regular bilayer. The arrows in Figure 3I point the late stage lateral 

flows which had to take place between Figures 3H and 3I to reach this situation. 

These rearrangements clearly respect matter conservation at the micron scale.  

They can be as well directed up (purple arrows) or down (orange arrows) the tether 

density gradient, with the common effect of smoothing the deposited material to 

reach a uniform bilayer. Moreover, the existence of these surface fluxes even after 

fusogenic peptide rinsing demonstrates by itself bilayer continuity. Concerning the 

fusogenic peptide, it was demonstrated with SLBs that the fusogenic peptide 

desorbs from the lipid membrane when its curvature disappears, so it should not 

remain present in the planar bilayer [90,93]. 

 

To gain further insights into the local dynamics, differential images were used to 

point the FluxIN and the FluxOUT happenings, i.e. the added and departed matter 

respectively. The FluxIN and FluxOUT images were obtained after substraction of 

an image to another image taken one minute further, with FluxIN images colored 

using the “Yellow” LUT, and FluxOUT using the “Green” LUT. Then they were 

superimposed to the first image displayed with the phase LUT (red for high density 

and blue for low density). Figure 4 presents sets of original, FluxIN and FluxOUT 

images at many instants of the kinetics.  

Figures 4A and 4B address the tether peptide grafting step. Comparison of the 

FluxIN and FluxOUT images shows that the yellow area is much greater than the 

blue, showing that peptide adsorption from the solution is more important than 

desorption or lateral displacement. Figures 4A and 4B show that grafting starts on 
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the pre-existing pattern and then takes place at the edge of the aggregates, 

consistent with their observed height saturation. The existence of the minority blue 

spots in the regions with intermediate density (white) reveals either desorption or 

migration of the low density peptides. Because the amount of blue is higher at the 

beginning of the stage than later on (line A vs line B), it cannot be desorption 

towards the solution. Indeed, desorption would not decrease with increasing 

adsorbed amount. It demonstrates lateral mobility of the “grafted” peptide 

molecules from the low-density towards the high-density regions. Similar mobility 

of grafted alkyl-thiols was previously reported [94]. To summarize, peptide 

adsorption proceeds from nucleation and growth, with a twofold growth 

mechanism (adsorption and migration), while nucleation is triggered by the pre-

existing buffer pattern. 

The next set of images, Figures 4C and 4D, shows that the liposome adsorption 

exclusively takes place on the regions with high peptide density, in agreement with 

previous Figure 3D. It is therefore dependent on either the density or the 

conformation of the adsorbed peptides. An important observation is that the 

FluxOUT is absent from the beginning of the liposome stage and present at the 

end, exclusively located in the low density regions. With the same argument as 

before, it cannot be desorption. We incline for short range liposome migration to 

reinforce aggregates, because of the remarkable balance between the yellow and 

the blue areas. To explain the absence of FluxOUT in Figure 4C, we would infer very 

different kinetic constants in the high and low density regions. In other words, the 

lipid material climbs the sides of the aggregates.  

Figures 4E-4J were taken during the fusion stage. Figure 4E shows that in the first 

minute of the fusion stage, the fusogenic peptide invades the aggregated 

liposomes. It seems in contradiction with figure 3F where the fusogenic peptide 

was seen to privilege the spread liposomes. But this is just a question of time scale.  
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Figure 4: Eight series of 14 μm x 10 μm images (left) repeated with superimposed 

FluxIN (middle) and FluxOUT (right) differential images. The raw images were stage 

by stage corrected by substracting the first image of the stage, which does not 

affect the FluxIN and FluxOUT images. The resulting images were colored with the 

“phase” LUT, with FluxIN in yellow and FluxOUT in green. Contrast in each raw 

image was adjusted independently to maximize the height difference, and a 

median 1-pixel wide filter was applied to help the eye focus on the lateral patterns. 

FluxIN and FluxOUT represent the evolution of the image intensities over 1 minute. 

A. just after the tether peptide injection; B. 10 minutes after tether peptide injection; 

C. just after the liposome injection; D. 15 minutes after the liposome injection; E. just 

after the fusogenic peptide injection; F. 5 minutes after the fusogenic peptide 

injection; G. 15 minutes after the fusogenic peptide injection; H. 30 minutes after 

the fusogenic peptide injection; I. 1h after the fusogenic peptide injection; J. 2h after 

the fusogenic peptide injection and after rinsing.  

 

Indeed, five minutes later (Figure 4F), a dominant material loss is observed, which 

takes place essentially in the white regions with lower intermediate thicknesses. It 

must follow a FluxIN of fusogenic matter between one and five minutes in the same 
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regions which was missed in Figure 4. Comparison of the raw images in the two 

figures actually reveals the spreading of large white, intermediate-density zones 

around the red aggregates within the five minutes time interval. The next Figures, 

4F and 4H present common trends, with a dominant fluxOUT located in the 

intermediate-density zones, and a weaker fluxIN mainly located in the pink regions 

juxtaposing the red ones. Hence, the intermediate thickness is fed on one side by 

the liposomes in fusion, and drained on the other side by the lipid escaping towards 

the solution. Altogether, the white zone supports important lipid fluxes. The IN and 

OUT surface fluxes in the white layer cannot be balanced at any time, and we 

actually see that the white layer area is reduced between 4F and 4G before 

increasing again in 4H and 4I. These fast and fluctuating exchanges between the 

white layer and the remaining liposomes resemble the respiratory swelling of a 

hydrophilic layer in a humid atmosphere. They are the mark of a continuous lipid 

layer, which progressively percolates over the surface. Figure 4I and 4J show that 

the lipid rearrangement on the surface goes on at constant lipid quantity (shown 

by identical yellow and blue surface coverages) for hours. The persistence of the 

balanced FluxIN and FluxOUT, late after rinsing demonstrates that these fluxes are 

actually surface flows. It requires the presence of a fluid membrane covering the 

surface. These results are consistent with those previously obtained in Figure 3I, 

which showed that the coverage over the initial peptide pattern is uniform at the 

end. 

 

Up to now, it was considered that the rupture of the liposomes was immediately 

yielding a flat membrane, with the fusogenic peptide escaping after the transform 

[90,95]. This experiment confirms that the fusogenic peptide converts the large 

liposomes into thinner structures, but not immediately into a large uniform bilayer 

spread all over the surface. From the above description, the transient nano-

structures are rather finite extend bi- or transitory multi-layers continuously 

exchanging with liposomes and progressively percolating to eventually form flat 

membranes. A schematic drawing is proposed in Figure 5A, where such late 

liposome remnants coexist as vesicular pockets with the bilayer, sharing one wall 

with it and free to move by rolling over it. This view would be consistent with the 

displacements observed after rinsing in Figure 4J. It must be stressed that those 

pockets occupy only a small fraction of the surface layer. The final layer is therefore 
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mostly regular and continuous, in agreement with the conclusions of previous AFM 

and FRAP studies [39]. Finally, Figures 5B and 5C demonstrate with an example 

taken in the liposome stage that BALM offers the possibility to conduct very local 

kinetic studies. They show the evolution of two spots with respectively a high and a 

low tether density. The area of the former is 0.4 μm² and that of the latter 0.2 μm². 

This is thousand times smaller than the SPRi measuring resolution 400 μm². The 

comparison of the two curves supports the conjecture of lipid mobility from low to 

high density regions. The spots used are shown in Supplement 10, together with 

similar local kinetics in the tether and the fusion stages. 

 

 
Figure 5: Local structural insights and measurements enabled by BALM. 

A. Schematic drawing of the proposed surface lipid structure at the end of the 

fusion step with realistic scales. B. Local kinetics of the liposome grafting stage over 

an 0.4 μm² spot with a high tether density. C. Same kinetics over an 0.2 μm² spot 

with a low tether density.  

 

 

CONCLUSION  

 

To conclude, when using BALM to monitor the formation of biomimetic peptide-

tethered BLMs, the SPR results are quantitatively reproduced by the averaged 
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intensity of the BALM images after appropriate transformation, with an exact 

correspondence of the saturation levels, and a correspondence comparable to the 

SPR reproducibility for the entire kinetics. This transformation renders the BALM 

response linear (with thickness) and allows a self-calibration of the BALM signals 

without any knowledge of the instrumental parameters, based on the comparison 

of two color channels. This is promising for automated procedures. It is worth to 

mention that the same signal processing could extend as well to other sensitive 

techniques such as SEEC or even SPR itself. 

 

Yet, beside reproducing the surface averaged measurements which were already 

available with SPR and confirming the expected final formation of a (majority) 

regular bilayer, the main contribution of the BALM technique is to improve the 

resolution of these measurements by two orders of magnitude, giving access to 

local phenomena. In the present study, it made us discover the presence of 

unexpected heterogeneities on a surface sample that up to now had ever been 

considered smooth. Thanks to this resolution, the implication of some buffer 

component in the peptide grafing or the nucleation-growth mechanism involved 

in the peptide layer formation were also demonstrated. Thus one should not be 

surprised by sample heterogeneity since heterogeneous deposition is inherent to 

this mechanism. The other important features that were revealed are the after 

grafting peptide mobility, the presence of highly mobile and fluctuating liposome 

remnants decorating the final bilayer, the estonishing persistence of the initial 

peptide pattern governing every subsequent matter adsorption and desorption 

until the end of the process, and the correlation between the shape of the 

liposomes and the time scale of the fusogenic peptide insertion in their membrane.   

 

Beside confirmation of previous studies and complementary information, this work 

demonstrates, under the control of the reference technique SPRi, the application 

of BALM to very local (sub-μm²), real time and quantitative studies of in 

biomolecular processes and surface chemistry. Considering similar 

implementation, similar measuring capacity and much higher imaging 

possibilities, BALM should rapidly rise alongside SPR in daily biological, 

pharmaceutical and medical research. With a great simplicity in the 
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instrumentation, it should also constitute an effective basis for the development of 

ultra-high density and low-cost imaging sensors. 
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Supplements 
 

Supplement 1:  

Figure 1A curves reproduced with POPC liposomes. 

 
The BALM curves show a good qualitative correspondence with the SPR curve, as 

we can easily follow every step of the tBLM formation process. With the help of the 

cartoon on top of the figure, we can identify the tether peptides grating, the 

subsequent liposome anchoring, and their fusion in a flat lipid bilayer. 
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Supplement 2: 

The limits of SPR linearity with thickness. 

 

When treating the electromagnetic field profile in the evanescent wave as a 

constant between  and , the average variation of the refractive index is 

, with   . 

The thickness of the layer with refractive index  is , hence   and 

      (S2-1) 

This is what we used in the main text, Equation (1). 

When taking into account the field profile  in the evanescent wave, we 

must replace in the simple average   by the weighted average 

, with  for   and  elsewhere. It gives: 

 

The variation of the average refractive index is therefore: 

     (S2-2) 

, with the index  referring to the account of the field profile.  

This is what we used in the main text, Equation (2). 

Comparison of Equation (S2-1) and Equation (S2-2) makes a simple distortion factor 

appear: 

 

, with  . 

 

The distortion factor is plotted in the opposite 

figure. Note that the relative error made (

) is already as much as 10% with a  layer thickness, for instance a 

20 nm layer if  = 100 nm as for the SPRi apparatus used in this study. It reaches 37% 

for the liposomes treated as homogeneous objects (i.e. with constant index profile). 

It follows that the liposome thickness (or surface excess) is underestimated by SPR 

by 37%. Knowing that the equivalent lipid layer thickness per footprint is , the 

distorted SPR signal will correspond to 3.81  and must be interpreted as such. 

When exploiting the data, the correction factor will be (1/distortion factor). 
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As an additional remark, we want to stress out a difficulty with the definition of . 

We took it as the decay length of the electromagnetic field because the refractive 

index affects the field propagation equations, including their imaginary form. Yet, 

it is sometimes interpreted as the decay length of the electromagnetic energy, 

probably because the measured reflectivity is an intensity. We believe it is not 

correct for SPR because the field to energy conversion takes place outside the 

evanescent wave. By contrast, it might be correct for instance when expressing a 

TIRF intensity (Total Internal Reflection Fluorescence) because the energy 

conversion is inside. Therefore, the effective penetration depth for SPR and TIRF 

could differ by a factor of 2.  
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Supplement 3:  

The principle of the BALM measurement.  

 
The figure on the left schematizes the BALM setup. The objective lens is linked to 

the front (lower) side glass window by a drop of immersion oil. Thus, the sole 

reflecting element is the top (back) surface of the window. Moreover, the presence 

of the ARA layer with an optimal thickness makes this reflection very weak. When 

a thin layer is added on that layer, the reflectivity changes to higher (positive 

contrast) or lower (negative contrast) values, but as long as the added layer stays 

counted in nanometers, it remains very weak. The low reflectivity results from 

multiple interferences in the ARA layer (bare substrate) or in the superimposed ARA 

and added layers (sample).  
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Supplement 4:  

Protocol for quantitative comparisons. 

 

The stage by stage adjustment of the  values was conducted by independently 

adjusting the red and green  values. This was made possible by optimizing the 

linearity between the two BALM  . Since the denominator is constant 

over a stage, it is equivalent and sufficient to optimize the linearity between the two 

numerators . The 4 curves below show the variation of  Green 

as a function of  Red obtained after each two parameters optimization in each 

step. 

 
A: Buffer + rinsing stages. B: Tether grafting stage. C: Liposomes anchoring stage. 

D: fusion stage. 

 

Once the  parameters fixed, the linearity between BALM and SPR was checked 

by adjusting  and  in 

      (S4-1) 

in such a way that the saturation levels are the same. The first member (Red and 

Green) and second member of this formula after adjustment are plotted in the 

figure below. The saturation levels are marked with the blue lines. 
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We explain the differences between the SPR and BALM curves by different 

sensitivities to the distant lipids forming the liposomes. A difference is also 

observed in the apparent kinetic constants, but this one is specific to the precise 

experiment that we reported, i.e. not related to the optical techniques, see 

Supplement 6. 

 

To relativize the importance of these differences, the next figure shows the 

dispersion of the raw SPRi and BALM measurements in the 16 SPRi spots (A) and in 

10 zoomed subzones drawn in the BALM images (B). 
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Finally, the linearity of BALM  with  is excellent with the red 

channel and satisfactory with the green, as plotted in the figure below. It shows 

BALM  as a function of  for the four saturation levels, i.e. for the 

initial buffer stage and the subsequent rinsing stages. The  used correspond to 

those previously optimized, i-.e. stage by stage, as explained in the first part of the 

Supplement 4. 
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Supplement 5: 

Characteristic times of the fusion stage with POPC liposomes. 

 
Evolution of the BALM and SPR (corrected) reflectivities during the fusion stage. By 

contrast with the biomimetic system, the characteristic time of the kinetics as seen 

with BALM  and SPR is the same. Hence, the two techniques can be used 

indifferently in affinity constant measurements. We note a more sigmoidal shape 

with SPR, more exponential with BALM. We attribute this difference to a weaker 

sensitivity of SPR to distant bilayers (the upper part of the liposomes). The SPR 

reflectivity  has been redistributed according to , with ,  , 

with the value of  of order 1 showing comparable sensitivity. 
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Supplement 6:  

Local evolution of the sample at the submicron scale during the formation 

kinetics of the POPC pep-tBLM. 

 
A. Series of high resolution images each associated with the corresponding point 

in the AntiBALM curve. 

B. Surface plots displaying the local evolution of the surface patterns for significant 

steps in the formation process over a 0.9μmx1.2μm area. 

 

The series of images show the same color shifts than obtained with the biomimetic 

liposomes: from an intense blue with the buffer to whiter hues after tether peptide 

injection; then red after the liposome injections and finally, a medium intensity after 
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fusion. The intensity variation is easily followed with the surface plots in 

Supplement 6B, with a progressive swelling until liposome fusion. 
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Supplement 7: 

Images used to make the Figure 3 plot profiles. 

 
Each image was obtained after averaging the signal of four successive images, 

applying both an inverted phase LUT and a median 1-pixel wide filter. In yellow, the 

ten-pixel wide, 1.2 μm long line used for the plot profiles. Each image is 3.1 μm tall 

and 4.1 μm wide. 
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Supplement 8:  

Plot profiles along a ten-pixel wide, 1.2 μm long line at nine significant steps of 

the peptide-tethered bilayer formation from POPC liposomes. 

 
In red, the plot profile corresponding to the given step; in black the plot profile of 

the previous step; in blue (Supplement 8I) the plot profile corresponding to the end 

of the tether grafting step. Each plot profile was obtained after averaging the signal 

of four successive images, applying an inverted phase LUT and applying a median 

1-pixel wide filter. The images used are available in Supplement 9. 

 

The plot profiles obtained once again show the expected matter transfers in each 

step, with an elevation in the thickness during the tether peptide and the liposome 

injections, up to the early fusion step. Then, the thickness gradually decreases until 

a homogeneous layer is formed, as evidenced by the difference between the red 

(plot profile at the end of the fusion step) and blue (plot profile at the end of the 

tether peptide grafting step) curves in Supplement 8I.  



239 

 

The plot profiles obtained with POPC liposomes are considerably more stable than 

the ones obtained with the biomimetic liposome composition. Such stark 

differences can be explained by the lipid segregation expected with the 

biomimetic mixture, as it is rich in both cholesterol and SM, which are lipids 

traditionally involved in segregation processes in biological membranes. Therefore, 

the liposome composition affects the bilayer formation mechanism. 
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Supplement 9:  

Images used to make the Supplement 8 plot profiles. 

 
Each image was obtained after averaging the signal of four successive images, 

applying both an inverted phase LUT and a median, 1-pixel wide filter. In yellow, the 

ten-pixel wide, 1.2 μm long line used for the plot profiles. Each image is 2.8 μm tall 

and 3.7 μm wide. 
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Supplement 10:  

Local kinetic measurements in the liposome stage. 

 

We work in the same 7x5 μm² zone as used in Figure 2. Since the pattern appearing 

at the beginning is conserved for the whole duration of the kinetics, we could select 

two fixed spots in this zone corresponding to a high (A) and a low tether (B) density, 

respectively. These regions are drawn in the image below, corresponding to the end 

of the tether grafting step, where a median 1-pixel wide filter was applied and the 

contrast adjusted to maximize the height difference, in order to drive the eye 

toward the tether pattern on the surface. The zones areas are respectively 0,4 μm² 

(A) and 0,2 μm² (B).  

 
 

Then, we could follow the evolution of the BALM reflectivity in each defined zone. 

We choose the red channel because it is “almost” proportional to the film thickness. 

The results obtained in each stage are plotted under the image, with the high and 

the low tether density making the left and the right column. The y scale has the 

same amplitude in each pair. The quality of each curve would permit estimation of 

kinetic constants. This example demonstrates that BALM can provide local real 

time and in situ measurements of minute amounts much under the micron scale. 
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Supplement 11:  

Stage by stage SPR derivation of  on the basis of Equation (1). 

 

Starting buffer: refractive index  

 

     (S11-0) 

 

Tether peptide grafting stage:  refractive index of the current solute  , volume 

fraction . 

 

The first term is the contribution of the solution, the so-called jump in index 

affecting the entire probing depth. Note that it is not affected by the reduction 

factor , which explains its relative importance. The second term may be read 

 showing that it conforms to Equation (1) after replacing 

 by the new appropriate value.  We finally get: 

   (S11-1) 

 

End of kinetics: The final (or saturation) value of  is , with  the stage number. 

   (S11-2) 

 

After tether rinsing: (  is always counted with respect to the starting pure 

buffer) 

 

     (S11-3) 

 

Liposome anchoring stage: liposome refractive index  

 

, where the first and second brackets may be read as before as, respectively,  

 and  to show the mechanism of the 

derivation. 
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    (S11-4) 

The second term with  in this expression may be viewed as a correction 

balancing the counting of with the index  in the third term. 

 

End of kinetics: 

      (S11-5) 

 

After liposome rinsing: 

 

   (S11-6) 

 

Fusion stage: refractive index of the fusogenic peptide  

 

An additional difficulty appears with the lipid vanishing during the conversion of 

liposomes into bilayers.  is corrected by  in presence of the  solution. To 

account for this transformation, the liposomes are counted as an equivalent lipid 

layer with refractive index .  

 

   (S11-7) 

End of kinetics: 

   (S11-8) 

 

After fusion rinsing: 

 

 (S11-9) 
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Exploitation of the saturation levels: 

 

After rinsing levels are given by the blue equations (S11-0), (S11-3), (S11-6) and (S11-9). 

From the first to the last one, the contributions of the various deposited 

components add in sequence. The last term in (S11-9) with subscript 3 is relative to 

the fusogenic peptide. It is responsible for the brief bump at the beginning of the 

fusion stage, and then expected (from previous studies) to leave with the departing 

lipids. Hence  and: 

     (S11-10) 

 

The after rinsing levels of the second and the third stage are both expressed in 

terms of lipid equivalent layers with refractive index . Assuming a homogeneous 

bilayer at the end, (S11-10) can be written: 

      (S11-11) 

 

, with  the thickness of the bilayer. 

 

Conversion of the liposomes into equivalent bilayers: 

 

This conversion is based on the use of a liposome-equivalent lipid layer. In other 

words, the liposomes which are a mixture of lipids and water are described as the 

equivalent dense lipid layer, as if they were just emptied from water and shrunk to 

a dense state. This is supported as follows:  

i) the liposome refractive index  is the average of lipid and buffer 
refractive indices  and  in their respective volume proportions in the 
lipsome 

 , with  the liposome diameter.  
ii)  with respect to the buffer reference is sensitive to the product 

 for the liposomes. At first order in ,  we have 
, showing that the refractive index  and thickness D of the 

liposome can be converted into the lipid refractive index  and a lipid 
thickness , which makes 6 equivalent bilayers per liposome footprint 

.  
iii) Then this equivalent thickness must be corrected by the number of 

liposomes footprints per surface unit, that is to say the liposome coverage 
ratio . Its maximum possible value corresponds to the hexagonal 
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packing density , leading to . Another 
interesting reference is the random packing density , leading to 

. 

 

Liposome surface coverage: 

 

The after liposome after rinsing  may now be written:  

      (S11-12) 

In addition to (S11-11) and (S11-12), the experiment gives: 

        (S11-13) 

Combining the three equations, we get: 

 

From where: 

 

And: 

 

Applying afterwards the correction for the exponential decay (given to 1.59 in the 

main text), we finally get ( ): 

    (S11-14) 

 

The above procedure may be used in general to get rid of some embarrassing 

contribution in the analysis of multistep SPR data. 

 

 in this supplement corresponds to  in the text. 
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2.1.3. Comparaison entre la BALM, la QCM-D et la SPRi 
 

Dans ce chapitre, nous avons étudié la formation de pep-tBLM par une méthode 

développée au laboratoire. La caractérisation de cette formation a été réalisée par 

deux méthodes nouvelles sur ce système, la QCM-D et la BALM, ainsi que par la 

SPRi, la méthode de référence utilisée. La QCM-D et la BALM ont montré qu’elles 

étaient tout aussi capables que la SPRi de suivre qualitativement la formation des 

pep-tBLM à chaque étape du processus. 

 

La comparaison des signaux BALM et SPRi avec les expérimentations en QCM-D, 

bien que préliminaires, permet de faire la correspondance entre plusieurs 

observations. Notamment, en ce qui concerne le peptide pilotis, les images de 

BALM ont permis de montrer que le pilotis s’adsorbait en s’agrégeant, formant ainsi 

des motifs conservés sur la surface. Ce résultat est tout à fait cohérent avec 

l’observation faite en QCM-D sur la concentration du peptide pilotis : aux 

concentrations usuelles (10 μg/mL), le peptide pilotis est en excès, et peut donc 

former des agrégats (Figure 76a).  

 

 
Figure 76. Représentation schématique de l’influence de la concentration en 

peptide pilotis sur l’accrochage des liposomes et la qualité de la pep-tBLM finale. 

a. Concentration élevée (10 μg/mL) de peptide pilotis. 

b. Concentration moyenne (5 μg/mL) de peptide pilotis. 

c. Concentration faible (0,5 μg/mL) de peptide pilotis. 

 

a

c

b
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Réduire la concentration en peptide pilotis conduit donc à une réduction de 

l’agrégation, mais n’affecte pas significativement la disponibilité du peptide, ce 

dernier élément étant critique pour permettre l’accrochage des liposomes (Figure 

76b). Les pep-tBLM formées sont donc probablement de qualité similaire. En 

revanche, passée sous un certain seuil, la quantité de peptide pilotis devient 

limitante, ce qui se traduit alors par une diminution de la disponibilité en peptide 

et une réduction de l’ancrage des liposomes, et par conséquent, de la qualité de la 

bicouche finale (Figure 76c).  

 

L’une des particularités de la QCM-D est la double mesure effectuée sur la 

fréquence et la dissipation. La première donne une information sur la quantité de 

masse adsorbée à la surface ; la seconde renseigne sur la viscosité de la couche 

adsorbée. Ici, le signal de dissipation est très élevé lors de l’adsorption des 

liposomes et chute drastiquement lors de la fusion, alors qu’il était très faible lors 

de l’adsorption des peptides pilotis. Ce résultat est dû à la structure des différents 

éléments considérés : là où les peptides pilotis et la bicouche lipidique sont des 

structures plus rigides mécaniquement parlant, les liposomes sont de grosses 

sphères « molles » remplies d’eau et vont donc fortement dissiper l’énergie de 

vibration. En gardant ces considérations à l’esprit, l’évolution du signal observé lors 

de la fusion des liposomes induite par le peptide fusogène est très intéressante. 

L’évolution de la fréquence de vibration montre initialement une arrivée de 

matière, avant un départ progressif lors de la fusion, un résultat confirmé par la SPRi 

et par la BALM. Comme précisé dans la discussion de la publication soumise dans 

Biophysical Journal, cette donnée est en accord avec la littérature scientifique sur 

le mécanisme d’action du peptide fusogène. Ce dernier est doté d’une structure 

hélicoïdale permettant son insertion dans les membranes présentant un rayon de 

courbure élevé. L’insertion du peptide déstabilise la membrane et conduit à un 

gonflement des liposomes par formation de pores et/ou de microvillosités, avant 

éclatement/fusion des liposomes [346]. Ici, plus que l’insertion du peptide fusogène, 

l’augmentation de la masse adsorbée sur la surface semble traduire ce gonflement 

des liposomes. Le signal de dissipation associé à cette phase de la cinétique montre 

une baisse initiale de la dissipation, qui augmente de nouveau après quelques 

minutes avant de finalement diminuer jusqu’à la formation de la pep-tBLM (Figure 

77a). Ce comportement a été reproduit dans toutes les expérimentations réalisées.  
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Figure 77. Comparaison entre les résultats obtenus et ceux de la littérature 

scientifique, pour le suivi par QCM-D de la formation de bicouches biomimétiques 

(pep-tBLM ou SLB) à partir de liposomes de 120 nm de diamètre (publication de J.A. 

Jackman et al. de 2013 dans J Phys Chem B [315]). 

a. Courbe de QCM-D obtenue avec notre système de pep-tBLM. L’encadré 

représente un zoom sur la section de la courbe de dissipation que nous 

commentons, la flèche grise représente l’injection du peptide fusogène. 

b. Courbe équivalente à la courbe 77a pour des SLB, données de J.A. Jackman 

et al., Figure S2 D [315]. L’encadré représente un zoom sur la section de la courbe de 

dissipation que nous commentons, la flèche grise représente l’injection du peptide 

fusogène. 

c. Relation indépendante du temps de la fréquence et de la dissipation 

obtenue avec notre système de pep-tBLM. 

d. Courbe équivalente à la courbe 77c pour des SLB, données de J.A. Jackman 

et al., Figure S3 D [315]. Les trois phases identifiées par les auteurs sont 1) insertion 

du peptide fusogène, 2) réarrangements structurels des liposomes (gonflement) et 

3) rupture des liposomes et fusion. 
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Par contraste, les études ayant précédemment décrit le mécanisme d’action du 

peptide fusogène sur des SLB par QCM-D avaient montré une modification de la 

dissipation en deux temps, représentée Figure 77b ; l’injection du peptide 

fusogène conduisant dans un premier temps à une augmentation de la dissipation 

avant de décroître progressivement jusqu’à la formation des SLB [315,346]. La 

différence entre les deux systèmes, pep-tBLM et SLB, est également visible lorsque 

sont tracées les courbes de la dissipation en fonction de la variation de fréquence, 

ce qui permet de s’affranchir de la notion du temps (Figure 77c et 77d). 

 

Il apparaît ici que la seule différence notable entre notre système et celui utilisé par 

J. A. Jackman et al. soit la présence de peptides pilotis sous-jacents dans notre 

système, le leur étant composé de vésicules directement adsorbées sur la surface 

métallique. Les vésicules utilisées étaient extrêmement similaires, composées de 

POPC et ayant un diamètre moyen de 120 nm. Bien que les vésicules utilisées dans 

notre système aient été dopées par 2 % (rapport molaire) de DOGS-NTA(Ni), il est 

peu vraisemblable qu’une si faible proportion ait un impact aussi majeur sur la 

dissipation observée.  

 

Comme décrit précédemment, le peptide pilotis a une conformation hélicoïdale 

s’apparentant à un ressort. Dans ce contexte, l’absence de pic de dissipation lors de 

la fusion des vésicules pourrait s’expliquer par un effet amortisseur du pilotis. Il est 

également à noter que, comme précédemment mentionné, l’analyse de l’évolution 

des signaux obtenus au début de la phase de fusion est rendue complexe par la 

superposition de deux évènements opposés, à savoir le gonflement des liposomes 

et leur ouverture. Bien que cette contrainte soit présente dans les deux systèmes, 

la différence apparente entre les signaux de dissipation observés sur des SLB et sur 

des pep-tBLM pourrait refléter une différence sur le mécanisme d’action du 

peptide fusogène. Le peptide pilotis ancre les liposomes à la surface, par 

l’intermédiaire d’un lipide particulier. Ce phénomène, que nous avons déjà 

amplement détaillé, a vraisemblablement un impact sur la conformation adoptée 

par les liposomes fixés sur les peptides pilotis, comme l’on montré l’analyse en 

BALM, avec un aplatissement des liposomes adsorbés dans des régions pauvres en 

peptides pilotis. Cette différence de conformation des liposomes influe 

vraisemblablement sur les rayons de courbures de leurs membranes, ce qui peut à 
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son tour influencer la cinétique d’action du peptide fusogène. Ce dernier est 

d’autant plus efficace que le rayon de courbure est élevé, ce qui pourrait expliquer 

les différences observées entre SLB et pep-tBLM. 

 

2.2. Mise en place d’un système membranaire biomimétique naturel 
 

2.2.1. Contexte et enjeux du caractère biomimétique 
 

La mise en place de systèmes de formation de membranes biomimétiques répond 

à la volonté d’étudier des propriétés ou des protéines des membranes cellulaires. 

En découplant l’étude de la membrane de celle du reste de la cellule, les modèles 

membranaires biomimétiques permettent d’évaluer avec précision l’implication de 

la membrane dans de nombreux phénomènes sans influence du reste de la cellule. 

De surcroît, ils permettent de recourir à des techniques autrement impossibles à 

mettre en place avec des cellules entières. Pour être de bonne qualité, les systèmes 

biomimétiques doivent être capables de reproduire au mieux la membrane qu’ils 

miment. Ce critère est absolument crucial, les informations tirées d’un modèle 

n’ayant de pertinence biologique qu’au regard de la fiabilité et de la robustesse du 

modèle sur lequel l’analyse a été faite. De telles considérations sont applicables peu 

importe la discipline scientifique, mais elles sont particulièrement prégnantes dans 

ce cas précis. En effet, le caractère biomimétique d’un système membranaire est 

très difficile à mesurer et à comparer compte tenu de l’extrême complexité des 

membranes cellulaires. Cette grande complexité a pu être mise en exergue en 

« Etude bibliographique ». Elle repose sur une extraordinaire diversité de 

compositions moléculaires, sur les phénomènes de ségrégation et d’asymétrie qui 

y prennent place, mais également sur les liens étroits entre membranes cellulaires, 

cytosquelette et matrice extracellulaire, qui influent grandement sur les propriétés 

des membranes. Ainsi, de très nombreux modèles sont qualifiés de biomimétiques, 

malgré les énormes différences pouvant parfois exister. Il convient néanmoins de 

préciser que le besoin d’un caractère biomimétique fidèle dépend de l’objectif 

recherché ; la recherche de conditions pour la reconstitution de protéines 

membranaires n’a de réel intérêt que dans des modèles ayant pour but l’étude de 

telles protéines, et serait complètement accessoire, par exemple, pour une étude 

axée sur le suivi d’interactions sucres - lipides au niveau des membranes. A ce jour, 

les deux principaux facteurs différenciant les différents modèles biomimétiques 
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sont leur composition et leur organisation. Le caractère biomimétique est alors 

assuré par l’utilisation d’une composition lipidique et d’une organisation en 

bicouche lipidique aussi proches que possible de celles de la membrane étudiée.  

 

A cet égard, le système biomimétique membranaire mis au point au laboratoire est 

très performant, puisque non seulement il forme des bicouches lipidiques, mais il 

peut aussi s’adapter à de nombreuses compositions lipidiques différentes pour être 

compatible avec la reconstitution de protéines membranaires. En revanche, il 

présente plusieurs limitations : 

 il nécessite d’utiliser un peptide pilotis particulier ; 

 il ne permet pas la reproduction de l’asymétrie membranaire biologique ; 

 il nécessite un substrat recouvert d’une couche d’or pour permettre la 

fixation des peptides pilotis à la surface.  

De nombreuses compositions lipidiques ont ainsi pu être testées et ont montré la 

formation d’une bicouche biomimétique. Le caractère biomimétique des 

membranes est alors assuré par l’utilisation d’une composition lipidique proche de 

la composition réelle de la membrane étudiée. Or, la composition exacte d’une 

membrane est, comme nous l’avons précédemment rappelé, extrêmement 

complexe, même si on ne s’intéresse qu’à la fraction lipidique. Par souci de 

simplicité, les membranes biomimétiques sont ainsi formées à partir de 

compositions simplifiées, le plus souvent constituées de mélanges de PC, de PE, de 

SM et de cholestérol. Nous avons d’ailleurs utilisé une telle composition dans le 

développement de l’application de la BALM au suivi de la formation des pep-tBLM. 

Cependant, comme nous avons pu le voir dans le premier chapitre de résultats, de 

menues différences dans la composition lipidique peuvent avoir de grands effets 

sur les interactions membrane-membrane. Dans ce contexte, et dans le but 

d’étudier plus avant ces interactions par le biais de méthodes accessibles 

uniquement à des systèmes biomimétiques, nous avons cherché à mettre au point 

un système biomimétique constitué d’une bicouche de lipides naturels. 

 

A cet égard, la bicouche lipidique a été formée selon la méthode développée au 

laboratoire, mais à partir de liposomes constitués de lipides naturels extraits (et 

enrichis en DOGS-NTA(Ni) pour permettre leur accrochage aux peptides pilotis). 

L’idée était alors de réaliser un fractionnement cellulaire sur des culots des 



253 

 

différentes lignées prostatiques utilisées, afin d’isoler des fractions contenant la 

membrane plasmique, puis d’extraire les lipides de ces fractions afin de s’en servir 

pour former des liposomes. A terme, ce projet avait pour but la formation de quatre 

systèmes membranaires biomimétiques distincts de par leur composition 

lipidique, reproduisant ainsi la membrane des quatre lignées prostatiques utilisées, 

pour étudier l’interaction de ces modèles naturels avec des vecteurs lipidiques. 

 

2.2.2. Préparation de liposomes naturels 
 

2.2.2.1.  Fractionnement cellulaire 
 

Un protocole de fractionnement cellulaire a été mis en place, sur la base de 

données de la littérature [124], en collaboration avec le Dr Saïda MEBAREK (ICBMS 

- UMR CNRS 5246 - Equipe MEM2). 200 millions de cellules WPMY-1 et PC-3 ont 

progressivement été mises de côté sous forme de culots secs. Après 

centrifugations différentielles et centrifugation isopycnique (Figure 78), les 

fractions récupérées ont été analysées par différents tests afin de s’assurer du bon 

déroulement du fractionnement (Figure 79). 

 

 
Figure 78. Fractions obtenues lors du fractionnement cellulaire, selon le 

protocole décrit en « MATÉRIEL ET MÉTHODES » (3.4.1., page 113). 
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Figure 79. Caractérisation des fractions obtenues après fractionnement de 200 

millions de cellules WPMY-1 et PC-3, selon les protocoles décrits en « MATÉRIEL ET 

MÉTHODES » (3.4.2., page 115). Pour chaque test sont indiqués le ou les organite(s) 

concerné(s). 

 

Ces tests ont permis de confirmer la présence d’une activité de la phosphatase 

alcaline dans les fractions issues des microsomes, ce qui montre la présence de 

membrane plasmique. Parmi les fractions microsomales, les fractions S1 et S3 

contiennent le plus de membrane plasmique, mais les fractions S3 contiennent 

également de l’ADN ainsi qu’une forte activité de la Cytochrome C NADPH 

Réductase (CR), qui est le marqueur du réticulum endoplasmique. En comparaison, 
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les fractions S1 ne contiennent pas ces éléments et ont donc été collectées pour la 

suite de l’étude. 

 

2.2.2.2. Dosage de lipides 
 

Après extraction par la méthode de Bligh & Dyer, les lipides naturels provenant de 

la fraction S1 des cellules PC-3 ont été utilisés pour la formation de liposomes 

appelés liposomes LN (pour « Lipides Naturels »). Lors de la préparation des 

liposomes LN, les lipides ont été dopés par 2% (rapport molaire) de DOGS-NTA(Ni), 

afin de permettre l’accrochage des liposomes formés aux peptides pilotis. Une fois 

les liposomes formés, la quantité de lipide a été mesurée par le dosage au Dioll. Le 

principe de ce dosage repose sur les propriétés intrinsèques du Dioll, ce dernier ne 

fluoresçant qu’une fois inséré dans une membrane. L’intensité de fluorescence 

totale dépend alors de la quantité de membranes, c’est-à-dire de la quantité de 

lipides. De plus amples explications sur la mise au point de ce dosage et la 

publication qui y est associée sont données en « Annexe » (1.2., page 260). 

 

 
Figure 80. Dosage des lipides par le Dioll. L’aire sous la courbe est mesurée sur 

les spectres d’émission du Dioll inséré dans les liposomes. 
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Le dosage des lipides dans les liposomes préparés a donné une concentration en 

lipides de 0,88 mg/mL, tout à fait compatible avec la concentration nécessaire pour 

la formation de pep-tBLM, la formation d’une pep-tBLM nécessitant 0,04 mg de 

lipides (Figure 80). 

 

2.2.3. Formation de bicouches biomimétiques 
 

Une fois des liposomes LN préparés, la formation d’une pep-tBLM à partir de ces 

liposomes a été caractérisée par la SPRi puis par la BALM.  

 

2.2.3.1.  Suivi par SPRi 
 

La caractérisation en SPRi de la formation d’une pep-tBLM à partir de liposomes LN 

est présentée Figure 81.  

 

 
Figure 81. Suivi par SPRi de la formation d’une pep-tBLM à partir de liposomes 

LN. Les différentes étapes de la formation de la pep-tBLM sont rappelées sur la 

figure par les traits pointillés noirs (correspondant aux injections), les flèches 

blanches correspondant aux rinçages. 
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Il apparaît que ces liposomes se fixent avec succès aux peptides pilotis, mais on 

n’observe pas de fusion induite par l’ajout de peptide fusogène. Ces résultats sont 

assez surprenants, le système ayant préalablement été testé sur de nombreuses 

compositions lipidiques différentes [349]. Cet effet n’est vraisemblablement pas dû 

à la taille des liposomes, la mesure en DLS de cette dernière ayant montré que les 

liposomes LN ont un diamètre moyen de 125,3 (±1) nm, similaire à celui des 

liposomes habituellement utilisés avec ce système (Figure 82). Il est également 

important de préciser que la qualité des peptides pilotis et fusogènes n’était 

vraisemblablement pas en cause, les mêmes solutions ayant été utilisées avec 

succès pour former des pep-tBLM à partir de liposomes différents. 

 

 
Figure 82. Mesure de la taille des liposomes LN par DLS. 

 

2.2.3.2. Suivi par BALM 
 

Même si le suivi par SPRi de la formation d’une pep-tBLM à partir de liposomes LN 

n’a pas été concluant, nous avons néanmoins procédé au suivi de ce même 

processus par BALM. Les résultats de l’évolution de la réflectivité moyennée au 

cours de la cinétique sont présentés Figure 83. Ces résultats reproduisent ceux 

obtenus par SPRi : bien que les deux premières phases de fixation des pilotis et des 

liposomes soient clairement visibles, l’ajout de peptide fusogène ne semble pas, en 

première approximation, induire la fusion des liposomes, que l’on suppose 

pourtant bien présents au vu de la hausse de réflectivité induite par l’injection des 

liposomes. 
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Figure 83. Suivi par la BALM de l’évolution de la réflectivité au cours de la 

cinétique de formation d’une tBLM à partir de liposomes LN. Chaque courbe est 

colorée du canal de BALM qu’elle représente. 

 

L’analyse à l’échelle locale des images obtenues lors de l’injection du peptide 

fusogène ne permet pas de mettre en évidence le moindre changement significatif 

au niveau de la surface. En revanche, l’analyse des images correspondant à la phase 

de fixation des liposomes est extrêmement intéressante. Le cercle pointillé noir sur 

la Figure 84 montre une zone de faible épaisseur (colorée en bleu) dans laquelle 

un élément (coloré en rouge) apparaît brusquement soixante secondes après 

injection (deuxième image). Un tel signal est caractéristique de l’arrivée soudaine 

d’un liposome à la surface. En effet, un tel phénomène augmente brusquement 

l’épaisseur de la couche adsorbée, représentée par une translation du bleu vers le 

rouge. 
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Figure 84. Cinétique imagée par la BALM de la phase de fixation de liposomes LN 

sur des peptides pilotis. Les images ont été colorées par la table de conversion ou 

LUT (pour « LookUp Table ») « phase », qui colorie les intensités basses en bleu, les 

intensités moyennes en blanc et les intensités élevées en rouge. 

 

Après fixation, le liposome semble progressivement s’estomper, sa couleur passant 

du rouge intense à des tons pâles plus proches du rose. En parallèle, les zones 

bleues autour du liposome passent elles aussi progressivement à des tons plus 

proches du rose. Ce phénomène s’explique par l’étalement du liposome et est 

particulièrement fréquent, comme le montre la Figure 85 avec les cercles pointillés 

noirs, où de nombreuses taches rouges qui s’élargissent et s’éclaircissent en 

quelques minutes. 
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Figure 85. Cinétique imagée par la BALM de la phase de fixation de liposomes LN 

sur des peptides pilotis. Les images ont été colorées par la LUT « phase », qui colorie 

les intensités basses en bleu, les intensités moyennes en blanc et les intensités 

élevées en rouge. 

 

Afin de mieux visualiser l’évolution des liposomes lors de leur adsorption, l’étude de 

la réflectivité le long d’une ligne traversant un liposome (Figure 86) a permis 

d’obtenir les profils de réflectivité présentés Figure 87. 

 

 
Figure 86. Définition de la zone étudiée, représentée par un trait jaune, dans la 

cinétique d’ancrage des liposomes LN sur des peptides pilotis. Les images ont été 

colorées par la LUT « phase », qui colorie les intensités basses en bleu, les intensités 

moyennes en blanc et les intensités élevées en rouge. 
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Figure 87. Evolution du profil de réflectivité le long d’une ligne de 10 pixels de 

large lors de la phase d’ancrage des liposomes LN sur des peptides pilotis. Sur 

chaque image, la courbe rouge représente le profil du moment donné ; la courbe 

grise rappelle le profil précédent ; la courbe bleue (sur la Figure 87f) représente le 

profil initial. 

 

La Figure 87a montre que la surface greffée de peptides pilotis présente des motifs, 

mais ces derniers sont très faiblement marqués. 30 secondes plus tard, la Figure 

87b montre l’arrivée d’un liposome, traduite par une très forte augmentation de la 

réflectivité. On observe également que la zone aux pieds du liposome adsorbé croit 

en réflectivité, ce qui indique une augmentation d’épaisseur. Les Figures 87c à 87f 

montrent quant à elle l’aplatissement progressif du liposome, qui est concomitant 

à une augmentation de la réflectivité aux pieds du liposome. Enfin, la comparaison 

entre les courbes rouges et bleues de la Figure 87f montre que la réflectivité a 
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augmenté sur toute la surface étudiée, un schéma reproduit par ailleurs lorsque 

l’on compare l’évolution du niveau moyen de réflectivité sur la Figure 84. Le dépôt 

de matière sur toute la surface ne peut ici que correspondre à un dépôt de lipides, 

sous la forme de bicouches ou de structures vésiculaires plus ou moins déformées. 

L’évolution du niveau global de la surface, représentée sur la Figure 88, montre 

bien ce dépôt de matière sur toute la surface : entre les figures 88a et 88c, on 

observe une diminution du niveau des pics rouges, qui correspond aux liposomes 

fixés et qui est corrélée à l’augmentation du niveau des zones sans liposomes. Sur 

les Figure 88d et 88e, un gros pic rouge apparaît au milieu de la zone étudiée, signe 

de l’adsorption d’un nouveau liposome. La Figure 88f montre ensuite son 

étalement, illustré par une diminution de la réflectivité. 

 

 
Figure 88. Evolution du niveau de réflectivité de la surface lors de la phase 

d’ancrage des liposomes LN sur des peptides pilotis pour une zone de 2,7 μm x 3,3 

μm représentée Figure 89. Les images ont été colorées par la LUT « phase », qui 

colorie les intensités basses en bleu, les intensités moyennes en blanc et les 

intensités élevées en rouge. 
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Figure 89. Zone de 2,7 μm x 3,3 μm ayant servi à réaliser la Figure 88, représentée 

par le rectangle jaune. Les images ont été colorées par la LUT « phase », qui colorie 

les intensités basses en bleu, les intensités moyennes en blanc et les intensités 

élevées en rouge. 

 

L’affaissement progressif des pics, représentant des liposomes adsorbés, suggère 

que le dépôt de matière se fait par adsorption de liposomes puis étalement de ces 

derniers, selon le mécanisme schématisé Figure 90. 
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Figure 90. Représentation schématique du mécanisme de dépôt de matière lors 

de la phase d’accrochage des liposomes LN sur des peptides pilotis.  

a. Surface initiale recouverte de peptide pilotis. 

b. Adsorption du liposome. 

c. Aplatissement progressif du liposome. 

d. Formation d’une bicouche. 

 

Il est à ce point très difficile de caractériser précisément l’état structurel de la 

surface à la fin de la phase d’adsorption des liposomes LN. Il apparaît que la surface 

toute entière est recouverte de matière lipidique, mais la distribution de cette 

dernière est très inégale, entre des zones de bicouches à peu près plates et de gros 

amas de matière correspondant à des liposomes adsorbés, avec 

vraisemblablement le maintien de nombreuses structures intermédiaires. 

 

2.3. Conclusions et perspectives 
 

Dans ce chapitre ont été présentées les différentes approches étudiées pour 

caractériser plus en détail l’interaction liposome-membrane. Ces approches se sont 

appuyées sur des systèmes biomimétiques, ces derniers permettant l’analyse in 

situ de la membrane par des méthodes physicochimiques puissantes. Dans une 

première partie, nous avons présenté les travaux réalisés sur la caractérisation d’un 

système biomimétique particulier, précédemment développé au laboratoire au 

cours de deux thèses [311,312]. Ce système modèle repose sur la formation de pep-

a

dc

b



265 

 

tBLM en trois étapes, consistant à la fixation d’un peptide pilotis, l’accrochage de 

liposomes sur ce peptide et la fusion des liposomes sous l’action d’un peptide 

fusogène. Des résultats intéressants ont été obtenus lors de la caractérisation par 

QCM-D et par BALM, ces derniers travaux ayant permis la rédaction d’une 

publication soumise dans Biophysical Journal. La BALM est une méthode de 

microscopie récemment introduite dans le champ de l’électrochimie et de la 

chimie de surface. Cette méthode, très sensible, à haute résolution et en temps réel, 

avait ainsi déjà pu permettre d’imager des structures nanométriques comme des 

feuillets de graphène [350,351]. Dans le cadre de cette thèse, la BALM a été 

appliquée au domaine de la physicochimie membranaire, par le biais de la 

caractérisation de pep-tBLM. Le suivi en BALM de la formation des pep-tBLM a 

montré un signal comparable à celui de la SPRi, la méthode de référence sur le 

système utilisé, ce qui montre l’adéquation de la BALM a un suivi de processus 

physicochimiques. Cependant, la caractérisation par la BALM ne se limite pas 

seulement à un suivi global de la surface, mais permet également d’obtenir des 

informations locales renseignant sur l’homogénéité de la surface étudiée et 

permettant la mise en évidence de flux dynamiques de matière. La comparaison 

des signaux BALM, SPRi et QCM-D a permis de valider, par des techniques et des 

méthodes d’analyse différentes, les différentes informations mécanistiques 

obtenues, notamment en ce qui concerne l’agrégation du peptide pilotis. Une 

différence a néanmoins été observée quant au signal de dissipation observé sur 

notre système par rapport aux données de la littérature scientifique. Cette 

différence a été attribuée à la présence dans notre système d’une couche de 

peptides pilotis, qui pourrait soit jouer un rôle d’amortisseur, soit modifier la 

conformation des liposomes accrochés, mais ces hypothèses restent à confirmer. 

 

Les propriétés de la BALM permettent de la démarquer des techniques 

usuellement utilisées pour caractériser des membranes biomimétiques. Ces 

dernières peuvent être en temps réel (SPR et QCM-D par exemple) et permettent 

alors de suivre la formation de la membrane. Cependant, ces méthodes traitent 

toute la surface comme homogène, ce qui limite leur utilité sur des systèmes 

hétérogènes. D’autres méthodes à haute résolution (AFM et FRAP par exemple) 

permettent de sonder l’homogénéité de la membrane, mais elles sont limitées par 

leur temps de mesure qui empêche leur utilisation sur des modèles dynamiques. 
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Ici, la BALM combine ces deux aspects grâce à l’analyse de la réflectivité moyenne 

de la surface qui reproduit le signal SPR d’une part, et les images haute résolution 

qu’elle fournit, qui permettent de mettre en évidence des évènements locaux 

d’autre part. Combinant les deux, la BALM apporte une solution pour la visualisation 

de flux de matière, locaux et dynamiques, qui permettent d’obtenir des 

informations inédites en temps réel. Cependant, la BALM en est encore au stade 

expérimental de mise au point ; le système utilisé n’est pas encore optimisé pour 

une utilisation en routine. Les deux principales optimisations à réaliser concernent 

le système de mise au point et le traitement des images. Lors des différentes 

expériences en BALM, nous avons été limités par une dérive de la mise au point de 

l’image. Une mise au point automatique avec assujettissement sur une zone 

invariable de l’image permettrait de contourner cette limitation. Avoir une mise au 

point stable permettrait notamment des analyses fines de la dispersion par le biais 

de la variance, du coefficient d’asymétrie et du degré de voussure (ou kurtosis). Ces 

différents paramètres, qui représentent respectivement les différents moments 

d’ordres 2, 3 et 4, permettent de mesurer la dispersion d’une valeur et reflètent 

l’hétérogénéité de l’échantillon, ici en matière de distribution de l’épaisseur. La 

mesure de ces paramètres est similaire à la mesure de la réflectivité moyenne, cette 

dernière correspondant au moment d’ordre 1, ce qui permet d’envisager un suivi 

au cours de la cinétique illustré Figure 91.  
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Figure 91. Evolution de la variance, du coefficient d’asymétrie et du Kurtosis 

(degré de voussure) le long de la cinétique de formation d’une pep-tBLM à partir 

de liposomes POPC. Chaque courbe représente le canal de la couleur 

correspondante. Les étapes de rinçage sont représentées par des flèches blanches. 
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Cependant, tout comme pour la mesure de la réflectivité moyenne, l’évolution de 

ces paramètres ne peut actuellement pas être suivie en direct, et doit se faire sur 

les images après traitement. De ce point de vue, le développement d’un logiciel 

adapté, qui extrairait des images obtenues les informations recherchées, 

permettrait de faciliter le suivi de l’expérimentation en cours. De plus, le système 

actuel d’acquisition des images n’est pas du tout automatisé et nécessite la 

présence d’un expérimentateur pour prendre les images, ce qui limite l’obtention 

de cinétiques sans ellipses. Les protocoles d’analyse des images de BALM ne sont 

également pas encore tous définis, ce qui a notamment limité l’exploitation des 

images réalisée et présentée dans la publication soumise à Biophysical Journal. 

Ainsi, ces différentes pistes n’ont pas pu être explorées plus en avant, faute de 

temps. Parmi les approches envisagées, figure l’analyse précédemment 

mentionnée de la dispersion des réflectivités par le biais de la variance, du 

coefficient d’asymétrie et du degré de voussure. Nous avons également envisagé 

la mesure de constantes cinétiques d’adsorption/désorption, avec une analyse 

différentielle entre les zones riches et les zones pauvres en peptide pilotis. 

L’ensemble constitue une piste prometteuse pour continuer le développement de 

la BALM à des applications biologiques. Enfin, nous pouvons mentionner que la 

BALM, de par son caractère ultra-résolutif, est parfaitement adaptée à l’étude 

d’éléments isolés. Dans un tel contexte, suivre l’adsorption puis la fusion de 

liposomes dilués permettrait de confirmer les mécanismes proposés. 

 

Des travaux précédents ont montré que l’analyse par BALM pouvait permettre la 

mesure précise de l’épaisseur de la couche adsorbée [352]. Cependant, cette 

mesure n’est que relative et nécessite des points de repères clairement définis. Elle 

est de plus perturbée par les changements d’indice, ces derniers modifiant les 

paramètres utilisés pour la mesure, en l’occurrence les Rmin. La mesure précise de 

l’épaisseur de la couche finale est de plus délicate du fait de la nature de la bicouche 

formée (celle-ci comportant des poches vésiculaires rendant le tout hétérogène) et 

de la conformation du peptide pilotis. Une modélisation du peptide basée sur sa 

séquence d’acides aminés suggère la formation d’une hélice alpha, permettant 

l’espacement de ses deux extrémités [312]. Néanmoins, rien n’indique que cette 

conformation soit conservée pendant toute la formation des pep-tBLM ; il se peut 
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tout à fait que le peptide pilotis agisse comme un ressort, et soit capable de se 

replier et de se détendre à façon, dans une amplitude de quelques nanomètres. 

 

Dans la seconde partie de ce chapitre, nous avons présenté les travaux de 

formation d’un système biomimétique à partir de lipides naturels. Cette partie 

répond à la problématique du caractère biomimétique, et avait pour but la 

reconstitution d’un modèle membranaire aussi proche que possible de la 

membrane des cellules prostatiques étudiées dans le premier chapitre de 

« Résultats et discussion ». L’objectif recherché était la mise en place d’un système 

permettant de comparer la caractérisation de l’interaction liposome-membrane 

réalisée sur les cellules en culture avec celle réalisée sur le système biomimétique. 

L’approche privilégiée a consisté à isoler la membrane plasmique de cellules par 

fractionnement cellulaire, à extraire les lipides de cette fraction isolée et à les utiliser 

pour recréer une bicouche lipidique biomimétique naturelle par la méthode de 

formation de pep-tBLM développée au laboratoire. La formation de liposomes 

composés de lipides naturels (Liposomes LN) a pu être menée à bien à partir de 

cellules PC-3, la lignée modèle d’une métastase très agressive de cancer de la 

prostate. En revanche, lors du suivi par SPRi de la formation de la pep-tBLM à partir 

des liposomes LN, il est apparu que les liposomes, une fois fixés, ne fusionnaient pas 

sous l’effet du peptide fusogène. Ce résultat a été confirmé par l’étude de la 

réflectivité globale par BALM. En revanche, l’étude en BALM des images obtenues 

lors de la phase d’accrochage des liposomes sur les peptides pilotis a permis de 

mettre en évidence que les mécanismes mis en œuvre avec les liposomes LN 

étaient différents de ceux impliqués avec les autres compositions liposomales 

testées. Le mécanisme dépeint pour les lipides naturels est celui d’une adsorption 

de liposomes qui s’étalent spontanément en formant directement une structure 

lipidique sur toute la surface (sans apport de peptide fusogène).  

 

Ce premier résultat est très encourageant puisqu’il constitue, si la présence d’une 

bicouche est confirmée, le premier modèle membranaire constitué de lipides 

naturels. Cependant, il est encore nécessaire de s’assurer d’une part de la présence 

de la bicouche, mais également de sa continuité et de son homogénéité, les images 

de BALM montrant la présence d’éléments semi-vésiculaires encore volumineux. 

Des études complémentaires, en FRAP ou AFM, permettrait d’élucider plus en 
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détail la structure formée, en renseignant notamment sur la continuité de la 

bicouche. En parallèle, répéter la procédure avec des lipides extraits d’autres types 

cellulaires permettrait l’établissement d’une gamme de modèles membranaires 

pour l’étude de l’interaction liposome-membrane. Enfin, une analyse lipidomique 

précise des lipides présents permettrait de s’assurer de la qualité des modèles, en 

termes de respect de la composition lipidique biologique.  

 

Toutes ces expérimentations avaient pour but de tester l’interaction liposome-

membrane sur des modèles biomimétiques. Les travaux réalisés, bien 

qu’intéressants et prometteurs, n’ont pas pu aller jusqu’à la caractérisation de cette 

interaction. Cependant, les différents outils, notamment la BALM, mis en place 

durant cette thèse forment un point de départ solide pour cette caractérisation. 

L’un des avantages de la BALM consiste en sa grande flexibilité. En effet, en plus de 

l’acquisition de signal « traditionnelle » précédemment décrite, la BALM peut 

s’adapter à des techniques complémentaires telles que la fluorescence ou 

l’électrochimie. Cela permet d’envisager un dispositif expérimental où, une fois la 

pep-tBLM formée, l’ajout de liposomes et leur devenir pourraient être suivis soit par 

électrochimie, soit par fluorescence. Dans le premier cas, le suivi électrochimique 

est rendu possible par l’utilisation de liposomes complexés à des systèmes redox. 

Dans le second, le suivi de liposomes marqués par des lipides fluorescents 

permettrait de suivre le devenir de ces lipides. Les différences d’interaction 

présentées dans le premier chapitre de « Résultats et discussion » ont pointé le 

rôle clé de la composition lipidique des liposomes sur l’interaction avec la 

membrane plasmique de cellules en culture. Le mécanisme de fusion 

membranaire observé renforce l’idée que la fraction lipidique est impliquée dans la 

sélectivité des interactions entre membranes ; la fusion de la membrane des 

liposomes avec la membrane plasmique des cellules ne reposant 

vraisemblablement pas sur l’implication de systèmes protéiques. 

 

Il est à noter que, comme précisé dans la discussion traitant des enjeux du 

caractère biomimétique des modèles en « Résultats et discussion » (2.2.1., page 

232), la complexité du modèle utilisé est avant tout dictée par l’objet d’étude. Dans 

notre cas, nous nous sommes tout particulièrement intéressés à la membrane 

plasmique, cette dernière étant l’élément clé de l’interaction liposome-cellule. 
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Nous nous sommes de plus principalement intéressés à la fraction lipidique de la 

membrane, du fait de son importance prépondérante dans le processus de fusion 

et les nombreux réarrangements membranaires impliqués. Ainsi, les modèles de 

membrane que nous avons cherchés à développer dans le cadre de cette thèse 

n’ont comme but que la reproduction de la composition lipidique des cellules 

utilisées, au détriment de la fraction protéique et glucidique des membranes. En 

un sens, la présence d’un ancrage à la surface des tBLM par le biais des peptides 

pilotis peut également être apparenté à l’ancrage de la membrane plasmique au 

cytosquelette dans des cellules, ces deux éléments agissant comme des forces 

restreignant la mobilité des molécules de la membrane, ce qui réduit la fluidité 

membranaire. Il est également important de préciser que, bien que les lipides 

utilisés proviennent de l’extraction de lipides de la membrane plasmique de 

cellules en culture, les modèles utilisés ne reproduisent la composition lipidique 

réelle qu’avec deux approximations. La première concerne le DOGS-NTA(Ni), 

rajouté à hauteur de 2 % (rapport molaire) pour permettre l’accrochage des 

liposomes formés sur les peptides pilotis ; bien que la proportion de DOGS-NTA(Ni) 

soit faible, ce lipide n’est pas naturellement présent et pourrait influencer le 

comportement de la membrane. La seconde porte sur l’asymétrie membranaire. 

Comme présenté dans la partie « Etude bibliographique » (1.1.2.4., page 28), les 

membranes cellulaires présentent une différence de compositions lipidiques entre 

les deux feuillets d’une même membrane, une asymétrie qui a une implication 

fonctionnelle importante et dont le maintien est assuré par des enzymes 

spécialisées. Ici, cette asymétrie n’est pas reproduite, ce qui peut participer à une 

différence de mécanisme entre les modèles biomimétiques et les modèles 

cellulaires. Cependant, malgré ces approximations, les modèles de membranes 

reconstitués à partir de lipides naturels représentent une plateforme idéale pour 

évaluer l’implication de la fraction lipidique de la membrane plasmique dans 

l’interaction liposome-cellule, et plus largement, l’interaction entre deux 

membranes. 
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CONCLUSION GÉNÉRALE  
 

Lors de cette thèse, nous nous sommes intéressés aux interactions membranaires, 

dans le cadre du traitement chimiothérapeutique du cancer. Plus particulièrement, 

au travers du prisme de la fluidité, nous avons montré qu’il existait une relation 

étroite entre les propriétés des membranes cellulaires et celles de vecteurs 

lipidiques, qui leur permettent d’interagir via un mécanisme de fusion 

membranaire. Les résultats mettent en exergue le rôle fonctionnel de la 

composition en lipides des liposomes dans l’interaction avec les cellules, les 

liposomes ayant une membrane fluide ciblant préférentiellement les cellules ayant 

une membrane fluide elles-aussi, et inversement. Que l’interaction liposome-

membrane se déroule selon un processus de fusion membranaire renforce le rôle 

des lipides dans la spécificité du ciblage observé, le processus de fusion 

membranaire reposant essentiellement sur un réarrangement local de la fraction 

lipidique de la membrane plasmique. 

 

Les stratégies actuelles de vectorisation liposomale ciblée assurent leur spécificité 

par le biais d’un couplage avec un élément, le plus souvent un ligand ou un 

fragment protéique, capable de reconnaître la cible cellulaire. Ces stratégies sont, 

dans la très grande majorité des cas, dépendantes d’un enrobage des liposomes 

par un polymère hydrophile, comme des chaînes de PEG. Ce polymère permet 

d’assurer à la fois la stabilité des liposomes dans la circulation sanguine en limitant 

leur opsonisation, et le découplage entre la bicouche lipidique et les molécules 

greffées, ce qui permet d’améliorer leur reconnaissance pour leur cellule cible. 

Cependant, la présence d’une couche de polymère hydrophile à la surface des 

liposomes présente des inconvénients pour la vectorisation. L’inconvénient majeur 

consiste en la diminution de l’internalisation des liposomes par fusion 

membranaire, au profit de l’endocytose. La prédominance des stratégies de ces 

revêtements hydrophiles dans les stratégies actuellement développées est illustrée 

dans le Figure 92. 
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Figure 92. Etude de la présence de revêtements hydrophiles dans les 

formulations liposomales récemment développées. Les publications ont été 

sélectionnées dans la revue « New developments in Liposomal Drug Delivery » de 

Bhushan et al. dans Chem Rev (2015) [353]. La liste des publications utilisées est 

disponible dans le Tableau 6 en « Annexe » (2., page 280). 

 

Dans un tel contexte, l’utilisation de la fluidité membranaire des liposomes pour 

assurer la spécificité de leur ciblage nécessite de se passer des revêtements 

hydrophiles si prisés. Il est à noter que la stabilité dans la circulation sanguine de 

tels liposomes doit toujours être assurée, même en absence de revêtements 

hydrophiles. Cependant, des solutions alternatives existent, comme nous l’avions 

précédemment décrit en « Etude Bibliographique » (3.3.2., page 74). La stratégie 

de ciblage spécifique développée dans le cadre de cette thèse s’est limitée à des 

études in vitro, et ne s’est pas intéressée à la vectorisation dans un modèle animal 

ou humain.  

 

Dans un organisme complet, les différents types cellulaires présentent une 

composition lipidique différente, et donc, une fluidité membranaire différente. 

Dans l’optique d’un traitement systémique, il convient alors de quantifier la fluidité 

membranaire du type cellulaire ciblé par rapport aux autres cellules de l’organisme. 

Dans le cas contraire, un ciblage non spécifique pourrait être obtenu. Si on prend, 

par exemple, le cas du traitement d’un cancer pulmonaire, une différence de 

fluidité entre cellules tumorales et cellules saines ne pourra être utilisée comme 
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paramètre de ciblage que si aucun autre type cellulaire sain ne présente de fluidité 

membranaire similaire à celle des cellules tumorales pulmonaires.  

 

Par la suite, deux principales directions se dégagent pour le développement de la 

stratégie élaborée : la prise en charge des liposomes par des systèmes les adressant 

préférentiellement au site tumoral, ou bien, la modification des liposomes par un 

facteur de ciblage supplémentaire. Dans le premier cas, les liposomes pourraient 

être eux-mêmes encapsulés dans des microcapsules fonctionnalisées, ce qui 

permettrait leur libération directement au niveau du site tumoral, la fluidité 

membranaire permettant ensuite de limiter l’interaction des liposomes avec les 

cellules saines. Le besoin en spécificité des liposomes est également 

considérablement réduit dans le cas de solutions de vectorisation locale plutôt que 

systémique, la libération sur une zone restreinte réduisant le nombre de types 

cellulaires potentiellement exposés au traitement. La deuxième solution propose 

de combiner deux approches différentes de ciblage pour en assurer la spécificité. 

Dans ce cas, la difficulté vient du fait que l’ajout d’un deuxième élément de ciblage 

spécifique ne doit pas gêner le processus de fusion membranaire, sous peine de 

limiter l’implication de la fluidité membranaire dans la délivrance spécifique du 

principe actif à la cellule tumorale. 

 

Dans la seconde partie de cette thèse, nous nous sommes intéressés à la 

caractérisation de membranes biomimétiques, dans le but d’étudier le détail de 

l’interaction liposome-membrane par des méthodes biophysiques. A partir d’un 

système en trois étapes précédemment développé au laboratoire, nous avons 

réalisé la caractérisation de pep-tBLM par QCM-D et BALM, une méthode de 

microscopie optique ultraperformante récemment introduite. Les résultats 

obtenus ont permis de mettre en exergue de nouveaux mécanismes et de mieux 

comprendre la formation de ce type de tBLM. Dans ce contexte, la BALM a fait la 

preuve de son efficacité et de son intérêt pour l’étude de processus biologiques 

complexes grâce à sa haute résolution et sa mesure en temps réel. 

 

La BALM est un système possédant deux principaux modes d’analyse : la mesure 

moyenne d’un paramètre sur toute la surface dans une configuration proche de la 

SPR ou de la QCM-D, et une analyse locale des images obtenues. Dans le premier 
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cas, la BALM a une sensibilité similaire à la SPR, ce qui fait d’elle un candidat 

intéressant pour des mesures en routine ordinairement effectuées par SPR. 

Cependant, la BALM se démarque par son deuxième mode d’analyse, qui permet 

de détecter des éléments très petits puisqu’il est alors possible de modifier à 

volonté l’étendue de la surface étudiée. Ainsi, la BALM se présente comme une 

solution pour la détection d’éléments/évènements rares allant jusqu’à la détection 

d’éléments uniques, un domaine en pleine expansion [354]. Cependant, pour que 

cette détection soit aussi précise que possible, il est nécessaire de limiter au 

maximum les phénomènes non spécifiques, ces derniers étant de plus en plus 

importants lorsque l’on réduit le nombre d’objets étudiés. Dans un tel contexte, la 

BALM se présente comme une solution optimale pour des analyses de biopuces au 

format réduit.  

 

En ce qui concerne l’étude de membranes biomimétiques, la sensibilité de la 

mesure en BALM permet de s’affranchir de nombreuses contraintes quant à la 

qualité globale des membranes formées. En effet, puisque la zone étudiée peut 

être librement définie, la formation de bicouches avec des défauts ou de bicouches 

partiellement fusionnées n’influe plus sur la qualité du modèle étudié. Ce 

phénomène est néanmoins assujetti à conditions, comme notamment la capacité 

de la BALM à reconnaître ces défauts pour pouvoir les éviter. Des analyses 

préliminaires sur la détection par la BALM de l’adsorption de GUV sur une surface 

(Figure 93) ont montré que ces derniers s’étalaient partiellement, en formant une 

couronne de bicouche plate. 
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Figure 93. Visualisation en BALM de l’adsorption de GUV sur une surface 

recouverte de peptide pilotis. Les images ont été colorées de la LUT « phase », qui 

colorie les intensités basses en bleu, les intensités moyennes en blanc et les 

intensités élevées en rouge. 

a. GUV adsorbée à la surface (vue au microscope par-dessus). 

b. Image a avec ajustement du contraste pour mettre en exergue les différents 

niveaux de réflectivité présents dans la GUV (vue au microscope par-dessus). 

c. Représentation schématique d’une GUV adsorbée (vue de profil). 

 

Enfin, nous avons cherché à développer un système de membrane biomimétique 

constitué de lipides naturels, obtenus après fractionnement de cellules, isolement 

de la membrane plasmique et extraction des lipides. Ce système, testé en SPRi et 

en BALM, a révélé un mécanisme de formation de tBLM différent de celui 

précédemment décrit. Ici, les liposomes s’aplatiraient lors de leur adsorption, selon 

un mécanisme proche de celui décrit plus tôt pour l’adsorption de GUV. La nature 

de la structure formée à la fin du processus est cependant très difficile à déterminer 

en s’appuyant uniquement sur la BALM. Il apparaît néanmoins que la structure 

finale s’apparente à une bicouche lipidique relativement continue, bien que 

contenant de nombreuses poches vésiculaires partiellement fusionnées. 

 

L’ensemble de ces travaux représente un pas en avant vers une meilleure 

compréhension de l’implication des propriétés membranaires dans les applications 

de vectorisation de médicaments. Le modèle sur lequel repose la stratégie 

développée s’appuie à la fois sur les résultats obtenus lors de cette thèse (et en 

amont) et sur toute la littérature scientifique. Il est conforté par plusieurs études 

récentes ayant montré des tendances similaires à celles observées. En ça, 

l’utilisation de la stratégie développée pour la conception de nouveaux vecteurs 

lipidiques permettrait à terme l’amélioration de traitements 

chimiothérapeutiques, en réduisant les nombreux effets indésirables de ces 

a b10μm c
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derniers. De plus, nous avons réalisé la première application concrète de la BALM à 

l’analyse de processus biologiques complexes, en montrant ses nombreux 

avantages par rapport aux méthodes actuellement utilisées en routine pour ce 

genre d’études. Enfin, les résultats préliminaires obtenus pour la formation de 

bicouches lipidiques biomimétiques « naturelles » constituent un point de départ 

solide pour un futur développement de tels modèles, qui permettraient 

d’approfondir encore plus notre compréhension des mécanismes impliquant les 

membranes cellulaires.   
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ANNEXES 
 

1. Synthèse du Dioll et application au dosage de 
lipides  
 

1.1. Synthèse du Dioll et marquage cellulaire 
 

Au cours de cette thèse, j’ai pu prendre part à des travaux concernant le 

développement d’une sonde fluorescente permettant d’évaluer la fluidité 

membranaire, le Dioll, et son implication au marquage de cellules. Cette sonde, 

initialement développée lors de la thèse de Mouhedine CHENIOUR, a été conçue 

comme un dérivé du Laurdan, une sonde commercialement disponible [355]. Le 

Laurdan a été introduit dans les années 90 comme une sonde fluorescente sensible 

à la fluidité membranaire. Cependant, il est limité par sa forte hydrophobicité, qui 

limite considérablement son utilisation dans un contexte biologique au regard de 

l’hydrophilicité des échantillons étudiés. Le Dioll a ainsi été conçu comme un dérivé 

plus hydrophile du Laurdan, en substituant un groupement méthyl par un 

propanediol. Ce projet, auquel j’ai pris part, a fait l’objet d’une publication en cours 

de rédaction. Cette publication est intitulée « Introducing Dioll, an excellent 

fluorescent probe to sense fluidity variations in cell membranes and faithfully 

render membrane organelle state by confocal microscopy. Astonishing 

opportunities for cell imaging », et représente le travail de S. Ibanez*, M. Cheniour*, 

D. Gueyrard, L. Socrier, J. Zouaoui, M. Nitenberg, J. Bompard, T. Guillot, L. Ben Trad, 

A. Girard-Egrot, P. Goekjian, O. Marcillat, O. Maniti, A. Vigneron, T. Granjon (* : co-

premiers auteurs). Dans cet article, nous présentons la synthèse chimique du Dioll, 

les étapes de caractérisation de sa sensibilité à la fluidité membranaire ainsi que les 

marquages cellulaires montrant la fluidité des différentes organelles. Mon 

implication dans ce projet a principalement concerné la préparation et la 

caractérisation des liposomes. 
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1.2. Application du Dioll au dosage de lipides en phase aqueuse 
 

1.2.1. Principe du dosage et résumé de la publication 
 

Le marquage des membranes en fonction de leur fluidité membranaire n’est pas 

la seule propriété du Dioll, qui peut également servir lors du dosage de lipides. En 

effet, les travaux réalisés par Meriem CHADLI au cours de sa thèse ont permis de 

mettre en évidence que le Dioll, en plus de sa sensibilité à la fluidité membranaire, 

permettait également le dosage de membranes lipidiques. Concrètement, ce 

protocole de dosage repose sur l’exploitation des rendements quantiques du Dioll 

à des longueurs d’ondes d’émission de 440 nm (état rigide) et de 490 nm (état 

fluide). Ces deux rendements étant très proches, cela signifie que la quantité totale 

de photons émis par le Dioll ne varie que très peu en fonction de la longueur d’onde 

d’émission, et donc de l’état de fluidité de la membrane où est inséré le Dioll. Ainsi, 

à concentration constante de Dioll, la quantité totale de photons de fluorescence 

émis ne va dépendre que de la quantité de membrane présente.  

 

Ce travail a permis la rédaction d’une publication, actuellement en cours de 

soumission. Dans celle-ci, nous comparons les résultats que nous avons obtenus 

avec ceux d’une méthode de référence pour le dosage de phospholipides (le 

dosage de Stewart). Là où le dosage des lipides par le Dioll est réalisé sur des 

vésicules en suspension aqueuse par simple ajout de Dioll dans le milieu 

réactionnel, ce qui est idéal pour le dosage de lipides d’échantillons biologiques, le 

dosage de Stewart nécessite une extraction préalable des lipides, ici réalisée par la 

méthode de Bligh & Dyer. 

 

La comparaison de la quantité de lipides dosés par les deux techniques (dosage par 

le Dioll et dosage de Stewart) sur des compositions de fluidités membranaires 

variées a permis de montrer que le dosage de lipides par le Dioll n’est pas sensible 

à la fluidité membranaire tel qu’il est conçu, c’est-à-dire en se basant sur l’aire sous 

la courbe des spectres d’émission. Les deux méthodes ont donné des 

concentrations lipidiques identiques pour des compositions variées, comportant 

ou non du cholestérol ou des lipides chargés, montrant ainsi une excellente 

corrélation entre ces deux techniques. Enfin, le dosage de lipides d’échantillons 

biologiques tels que des exosomes et des Vésicules Géantes de la Membrane 
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Plasmique ou GPMV par le Dioll a aussi montré une excellente corrélation avec la 

méthode de référence. 

 

L’ensemble de ces résultats montre le potentiel du Dioll, non seulement comme 

agent de marquage de cellules pour le suivi de la fluidité membranaire, mais 

également comme moyen de doser, facilement et rapidement, les lipides d’un 

échantillon biologique. 

 

1.2.2. Publication 
 

Fluorescence-based method to quantify membrane amount in artificial and 

natural lipid and proteolipid vesicles 

Meriem Chadli1‡, Samira Samba-Mossiamasson1‡, Julien Bompard1, Larissa Socrier1†, Sebastien 

Ibanez1, Thomas Guillot1, Leyre Brizuela-Madrid1, Arnaud Vigneron2, David Gueyrard1, Thierry 
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ABSTRACT: Quantification methods of membrane content in various samples are scarce and require 

lipid extraction in organic solvents, energetic conditions or costly instruments. Here, we present an easy-

to-use method of lipid membrane quantification in artificial and natural vesicles based on the 

fluorescence of an in-house synthesized Laurdan-derivative, Dioll. This fluorophore has a very low 

fluorescence in aqueous buffers, but when it spontaneously inserts into lipid bilayers its fluorescence 

increases with a hyperbolic dependency on the membrane amount in the sample. Thus, a plain solution 
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of POPC liposomes of known concentrations served as standard curve to determine lipid membrane 

concentration in samples of diverse compositions and regardless of membrane order or charge. The 

method was successfully used to quantify membrane content in proteoliposome samples, exosomes and 

giant plasma membrane vesicles.   

 

INTRODUCTION 

Membranes as selective barriers between the 

inner and the outer compartments regulate a 

plethora of phenomena related to signalling, 

molecule entry into cells, metabolite exchange or 

membrane trafficking. Therefore, investigations 

in the field of membranes are exponentially 

increasing to-day. The complexity of biological 

membranes, as major components of the living 

cell, and their numerous interactions with intra- 

and extracellular networks, make their direct 

investigation difficult. Therefore, biomimetic 

models have been developed. Liposomes 1–4, 

various supported or tethered bilayers 5–9, 

monolayers 10–12, bicelles 13,14 or 

nanodiscs15, to name only some, are largely used 

systems to mimic plasma and organelle 

membranes.  

 

Among such models, liposomes are widely used 

to probe protein-lipid interactions, lipid 

organization and molecule penetration across 

membranes. They are also versatile assemblies in 

drug delivery systems, as they are non-toxic, 

biodegradable, and large scale production is 

possible 4,16–19. They are also extensively used 

for the reconstitution of transmembrane proteins, 

to form proteoliposomes, the lipid bilayer 

offering a native-like medium for membrane-

spanning domains 20. For all these applications, 

liposomes undergo various fabrication processes: 

extrusion, centrifugation, protein reconstitution, 

cell-free protein synthesis, molecule grafting, etc 

2,21–24. It is therefore of interest to determine 

lipid concentrations after various processes and 

in different production batches.  

 

To estimate liposome concentration, several 

methods are popular. Among them, colorimetric 

methods such as Bartlett 25 and Rouser 26 

methods are based on the reaction between the 

inorganic phosphate obtained after liposome 

treatment with perchloric acid and ammonium 

molibdate to obtain phosphomolibdate. The 

addition of a reducing agent such as 1-amino-2-

naphtol-4 sulfonic acid (Bartlett method) and 

ascorbic acid (Rouser method) leads to formation 

of a violet complex absorbing at 820-830 nm. 

Both methods are rather sensitive (LOD and 

LOQ around 5 and 20 μg.ml-1, respectively). 

Alternatively, the Stewart method 27, probably 

the most widely used method for phospholipid 

determination, is based on the formation of a 

complex between the phosphate group of the 

lipid polar head and ammonium ferro-

thiocyanate, absorbing at 485 nm. It is rather fast 

and easy to implement, but requires lipid 

extraction in organic solvent and the use of 

chloroform-resistant recipes and protection. LOD 

and LOQ are evaluated at 10 μg.ml-1 and 100 

μg.ml-1, respectively. 
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Chromatographic methods of lipid separation, 

together with mass spectroscopy 28–30 or NMR  

31,32 are also used for lipid detection and 

quantification, as one can obtain not only the 

lipid amount, but also the lipid class distribution. 

Yet, they are time consuming, rather expensive 

and not readily used in routine experiments. 

Among non-destructive methods we can cite the 

report from Elmer-Dixon and Bowler, 2017, 

which proposes an interesting quantification of 

cardiolipin-containing liposomes based on 

absorbance measurements and Mie diffusion 

using MatLab algorithms 33.  

 

Given the number of studies dwelling on 

liposomes, proteoliposomes and on cell-derived 

vesicles, we propose a simple method to estimate 

the amount of membranes in aqueous solutions. 

This method is based on the fluorescence of an 

in-house synthesized Laurdan-derived 

fluorophore, Dioll (Patent pending 

EPO19306175.1, 1-(6-((2,3-dihydroxypropyl) 

(methyl)amino)naphthalen-2-yl)dodecan-1-one). 

This fluorophore, as its more illustrious analogue, 

Laurdan 34–36, is a membrane probe sensitive to 

the viscosity of its environment, used for the 

study of membrane fluidity and organization37. 

Both Dioll and Laurdan have a very low 

fluorescence emission intensity in aqueous 

buffers, but the fluorescence intensity increases 

drastically when the fluorophore is inserted into 

a lipid bilayer. In this report, we analyzed the 

evolution of the fluorescence emission of Dioll 

with respect to the amount of membranes in the 

sample and found that it followed a hyperbolic 

function. Fitting the experimental results to a 

hyperbola permitted us to quantify membrane 

amount in various preparations. 

 

The Dioll-based quantification method was 

found to be robust with respect to membrane 

fluidity, presence of charges, or cholesterol 

content, and was used to determine membrane 

content in proteoliposomes and in two types of 

natural vesicles, exosomes and giant plasma 

membrane vesicles (GPMV). 

 

EXPERIMENTAL SECTION 

 

Materials 

Lipids were purchased from Avanti Polar Lipids 

(Alabaster, Al). Dioll was produced as described 

elsewhere (patent pending EPO19306175.1). 

HEPES, PBS, NaCl, ferric chloride hexahydrate 

(FeCl3(H2O)6) and ammonium thiocyanate 

(NH4SCN) were purchased from Sigma Aldrich 

(St Quentin Falavier, France). Ultrapure water 

was obtained with a PureLabOption Q7 system 

(Véolia Water STI, Decines, France).  

 

Liposome preparation 

Liposomes were prepared using a classical 

freeze/thaw protocol. Briefly, the appropriate 

lipid mixture solubilized in chloroform was dried 

under vacuum, then solubilized with 1 ml buffer 

under strong agitation. Assays were done either 

in HEPES 20 mM pH 7.4 buffer 100 mM NaCl 

or in PBS. The liposome emulsion obtained was 

submitted to 6 freeze/thaw cycles (5 min in liquid 

nitrogen/10 min in water bath at 37°C, 1 minute 

strong agitation) to decrease the number of 
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bilayers and obtain unilamellar vesicles. To 

obtain homogenous vesicles, the liposome 

solution was extruded successively through a 400 

nm and 100 nm polycarbonate membrane using 

an extruder (Avanti Polar Lipids). Liposomes 

were routinely prepared at lipid concentrations 

between 1 and 10 mg.ml-1 and subsequently 

diluted at the desired concentration. 

 

Dioll fluorescence-based liposome 

quantification 

A POPC (1-palmitoyl-2-oleoyl-glycero-3-

phospho-choline) liposome solution of known 

concentration (100 μg.ml-1) was used as standard. 

Increasing volumes of the standard solution were 

diluted with buffer in a 96 well plate (Nunc). The 

final volume per well was 200 μl and lipid 

concentrations between 0 and 80 μg.ml-1 were 

used. Samples were prepared in parallel to a final 

volume of 200 μl per well. 

A constant volume of Dioll solution in ethanol (5 

μl) was added in each well to obtain a final Dioll 

concentration of 2 μM. The volume of ethanol 

added represented 2.5 % of the final volume and 

had no effect on liposome integrity. The plate 

was incubated at room temperature for 10 min. 

Fluorescence emission spectra were recorded 

between 420 nm and 600 nm for an excitation 

wavelength of 390 nm with a TECAN 

InfiniteM200 plate reader. Spectra were recorded 

at 21°C. 

 

The surface under the spectrum was calculated 

for each condition using an Excel complementary 

function, IntegralP (www.fordom.free.fr), which 

allows calculating the integral of a function when 

discrete data sets are available. Maximum 

fluorescence intensity or surface under the curve 

were plotted as a function of the lipid 

concentration to obtain the standard curve. They 

both showed a hyperbolic variation and the 

equation of the standard curve was obtained 

using a hyperbolic fit y=ax/(x+b) (SigmaPlot). 

The calculation of the a and b coefficients 

allowed us to determine unknown concentrations 

in the samples. As various volumes were used for 

the assays, the concentration of the stock 

liposome solution was presented taking into 

account various dilution factors. Measurements 

were performed in triplicate. 

 

For the estimation of the limit of detection (LOD) 

and of quantification (LOQ), the fluorescence 

spectra of 2 μM Dioll in aqueous buffer were 

recorded in the absence of liposomes and the 

surface under the curve was calculated to 

estimate the blank value on 5 independent 

measurements. LOD and LOQ were calculated as 

3 times or 10 times the standard deviation of the 

blank, respectively. 

 

Sensitivity was estimated from the slope of the 

linear fit for low liposome concentrations. As the 

fluorescence intensity is dependent on the 

instrument used, in this study we estimated that 

an increase of 100 A.U. in the fluorescence 

intensity obtained with TECANInfiniteM200 

was significant. 

 

To conclude upon the repeatability of the method, 

the coefficient of variation (CV) was calculated 

as the percentage of the standard deviation on the 
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mean of 5 independent measurements. Accuracy 

was deduced from the difference between the 

concentrations obtained with the Dioll-based 

method and a standard method of phospholipid 

quantification, in our case the Stewart method 27. 

 

Lipid quantification with Steward Method 

Lipids were extracted from the various samples 

with chloroform. In brief, aqueous samples were 

mixed with chloroform (10 times the volume of 

the sample) under vigorous shaking. The samples 

were then centrifuged at 300 x g for 10 min to 

accelerate phase separation (Multifuge 3 LR, 

Heraeus). The chloroform (bottom) phase was 

recovered with a glass pipette.  

 

A POPC standard solution was prepared at 100 

μg.ml-1 in chloroform. Increasing volumes of the 

standard solution were diluted with chloroform in 

glass centrifuge tubes to a final volume of 2 ml. 

Samples extracted in chloroform were prepared 

in parallel and diluted to 2 ml. 2 ml of 

Ferrothiocyanate solution (obtained by mixing 

20.7 g of Ferric chloride hexahydate and 30.4 g 

of ammonium thiocyanate in 1L of ultrapure 

water) was added to each tube. The solutions 

were vigorously mixed and then, centrifuged at 

300 x g for 10 min (Multifuge 3 LR, Heraeus). 

The chloroform phase was recovered and the 

absorbance was measured at 485 nm in glass 

cuvettes with a Jasco V-730 spectrophotometer. 

For quantification, absorbance at 485 nm was 

plotted against the phospholipid concentration. 

Proteoliposomes were a kind gift from Synthelis 

(Grenoble, France) and were prepared according 

to previously published protocols 38. 

 

Exosomes were obtained by series of differential 

centrifugations adapted from 39. In brief, 120 ml 

of HMEC culture medium were collected after 

two days culture, and centrifuged at 2 000 x g at 

4°C during 10 min (Multifuge 3LR Heraus™). 

Supernatants were collected and ultracentrifuged 

at 20 000 x g, 4°C during 30 min (Optima LE-80 

Beckman™ with a fixed rotor angle 50.2 Ti 

Beckman™). A second ultracentrifugation was 

realized at 100 000 x g, 4 °C during 2 h. Pellets 

were resuspended with 1 mL of PBS buffer, 

pooled in the same tube and ultracentrifuged at 

100 000 x g, 4 °C during 1 h. Finally, the pellet 

was resuspended in 200 μL of PBS buffer to 

obtain concentrated exosomes. 

 

Giant Plasma Membrane Vesicles (GPMV) were 

prepared according to previously described 

protocol 40, but adapted to PC-3 cell culture. In 

brief, PC-3 were cultured in RPMI-1640 10% 

FBS 100 U/mL penicillin and 100 μg/mL 

streptomycin under a humidified atmosphere of 

5% CO2 at 37°C at 80 % cell confluence in 25 

cm² plastic flasks. Growth medium was removed 

and cell were incubated for 1h with 25 mM 

formaldehyde 2 mM DTT in PBS buffer at room 

temperature under shaking. The supernatant 

containing GPMVs was recovered and the 

presence of GPMVs was checked with an optical 

microscope. For Dioll-based measurements, 200 

μl of the GPMV preparation was incubated with 

5 μl Dioll ethanol solution (2 μM final 

concentration) and fluorescence spectra were 

recorded as described above. The lipid 

concentration was determined against a standard 
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curved obtained with POPC liposomes of known 

concentration. 

 

RESULTS 

To probe the dependency of Dioll fluorescence 

upon liposome amount, increasing 

concentrations of POPC liposomes were 

incubated with a constant concentration of 2 μM 

Dioll. Fluorescence spectra were recorded and 

plotted in Figure 1A. Fluorescence intensity 

increased progressively with lipid amount, but 

seemed to reach saturation at concentrations over 

50 μg.ml-1. The fluorescence intensity emission 

maximum was obtained at 490 nm, which 

corresponded to lipid membranes in liquid 

disordered state, as expected for POPC liposomes 

at 21°C (Tm -4°C). Fluorescence intensity at 490 

nm as a function of the lipid concentration in the 

well (Figure 1B) showed a hyperbolic evolution. 

Yet, for polarity-sensitive probes, like Dioll, the 

position of the maximum fluorescence emission 

largely depends on the order state of the lipid 

membrane. This characteristic, which makes 

them valuable for determining the order state of 

the membrane, is an inconvenient when sample 

fluidity does not match that of the standard 

solution. Therefore, to overcome this 

inconvenient, the fluorescence intensity 

parameter was replaced by the surface under the 

peak, which does not depend on the fluidity state 

of the membrane 34,35. The surface under the 

peak was estimated by integrating the spectra 

obtained between 420 and 560 nm. When plotted 

as a function of the liposome concentration, the 

surface under the peak also nicely fited a 

hyperbolic function (Figure 1C). Therefore, the 

hyperbolic dependency between the surface 

under the experimental fluorescence emission 

spectra and the liposome concentration in the 

well can be used as a calibration curve to measure 

liposome concentration in various samples. 

 

The limit of detection (LOD), the lowest 

concentration that can be detected but not 

quantified, and the limit of quantification (LOQ), 

the lowest concentration that can be quantified 

with a reasonable degree of confidence, of the 

calibration curve were determined from the 

standard deviation of the blank solution (2 μM 

Dioll in buffer) (Figure 1D). The LOD, which 

corresponded to the lipid concentration obtained 

at 3 times the standard deviation of the blank, was 

equal to 0.4 μg.ml-1, whereas the LOQ, which 

corresponded to 10 times the standard deviation 

of the blank, was equal to a lipid concentration of 

1.2 μg.ml-1. These limits are rather low and make 

this method interesting for measuring low lipid 

concentrations, when small or diluted sample 

volumes are available.  

 

The sensitivity of the detection method is defined 

as the dependency between the instrumental 

response and the variation in the concentration of 

the compound of interest. It is instrument-

dependent. In our conditions, the slope of the 

linear part equaled to 105 A.U. per concentration 

unit (μg.ml-1). That means that, considering that 

the sensitivity limit of TECAN InfiniteM200 

used in this study was 100 A.U., one can detect 

variations in liposome concentration of the 

sample as low as 1 ng.ml-1.  
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The repeatability of the method, which represents 

the determination of how close values are to each 

other under identical experimental conditions, 

was assessed by determination of the 

concentration of a POPC liposome solution 

prepared independently of the standard solution. 

A concentration of 914 ± 56 μg ml-1 was obtained 

with 3 replicates, which gave a repeatability of 6 

%. To assess the accuracy of the new 

quantification method, the same POPC liposome 

solution was measured using the largely used 

Stewart method. A difference of 1.2 % was 

obtained between mean values obtained with the 

two methods.  Results were therefore consistent 

and opened the possibility to routinely use the 

Dioll as a probe to measure membrane amount in 

various samples, without lipid extraction and in a 

rather short time (less than 30 min).  

 

 

 

Figure 1. Quantification of POPC liposomes with 

Dioll : A. Fluorescence emission spectra of Dioll 

inserted in the lipid bilayer (  ex 390 nm) - 2 μM 

Dioll was added to increasing liposome 

concentrations. B. Maximum fluorescence 

intensity (490 nm) as function of the lipid 

concentration – experimental data was fitted to a 

hyperbolic function. C. Surface under the peak as 

a function of the lipid concentration a hyperbolic 

fit of the data. Data sets are representative of at 

least 3 independent measurements. D. Validation 

of the detection method: LOD, LOQ and 

sensitivity were determined as described in 

material and methods section. Repeatability was 

determined with a POPC liposome preparation 

different of the standard on 5 independent 

measurements. Accuracy was determined with 

respect to phospholipid quantification by Stewart 

method.  

 

Robustness of the Dioll method was checked 

with respect to various parameters. One major 

point of interest was whether the membrane 

fluidity, which largely influences Dioll 

fluorescence, had an impact on the Dioll-based 

quantification method. To this purpose, 

liposomes constituted of DMPC (1,2-

dimyristoyl-sn-glycero-3-phosphocholine) and 

DPPC (1,2-dipalmitoyl-glycero-3-phospho-

choline) were prepared  (Table 1).  

 

 

 

Liposome 
preparation 

Lipid Acyl chain 
composition 

Schematic structure Tm 

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

16:0-18:1 PC 

 

-4°C 

DMPC 1,2-dimyristoyl-
sn-glycero-3-
phosphocholine 

14:0 PC 

 

24°C 

DPPC 1,2-dipalmitoyl-
glycero-3-
phosphocholine 

16:0 PC 

 

41°C 
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Table 1: Liposome preparations used and 

corresponding gel-to-liquid crystalline phase 

transition temperatures (Tm). 

 

In our experimental conditions (21°C), DMPC 

(with a gel-to-liquid crystalline transition 

temperature (Tm) of 24°C) is expected to be in an 

ordered state, but close to the liquid ordered-

liquid disordered transition, and DPPC (Tm of 

41°C) in an ordered configuration. 

Independently, a standard liposome solution was 

prepared for each type of liposomes to obtain the 

corresponding calibration curves. DMPC-

inserted Dioll fluorescence spectra (Figure 2A) 

showed a maximum fluorescence emission at 440 

nm consistent with lipid membranes in an 

ordered state, with a contribution at 490 nm 

corresponding to the fluid phase.  

 

 

Figure 2. Robustness of Dioll quantification 

method upon variations of lipid bilayer fluidity: 

Fluorescence emission spectra of Dioll (2 μM) 

inserted in DMPC (A) or DPPC (B) liposomes (  

ex 390 nm)- Dioll was added to increasing 

liposome concentrations. Surface under the peak 

calculated from spectra from figure A and B as a 

function of DMPC (C) or DPPC (D) liposome 

concentration. E. Cross calculations of 

concentrations of POPC, DMPC or DPPC test 

solutions using POPC (white bars), DMPC (light 

grey), DMPC (grey) standard solutions or by 

Stewart method (black bars). Error bars represent 

standard deviation obtained with 3 independent 

measurements.  

 

Although it is difficult to calculate the proportion 

of each state, the fluorescence emission spectra 

indicated that, in our experimental conditions, 

DMPC liposomes make a good model of 

membranes in which two phases coexist. When 

inserted in DPPC liposomes, Dioll maximum 

fluorescence emission was obtained at 440 nm, 

which is consistent with a membrane in 

gel/ordered state (Figure 2B). For both DMPC 

and DPPC liposomes, the surface under the peak 

estimated as described above gave hyperbolic 

evolutions (Figure 2C and D). The equations 

obtained by fitting the experimental data to a 

hyperbola allowed us to estimate concentration of 

liposomes in various samples. 

 

To check the influence of the membrane fluidity 

on the quantification method, POPC, DMPC and 

DPPC liposomes were prepared and their 

concentration was determined using either 
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POPC, DMPC or DPPC calibration curves, or by 

the Stewart method with POPC in chloroform 

solution as standard. Results are presented in 

figure 2E. The concentration of the POPC 

solution measured using either POPC, DMPC or 

DPPC calibration curves was consistent with that 

obtained by the Stewart method. Similar results 

were obtained for DMPC and DPPC liposomes 

quantified using Dioll-based calibration curves or 

by Stewart method. Therefore, the surface under 

the peak parameter as a function of the liposome 

concentration can successfully replace the 

fluorescence intensity to measure sample 

concentration, whatever the membrane fluidity 

state. This is particularly interesting as membrane 

fluidity in samples of interest is usually unknown.  

Cholesterol is one major component of 

membranes and also a major modulator of 

membrane order41. Depending on membranes, 

the proportion of cholesterol varies between 10 

and 30 % of lipid total mass. Liposomes 

containing a mixture of POPC and cholesterol 

where prepared and, the concentration was 

measured using Dioll method and POPC 

liposomes of known concentration as standard 

curve. The concentration obtained for 10, 20 and 

30 % cholesterol correlated with the 

concentration of phospholipids obtained using 

the Stewart method (Figure 3A), and was not 

influenced by the cholesterol content in the 

sample.  

 

 

 

Figure 3. Cholesterol and charge effect on 

liposome quantification with Dioll: A. 

Quantification of POPC: cholesterol (10, 20 and 

30 mass %) liposomes using POPC liposomes as 

standard (white bars). Phospholipid content was 

detemined by Stewart method (black bars). B. 

Quantification of POPC : POPS (1:1 molar ratio) 

liposomes using POPC liposomes as standard 

(white bars) or by Steward method (black bars). 

Error bars are SD obtained with 3 independent 

measurements. 

 

Membranes contain non negligible amounts of 

negatively charged lipids with precise and 

fundamental functions. It is thus of interest to 

check the robustness of the Dioll–based 

quantification method towards negatively 

charged lipids. As an example, we have chosen to 

prepare liposomes containing 50 % POPC and 50 

% POPS (1-palmitoyl-2-oleoyl-glycero-3-

phosphoserine). The concentration of the 

prepared liposome solution was estimated either 

by the Dioll-based method, with POPC 

liposomes of known concentration as standard 

curve, or by the Stewart method with POPC 

chloroform solution as standard (Figure 3B). The 

two methods gave consistent results. 
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Liposomes are an environment that preserves 

transmembrane protein structure and function. 

Therefore, they are largely used to produce 

various transmembrane proteins in a native-like 

environment by different strategies. Whatever 

the production strategy, it is important that, after 

various preparation and purification steps, one 

easily estimates the proteoliposome amount in 

the sample without additional extraction steps. 

 

The transmembrane protein used as a model in 

this study was the C-X-C motif chemokine 

receptor 4 (CXCR4), a 7 transmembrane domains 

G protein-coupled receptors (GPCR). CXCR4 

was obtained with a cell-free expression system 

allowing a one-step synthesis reaction of the 

protein with concomitant insertion in a lipid 

bilayer through the addition of liposomes to the 

reaction mix (Synthelis). Liposome composition 

used was DOPC/DOPE/DMPA/chol 31:17:20:32 

molar ratio and the functionality of CXCR4 was 

tested using T22, a synthetic antagonist specific 

to this receptor 38,42. To probe the use of the 

Dioll-based fluorescence quantification method 

for proteoliposomes, we quantified membrane 

amount in seven different protein production 

batches (Figure 4).  

 

Figure 4 : Proteoliposome quantification with 

Dioll : six different proteoliposome preparations 

were quantified with Dioll method (with void 

liposomes as standard) (white bars) or Steward 

method (black bars). Proteoliposomes were 

obtained according to previously described 

protocols. Error bars are SD obtained with 3 

independent measurements. 

 

Transmembrane protein are known to modify 

membrane fluidity towards a more disordered 

conformation. This was the case for CXCR4, 

which increased the 490 nm contribution on the 

Dioll fluorescence emission spectrum, which 

corresponds to a membrane in a more fluid state 

(not shown). As described above, the surface 

under the curve parameter allowed us to 

overcome the modifications in membrane fluidity 

and in the shape of the spectrum. Indeed, 

membrane amount in the sample obtained by 

Dioll method correlated well with phospholipid 

membrane amount obtained by Stewart method, 

after protein precipitation with acetone and lipid 

extraction with chloroform. Dioll-based 

quantification of membranes may be a fast and 

easy to use method of proteoliposome 

quantification. 

 

To sum up, by using the surface under the curve 

parameter instead of the fluorescence emission 

intensity, the new fluorescence-based 

quantification method of membrane proved to be 

robust with respect to the order state of the 

membrane. By using a simple standard curve 

such as plain liposomes of increasing 

concentration and a constant fluorophore 
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concentration, one can determine membrane 

amount in samples of different compositions: 

DMPC, DPPC, cholesterol-containing 

liposomes, negatively charged liposomes or 

protein-containing liposomes.  

 

The challenge was now to measure membrane 

amount in various natural vesicles, such as 

extracellular vesicles in general, and exosomes in 

particular. Studies on exosomes in various 

physiological and pathological conditions are 

exponentially growing in number.  

 

Indeed, exosomes are small vesicles (50 to 150 

nm) secreted by cells, specific of their origin cell 

and which can be extracted from numerous body 

fluids (blood, urine…). They are therefore of 

interest for studies of pathologies, but also for the 

development of non-invasive diagnostic tools, 

notably in oncology 43. Measuring exosome 

concentration rapidly, with small sample 

volumes, in a non-destructive manner is of 

growing interest. Therefore, we adapted the 

Dioll-based quantification method to this type of 

vesicles. A standard curve based on POPC 

liposomes of known concentration in the 

presence of a constant Dioll concentration (2 μM) 

was recorded as the surface under the curve vs. 

liposome concentration in the well, as described 

above. Exosome samples were incubated with the 

same Dioll concentration as the standard 

solution, and the surface under the curve was 

calculated. Vesicle concentration was obtained 

using a hyperbolic fit of the standard curve and a 

value of 98 ± 10 μg.ml-1 was calculated, which 

correlated with phospholipid determination 

obtained using Stewart method (102 ± 10 μg.ml-

1) (Figure 5). 

 

 

Figure 5: Quantification of exosomes using Dioll 

and POPC liposomes as standard (white bars) 

with Steward method (black bars). Error bars are 

SD obtained with 3 independent measurements. 

 

A second type of vesicles used in this study was 

obtained from living cells by plasma membrane 

budding. GPMVs are derived from biological 

cells, by chemically induced plasma membrane 

vesiculation (here with 25 mM formaldehyde, 2 

mM DTT in PBS) or ‘‘blebbing’’40.  

 

This type of vesicles are largely used to analyze 

phase coexistence in systems with realistic 

biological membrane compositions 40,44,45 or 

peptide penetration across membranes 46,47. 

Given the raising interest in the study of plasma 

membrane heterogeneities, we determined the 

amount of membranes in the GPMVs samples. 

As expected from literature data 40,44, GPMVs 

obtained by this method show simple, low-

curvature geometries of giant unilamellar 

vesicles and appear free of cytoskeletal 

constraints (Figure 6A). Using Dioll 

fluorescence, a lipid concentration of 84 ± 1 

μg.ml-1 was obtained from an estimated PC-3 cell 

population of 5 million. Using the Stewart 
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method a good correlation was observed with an 

estimated phospholipid sample concentration of 

87 ± 1 μg.ml-1 (Figure 6B). 

 

 

Figure 6: Quantification of GPMV: A. GPMV 

were obtained by incubation of PC-3 cells with a 

2 mM DTT/ 25 mM formaldehyde solution and 

observed with an optical microscope. B. The 

GPMV preparation was quantified using Dioll 

and POPC liposomes as standard (white bars). 

Lipids were extracted with chloroform and 

quantified with Steward Method (black bars). 

Error bars are SD obtained with 3 independent 

measurements. 

 

Discussion 

Quantification methods of membrane content in 

various samples are scarce and require either 

lengthy protocols involving lipid extraction, 

costly instruments, or energetic conditions. 

  

Here, we present a new, rapid and easy to use 

method of lipid membrane quantification in 

artificial and natural vesicles based on the 

fluorescence of a Laurdan derivative, Dioll 1-(6-

((2,3-dihydroxypropyl)(methyl)amino) naphtha-

len-2-yl)dodecan-1-one). This fluorophore has a 

very low fluorescence in aqueous buffers, but 

when it spontaneously inserts into lipid bilayers 

its fluorescence drastically increases.  We 

checked therefore whether this was a regular 

increase by incubating a constant amount of 

fluorophore with increasing amounts of 

liposomes (Figure 1). A hyperbolic dependency 

existed, not only between the maximum 

flurorescence intensity, but also between the 

surface under the fluorescence emission spectra 

and the lipid amount in the sample. This 

parameter, does not depend on the membrane 

fluidity and may serve as a universal parameter to 

quantify membranes. 

 

To check this hypothesis, 3 types of liposomes 

were prepared with lipids with different ordering 

degrees at room temperature (23°C): POPC (fluid 

state), DMPC (phase transition) and DPPC (gel 

state). The amount of liposomes was quantified 

using as standards either liposome solutions of 

the same nature, or liposome solutions of 

different fluidity. Quantification results (Figure 

2) show that similar results were obtained 

whatever the composition of the standard 

solution. Moreover, the lipid concentrations in 

the samples correlated well with those obtained 

by Stewart method after lipid extraction in 

chloroform. Thus, a plain solution of POPC 

liposomes of known concentration may serve as 

standard curve for samples of diverse lipid 

composition and diverse membrane states. 

 

Detection and quantification limits of the POPC 

standard curve attained values as low as 0.4 and 

1.2 μg.ml-1, respectively, comparable with those 

of Bartlett and Stewart methods, which allows 

one to quantify low amounts of biological 

samples. Although a fluorophore is inserted into 
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the bilayer, this method is not destructive and 

liposomes, proteoliposomes or diverse vesicles 

may be used for further applications.  

 

The sensitivity of the method was good up to 40 

μg.ml-1. Above this value, the intensity of 

fluorescence reaches a plateau and samples 

require dilution. The sensitivity of the method 

depends on the instrumental response to the 

variation in the analyte concentration, therefore it 

is instrument-dependent. In our conditions, by 

using an instrument such as TECAN 

InfiniteM200, we were able to detect variations 

in the liposome concentrations in the range of 1 

ng.ml-1.  

 

Robustness of the detection method was checked 

with respect to the presence of cholesterol 

(Figure 3A) and negatively charged lipids (Figure 

3B). A good correlation was obtained with 

phospholipid quantification by Stewart method. 

Therefore, this method was used for 

quantification of more complex vesicles, such as 

proteoliposomes (Figure 4), and natural vesicles, 

such as exosomes (Figure 5) and GPMVs (Figure 

6). If we consider the insertion mode of its 

analogue, Laurdan, Dioll is expected to fit 

between lipids at the level of the glycerol 

backbone 48. Therefore, the fluorescence 

intensity is dependent on the amount of 

phospholipid membranes. Cholesterol and other 

components, like proteins in proteoliposomes, or 

glycolipids in natural vesicles, largely influence 

membrane fluidity and, consequently, the shape 

of the spectrum, but did not influence 

fluorescence yield in terms of surface under the 

curve. Therefore, systematic correlation was 

obtained between membrane content determined 

by Dioll and phospholipid concentration 

determined by Stewart method. 

 

To conclude, Dioll fluorescence can be used as a 

parameter to measure the amount of phospholipid 

membranes in complex samples without solvent 

extraction and that, by using simple liposome 

compositions as standards. The detection 

method, based on fluorescence, is fast, simple to 

use, sensitive and requires standard lab 

equipment.   
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1.2.3. Perspectives 
 

Les perspectives de ces travaux sont nombreuses. D’un côté, le dosage de lipides 

sur des échantillons biologiques en phase aqueuse représente une avancée très 

intéressante, les méthodes alternatives nécessitant un appareillage lourd et 

coûteux là où le dosage par le Dioll est relativement simple et rapide à réaliser. 

L’application du Dioll au marquage de cellules, pour mettre en évidence la fluidité 

des différentes membranes cellulaires, représente un premier pas vers l’utilisation 

du Dioll comme méthode de détection de cellules possédant une fluidité 

membranaire anormale. Des tests basés sur le Dioll pourraient ainsi avoir une 

implication clinique dans le diagnostic de pathologies comme le cancer, les 

pathologies cardiovasculaires ou encore les pathologies neurodégénératives. 

 

D’un autre côté, le principe même du dosage des lipides par le Dioll reste encore 

mal compris. L’hypothèse initialement formulée est que la quantité de Dioll qui 

s’incorpore dans les membranes dépend de la « quantité de membrane 

disponible », qui se traduit alors grossièrement par la quantité de lipides présents. 

Cette hypothèse a été confirmée dans la publication sur des vésicules 

unilamellaires composées de phospholipides simples (PC et PS). Cependant, il est 

à noter que le dosage par le Dioll a été validé par comparaison avec le dosage par 

la méthode de Stewart. Or, cette dernière ne permet que le dosage des 

phospholipides uniquement. Dans le cas du dosage de lipides dans des 

compositions comportant à la fois des phospholipides et du cholestérol, le dosage 

par la méthode de Stewart ne va ainsi permettre que le dosage de la fraction 

phospholipidique, en ignorant complètement la fraction de stérols. Le dosage par 

le Dioll de ces compositions a donné des résultats similaires à ceux obtenus par le 

dosage de Stewart, ce qui signifie que le Dioll n’a pas non plus dosé le cholestérol.  

 

Ce résultat montre que le dosage de lipides par le Dioll, bien que tout à fait 

fonctionnel par comparaison avec le test de Stewart, ne permet pas de doser tous 

les lipides. De plus, comme précisé précédemment, le Dioll est sensible à la fluidité 

membranaire. Pour s’affranchir de la dépendance de l’émission de fluorescence à 

la fluidité membranaire, le signal utilisé correspond ainsi à l’aire sous la courbe. Pour 

que cette dernière reflète correctement la quantité de membranes présentes, peu 

importe la fluidité membranaire, les rendements quantiques du Dioll à 440 nm et 
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490 nm doivent être identiques. Ici, bien que ces deux rendements soient proches, 

ils ne sont pas égaux, ce qui conduit à une légère distorsion du résultat final. Ce 

phénomène est tout particulièrement marqué lorsque l’on suit l’évolution des 

spectres d’émission du Dioll pour un même échantillon à différentes températures 

(Figure 94). 

 

 
Figure 94. Evolution du spectre d’émission du Dioll inséré dans des vésicules de 

POPC en fonction de la température.  

 

Alors que la quantité totale de lipides reste constante, l’aire sous la courbe chute 

lorsque la température augmente. Ce phénomène est dû au rendement quantique 

du Dioll à 440 nm, qui est supérieur au rendement à 490 nm. 

 

Ainsi, dans l’optique de proposer une méthode universelle de dosage des lipides, il 

serait intéressant d’étudier deux paramètres : 

 Les classes lipidiques réellement dosées par le Dioll, afin de déterminer les 

mécanismes précis qui régissent l’insertion du Dioll dans les membranes ; 

 L’influence de la fluidité d’une membrane sur l’aire sous la courbe mesurée 

sur les spectres d’émission du Dioll, afin de pouvoir obtenir une mesure 

indépendante de la fluidité membranaire en corrigeant l’aire sous la courbe 

par un certain coefficient. 
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2. Liste des publications utilisées pour la Figure 92 
 

 

Principe actif Indication Formulation liposomale et 
voie d’administration 

Revêtement 
hydrophile ? Références 

Paclitaxel 

Cancer 

Liposomes hybrides 
encapsulant des 

nanoparticules d’or conjuguées 
à du paclitaxel ; IV 

Oui [356] 

Hypertension 
artérielle 

Liposomes furtifs couplés à de 
l’octaarginine ; IV Oui [357] 

Paclitaxel + 
Artéméther Glioblastome 

Liposomes multifonctionnels 
encapsulant du paclitaxel et de 

l’artéméther ; IV 
Oui [358] 

Doxorubicine 

Cancer 
Liposomes conjugués à un 

aptamère ARN spécifique du 
cancer de la prostate ; IV 

Oui [359] 

Cancer 
métastatique 

Liposomes PEGylés couplées à 
Lyp-1 ; SC Oui [360] 

Gliome 
Liposomes PEGylés conjugués 

à un complexe Transférine-
TATp ; IV 

Oui [361] 

Vincristine 

Cancer MDR Liposomes PEGylés couplés à 
de l’acide folique ; IV Oui [362] 

Etude PK 
chez le chien Liposomes PC/Cholestérol ; IV Non [363] 

Docétaxel Délivrance au 
SNC 

Liposomes modifiés par des 
glucosides pour la pénétration 

de la barrière 
hématoencéphalique ; IV 

Oui [364] 

Docétaxel + 
ARNsi anti-BCL-2 Cancer MDR Liposomes PEGylés 

cationiques; IV Oui [365] 

Docétaxel + 
ARNsi anti-VEGF Glioblastome Liposomes couplés à un duo de 

peptides de ciblage ; IV + IT Oui [366] 

Oligonucléotide 
anti-BCL-2 Cancer 

Complexe hybride de 
copolymère anionique et de 

liposomes cationiques ; IT 
Oui [367] 

ARNsi 
anti-EphA2 Cancer 

Liposomes encapsulés dans 
des particules poreuse de 

silicone ; IV 
Non [368] 

ARNsi  
anti-MGMT  Glioblastome  Complexe ARNsi-Liposomes 

cationiques ; IV  Non indiqué [369]  
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Principe actif Indication Formulation liposomale et 
voie d’administration 

Revêtement 
hydrophile ? Références 

Ovalbumine 
antigénique Cancer Liposomes conjugués à des 

polymères ; SC Oui [370]  

Indole-3-carbinol Cancer du 
poumon  

Dispersion de liposomes ; 
Intranasal  Oui [371]  

di-GMP cyclique Cancer  Liposomes polymériques 
fusogéniques ; SC Oui [372]  

Ciprofloxacine Tularémie Liposomes ; IV / Aérosol Revue [373] 

Primaquine Paludisme Liposomes couplés à de 
l’héparine ; IV Oui [374] 

β-méthasone 
hémisuccinate 

Neuro-
paludisme 

Liposomes couplés à de 
l’hémisuccinate pour une 
pénétration de la barrière 
hématoencéphalique ; IV 

Oui [375] 

Rifampicine + 
Isoniazide + 

Pyrazinamide 
Tuberculose Liposomes enrobés ; Poudre 

pour inhalation Oui [376] 

Pyrazinamide + 
Lévofloxacine Tuberculose Proliposomes ; Poudre pour 

inhalation Oui [377] 

Amikacine ou 
Prostglandine 

Infections 
pulmonaires Dispersion liposomale ; Aérosol Non [378,379]  

Amphotéricine B Aspergillose 
disséminée 

Liposomes conjugués à de 
l’érythropoïétine ; IV Non indiqué [380] 

Lovastatine Hypolipidémie Proliposomes pour limiter 
l’élimination hépatique ; Orale Non [381] 

Nimodipine AVC Proliposomes ; Orale Oui [382] 

Insuline humaine 
reocmbinante Diabète Liposomes incorporant des sels 

biliaires ; Orale Oui [383] 

Insuline Diabète Liposomes biotinylés ; Orale Non indiqué [384] 

Calcitonine Hypercalcémie 
Ostéoporose Liposome enrobé ; Orale Oui [385] 

Kétoprofène Inflammation Proliposomes ; Orale Oui [386] 

Curcumine Inflammation Liposomes enrobés ; 
Transdermale Oui [387] 
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Principe actif Indication Formulation liposomale et 
voie d’administration 

Revêtement 
hydrophile ? Références 

Diclofénac Inflammation Liposomes enrobés ; Dermale Oui [388] 

Lidocaine Douleur Liposomes polymériques ; 
Transdermale Oui [389] 

Psoralen Psoriasis Ethosomes ; Dermale / 
Transdermale Non indiqué [390] 

 

 

Tableau 6. Liste des publications utilisées pour réaliser la Figure 93. Les 

publications concernées correspondent au tableau 4 « Recently Conducted In Vivo 

Studies with Liposome-Based Drug Delivery » de la publication de Bhushan et al. 

dans Chem Rev (2015) [353]. IV : Intraveineuse ; SC : Sous-cutané ; MDR : « Multi-

Drug Resistant » ; PK : Pharmacocinétique ; IT : Intra-tumoral ;  
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