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Résumeé

Le systeme vasculaire sanguin est un réseau de conduits qui transporte le sang a travers
I'organisme. Par leurs fonctions de transport du sang, les vaisseaux sanguins jouent des rdles
importants dans |'apport en oxygene et en nutriments aux tissus et |'évacuation des déchets
métaboliques. Ainsi, les vaisseaux sanguins forment une barriére plus ou moins perméable qui permet
ces échanges et qui régule également la réponse immunitaire. Le microenvironnement joue également
un rble important dans la fonctionnalité des vaisseaux. La composition et les propriétés physiques de
la matrice extracellulaire et les cellules périvasculaires orientent fortement la physiologie des cellules
endothéliales et influencent la barriere vasculaire. Dans le cadre de Iinflammation,
I’hyperperméabilité vasculaire est un probleme de santé publique et constitue un effet secondaire bien
connu de certains traitements, notamment anti-cancéreux.

Pour étudier ces phénomenes vasculaires, nous proposons des nouveaux modeles combinant
la microfabrication, I'ingénierie tissulaire et les technologies microfluidiques permettant de construire
des organes sur puce. Les organes sur puce sont un tournant technologique permettant de répondre
a des questions biologiques complexes. lIs visent a combler le fossé entre des tests 2D in vitro trop peu
représentatifs de I'in vivo et des modéles animaux colteux, chronophages et spécifiques aux espéces.
Nous avons congu des dispositifs de vaisseaux sur puce dans lesquels un canal initial a été créé dans
un hydrogel a base de collagéne en utilisant des approches microfluidiques qui reposent soit sur les
propriétés d'écoulement laminaires, la focalisation en flux, soit sur les propriétés viscoélastiques des
solutions en microcanaux, la digitation visqueuse. Cette derniére technique a particulierement été
développée et a permis de former un canal initial qui constitue la future lumiere du vaisseau qui a été
ensemencé avec des cellules endothéliales primaires humaines. Celles-ci ont formé une monocouche
confluente et cohésive, de maniéere a reproduire la face interne d'un vaisseau sanguin. Cette technique
a été réalisée une seule ou deux fois de suite et a ainsi permis de varier, selon le canal utilisé, le
diametre du vaisseau final et aussi de créer une double couche cellulaire. L'intégrité de la barriere
endothéliale a été étudiée par I'évaluation de la qualité de la répartition de la vascular endothelial-
cadherin au niveau des jonctions adhérentes et de zona-occludens-1 pour les jonctions serrées. D'autre
part, la perméabilité de I'endothélium a été étudiée par la mise en place d'une approche de
vidéomicroscopie pour quantifier la diffusion en temps réel de dextran-fluorescent a travers
I'endothélium des vaisseaux. La capacité d’activation des cellules endothéliales par des cytokines pro-
inflammatoires et leur capacité a induire I'adhérence de cellules immunitaires et de cellules
cancéreuses a la face interne de la lumiere des vaisseaux ont été également évaluées. L'approche
biomimétique de ce modele a été enrichie en formant deux couches cellulaires distinctes et
concentriques constituées de cellules endothéliales et de fibroblastes périvasculaires afin d'approcher
encore plus fidelement la structure et la composition d'un vaisseau sanguin naturel et d'observer
I'influence des interactions entre les deux types cellulaires sur la perméabilité des vaisseaux. Ainsi, la
présence de fibroblastes périvasculaires a significativement renforcé la barriere endothéliale,
notamment en réponse a la thrombine. Enfin, ces vaisseaux-sur-puce ont été congus dans un format
standardisé de plaque multi-puits dans le but d'étre utilisés pour le criblage robotisé et a haut débit de
médicaments.

Nous proposons ici des dispositifs adaptés au criblage de molécules effectrices de I'activation
et de la perméabilité vasculaire, notamment dans le cadre des traitements anti-cancéreux.
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Abstract

The blood vessel system is made of a network of conduits that transport blood through the
organism. Via the transportation of blood, blood vessels play crucial roles in oxygen and nutriment
supply to tissues and in the removal of metabolic waste. Therefore, blood vessels act as a barrier which
allows these exchanges and also participate in the immune response. The microenvironment plays an
important role in the functions of blood vessels. In particular, the composition and the physical
properties of the extracellular matrix and perivascular cells strongly orient the physiology of
endothelial cells and of the vascular barrier. In the context of inflammation, vascular hyperpermeability
is a public health concern and is a well-known side effect of some cancer treatments.

To study these vascular phenomena, we propose a new model combining microfabrication,
tissue engineering and microfluidic technologies to build organs-on-a-chip. Organs on chips are a
technological turning point allowing to answer complex biological questions. They aim to bridge the
gap between overly simple 2D in vitro tests, that do not accurately represent the in vivo conditions,
and expensive, time-consuming, species-specific animal models. We have designed vessel-on-chip
devices in which an initial channel is created in a collagen-based hydrogel using microfluidic
approaches that rely either on laminar flows using flow focusing, or on the viscoelastic properties of
solutions in microchannels using viscous finger patterning. The latter has been developed in order to
create an initial channel which constituted the future lumen of the vessel which was seeded with
human primary endothelial cells. These cells then formed a confluent and cohesive monolayer, so as
to reproduce the internal face of a blood vessel. This technique was carried out once or twice in a row,
thus making it possible to change, depending on the device used, the diameter of the final vessel and
also to create a double cell layer. The integrity of the endothelial barrier was studied by evaluating the
quality of the distribution of the vascular endothelial-cadherin at the level of the adherens junctions,
and of zona-occludens-1 for the tight junctions. Furthermore, the permeability of the endothelium was
studied by setting up a videomicroscopy approach to quantify in real-time the diffusion of a fluorescent
dextran through the endothelium of the vessels. The ability to activate endothelial cells by pro-
inflammatory cytokines and their ability to induce the adhesion of immune cells and of cancer cells to
the inner surface of the lumen of the vessels were evaluated. The biomimetic approach of this model
was enriched by forming two distinct and concentric cell layers made up of endothelial cells and of
perivascular fibroblasts in order to mimic more closely the structure and composition of a natural
blood vessel and to observe the influence of interactions between the two cell types on the
permeability of vessels. The presence of perivascular fibroblasts significantly strengthened the
endothelial barrier, in particular in response to thrombin. Finally, these vessels-on-a-chip were
designed in a standardized multi-well plate format for later use in robotized, high-throughput drug
screening.

We propose here devices which are suitable for screening molecules that modulate vascular
activation and permeability, particularly in the context of anti-cancer treatments.

Key words: Microfluidics, Blood vessel, Hydrogel, Vascular permeability, Cancer
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1.1 ESSOR DES ORGANES SUR PUCES

1.1.1 Origine et pertinence des organes sur puce

Les Organes sur puce ou Organ-on-chips (OoCs) sont nés de la rencontre entre I'ingénierie
tissulaire et la microfluidique. La premiere est un domaine interdisciplinaire qui vise a reproduire des
tissus vivants et fonctionnels en combinant les approches d’ingénierie, de sciences des matériaux et
de biologie cellulaire [1]. La seconde est la science des écoulements a I'échelle microscopique,
typiquement de 10° § 10 L [2], qui permet une manipulation précise des fluides au sein de
microcanaux d’une dimension typiquement inférieure au millimeétre. La microfluidique a, dans un
premier temps, été appliquée a la miniaturisation de systémes analytiques, les laboratoires sur puce
ou lab-on-chips, permettant ainsi de réduire les volumes de réactifs consommés, d’augmenter la
rapidité des analyses, de controler plus précisément les parametres physico-chimiques des
expériences et d’améliorer leur cinétique et leur sensibilité en réduisant le volume de travail [3].
Rapidement, la possibilité de manipuler des cellules vivantes [4] et de les cultiver dans de tels
environnements ont fait naitre un intérét grandissant dans la communauté scientifique. Ainsi, les
premiers OoCs ont émergé [5], constituant des systémes biomimétiques qui visent a reproduire in vitro
le microenvironnement physiologique des tissus en 3 dimensions tout en offrant un controle précis
des conditions de culture.

Historiquement, les techniques conventionnelles de culture cellulaire 2D in vitro ont permis
d’étudier et de comprendre les mécanismes biophysiques et biomoléculaires fondamentaux qui
régissent les cellules et les tissus. Ces approches, bien qu’elles soient largement utilisées et reconnues
depuis des années [6], refletent d’une maniére tres limitée les conditions physiologiques des cellules
in vivo, notamment en raison de leur organisation 2D [7]—[9]. D’autre part, les modeles animaux ont
apporté une contribution majeure a la compréhension des phénomeénes physiologiques et au
développement de médicaments. Cependant, ils posent des problémes éthiques, sont trés
chronophages et ont un co(t élevé de mise en place. Surtout, ils sont dépendants de I'espece étudiée,
rendant le transfert des résultats des études a ’lhomme tres difficile [10], [11]. En effet, il a été estimé
que seulement 8% des médicaments contre le cancer développés sur des modeles animaux étaient
efficaces en essais cliniques sur les humains [12]. Les OoCs apparaissent donc comme une alternative
prometteuse a ces approches en permettant d’utiliser des cellules humaines et de mimer les organes
de facon physiologique en termes de structure, de fonctionnalité et de stimulation mécanique ou
chimique [13].

1.1.2 Techniques de fabrication

Le mot « puce » dans le nom des organes sur puce émane des techniques de fabrication mise en
ceuvre pour les créer. En effet, celles-ci résultent d’un transfert des techniques de microfabrication
développées pour la confection de composants électroniques pour les ordinateurs au domaine de la
microfluidique, comme la photolithographie et la gravure chimique ou physique. La création d’une
puce microfluidique et, a fortiori, des OoCs, repose sur la capacité a générer des structures micro- voire
nanomeétriques et a les reproduire fidelement. Les choix du matériau et de la méthode de fabrication
ont donc une importance cruciale dans la réalisation d’'un OoCs.

21



1.1.2.1 Création d’une puce microfluidique

Les premieres puces microfluidiques et les premiers systémes biologiques sur puce ont d’abord
été développés sur des substrats de verre ou de silicium [14]. Rapidement ils ont été remplacés par
des puces fabriquées a partir de polymeres, moins chers et possédant des propriétés plus variées en
termes de rigidité ou de biocompatibilité [15].

Le polydimethylsiloxane (PDMS) est le polymére le plus largement utilisé pour fabriquer des OoCs.
Il est biocompatible et transparent optiquement [16] et permet également de reproduire des
structures avec une résolution nanométrique a partir d’'un moule. Ce dernier est, dans la plupart des
cas, fabriqué a partir d’'une galette de silicium recouverte d’une résine, par exemple de la SU-8,
structurée par photolithographie [17](Figure 1-1). Le moule peut également étre fabriqué par micro-
usinage si la résolution de la machine est suffisante pour I’échelle micrométrique. Le PDMS se formule
avec deux solutions, un monomere et un agent réticulant, qui sont mélangés (typiquement avec un
ratio de 10 :1) puis versé sur le moule, thermoréticulé et enfin démoulé. Aprés un traitement préalable
au plasma oxygene pour renforcer les liaisons covalentes O-Si-O en surface [18], le PDMS est
finalement scellé sur un substrat de PDMS ou de verre pour fermer les canaux, puis recuit pour
renforcer ce collage. Malgré sa grande popularité due a sa simplicité de formulation, sa stabilité et sa
relative inertie chimique, le PDMS posseéde I'inconvénient d’étre hydrophobe, il est donc difficile pour
des cellules de s’y établir sans fonctionnalisation ou revétement de sa surface [19]. Il est également
perméable aux gaz, ce qui peut provoquer I'apparition de bulles d’air, fatales pour les cellules si
I’environnement n’est pas assez humide [19]. De plus, il a I'inconvénient d’absorber facilement les
molécules hydrophobes a sa surface, ce qui peut causer la rétention indésirable de facteurs solubles
nécessaires a la croissance des cellules ou celle des traitements injectés dans les OoCs.

a Silicon wafer Photoresist Photomask Ultraviolet
’ — % — —
Spin-coating
-
eHe
S, — —_—
\/ Replica
molding

Kim Caesar/Nature Publishing Group

Qutlet
—>

Figure 1-1 Processus de fabrication d’'un moule par photolithographie (a) et d’'une puce microfluidique en
PDMS (b), adapté de [20]

D'autres matériaux sont de plus en plus utilisés, comme les thermoplastiques tels que le
poly(méthyl méthacrylate) (PMMA), le polycarbonate (PC) ou le polystyrene (PS). lls peuvent servir a
fabriquer des puces microfluidiques en prototypage rapide grace aux techniques de micro-usinage et
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de découpe laser. Celles-ci sont peu onéreuses mais ne garantissent toutefois qu’une assez faible
résolution d’une centaine de micrometres [21]. Pour une production a plus large échelle, les
techniques de gaufrage thermique ou de moulage par injection sont privilégiées [21]. Les
thermoplastiques sont largement éprouvés dans les laboratoires de biologie et bénéficient donc d’une
bonne réputation aupres des chercheurs. Cependant, un réel désavantage lié a leur utilisation est la
difficulté de sceller entre elles avec une bonne étanchéité les différentes parties des puces
microfluidiques apres leur fabrication [19].

Il n’existe pas aujourd’hui de consensus quant au choix du matériau de fabrication des OoCs. On
note une préférence pour le PDMS du c6té des laboratoires en raison de sa facilité de mise en ceuvre.
Cependant les thermoplastiques semblent beaucoup plus indiqués dans un objectif de
commercialisation et d’utilisation a large échelle. Pour ce travail, notre choix s’est porté sur le PDMS
pour sa versatilité et sa facilité de mise en ceuvre. En ce qui concerne les moules, ils ont été réalisés
par microfabrication pour les premiers essais, puis par micro-usinage pour créer des moules
comportant plus de dispositifs afin d’augmenter la cadence de production des puces microfluidiques
une fois le format définitif choisi.

1.1.2.2 Choix de la matrice extracellulaire

Bien que les polymeéres cités précédemment offrent une structure de base pour les OoCs et
cloisonnent efficacement le futur microenvironnement des cellules, ils sont loin de refléter les
propriétés de la matrice extracellulaire (Extra Cellular Matrix - ECM) sur lesquelles reposent les cellules
in vivo [22]. Pour cette raison, une grande majorité des OoCs sont complétés avec des biomatériaux
naturels ou synthétiques. Ceux-ci sont choisis en fonction de leur biocompatibilité, de leurs propriétés
mécaniques, de leur dégradabilité ou encore de leur porosité, tout cela selon I'organe a reproduire
[23], [24].

Parmi les biomatériaux naturels les plus utilisés dans les OoCs, on trouve le Matrigel. Celui-ci est
particulierement apprécié en ingénierie tissulaire car il comporte de nombreuses protéines présentes
naturellement dans I'ECM, comme la laminine ou le collagene de type IV [25] et il permet donc une
bonne adhérence cellulaire. Sa forme proche d’un gel lui permet, de plus, d’étre injectable au sein des
puces microfluidiques [26]. Cependant, il est extrait de tumeurs propagées chez la souris, ce qui, en
plus d’étre éthiquement problématique, pose des problémes de variabilité de composition inter lots
qui peut mettre en péril la reproductibilité des expériences. Notamment, ces différences affectent les
propriétés mécaniques et le contenu en facteurs biologiques de ce matériau. Pour fabriquer des OoCs
avec des résultats plus reproductibles, d’autres matériaux mimant ’'ECM ont été explorés.

Le collagéne est un composant matriciel et substrat d’adhérence naturel majeur qui est, lui aussi,
largement utilisé dans les OoCs. Sa structure fibrillaire offre des propriétés mécaniques satisfaisantes
et sa porosité garantit une bonne diffusion du milieu de culture [27]. Il est extrait de différentes sources
animales comme le rat, le porc, le beeuf ou le poisson et peut étre injecté sous forme liquide dans les
puces microfluidiques, puis étre thermiquement réticulé a température ambiante ou dans un
incubateur. Son principal défaut est d’étre instable dans la durée en I'absence de soutien mécanique
a cause de son remodelage par les cellules. Pour remédier a cela, le collagéne peut étre additionné
d’agents réticulants afin d’augmenter sa rigidité. Sous sa forme gel, il a été utilisé dans de nombreux
00Cs, notamment de coeur [28], de foie [29], de vaisseaux [30], de reins [31] ou de cerveau [32]. La
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gélatine, un dérivé du collagéne est également tres populaire, notamment sous sa forme méthacrylate
GelMA, rendant sa rigidité modulable par une exposition aux UV [33].

Enfin, d’autres biomatériaux naturels comme la fibrine, I'alginate ou le chitosan sont utilisés dans
les OoCs et permettent de former des hydrogels en contrélant respectivement une activité
enzymatique, la concentration calcique ou la température et le pH mais il est parfois nécessaire de les
associer a d’autres polyméres pour compenser leur faible résistance mécanique[34]. Les matériaux
évoqués ci-dessus sont récapitulés dans le Tableau 1-1.

Tableau 1-1 Biomatériaux naturels utilisés dans les OoCs et leur méthode de gélification.

Biomatériau naturel Méthode de gélification

Matrigel Température

Collagéne Température, pH, concentration
Gélatine Température, concentration
GelMA Agent réticulant et Photopolymérisation
Fibrine Réaction enzymatique (thrombine)
Alginate Concentration de Calcium

Chitosan pH, température, réaction chimique

Des biomatériaux synthétiques ont été développés afin de contourner les inconvénients des
biomatériaux naturels, comme la variabilité inter lots ou les difficultés de purification et de
stérilisation. Leur caractere synthétique permet un contréle beaucoup plus précis de leurs propriétés
physico-chimiques et de leur fonctionnalisation. Ils permettent également une meilleure
reproductibilité des résultats. Ceux-ci sont récapitulés dans le Tableau 1-2.

Tableau 1-2 Biomatériaux synthétiques utilisés dans les OoCs, adapté de [24].

Applications aux organes

Biomatériau synthétique Avantages
sur puce
Peu colteux
Compatible avec de nombreuses techniques de Vaisseaux
Poly-(e- caprolactone)- PCL o
fabrication Ceeur
Bonnes propriétés mécaniques
Biocompatible
Poumon
Transparent .
PDMS o i L. Rein
Grande flexibilité, adéquat pour des étirements
. Cerveau
cycliques
Biodégradable ,
i . . Pancréas
Polyéthyléne Glycol - PEG Hydrophile o
s

Propriétés mécaniques modulables

. . Biodégradable .
Polylactic Acid - PLA Vaisseaux

Propriétés mécaniques modulables

Biodégradable Reins
Polyglycolic Acid — PGA Biocompatible Poumons
Poly(lactide-coglycolide) - Biodégradable Cerveau
PLGA Biocompatible Vaisseaux
Porosité élevée Os
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Haute résistance mécanique
Hydrophile
Biocompatible
Polyuréthane - PU Biodégradable Poumons
Compatible avec de nombreuses techniques de
fabrication.

Dans le cadre de ce travail, nous avons utilisé principalement le collagene de type | dans nos puces
microfluidiques. Nous avons également testé Biomimesys, une matrice commerciale synthétique a
base d’acide hyaluronique.

1.1.2.3 Architecture des hydrogels au sein des OoCs

Les biomatériaux présentés précédemment, permettent, grace a leurs propriétés mécaniques, de
recréer de multiples architectures au sein des OoCs. Dans la plupart des systemes, ils sont présents
sous forme d’hydrogel et d’échafaudage (ou scaffold) de fibres et sont structurés par différentes
techniques. Une approche trés populaire et qui ne demande pas d’instrumentation supplémentaire
est la conformation des hydrogels dans un canal via des micro-plots, en profitant de la tension de
surface des solutions d’hydrogel pour les confiner dans un canal microfluidique ouvert sur ses voisins
(Figure 1-2). La résolution de cette approche est la méme que celle atteinte lors de la réalisation de la
puce microfluidique elle-méme, typiquement de I'ordre du micrometre [35].
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Figure 1-2 Technique de structuration d'hydrogel par micro-plots. A) et B) Exemples de puces a micro-
plots. C) Etapes de remplissage d’une puce a micro-plots avec un hydrogel, adapté de [36] (A), [37](B), [38]
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Des techniques optiques permettent également de créer une structure 3D a partir d’'un hydrogel.
L'ablation laser, une approche soustractive, consiste a détruire localement un hydrogel et ainsiy créer
des structures creuses avec une résolution d’environ 1um [35] (Figure 1-3 A). Elle a notamment été
utilisée pour guider la croissance de projections neuronales [39] ou pour recréer la ramification
vasculaire [40]. La stéréolithographie est, a linverse, une approche additive qui permet de
photopolymériser couche par couche un hydrogel photosensible avec une résolution de 1um [35]
(Figure 1-3 E). Elle a été, par exemple, mise en ceuvre pour construire un réseau épithélial de foie [41].

Les techniques d’extrusion sont de plus en plus associées a la fabrication d’OoCs. L’électrofilage
permet de créer une architecture poreuse en empilant des fibres de polymere extrudé sous haute
tension (Figure 1-3). Le diameétre des fibres générées est de I'ordre du nanometre au micrometre, selon
les parameétres choisis [42]. La matrice ainsi produite posséde un ratio surface/volume trés élevé. Cette
technique a notamment été utilisée pour développer une membrane sur laquelle sont cultivées les
cellules dans un OoCs de poumons [43]. Cette technique n’est cependant compatible qu’avec certains
polymeéres synthétiques, comme les PCL et les PLA et avec des hydrogels naturels comme le collagene.
Pour cela, ils doivent étre rendus liquides via un solvant dont la cytotoxicité peut étre problématique
[44]. En revanche, les approches d’impression biologique, inspirées des méthodes d’impression 3D
classiques, sont quant a elles compatibles avec les polymeres sous forme d’hydrogel. Une structure 3D
peut ainsi étre construite avec une résolution d’environ 10um [35] en déposant le matériau couche
apres couche. Les hydrogels servant a I'impression peuvent également servir de matériau sacrificiel ou
étre ensemencés de cellules en amont de l'impression (Figure 1-3 B). Ces approches sont tres
intéressantes car elles permettent de reproduire une variété de structures 3D, pourtant leur
intégration aux OoCs est difficile puisque qu’il est nécessaire de bénéficier d’un systeme ouvert pour
réaliser I'impression 3D. Elles ont été utilisées pour créer des structures vasculaires [45], cardiaques
[46] et hépatiques [47], par exemple.

Enfin, la génération de fibres de polymeére par co-courant concentriques ou co-flow est une
approche fluidique trés prometteuse. Elle repose sur la mise en flux de maniére coaxiale d’'un ou
plusieurs polyméres avec une solution contenant un agent de gélation, formant ainsi une fibre
d’hydrogel avec une résolution d’environ 10um [35]. Les cellules peuvent méme étre directement
intégrées au polymére en amont de la formation de la fibre. L’alginate, qui forme un gel en présence
de calcium, est particulierement appréciée pour ce genre d’approche et permet de produire des fibres
de plusieurs dizaines de centimétres de long [48]. Cette technique ne permet de générer qu’une
géométrie de fibre linéaire mais il est toutefois possible de les empiler et de les agencer entre elles de
maniere a créer une réelle architecture 3D (Figure 1-3 D).
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Figure 1-3 Techniques de structuration des biomatériaux. A) Ablation laser, adaptée de [23]. B) Bio-
impression 3D, adaptée de [45]. C) Electro filage, adapté de [23]. D) Co-flow de fibre d’alginate, adapté de [23].
E) Stéréolithographie, adaptée de [49].
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1.1.3 Principales caractéristiques des organes sur puces

Afin de reproduire un microenvironnement physiologiquement pertinent, les OoCs s’appuient sur
différentes composantes, dont le choix de la source cellulaire, I'organisation tridimensionnelle des
cellules, le contréle dynamique du flux au sein de la puce microfluidique et I'établissement de gradients
de molécules biochimiques. Ces choix sont guidés des la conception d’OoCs par la situation
physiologique que I'on tente de recréer.

1.1.3.1 Sources cellulaires

Le choix de la source cellulaire est primordial pour obtenir un modele pertinent. En effet, chaque
source présente des avantages et des inconvénients, Low et al. ironisent méme en citant I'aphorisme
du statisticien George Box « Tous les modéles sont faux mais certains sont utiles » [13], illustrant bien
que c’est la question biologique a laquelle on souhaite répondre qui doit guider le choix de la source
cellulaire. Les cellules humaines utilisées dans les OoCs sont des cellules de lignées immortalisées, des
cellules primaires ou des cellules souches.

Les lignées immortalisées ont I'avantage de provenir de sources historiques généralement fiables
et d’étre faciles a cultiver, avec un taux de prolifération qui permet d’obtenir un nombre important de
cellules et donc, une bonne densité d’ensemencement dans les OoCs. Elles fournissent des réponses
stables avec une bonne reproductibilité. Cependant, leur immortalisation et les nombreuses divisions
et sous passages que ces cellules ont connues conduisent a une dérive génétique et phénotypique [50]
et ces cellules n'ont généralement pas conservé leur différenciation tissulaire d’origine. Elles posent
donc des problemes de fiabilité des modeéles [51], [52].

D’un autre coté, les cellules primaires sont tres proches des cellules in vivo puisqu’elles sont
directement isolées du tissu vivant, sans modification génétique et sont utilisées uniquement lors de
leurs premieres divisions en culture in vitro [51]. Elles sont tres populaires dans la communauté des
OoCs et ont été utilisées pour reproduire de nombreux organes comme le foie [53]—[55], les vaisseaux
sanguins [30], [56]—[58], les poumons [59]-[61], le cerveau [32], [62], [63] ou les reins [64], [65]. Il
existe cependant une variabilité interdonneur qui peut poser des probléemes de reproductibilité des
expériences mais qui peut aussi s’avérer étre un avantage s’il on souhaite refléter la variabilité au sein
d’une population. Les cellules primaires sont généralement plus difficiles a maintenir en culture in
vitro, d’une part a cause de leur durée de vie limitée (nombres de divisions) et parce qu’elles perdent
rapidement leur phénotype d’origine si le milieu et les conditions de culture ne sont pas optimales
[66].

Les cellules souches humaines pluripotentes induites ou human induced pluripotent stem cells
(hiPSc) représentent une source de cellules intéressante pour les OoCs. En effet, elles sont dérivées de
tissus adultes, sont reprogrammées in vitro et représentent théoriquement une source infinie de
cellules issues d’'un méme donneur. Dans leur état dédifférencié, elles peuvent étre maintenues en
culture et se multiplier « indéfiniment » et, surtout, elles peuvent étre redifférenciées en de nombreux
autres types cellulaires avec les stimulations adéquates [67]. Elles ont notamment été appliquées pour
reproduire des OoCs de cceur [46], [68], de foie [69] ou de cerveau [70]. De plus, les hiPSc donnent la
possibilité originale de créer des OoCs a partir des cellules de patients et ouvrent donc une voie vers
la médecine personnalisée. Cependant les processus de reprogrammation et de différenciation des
hiPSc sont trés longs et colteux par rapport a l'achat de cellules commerciales et leur
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reprogrammation peut poser question quant a leur possible dérive au long terme, notamment
cancéreuse, une fois réimplantées chez les patients.

Enfin, un effort a récemment été fourni dans I'optique d’intégrer des cellules de patients
provenant de biopsies dans les OoCs [71]. Les approches consistent soit a maintenir en culture le tissu
complet issu de la biopsie [72], [73], soit a isoler les types cellulaires souhaités a partir des tissus
extraits du patient. Un exemple de poumons sur puce a notamment été développé de cette maniere
a partir de cellules d’un patient atteint de bronchopneumopathie chronique obstructive [61].

Dans le cadre de ce travail nous avons utilisé essentiellement des cellules primaires humaines et
occasionnellement des lignées établies.

1.1.3.2 Disposition 3D des cellules

Une fois la ou les sources cellulaires choisies, les OoCs offrent une myriade de possibilités quant
au choix de leur agencement en trois dimensions dans les puces, sachant que la structuration 3D influe
fortement sur le comportement des cellules et leur fonctionnalité [74]. La disposition des cellules est
donc choisie en fonction du phénomene ou de la fonction biologique a reproduire et a observer et de
I’analyse souhaitée.

Une méthode simple pour disposer les cellules dans les OoCs est de les laisser s’auto-assembler
au sein d’un hydrogel. Celui-ci fournit un support matriciel solide et biocompatible pour permettre leur
établissement en 3D [75]. Cependant, en procédant ainsi, il n’est pas possible de controler la structure
finale obtenue, ce qui peut introduire une variabilité entre les expériences.

Pour les applications olU il est nécessaire de contraindre spatialement les cellules plus
précisément, il est possible de fonctionnaliser les surfaces choisies a I'intérieur des OoCs. Cela permet
notamment de promouvoir I'adhérence des cellules ou, au contraire, de I'empécher dans certaines
zones, résultant en un motif cellulaire prédéfini au sein de la puce [76], [77]. Il est aussi possible de
structurer la puce microfluidique en amont pour qu’elle reproduise la configuration 3D souhaitée. Par
exemple, avec des canaux placés en paralléle et séparés par des micro-plots [78] ou une membrane
poreuse [5], [79]. Enfin, beaucoup de modeles d’OoCs reposent sur le modelage initial d’'un hydrogel
au sein des puces pour mimer la structuration 3D tissulaire suivi de 'ensemencement des cellules [32],
[80] (Figure 1-4).

La dimension 3D est également recréée au sein des OoCs par I'apposition de différents types
cellulaires et leur structuration en multicouches [58], [81]. Ces multicouches ameénent une complexité
supplémentaire s’approchant davantage de la configuration in vivo (Figure 1-4). Elles sont cependant
complexes a établir et a maintenir car les paramétres permettant la coculture optimale de tous les
types cellulaires au sein d’'une méme puce peuvent étre difficiles a mettre au point.
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Figure 1-4 Exemples de structuration 3D des cellules dans des OoCs contenant des hydrogels prémodelés
(a et b) ou sous la forme d’une multicouche cellulaire (b et c). a et b adapté de [82] et c adapté de [13].

Dans ce travail, des approches de modelage préalable des hydrogels et des cultures
multicellulaires ont été élaborées pour créer des OoCs vasculaires.

1.1.3.3 Perfusion en flux laminaire

La versatilité de la conception d’OoCs ne se limite pas a leur modularité en termes de structure.
En effet, la configuration microfluidique offre I'avantage conséquent de permettre la mise en perfusion
des systémes et le contréle fin des parametres de flux.

D’une part, la circulation et I'’échange de milieu de culture peuvent étre optimisés et automatisés,
conférant un apport continu de nutriments et d’oxygéne aux cellules [83] et une évacuation des débris
cellulaires plus efficace [13], mimant ainsi des fonctions essentielles de la circulation sanguine.
L'automatisation de la perfusion permet également d’éviter les variations de composition du milieu
(appauvrissement, acidification) entre deux renouvellements, en comparaison avec la culture statique
et permet, accessoirement, de libérer I'expérimentateur des contraintes liées a I'entretien des cellules.

D’autre part, les forces de cisaillement induites par le flux au sein de microcanaux favorisent la
fonctionnalité des organes, comme observé dans des contextes rénaux et pulmonaires [84], [85] et
orientent également la morphologie des cellules [86]. Ces forces de cisaillement peuvent également
étre impliquées dans la différenciation des cellules ensemencées dans les dispositifs microfluidiques
[871.

Enfin, grace aux dimensions des canaux des puces microfluidiques et donc, de la prépondérance
des forces visqueuses sur les forces inertielles au sein de celles-ci, les écoulements dans les
microcanaux sont laminaires [88]. Cette particularité permet notamment de créer des gradients
physiques (température, pression) ou biochimiques dans les OoCs, mimant des conditions particuliéres
in vivo. De tels gradients ont notamment été utilisés pour étudier la migration de cellules [89]-[91]
(Figure 1-5), 'angiogenese [92], [93] ou encore la ramification axonale [94].
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Figure 1-5 Schéma d’un dispositif microfluidique d’OoCs reproduisant la migration transendothéliale de
cellules de I'immunité induite par chimiotaxie, adapté de [91]

1.1.3.4 Un microenvironnement dynamique et sensible

En plus des avantages apportés par la perfusion microfluidiques, les microtechnologies appliquées
aux OoCs permettent de recréer un environnement dynamique et sensible. Les systemes biomédicaux
électromécaniques (Biomedical MicroElectroMechanical Systems - BioMEMS) intéegrent des micro-
actuateurs et des micro-capteurs au sein de dispositifs pour des applications biologiques. Les
approches développées au sein de ceux-ci peuvent étre transférées aux OoCs et offrir ainsi un controéle
dynamique sur les stimulations mécaniques et électriques. La possibilité d’intégrer des capteurs au
sein des 0OoCs est également trés intéressante pour la réalisation d’analyses in situ.

D’une part, les cellules subissent in vivo de nombreuses stimulations mécaniques. L’élasticité et
la rigidité de 'ECM jouent un rbéle majeur dans la prolifération, la différentiation, la migration, et la
maturation des cellules [95]. Cependant, cette rigidité ne reproduit pas a elle seule I'ensemble des
contraintes imposées aux tissus. La respiration ou le battement cardiaque, par exemple, générent des
déformations importantes des tissus. Pour les reproduire, des approches d’étirements cycliques ont
été développées dans des OoCs de coeur [96] et de poumon [5]. D’autre part, le développement et la
fonctionnalité de certains tissus, comme les muscles ou les neurones, sont orientés par des
stimulations électriques [97]. L'incorporation d’électrodes a donc notamment été réalisée pour des
0o0Cs de coeur [98] et de neurones [99].

L'intégration de capteurs permet le suivi en temps réel des parametres du microenvironnement
et des réponses des cellules. Tout d’abord, les capteurs optiques sont facilement miniaturisés et
adaptés aux OoCs pour détecter, par exemple, les variations de pH et de concentration de glucose par
absorbance ou fluorescence [100]. Ensuite, des capteurs électrochimiques permettent de mesurer la
concentration de molécules pour suivre, par exemple, la sécrétion de biomarqueurs [101] (Figure 1-6
C). Enfin, les capteurs électriques sont les plus largement répandus, leurs applications concernant
notamment des mesures de perméabilité de couches cellulaires [79] (Figure 1-6 A) et le suivi de
croissance et I'activité des cellules [102] (Figure 1-6). L'ensemble de ces capteurs est utilisé soit dans

31



I’objectif d’optimiser et de monitorer les conditions de culture sur le long terme, soit pour réaliser des
mesures précises des réponses tissulaires, en fonction des conditions d’expérience.
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Figure 1-6 Exemples de capteurs intégrés aux OoCs. A) Capteur électrique de perméabilité, adapté de
[103]. B) Capteur d’activité contractile de cellules cardiaques, adapté de [46]. C) Plateforme multi-capteurs
pour les OoCs, adapté de [101].

1.1.4 Reproduire les fonctions des organes

L’ensemble des approches décrites précédemment fournit des outils performants dans le but de
mimer le contexte physiologique d’un organe et de le reproduire au sein d’OoCs. Grace a ces clés
technologiques, les fonctions de différents organes ont pu étre reproduites (Figure 1-7), telles que
récapitulées dans le Tableau 1-3.

Tableau 1-3 Bilan des organes reproduit dans des OoCs et des fonctionnalités étudiées.

Organes Fonctions reproduites Modéles
Interface alvéoles/capillaires et inflammation (5]
Poumons Perméabilité de la couche épithéliale sous stimulation [104]
mécanique
Rein Filtration glomérulaire [105]
32], [62], [63], [70],
Cerveau Perméabilité de la barriere hématoencéphalique 32,1 []79[] 1, 170]
Contractilité [96]
Coeur . .
Hypoxie lors d’un infarctus [106]
Foie Détoxification du sang [55]
Intestin Inflammation [107]
Peau Edeme et inflammation [108]
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Figure 1-7 Exemple d’OoCs développés pour différents organes. A) Coeur sur puce reproduisant la blessure
provoqué par un infarctus, adapté de [106]. B) Poumon sur puce avec une membrane déformable pour mimer
la respiration, adapté de [5]. C) Rein sur puce pour recréer la filtration glomérulaire, adapté de [105]. D)
Modele de barriere hématoencéphalique sur puce, adapté de [79]. E) Foie sur puce reproduisant le processus
de détoxification du sang, adapté de [55]

1.1.5 Vers un humain sur puce

Les OoCs sont donc des systemes permettant de mimer des situations biologiques trés fines et
reproduisant des phénomenes trés locaux. Toutefois, ils ont également le potentiel de reproduire des
dynamiques plus globales, a I’échelle d’'un organe et également a I'échelle de I’humain, si 'on est
capable de les relier entre eux et ainsi d’observer leurs interactions. Le développement de multi-
organes sur puces, voire d’un humain sur puce, sont des perspectives attrayantes pour le criblage de
médicaments et I'évaluation de leur toxicité, par exemple (Figure 1-8).
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Figure 1-8 Différents modéles d’OoCs et les organes correspondants dans le corps humain. Adapté de [23]

Comme évoqué précédemment, chaque OoCs est développé avec des caractéristiques bien
précises pour correspondre a la physiologie spécifique de I'organe qu’il cherche a reproduire.
Connecter des OoCs tout en maintenant des conditions idéales pour chacun d’entre eux peut s’avérer
toutefois particulierement complexe. Le choix du milieu de culture ainsi que son schéma de circulation
sont cruciaux pour le fonctionnement d’un tel ensemble. Il est possible de mélanger les milieux de
culture des organes reliés comme dans le cas d’'un modele de reins-foie [109], mais plus on ajoute
« d’organes », plus on risque de fournir un milieu inadapté a chacun des organes mimés et donc de
s’éloigner de conditions physiologiques optimales. Les systémes de circulation de milieu développés
sont soit en boucle ouverte avec une entrée et une sortie [75], soit en recirculation avec une boucle
fermée [110, p.]. La premiere option ne permet ainsi qu’une signalisation croisée avec les OoCs situés
en aval du systéme alors que la seconde permet a tous les organes de « communiquer » entre eux
gu’ils soient placés en amont ou en aval du systéme. D’autre part, plutdt que de connecter les organes
en série, il est possible de créer des boucles de circulation de milieu pour chaque organe et de relier
celles-ci via une boucle vasculaire unique qui agit en tant que barriére sélective (Figure 1-9 B et C),
permettant ainsi de garder un milieu spécifique pour chaque OoCs tout en les connectant entre eux
[111]-[113]. Le maintien et la validation biologique de telles plateformes sont toutefois loin d’étre
aisés, leur complexité entravant leur application commerciale et a plus large échelle.
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Figure 1-9 Intégration de multi-OoCs pour la construction d’un humain sur puce. A) Plateforme multi-
OoCs reproduisant le systéeme reproducteur féminin, adapté de [114]. B) Plateforme pour la culture simultanée
d’OoCs de foie, de reins, de peau et d’intestins, adapté de [112]. C) Schéma de principe de recirculations
principale et secondaires dans une plateforme multi-OoCs [115].

Le choix des organes intégrés dans ces plateformes multi-OoCs est également trés important en
fonction de la question biologique adressée. Le foie et les reins sont des organes cruciaux pour la
métabolisation des molécules et leur évacuation [23], il est donc essentiel de les intégrer dans les
plateformes utilisées pour le criblage de médicaments [116]. Les intestins ont eux aussi un role
déterminant pour I'absorption des médicaments administrés oralement, des plateformes de foie-
intestin ont été fabriquées dans cette optique [117]. Enfin, les vaisseaux sanguins forment une barriere
sélective au passage des molécules, notamment au niveau la barriere hématoencéphalique, il est donc
primordial de les intégrer aux plateformes de multi-OoCs [118].

Un aspect important a considérer pour la fabrication de plateformes multi-OoCs est le choix de
I’échelle entre les différents organes a reproduire. Celle-ci peut étre choisie de maniére allométrique,
c’est-a-dire selon le ratio de masse réelle entre les organes du corps humain ou selon leur activité
métabolique par exemple [119]. Il est d'ailleurs indispensable de prendre en compte ce parametre si
I’on veut extrapoler les résultats obtenus in vitro a I'in vivo et, notamment, déterminer les parametres
d’Absorption, de Distribution, de Meétabolisation et d’Elimination (parametres ADME) de
médicaments.

Enfin, le développement de ce type de plateformes combiné a I'utilisation d’hiPSc pourrait mener
a la création de « patient sur puce ». |l serait alors possible de trouver et d’optimiser des thérapies
pour les patients souffrant d’'une maladie rare ou d’un cancer ne répondant pas aux traitements
classiques [13].
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1.1.6 Enjeux de la vascularisation et de |'étude des vaisseaux

Dans le cadre des OoCs, il est essentiel de reproduire une des fonctions principales du réseau
vasculaire qui est d’éviter la mort des tissus en les perfusant de métabolites essentiels et d’oxygéne.
De plus, la plupart des organes sont hautement vascularisés, comme le foie, les reins, le cceur et le
cerveau. La vascularisation des OoCs devraient également reproduire fidélement la physiologie des
organes et leur endothélium spécifique. De nombreux OoCs recréent cette intrication des vaisseaux
sanguins au sein des tissus des organes, comme des OoCs de foie [29], de poumons [5] et de reins
[105]. D’autre part, les OoCs vasculaires visent a recréer ce canal de communication principal entre les
organes qui est essentiel pour construire des plateformes multi-OoCs.

Les vaisseaux sanguins sont des tissus biologiques a part entiére, avec des fonctionnalités et une
physiologie spécifique. Pour les étudier, des OoCs vasculaires, les vaisseaux sur puce, sont développés.
Le coeur de ce travail a été la conception et la mise en ceuvre de tels vaisseaux sur puce.
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1.2 REPRODUIRE DES TUBES ENDOTHELIALISES

D’un point de vue purement morphologique, le réseau vasculaire peut étre vu comme un
ensemble de tubes interconnectés, de sections plus ou moins larges, ol le sang circule en boucle
(Figure 1-10). La premiere étape, si I'on veut fabriquer des vaisseaux sur puce, est donc de reproduire
ces structures tubulaires, au moins en partie, et de mimer 'interface avec le sang, d’une part, et avec
la matrice extracellulaire, d’autre part. La seconde étape sera de se servir de la théorie des
écoulements microfluidiques pour reproduire un flux sanguin physiologique.

Figure 1-10 Représentation schématique d’un vaisseau sanguin en coupe longitudinale partielle

1.2.1 Méthodes de fabrication des vaisseaux

De nombreuses méthodes existent pour reproduire des structures tubulaires a l'intérieur de
dispositifs microfluidiques qui sont ensuite endothélialisés. Les méthodes classiques seront d’abord
présentées dans cette section, puis une description plus détaillée des méthodes mises en ceuvre dans
ce travail, la focalisation hydrodynamique et la digitation visqueuse, sera donnée.

1.2.1.1 Méthodes classiques

Les méthodes de structuration permettant de fabriquer des tubes dans des puces microfluidiques
sont sensiblement les mémes que celles présentées précédemment pour les OoCs. Elles consistent,
par exemple, a fabriquer directement les puces microfluidiques avec I'architecture souhaitée,
notamment avec des plots [91], [120], des canaux comportant des bifurcations [121] (Figure 1-11 C),
ou une membrane poreuse [122]. Si ces techniques sont avantageuses par la facilité de leur mise en
ceuvre, elles ont toutefois le défaut important de faire intervenir des obstacles physiques non
physiologiques au contact des cellules (plots ou membrane). Il est également possible de structurer un
hydrogel contenu dans les dispositifs microfluidiques a I'aide d’un moule sacrificiel qui sera oté
(comme une aiguille) [30], [123] (Figure 1-11 A) ou dissout [124] (Figure 1-11 B) grace a I'ablation laser
[40] (Figure 1-11 D), ou via le moulage de celui-ci préalablement au scellage de la puce [80] (Figure
1-11 E). Ces approches permettent un contrdle précis des dimensions finales du vaisseaux reproduit,
toutefois elles demandent des étapes d’alignement ou des manipulations minutieuses qui limitent
potentiellement leur fabrication a moyen ou haut débit. De méme que pour les OoCs, I'impression 3D
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par extrusion ou stéréolithographie sont également des approches utilisées pour la fabrication de
vaisseaux sur puce [45] (Figure 1-11 F). Leur principal avantage est la fabrication couche par couche
qui permet de reproduire des géométries complexes, cependant, ce sont des méthodes assez
onéreuses a mettre en place et elles demandent également une quantité de cellules élevées pour
I’ensemencement, ce qui peut étre problématique selon la source cellulaire. Enfin, il est possible de
laisser les cellules s’autoassembler au sein d’un hydrogel pour former un réseau vasculaire perfusable
[125](Figure 1-11 G). Cependant et contrairement aux autres techniques citées précédemment, cette
méthode ne permet pas de controler la structure finale obtenue. L'ensemble de ces techniques ainsi

que les parametres des tubes qu’elles permettent de générer sont récapitulés dans le Tableau 1-4.

Tableau 1-4 Techniques de structuration des vaisseaux sur puce

Type de structure

Equipement
supplémentaire

Largeur typique des

Méthode L. . L L. Modeéles
générée nécessaire a la tubes générés
fabrication
Fonctionnalisation de . . .
Motifs 2D Oui Non applicable [126]
surface
Structuration des ) [91], [120],
Tube 3D, section
canaux . Non 100-1000um [121], [127],
. o rectangulaire
microfluidiques [128]
Membrane poreuse Monocouche 2D Non Non applicable [122]
[30], [123],
Moule sacrificiel Tube 3D Non 100-600um [124], [129]-
[131]
. [125], [132]-
Autoassemblage Réseau 3D Non 5-100um
[134]
Tube 3D, Section
Moulage hydrogel ) Non 100-200um [80], [135]
rectangulaire
Bio impression : 5-50um (méthode
extrusion (additive) Tube 3D, section i soustractive) [45], [136]-
ui
et stéréolithographie ronde 100-1000pum [138]
(soustractive) (méthode additive)
40], [139],
Ablation laser Tube 3D Oui 10-50um [40), [139]

[140]

Pour ce travail, nous avons choisi de mettre en ceuvre deux autres méthodes ; la focalisation
hydrodynamique et la digitation visqueuse, décrites ci-aprés. Elles ont été choisies en raison de leur
haute biocompatibilité, de la possibilité de les adapter sur une chaine robotisée dans I'optique d’une
production a moyen débit et pour le peu d'instrumentation requis dans leur mise en ceuvre.
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Figure 1-11 Exemples de techniques de fabrication de vaisseaux sur puce et les structures obtenues. A) et
B) Moules sacrificiels : aiguille (A), adapté de [123] et polymere a dissoudre (B), adaptée de [57]. C)
Structuration des canaux microfluidiques, adapté de [121]. D) Ablation laser, adapté de [40]. E) Moulage
d’hydrogel, adapté de [80]. F) Bio printing, adapté de [138] G) Auto assemblage, adapté de [134].
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1.2.1.2 Théorie des écoulements dans des canaux microfluidiques

Les deux méthodes présentées ci-aprés s’appuient sur la physique des écoulements dans les

microcanaux. L’écoulement de fluides incompressibles visqueux newtoniens est décrit par I'équation
de Navier-Stokes :

817 — =, — — = o=
po Tp@V)T = pj —Vp+tnAi
ot U B —~~ N N

v . terme convectif pesanteur pression  viscosité
terme inertiel

Equation 1 : Equation de Navier-Stokes

Or, dans un canal microfluidique, le nombre de Reynolds (Re) est trés faible, les écoulements sont
donc laminaires et les forces visqueuses dominent ce qui permet de négliger le terme convectif, le
terme inertiel et la pesanteur. On a alors I'équation simplifiée suivante :

- — =
Vp + puAu =0
Equation 2 : Equation de Navier-Stokes simplifiée pour un écoulement microfluidique.

Dans les canaux microfluidiques, on considére également que la condition de non-glissement sur

les parois est valide. On est alors dans le cas d’un écoulement de Poiseuille (Figure 1-12) qui se traduit
par I'Equation 3 :

p(0) = po+Ap ——= v=u,)e,  p(L)=p

Figure 1-12 Ecoulement de Poiseuille, adapté de [141]

2

Equation 3 Vélocité locale du fluide dans un écoulement de Poiseuille

Aprés intégration sur la section du canal, celle-ci permet d’obtenir une relation linéaire entre le

débit Q au sein du canal et la différence de pression AP entre ’entrée et la sortie de celui-ci (Equation
4).

AP=R.Q
Equation 4 : Relation linéaire reliant le débit et la différence de pression dans un canal microfluidique

Les valeurs de résistance hydraulique Ry en fonction de la section du canal sont données dans le
Tableau 1-5.
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Tableau 1-5 Résistance hydraulique en fonction de la section du canal, adapté de [141]

shape Ryyq Ryq
expression [101! %]
circle @ L nL izl 0.25
T a
_ e 4 14 e2 1
I " ey @ |
ellipse — 7 G/ 3.93
a
2 1
triangle Cva % nL P 18.48
two plates b 12nL A 0.40
W .
p w " Bw
i 12nL Il

- S i i . o1

rectangle w 1—0.63(h/w) Row 0.5

h
h h 12 9L 1

.. | .S 2.84

B h 1-0.917 x 0.63 h? i

On peut également appliquer I’équation de Poiseuille a I'écoulement de deux fluides de viscosité
différentes dans des phases séparées. L'emplacement de h*, et donc la largeur de chaque phase, sera
déterminé par la viscosité nl et n2 de chaque fluide (Figure 1-13).

A
hi® .
-
h*| 2 —..a,\ \:UQ,:L‘
_"i..\
p(0) = po+Ap M — V=10(2) e, p(L) = py
0, x
0 o= 2 -
0 L

Figure 1-13 Ecoulement de Poiseuille pour un écoulement a deux phases, adapté de [141]

De plus, en microfluidique, ce sont les phénomenes de diffusion qui dominent avec un nombre
de Peclet (Pe) inférieur a 1. La mise en contact de deux milieux n’entrainera qu’un mélange par
diffusion.
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Entrée 1
Convection

Diffusion

Entrée 2

Figure 1-14 Simulation de I'écoulement de deux fluides dans un canal microfluidique, adapté de [142]

1.2.1.3 Focalisation hydrodynamique d’hydrogels

La focalisation hydrodynamique ou flow focusing repose sur cette derniere notion d’écoulement
multiphasique dans un canal microfluidique. Elle est couramment utilisée pour plusieurs applications
biologiques comme le tri cellulaire [143], la fonctionnalisation sélective de surface [144] ou la
génération d’émulsion [145], [146]. L'idée d’utiliser la focalisation hydrodynamique pour structurer
des hydrogels a d’abord été évoquée pour des applications d’immobilisation de cellules et de leur mise
en culture [147], [148], en s’appuyant respectivement sur les propriétés de gélation de I'alginate au
contact de calcium et sur la gélation d’'un hydrogel a base de collagéne et de Puramatrix au contact du
milieu de culture (Figure 1-15). Cette approche nécessite donc d’utiliser un matériau qui gélifie au
contact d’'une espéce chimique.

Media
D.W. —_
T Ny e
Mixture
Media
(A) (B) (C) (D)

Figure 1-15 Emprisonnement par focalisation hydrodynamique et culture de cellules dans un gel de
collagene et de Puramatrix, adapté de [148].

La focalisation hydrodynamique a également été appliquée avec du Matrigel, un hydrogel
thermoréticulable [26], permettant de créer une structure alternant des blocs d’hydrogel et des
espaces remplis de milieu ou des cellules ont été ensuite ensemencées .
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Figure 1-16 Focalisation hydrodynamique de Matrigel, adapté de [26].
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La taille des « canaux » d’hydrogel obtenus par cette technique dépend non seulement de la
différence de viscosité entre I’'hydrogel et la solution secondaire utilisée mais également de la pression
appliquée sur les entrées fluidiques. En contrélant indépendamment les entrées en pression, on peut
moduler la taille relative des phases (Figure 1-17 et Equation 5), et ainsi générer un vaisseau a la taille
souhaitée. Il est également possible de moduler la taille des phases en adaptant les résistances

fluidiques de chaque entrée comme le montre I'Equation 5.

43



L) p — Patm

Figure 1-17 Schématisation des résistances fluidiques dans un dispositif de focalisation hydrodynamique,
adapté de [149]

P, P, P

P Ri"R; "R3
+

R R, K Rl Ky

Ry, Ry
Ri "Ry "Rz "Ry

Equation 5: Qn : flux dans le canal n ; Ra : Résistance hydraulique du canal n ; Pn : pression appliquée au
canaln

Cette approche permet donc de générer une structure tubulaire a section rectangulaire avec un
hydrogel, celle-ci pouvant par la suite étre ensemencée de cellules. Elle peut étre utilisée directement,
sans modification chimique, avec des hydrogels biocompatibles chimiquement ou thermiquement
réticulés et n'implique pas la présence de corps étranger rigide (micro-plots) au contact des cellules.

C'est I'une des méthodes que nous avons de choisi de mettre en ceuvre dans ce travail,
notamment avec un hydroscaffold d’acide hyaluronique et un hydrogel de collagéne I.

1.2.1.4 Modelage par digitation visqueuse ou viscous finger patterning

Les propriétés d’'un écoulement biphasique peuvent étre exploitées d’une fagon différente. Le
modelage par digitation visqueuse ou Viscous Finger Patterning (VFP) consiste a générer une structure
creuse au sein d’un hydrogel en exploitant la différence de viscosité entre deux fluides. En effet,
lorsqu’un fluide moins visqueux déplace un fluide plus visqueu, il forme un doigt a I'intérieur de celui-
ci. Ce phénomene a d’abord été reporté et théorisé par Saffman et Taylor en 1958 [150] (Figure 1-18).

Figure 1-18 Doigt d’eau (gris clair) pénétrant dans de I’huile (gris moyen), adapté de [150]

Cette instabilité a été analysée et simulée notamment grace a la méthode de lattice Boltzmann,
permettant de comprendre quels parametres influencent la taille et la forme du doigt créé dans un
canal [151]-[153]. Ces simulations ont permis de montrer que la vélocité du fluide moins visqueux
lorsqu’il pénétre dans le fluide plus visqueux a un fort impact sur I'apparition ou non du doigt (Figure
1-19 A). Le rapport entre les viscosités des deux fluides affecte, quant a lui, la largeur du doigt généré ;
plus il est élevé plus le doigt sera fin [151]. La gravité influence elle aussi la forme de la structure
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obtenue. Lorsqu’elle est prise en compte dans les simulations le doigt se forme sur la partie basse du
canal [152], [153] (Figure 1-19 B). Enfin la formation du doigt est affectée par I'angle de contact entre
le fluide le moins visqueux et la surface du canal, c’est-a-dire sa mouillabilité. Si celle-ci est trop faible,
la longueur du doigt risque d’étre drastiquement diminuée (Figure 1-19). Ces observations permettent
de conclure que, pour appliquer cette méthode afin de générer une structure au sein d’un hydrogel, il
est nécessaire d’avoir une grande différence de viscosité entre celui-ci et le fluide qui servira a le
creuser. |l faudra également que le fluide moins visqueux bénéficie d’une vélocité suffisante et que le
canal microfluidique soit hydrophobe.

A

DD BEBPE

T 5 || e

(©)

(a)Ca = 0.1875, 6 = 180". (b) Ca = 0.0313,6 = 180°. (c)Ca = 0.0078.6 = 180°.

(d)Ca = 0.1875, 6 = 90°. (e)Ca=0.0313,6 = 90°. (f) Ca = 0.0078, 6 = 90°.

Figure 1-19 A) Simulation de la structure formée pour une vélocité u=0.01 (a), 0.05 (b), 0.1 (c), adapté de
[151] B) Effet de la gravité sur la forme du doigt, sans gravité (a), avec gravité (b), adapté de [153] C) effet de
I’'angle de contact du fluide moins visqueux avec la surface du canal, adapté de [153].

La premiere application de ce phénomeéne a la structuration d’un hydrogel pour la fabrication d’un
vaisseau sur puce a été réalisée avec une puce en PDMS, un gel de collagéne | et du tampon phosphate
salin (PBS) [93]. Le PBS est passé a travers le collagene, puis ce dernier a été thermiquement réticulé
pour figer la structure générée. Un lumen de collagene a donc ainsi été obtenu et a ensuite pu étre
ensemencé avec des cellules endothéliales.

Pour mettre en mouvement le PBS au sein du collagéne sous sa forme liquide non gélifiée, cette
approche s’appuie sur le pompage passif ou passive pumping (PP) [154] qui consiste a créer une
différence de pression entre I'entrée et la sortie d’'un canal microfluidique en y déposant des gouttes
de liquide de volumes différents. D’aprés I'Equation 6, plus une goutte est petite, plus sa pression
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interne sera élevée. A I'inverse plus le volume de la goutte est grand, plus sa pression interne sera
proche de la pression atmosphérique.
2y

AP= =
R

Equation 6 : AP : différence de pression entre I'intérieur de la goutte et la pression atmosphérique ; y :
énergie de surface du liquide ; R : rayon de la goutte déposée.

Le fluide sera alors mis en mouvement en suivant I'Equation 7. Ce processus est illustré Figure
1-20.

dV_l( L Zy)
at zZ\PE¥ R

Equation 7 : V : débit volumétrique ; Z : la résistance hydraulique du micro-canal ; p : densité du fluide de
la goutte la plus large ; L : hauteur de la goutte la plus large.

Figure 1-20 Principe du pompage passif dans une micro canal, adapté de [154]-[156]

Une autre procédure pour la mise en mouvement du fluide le moins visqueux est de créer une
différence de pression hydrostatique en surélevant la goutte [32]. Ces différentes techniques (Figure
1-21) ont été comparées du point de vue de la taille du lumen généré par de Graaf et al. [157] qui
concluent a la nécessité de standardiser les parametres du VFP pour garantir une meilleure
reproductibilité et une fabrication a plus large échelle.
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Figure 1-21 Différents protocoles de VFP, adapté de [157], [158]

mimer la barriere hématoencéphalique [32] (Figure 1-22).

Cette approche de VFP a été notamment utilisée pour la fabrication d’'un modeéle de vaisseau pour

Figure 1-22 Modéle de barriere hématoencéphalique réalisé avec I'approche VFP, adaptée de [32]
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La technique de VFP permet donc créer une structure tubulaire de section ronde au sein d’un
hydrogel thermo-réticulable par des procédés passifs biocompatibles et ne nécessitant pas
d’équipement supplémentaire. La simplicité de cette approche lui confere un réel potentiel pour une
robotisation future et donc une fabrication a large échelle. C'est notamment pour ces raisons que nous
avons choisi de I'utiliser dans ce travail pour la fabrication de vaisseaux sur puce.

1.2.2 Perfusion

Si la morphologie des vaisseaux est un aspect important a prendre en compte pour reproduire
des modeles pertinents physiologiquement, la perfusion du systeme est également cruciale. Elle sert
en particulier a contrdler les changements de milieu, les ajouts de molécules ou encore a appliquer
aux cellules des contraintes de cisaillements adéquates.

Les cellules endothéliales sont affectées par deux types de forces liées au flux in vivo, la
déformation cyclique due a la pression sanguine et les contraintes de cisaillement dues a la force de
friction générée par le flux sanguin sur les cellules. Les contraintes de cisaillement déforment les
cellules dans la direction du flux sanguin alors que la distension de la paroi a tendance a déformer les
cellules dans toutes les directions (Figure 1-23). Lors du développement de vaisseaux sur puce, une
attention particuliere doit étre apportée aux futures contraintes de cisaillement que les cellules
subiront puisque celles-ci elles influencent fortement I'orientation et la fonctionnalité de
I’endothélium [159].

A F
Wall Tension Shear Stress F> =
T=APer t=4Qen/nerd
=
D V

Shear Stress

Stretch —
- >
=) (% it
Figure 1-23 Forces hémodynamiques affectant les cellules (gauche) et schématisation des contraintes de
cisaillement (droite), adapté de [160], [161].

Les contraintes des cisaillements se définissent comme le rapport entre les forces tangentielles
imposées par le flux sur les cellules (F) et la surface (A) sur laquelle elles s’appliquent :
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F
T=—
A

Equation 8 : T : contraintes de cisaillement ; F : forces tangentielles ; A : surface totale sur laquelle les
forces s’appliquent.

Dans vaisseau cultivé dans un canal microfluidique ces forces de cisaillement s’exprime de la
maniére suivante :

AP

X_
L

N =

Equation 9: r : rayon du vaisseau ; AP : Différence de pression entre I'entrée et la sortie du vaisseau ; L :
Longueur du vaisseau.

Les paramétres de flux choisis ont un fort impact sur la culture des vaisseaux sur puce et
notamment sur l'orientation des cellules [162], [163](Figure 1-24). Ceux-ci sont donc définis en
fonction de la situation biologique a mimer, pathologique ou non par exemple, ou du type de vaisseau
a recréer.

96h @ 0.4 Pa

96h @ 0.4 Pa + 1h @ 0.08 Pa

96h @ 0.4 Pa + 6h @ 0.08 Pa

I

96h @ 0.08 Pa

Figure 1-24 Morphologie des cellules endothéliales en conditions de flux. Evolution au cours du temps
(gauche), adapté de [163]. Orientation des filaments d’actine en fonction de la différence de pression
appliquée sur les vaisseaux sur puce (droite), adapté de [162]

Afin de mettre en flux les vaisseaux sur puce, il est nécessaire que I'instrumentation développée
soit utilisable dans un environnement de culture cellulaire (hotte a flux laminaire stérile, incubateur)
et compatible avec les systemes d’analyse des dispositifs (microscopes, banc de mesure électrique).

Il existe différentes méthodes pour contrdler la perfusion de vaisseaux sur puces qui sont
récapitulées dans le Tableau 1-6 et la Figure 1-25.

Tableau 1-6 : Méthodes de perfusion des vaisseaux sur puce, adapté de [164]

. Circuit de
i Contréle . . L. (1 :
Méthode . recirculation Type de flux généré Débit atteints
dynamique .
possible
Gravité Non Non Continu ~10nL/s



Osmose Non Non Continu ~10uL/h

Pompage passif Non Non Continu ~100nL/s
Pompe . . . .
L. . Oui Oui Pulsatile ~100uL-1mL/min
péristaltique
. . . Continu, constant ou .
Pousse seringue Oui Oui . ~ 1pL-100pL/min
pulsatile
Contréleur de . . Continu, constant ou ~ 10uL/min
. Oui Oui .
pression pulsatile ~10mL/h
Valve intégrée a la . . .
Oui Oui Pulsatile ~100nL/s
puce
A B C

'
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L — | | [L=_1

M\

S
=11 | 00 | eerrmietes

Figure 1-25 Schémas des types de pompes utilisées pour les dispositifs de culture cellulaire
microfluidique. (A) Gravité avec réservoirs orientés verticalement, (B) Gravité avec réservoirs horizontaux, (C)
Pompage passif basé sur la tension de surface, (D) Pompe osmotique, (E) Pousse seringue, (F) Contréleur de
pression négative (G) Pompe péristaltique externe, (H) Valves pneumatique intégrées () Pompe péristaltique
intégrée par broches braille, adapté de [164]

Peristaltic
Pump

Dans le cadre de ce travail, nous envisageons une perfusion basée sur I'utilisation de contréleurs
en pression négative en circuit ouvert dans un premier temps et en recirculation dans le futur.

50



1.3 MODELE BIOLOGIQUE DE VAISSEAUX SUR PUCE

1.3.1 Le réseau vasculaire

Le réseau vasculaire sanguin constitue un ensemble de conduits qui véhiculent le sang pompé par
le coeur a travers tous les organes (Figure 1-26). C'est un réseau trés ramifié, structurellement composé
de vaisseaux de calibres différents. Si on considére la circulation principale (hors pulmonaire), le cceur
pompe le sang dans le plus gros vaisseau de I'organisme, I'aorte (de diametre d'environ 3cm), qui le
distribue vers les organes a travers un réseau d'artéres et d'artérioles de diameétre de plus en plus fin.
Ces artérioles sont en continuité avec les capillaires sanguins qui sont les vaisseaux les plus fins
(environ 8-10um) intriqués au sein des tissus. Au-dela du réseau capillaire, le sang est collecté dans les
veinules qui le déversent dans les veines et le rameénent au cceur [165]. Par définition, les artéres sont
les vaisseaux qui transportent le sang du cceur vers les organes et les veines sont les vaisseaux qui
ramenent le sang vers le cceur, quel que soit son niveau d'oxygénation.

Veine
5 jugulaire
(1 Artere
Aorte \ carotide
Veine cave l
e / Artére
supérieure ‘ pulmonaire
. 7NN
Veine cave /l A Veine
inférieure d pulmonaire
Artére
brachiale CAoeLtJr
orte
Veine thoracique
basilique Artére
Veine hépatique
gastrique Arte
rtére
[% mésentérique
supérieure
Artere
Veine rénale rénale
Aorte
abdominale
Veineiliaque
| Veine iliaque
commune

Figure 1-26 Schématisation de la circulation sanguine principale chez un étre humain, adapté de [166]

Proportionnellement, la trés grande majorité du réseau vasculaire n'est pas constituée des
vaisseaux de gros calibres les plus connus anatomiquement mais par les plus petits vaisseaux, veinules
et artérioles et, surtout, par les capillaires. Ainsi, on estime la longueur totale du réseau vasculaire d'un
étre humain adulte a une longueur d'environ 100000km, essentiellement par la prise en compte des
capillaires [167]. En effet, les échanges gazeux se font au niveau des capillaires sanguins et, afin d'étre
correctement oxygéné, les tissus sont vascularisés avec un maillage d'environ 100-200um dans toutes
les dimensions. Ainsi, les capillaires forment le réseau vasculaire le plus complexe de I'organisme.
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Figure 1-27 Schéma des capillaires sanguins dans les tissus, entre les artérioles et les veinules

D'un point de vue fonctionnel, on distingue les "vaisseaux élastiques", de gros diametre, qui sont
exposés a une pression sanguine importante et sont peu résistifs, des "vaisseaux de résistance", de
plus petits calibres (artérioles) et qui régulent le flux sanguin par vasomotricité (vaso-constriction ou
dilatation), protégeant ainsi le réseau capillaire d'un exces de pression, I'hypertension. Les "vaisseaux
capacitifs" représentés par le systéme veineux ont essentiellement un role de collecte du sang
postcapillaire pour le ramener au coeur dans des conditions hydrodynamiques plus calmes.

1.3.1.1 Structure des vaisseaux sanguins

Les vaisseaux sanguins sont composés de couches concentriques de cellules disposées autour
d'une lumiere centrale, le lumen. De l'intérieur vers |'extérieur, les cellules endothéliales forment la
tunica intima, la face interne des vaisseaux sanguins sous la forme d'une monocouche continue, en
contact direct avec la circulation sanguine. Les cellules périvasculaires, telles que les péricytes associés
aux capillaires et les cellules musculaires lisses associées aux vaisseaux de plus gros calibre, sont
organisées en strates concentriques disposées autour de I'endothélium et forment la tunica média.
Elles sont séparées de I'endothélium par une fine couche de matrice extracellulaire, la lame basale.
Selon le calibre et les forces hémodynamiques auxquelles ils sont soumis, les gros vaisseaux sont
composés d'une ou de plusieurs couches de cellules musculaires lisses. Les artéres possedent de
nombreuses fibres élastiques qui participent, avec la contraction des cellules musculaires lisses, a la
régulation du flux sanguin [168]. Dans les plus gros vaisseaux, une troisieme couche plus externe,
I'adventice, est composée de tissu conjonctif et peut étre elle-méme vascularisée et innervée (Figure
1-28).

Cet arrangement structurel est essentiel a la physiologie des vaisseaux sanguins. L'endothélium
est une barriere active et sélective aux cellules et aux métabolites circulants. De par sa localisation
luminale, I'endothélium joue également un réle essentiel dans la régulation du tonus vasculaire, de la
thrombose et de la réponse immunitaire. Les cellules périvasculaires de type péricytes, situées du c6té
basal de I'endothélium, établissent des contacts cellulaires et des communications avec les cellules
endothéliales. Elles sont essentielles a l'intégrité de la barriere vasculaire. Les cellules musculaires
lisses des artérioles et des veinules participent également a la résistance structurelle des vaisseaux et
régulent le flux sanguin via la vasomotricité [169].
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Figure 1-28 Structures schématiques de différents vaisseaux sanguins. a. Capillaire néoformé, immature.

b. Capillaire mature. c. Artériole et veinule. d. Gros vaisseau. Cellules endothéliales (EC), Péricytes (PC), Cellules

musculaires lisses (SMCs), Fibroblastes (FB), Limitante élastique interne (IEL), Limitante élastique externe (EEL),
Membrane basale (BM), Matrice extracellulaire (EM), adapté de [168], [170].

1.3.2 Structure de I'endothélium vasculaire

L'endothélium vasculaire forme une monocouche continue dans la plupart des organes. Selon le
contexte tissulaire, les endothelia présentent différents phénotypes, d'une barriere tres restrictive a
une absence quasi totale de capacité de rétention des fluides ou des cellules. Ainsi, au niveau du
systeme nerveux central, I'endothélium est majoritairement continu, trés sélectif au passage des
composés et forme la barriere hématoencéphalique. On retrouve également des endothélia continus
au niveau du coeur, des muscles, des poumons et des gros vaisseaux sanguins. Une différenciation tres
particuliére de certains endothélia est la présence de fenestrations, des pores d'environ 100nm @ qui
perforent littéralement de part en part la membrane plasmique des cellules endothéliales qui, de fait,
n'opposent que peu ou aucune résistance au passage des fluides et métabolites. On retrouve ces
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endothélia fenétrés au niveau du glomérule rénal, des villosités de l'intestin gréle, des glandes
endocrines, du plexus choroide et des sinusoides du foie. Ces fenestrations comportent un diaphragme
dans tous ces tissus, sauf au niveau des cellules endothéliales sinusoidales du foie. Enfin, certains
endothelia sont discontinus au niveau de leur jonctions intercellulaires, entrainant la formation
d'espaces d'échanges tres larges entre les cellules endothéliales, qui permettent le passage de fluides,

de métabolites et méme de cellules entiéres (moélle osseuse, rate).
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Figure 1-29 Schéma et localisations des différents types d’endothélia, adapté de [169], [170]
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1.3.2.1 Les jonctions inter-endothéliales

Dans les endothélia continus, le role de barriere est di a la présence de jonctions adhérentes et
de jonctions serrées qui parcourent de fagcon continue la périphérie de chaque cellule de la
monocouche endothéliale et lui conférent son intégrité.

1.3.2.1.1 Les jonctions adhérentes

Les jonctions adhérentes participent majoritairement au réle de barriere des endothelia en
formant une structure continue entre cellules adjacentes. Dans les cellules endothéliales, les jonctions
adhérentes sont constituées, dans leur partie extracellulaire, de VE-cadhérine, une protéine
transmembranaire qui permet a deux cellules endothéliales adjacentes de s'accoler par interactions
homophiles VE-cadhérine/VE-cadhérine via ses domaines extracellulaires. Le domaine cytoplasmique
de la VE-cadhérine s'associe au cytosquelette d'actine via des interactions avec la plakoglobine, la béta-
caténine et p120. La VE-cadhérine interagit également avec des récepteurs a certains facteurs de
croissance (VEGFR2, FGFR1, TGFB-R2 & VEGFR3) ancrés dans la membrane plasmique des cellules
endothéliales dans une régulation de signalisation croisée (Figure 1-30). L'interaction entre les VE-
cadhérines de cellules adjacentes est modulée par la phosphorylation de tyrosines présentes dans leur
domaine intracellulaire. Cette phosphorylation est notamment contrélée par la VE-PTP qui, lorsqu'elle
est présente a la membrane et associée a la VE-cadhérine stabilise cette derniére au niveau de la
jonction adhérente [171].

Au niveau fonctionnel, la VE-cadhérine contréle, d'une part, la perméabilité endothéliale et,
d'autre part, elle participe aussi au contrdle de la quiescence endothéliale a confluence [172] et a |a
transmigration des cellules immunes.
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Figure 1-30 Schéma des jonctions adhérentes et des jonctions serrées dans les cellules endothéliales,
adapté de [173]
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Lors de ce travail, nous avons visualisé les jonctions adhérentes par immunomarquage de la VE-
cadhérine.

1.3.2.1.2 Les jonctions serrées
Les jonctions serrées sont constituées essentiellement de claudines, occludines et junctional
adhesion molecules pour la partie extracellulaire/transmembranaire et des protéines Zona Occludens
au niveau intracellulaire de la membrane plasmique. La protéine ZO-1 est localisée au niveau de la face
intérieure de la membrane plasmique. C'est un adaptateur moléculaire qui interagit, d'une part, avec
les occludines et les junctional adhesion molecules et, d'autre part, avec le cytosquelette d'actine
(Figure 1-30). ZO-1 régule indirectement la jonction adhérente dans les cellules endothéliales [174]

Lors de ce travail, nous avons visualisé les jonctions serrées par immunomarquages de la protéine
Z0-1.

1.3.3 Fonctions de I'endothélium des vaisseaux sanguins

L’endothélium vasculaire possede de nombreuses fonctions. La diffusion de |'oxygene et des
éléments nutritifs aux organes et I’élimination des déchets se font a travers l'endothélium des
capillaires sanguins. L'endothélium régule également le tonus vasculaire par la production de NO via
la NO-synthase 3 qui va induire la relaxation des cellules musculaires lisses des vaisseaux sanguins a
travers une guanylate cyclase. Cette vasomotricité régulée par I'endothélium controle directement le
débit sanguin. L'endothélium participe également a I'némostase, qui est le processus physiologique
permettant I'arrét des saignements [175]. Ainsi, I'endothélium forme une surface non thrombogene
qui empéche, en conditions normales, le sang de coaguler dans les vaisseaux sanguins. Par exemple,
une altération ou la disparition de I'endothélium, telle qu'observée lors de la rupture de la plaque
d'athérome, est a l'origine de la formation d'un thrombus et, en conséquence, de l'infarctus du
myocarde lorsque ce phénomene a lieu dans les arteres coronaires. L'endothélium participe également
a la formation des vaisseaux par angiogenese, le processus qui consiste en la mise en place de
nouveaux vaisseaux sanguins a partir de vaisseaux préexistants. Ce phénomeéne est essentiel au cours
de I'embryogenese et de la mise en place des vaisseaux sanguins, il est également impliqué dans
plusieurs pathologies chez I'adulte, notamment les cancers des tissus solides ou les rétinopathies
vasoprolifératives [176].

Dans ce travail, nous avons analysé deux autres réponses fonctionnelles de I'endothélium qui sont
I'activation inflammatoire et la perméabilité vasculaire.

1.3.3.1 Endothélium et réponse inflammatoire

L’endothélium joue un réle important dans la réponse immunitaire car il permet I'extravasation
des cellules immunitaires présentes dans la circulation sanguine vers les tissus inflammés. En
conditions normales, I’endothélium est "non-activé", c'est a dire non-thrombotique et non-adhérent
pour les leucocytes circulants [177]. Au cours de l'inflammation et sous la stimulation de cytokines pro-
inflammatoires telles le tumor necrosis factor alpha (TNFa) ou l'interleukine 1 (IL-1), les cellules
endothéliales sont "activées" et expriment alors, notamment, des ligands permettant aux leucocytes

circulants de rouler (via E-, P-sélectine) et d’adhérer a I'endothélium via InterCellular Adhesion
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Molecule- (ICAM) -1, -2 ; Vascular Cell Adhesion Molecule (VCAM) -1 puis de transmigrer au travers de
cet endothélium via leurs interactions notamment avec Platelet and Endothelial Cell Adhesion
Molecule 1 (PECAM-1/CD31), CD99 et Endothelial cell-Selective Adhesion Molecule (ESAM) et certaines
Junctional Adhesion Molecules (JAMs) afin d’infiltrer les tissus [178], [179]. Les leucocytes possedent
les ligands a tous ces récepteurs endothéliaux [179]. Ainsi, les interactions entre la E-sélectine, la P-
sélectine des cellules endothéliales et des glycoconjugués de surface des leucocytes sont impliquées
dans le roulement des leucocytes sur I'endothélium. D'autre part, les intégrines B2 portées par les
leucocytes lymphocyte function-associated antigen-1 (LFA-1, alLP2) et Mac-1 (aMB2) ont, elles, des
interactions fortes avec ICAM-1 endothéliale alors que l'intégrine very late antigen-4 (VLA-4, a4f1)
reconnait VCAM-1, permettant aux leucocytes d’adhérer fermement a I'’endothélium [180]. [180]. Au
niveau des jonctions, lors de l'interaction des cellules endothéliales avec les leucocytes au cours de la
transpédeése, un reconnaissance homophile entre PECAM-1/CD31 portées par les leucocytes et celles
portées par les cellules endothéliales participe au passage des cellules immunes a travers
I'endothélium. Il faut noter également que la phosphorylation du domaine intracellulaire de la VE-
cadhérine participe a l'ouverture transitoire de la jonction inter-endothéliale et au passage des
leucocytes lors de ce processus [181] (Figure 1-31) .
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Figure 1-31 Mécanisme moléculaire du passage des leucocytes a travers la barriere endothéliale, adapté
de [181]

L'activation de I'endothélium en conditions inflammatoires est vitale et sa régulation est cruciale.
Une localisation excessive ou aberrante de lI'activation endothéliale conduit a des troubles
inflammatoires tels que l'athérosclérose, l'inflammation chronique, la sclérose en plaques et la
polyarthrite rhumatoide. Un défaut de cette activation favorise le développement tumoral [182].
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Figure 1-32 Etapes de I'extravasation des leucocytes, adapté de [183]

1.3.3.2 La perméabilité vasculaire

La perméabilité vasculaire est une autre fonction importante qui est due a la perturbation des
jonctions serrées et adhérentes des endothéliales qui entraine un relachement de la barriére
vasculaire et une fuite de fluides dans les tissus [171]. La perméabilité vasculaire est affectée dans
plusieurs pathologies telles que I'inflammation, I'cedeme et I'accident vasculaire cérébral ischémique
[173], [184], [185]. Dans les cancers humains, la mauvaise qualité du réseau intra-tumoral avec,
notamment, une perturbation des jonctions entre les cellules endothéliales, crée des bréches
vasculaires et des vaisseaux fuyants [186]. Cette situation pourrait favoriser le passage de cellules
cancéreuses métastatiques dans la circulation sanguine. De plus, I'endothélium des vaisseaux sanguins
tumoraux, bien qu’imparfaitement constitué, protege activement les cellules tumorales de
I'infiltration de cellules immunitaires cytotoxiques circulantes dans la masse tumorale par sa fonction
barriére et par I'anergie induite par I'environnement tumoral [182], [187]-[189].

La perméabilité vasculaire est contrélée par différents acteurs moléculaires. Le VEGF a été tout
d'abord identifié sur sa fonction de vasoperméant (vascular permeability factor) et représente un
facteur de perméabilité majeur pour le réseau vasculaire [190]. Par fixation au VEGFR-2, il déclenche
I'activation de l'oncogene Src [191] et de la focal adhesion kinase [192], ce qui mene a la
phosphorylation de la VE-cadhérine [193] sur plusieurs résidus [194] et a son [195], provoquant ainsi
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la rupture de la jonction adhérente [196]. D'autres facteurs perméants vasculaires provoquent
également la phosphorylation de la VE-cadhérine, comme I'histamine ou le TNFa [197], [198]. La
thrombine est une protéase circulante impliquée dans la coagulation sanguine et qui convertit le
fibrinogene soluble en fibrine insoluble [199]. C'est également un vasoperméant naturel puissant; un
traitement de cellules endothéliales avec la thrombine modifie la distribution de la VE-cadhérine et
son association a la B-caténine, perturbe les jonctions adhérentes et induit un relachement des cellules
endothéliales [200].

Dans ce travail, nous avons induit la perméation vasculaire en stimulant les vaisseaux sur puce
avec de la thrombine, du TNFa ou de I'lL-1 qui sont des cytokines pro-inflammatoires également
vasoperméantes [201].
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Figure 1-33 Comportement suggéré des jonctions adhérentes lors d’'une augmentation de la perméabilité
endothéliale, adapté de [202]

1.3.4 Modeles fonctionnels de vaisseaux sur puce

1.3.4.1 Modeles d’activation vasculaire
Pour observer la réponse en activation des vaisseaux sur puce, différentes approches peuvent
étre mises en ceuvre, notamment des tests d’adhérence de cellules immunitaires ou cancéreuses, une
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analyse des surnageants de culture cellulaire et une analyse de I'expression de génes des cellules
endothéliales.

D’une part, la réponse de I'endothélium en activation peut s’évaluer de fagon fonctionnelle. Une
des méthodes couramment utilisées consiste a mesurer I'adhérence de cellules immunitaires sur
I’endothélium. Ici, nous ne présenterons pas les nombreux modeéles congus particulierement pour
étudier I'extravasation de cellules a travers la barriere endothéliale, mais seulement les modeles qui
ont utilisé cette propriété de I'endothélium comme outil de validation fonctionnelle. Le test
d’adhérence consiste a stimuler ou non les vaisseaux sur puce avec un composé pro-inflammatoire,
puis a injecter des cellules immunes ou cancéreuses marquées et enfin a dénombrer la quantité qui
s’est accrochée a la surface de I'endothélium. Les modeéles de vaisseaux sur puce qui ont mis en place
cette validation ont utilisé des monocytes [30], [203], des lymphocytes T [204] et des neutrophiles
[205], [206] (Figure 1-34). Dans la plupart des modeles, cette approche est mise en ceuvre dans des
conditions statiques, néanmoins il a été montré que la réalisation de ce test en flux réduisait
sensiblement le nombre de cellules qui adhéraient a I'endothélium [205]. Un test similaire a été
également réalisé en utilisant des particules fluorescentes recouvertes d’un anticorps dirigé contre le
récepteur d’adhérence des leucocytes ICAM-1 a la place des cellules immunitaires [207].

siCtrl-pV

SiEGFL7-pV

Normal (control) LPS treated for 4h LPS treated for 8h

Figure 1-34 Adhérence de THP-1 dans des vaisseaux sur puce activé ou non, adapté de [203], [208]

D’autre part, la réponse en activation peut étre évaluée au niveau moléculaire. Le surnageant de
culture cellulaire peut étre récupéré et analysé pour quantifier les protéines secrétées par les cellules
[206]. L'expression d’'ICAM-1 peut également étre mesurée par immunofluorescence [203], [209]
(Figure 1-35) , I'analyse des niveaux d’expression de génes connus pour étre régulés dans les cellules
endothéliales est également proposée [208].
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Figure 1-35 Evaluation de I'activation d’endothélia par immunomarquages d’ICAM-1, adapté de [203],
[209]

Dans le cadre de ce travail nous avons quantifié la réponse fonctionnelle en activation des
vaisseaux sur puce avec I'approche d’adhérence de cellules immunitaires et la réponse moléculaire via
le dosage des niveaux d’expression de genes des cellules endothéliales.

1.3.4.2 Modéles de perméabilité vasculaire

La fonction de barriere d’'un endothélium peut étre affectée a cause d’un contexte pathologique
ou par le biais de traitements médicamenteux par exemple. Il est essentiel de pouvoir évaluer cette
réponse fonctionnelle quantitativement. Dans ce but, deux approches ont principalement été utilisées
pour réaliser de telles mesures, la mesure de la résistance électrique transendothéliale ou
transendothelial electrical resistance (TEER) et la mesure du transport paracellulaire par la diffusion de
marqueurs moléculaires.

La mesure TEER est trés répandue pour évaluer la qualité d’une barriere biologique, notamment
avec I'approche utilisant des systéemes de membranes poreuses transwell ou équivalents. Elle consiste
a appliquer un courant alternatif, c’est-a-dire un flux d’ions, a basse fréquence (typiquement 12.5Hz)
a travers la couche endothéliale et a mesurer la différence de tension résultante pour en déduire la
résistance électrique des jonctions. Pour cela, il est nécessaire de placer des électrodes de part et
d’autre de la couche cellulaire [210] (Figure 1-36).

61



Electrode Electrode

T

Ryt Ry* Ry
Layer of cells

— e =
Semipermeable Membrane

Ce

< <
Ryger < 2 Riembrance
> [

Figure 1-36 Principe de la mesure TEER en transwell, adapté de [210]

Cette technique de mesure est cependant trés sensible a la position des électrodes et nécessite
une densité de courant uniforme dans la couche cellulaire. Pour ces raisons, elle est plus difficile a
mettre en ceuvre dans une puce microfluidique puisqu’elle demande I'intégration d’électrodes dans
les chambres de cultures pour étre placées au plus pres de la couche cellulaire. La majorité des modeles
comportant des électrodes pour la mesure TEER sont des modeéles de barriere hématoencéphalique.
La configuration la plus répandue est composée de deux chambres fluidiques séparées par une
membrane poreuse sur laquelle les cellules sont cultivées, des électrodes métalliques sont insérées
dans chaque compartiment et la mesure de résistance est effectuée a travers les cellules et la
membrane [79], [211], [212] (Figure 1-37). D’autres travaux ont également montré la possibilité de
réaliser cette mesure sur une monocouche cellulaire cultivée directement sur une matrice en 2D [213]
ou en 3D [214], [215] en plongeant les électrodes dans les ports d’entrée et de sortie de la puce
microfluidique (Figure 1-37).

62



\ ‘ Vz
A

(F)

125

Unit area resistance (ARPE)
» -
ETe—
100 g -
E3 (3 E1 1 ETS

: g

Es
5

25

day! day2 day3 dayd day1 day2 day3 dayd day5 dayé dayl day2 day3 dayd

I

Figure 1-37 Mesure TEER a travers la couche cellulaire reposant sur une membrane poreuse (haut),
adapté de [211], [212], a travers la couche cellulaire reposant sur un hydrogel (bas), adapté de [214]

Cells PhG ECM

Cependant, les mesures TEER dans un environnement microfluidique sont délicates. En effet, le
faible volume de milieu rend sa résistance comparable a celle de la couche cellulaire et réduit la
sensibilité de la mesure. Garantir une densité uniforme de courant est également difficile, pour cela
les électrodes peuvent étre étendues sur toute la longueur du canal mais elles génent alors
I’observation des cellules en microscopie. Le matériau choisi pour les électrodes doit, de plus, étre bio
compatible et ne pas se dégrader dans le temps. [216]

Une autre approche de mesure de la perméabilité est quantification de la diffusion de marqueurs
moléculaires. Elle permet d’évaluer la perméabilité apparente d’'un endothélium en mesurant le
transport paracellulaire de composés de différents poids moléculaires. Cette méthode a été elle aussi
développée a l'origine pour une mesure en configuration 2D dans des transwells, puis elle a été
adaptée a une utilisation dans les microsystémes. De nombreux modeles de vaisseaux sur puce
s’appuient sur un traceur fluorescent comme le dextran-FITC (Figure 1-38) ou de I'albumine pour
mesurer la diffusion, ceux-ci sont récapitulés dans le Tableau 1-7.

Tableau 1-7 Traceur fluorescents utilisés pour quantifier la diffusion.

Composé Poids moléculaire Référence
3kDa [32][215]
10kDa [217]
Dextran-FITC 40kDa [218], [219]
70kDa [30], [80], [123], [220], [221]
150kDa [222]
2MDa [215]

63



Sodium fluorescéine 376Da [213]
Albumin 66.5kDa [5]

Without bECs

0 min

1 min

3 min

5 min

Figure 1-38 Diffusion de Dextran-FITC 40kDa au travers d’un vaisseau sur puce de cerveau selon la
maturité de 'endothélium, adapté de [218]

Les molécules fluorescentes sont injectées dans la lumiere des vaisseaux puis, la diffusion de ces
traceurs est enregistrée par imagerie en utilisant un microscope a fluorescence. Le coefficient de
perméabilité diffusive est ensuite calculé en suivant I’Equation 10 [216].

p_d. 191
a7\ ot ),

Equation 10 : Pd : coefficient de perméabilité diffusive ; d : diamétre du vaisseau ; 10 : intensité moyenne
dans la région du vaisseau ; I(t) : intensité moyenne dans la région de diffusion au cours du temps

La simplicité de mise en ceuvre de cette approche fait qu’elle est la plus employée pour mesurer
la perméabilité vasculaire des vaisseaux sur puce. Toutefois, ce genre d’approche ne peut pas étre
utilisée pour du suivi dans la durée de la perméabilité d’'un méme vaisseau, a moins de parvenir a rincer
complétement les résidus de traceurs fluorescents entre deux mesures.

Ces deux approches fonctionnelles peuvent étre complétées par une analyse moléculaire en
visualisant les jonctions des cellules endothéliales par immunofluorescence (Figure 1-39). L'imagerie
permet alors de visualiser les ruptures des jonctions adhérentes et serrées, ainsi que I'espacement des
cellules.
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Figure 1-39 Exemples d'immunomarquages de vaisseaux sur puce pendant la maturation du vaisseau (A)
ou aprés un traitement perméabilisant (B et C), adapté de [218], [222], [223]

Dans le cadre de ce travail, nous avons évalué la perméabilité des vaisseaux sur puce en mesurant
la diffusion de Dextran-70kDa via vidéo-microscopie fluorescente et analyse d’image. Nous avons
ensuite marqué leurs jonctions par immunofluorescence.

1.3.4.3 Intégration de cellules périvasculaires dans les modéles

Afin de recréer avec plus de complexité la structure des vaisseaux sanguins, des cellules
périvasculaires ont été intégrées aux modeles de vaisseaux sur puce dans le but de mimer les péricytes
ou les cellules musculaires lisses naturelles. Une approche intéressante repose sur I'auto-assemblage
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de cellules endothéliales en présence de cellules périvasculaires intégrées dans des hydrogels -
généralement de la fibrine, un processus proche de la vasculogenéese naturelle [125]. D’autre part,
parmi les approches visant a reconstituer les différentes couches cellulaires concentriques vasculaires,
I'une d’elle consiste a mélanger des cellules périvasculairesa I’'hydrogel entourant le canal tapissé de
cellules endothéliales [80], [131]. Une autre méthode consiste a ensemencer des cellules stromales de
moelle osseuse [217] ou des péricytes de cerveau [32] avant les cellules endothéliales sur la méme
surface d'hydrogel, résultant en une couche composite de cellules. Pour obtenir une structure
concentrique, des aiguilles amovibles ont également été utilisées pour ensemencer séparément les
cellules endothéliales et périvasculaires dans des structures en forme de tube, une méthode de
fabrication assez efficace [58], [224] (Figure 1-40).

(i) GeIMA chnni:el (ii) Perfusion of Dye
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Top View Cross-Section
|

Collagen I

. BMSCs ;

ECs

e

Cover Glass
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Figure 1-40 Exemple de vaisseaux sur puce composés d’une couche endothéliale et de pericytes, adapté
de [32], [80], [217], [224].

Dans le cadre de ce travail nous avons choisi de fabriquer une multicouche cellulaire composée
de cellules endothéliales et de fibroblastes de poumons pour mimer des péricytes.

1.4 CHALLENGE DE LA MONTEE EN ECHELLE

De nombreux modeéles de vaisseaux sur puces sont parvenus a reproduire un contexte
physiologique pertinent (morphologie, flux, multicouche cellulaires) et ont été développés pour
étudier les réponses moléculaires et fonctionnelles d’endothélia dans des contextes pathologiques ou
lorsqu’ils étaient soumis a un traitement. lls représentent donc un outil versatile et complexe en
termes de situations reproduites pour le criblage de médicament. Cependant, la plupart des dispositifs
existants sont limités du point de vue de leur évolutivité et de leur standardisation [225]. Pour franchir
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le cap de l'industrialisation, ces problématiques doivent étre prises en compte dés la conception des
vaisseaux sur puces.

Un effort récent a été fourni dans ce sens, afin de fournir des plateformes de vaisseaux sur puce
plus facile d’utilisation et parallélisable. De telles plateformes ont été développées pour correspondre
au format de plagques 96- ou 384-puits (Figure 1-41), pour des applications pour I’étude de la barriére
hématoencéphalique [226], pour le criblage d’inhibiteurs de I'angiogenese [227], de la perméabilité
vasculaire [222], pour le criblage de molécules [75], pour I'étude de l'interaction endothélium-
péricytes [228].
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Figure 1-41 Exemples de parallélisation de vaisseaux sur puce en plague multi-puits, adapté de [75], [227],
[228]

Dans le cadre de ce travail, nous avons concu les puces microfluidiques dans des dimensions
compatibles avec le format d’une plaque 96-puit et nous avons choisi de mettre en ceuvre des
techniques de fabrication et de culture automatisable et potentiellement robotisables.
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Materiel et
methodes
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2.1 MICROFABRICATION

2.1.1 Moules en résine par photolithographie

Les moules en résine SU-8 ont été fabriqués a partir de substrats ou wafers de silicium (Siltronix
Silicon Prime wafers CZ, diametre: 76.2 + 0.5 mm, épaisseur: 380 + 25 um, orientation: <100>, type
dopage: P-Boron, résistivité: 1-20 Q.cm). Une couche d’accroche d’hexamethyldisilazane (HDMS) a
d’abord été déposée puis recouverte de résine SU-8 2050, 2075 ou 2100 (Micro Chem) par
centrifugation (Figure 2-1) selon les parametres donnés dans le Tableau 2-1 (recettes établies d’apres
les recommandations fabricant). La résine a ensuite été insolée selon un motif choisi sans masque
physique avec un systeme d’exposition laser MLA150 (Heidelberg Instruments). La SU-8 a ensuite été
développée avec du SU-8 developper (SU-8 DEV, Micro Chem), le wafer a été rincé et un recuit final a
été réalisé.

Exposition Structure
uv finale obtenue

Wafer en
silicium

\

Résine SU8

Figure 2-1 Etapes de fabrication du moule par photolithographie de résine SU-8

Tableau 2-1 Recettes suivies pour |I'obtention du moule en fonction de la résine SU-8 utilisée et de la
hauteur des canaux souhaitée.

SU-8 2075 - 90pum
Etape Parametres
Vitesse 1000 rpm
Accélération 1000
rom/s
Temps 30s
Vitesse 500 rpm
Accélération 500 rpm/s
Temps 30s
Vitesse 2000 rpm
Accélération 500 rpm/s

Dépot par centrifugation HMDS

Dépot par centrifugation SU-8

Temps 45s
Recuit doux > min a 65°C
15 min a95°C
Insolation Kloé UV 365nm 100%
Recuit post exposition 3m!n ? 65°C
8min a 95°C
8min
, 20s (ringage avec SU-8
Développement SU-8 DEV DEV neu)
10s (IPA)
Recuit final 30min a 200°C
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SU-8 2050 — 100pm

Etape

Dépot par centrifugation SU-8

Recuit doux
Insolation Heidelberg
Recuit post exposition

Développement SU-8 DEV

Recuit final

Parameétres
Vitesse 500 rpm
Accélération 100 rpm/s
Temps 10s

Vitesse 1600 rpm
Accélération 300 rpm/s
Temps 30s
5 min a 65°C
15 min a 95°C
UV 365nm, 240mJ/cm?
5min a 65°C
10min a 95°C
8min (SU-8 DEV)
20s (SU-8 DEV)
10s (IPA)
30min a 200°C

SU-8 2100 - 200pm

Etape

Dépot par centrifugation HMDS

Dépot par centrifugation SU-8

Recuit doux
Insolation Heidelberg

Recuit post exposition

Développement SU-8 DEV

Recuit final

Parametres
Vitesse 1000 rpm
Acceleration 1000

rom/s

Temps 30s

Vitesse 500 rpm
Acceleration 100 rpm/s
Temps 10s

Vitesse 3000 rpm
Acceleration 300 rpm/s
Temps 30s
5 min a 65°C
20 min a 95°C
UV 365nm, 250mlJ/cm?
5min a 65°C
10min a 95°C
12min
20s (ringcage avec SU-8
DEV neuf)
10s (IPA)
30min a 200°C

2.1.2 Moule en silicium par gravure a ions réactifs

Le moule en silicium a été fabriqué a partir d’'un wafer de silicium (Siltronix Silicon Prime wafers
CZ, diametre : 100 * 0.3 mm, épaisseur: 525 + 20 um, orientation: <100>, type dopage: P-Boron,
resistivité: 1-10 Q.cm). Le silicium a été localement gravé en protégeant certaines parties avec une
résine négative AZ15nXT (MicroChemicals). La résine a été déposée par centrifugation selon les
parametres décrits dans le Tableau 2-2. Apres recuit, insolation et développement le silicium a été
gravé par le procédé Bosch dans un bati de gravure ionique réactive profonde ou deep reactive ion

72



etching (DRIE), avec des étapes de passivation au C4F8 et de gravure au SF6. Apres cette étape de
gravure, une fine couche d’environ 100nm de revétement de type « Téflon » a été déposée sur la
surface du substrat de silicium a I'aide d'un plasma C4F8 pour faciliter le démoulage des puces.

. Exposition
Résine uv
Wafer en AZ15nXT
silicium ’;“'
' - — = '
la résine téflon

Figure 2-2 Etapes de fabrication du moule par gravure de silicium

Tableau 2-2 Recette suivie pour la gravure du moule en silicium

250pum
Etape Parameétres
(A . . Vitesse 1500 rpm
HMDS dépot par centrifugation (capot Accélération 1000 rpm/s
ouvert)
Temps 45s
LA . . Vitesse 2500 rpm
AlenXT(f:S?:é ﬁZ;gEC:;fugatlon Accélération 1000 rpm/s
Temps 30s
Recuit 110°C pdt 3min
Insolation Khloé UV 365nm, 45s a 9ImW/cm?2
Recuit 120°C pdt 1min
Développement MIF 326 1min 45s
Densification 120°C pdt 1h

Step gravure/passivation 3/2,2 s
C4F8: 100 sccm (passivation)
SF6: 450 sccm (etching)

Puissance:
Coil génération 13,56 MHz
Gravure bati (DRIE) STS System: Gravure: 2500W
Procédé Bosch Passivation: 1000W

Platen Generator: 45W

Vitesse de gravure 6,5um/min
Sélectivité résine: 0,014 um/um gravé de si
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2.1.3 Moule en aluminium au format SBS

Les canaux ont été congus dans deux formats : h0.4mm x 10.4mm et h0.3mm x [Imm. La longueur
des canaux a été fixée a 9mm pour correspondre a I'espacement entre les puits d’une plaque standard
SBS 96-puits qui permet de réaliser 48 microcanaux indépendants. Les fichiers informatiques des plans
du moule 3D (Autodesk Fusion 360 2020, v2.0.10440) ont été importés dans le logiciel de contrdle du
Datron NEO machining center pour sa fabrication, cet équipement d'usinage numérique permet
d'atteindre des résolutions en X, Y et Z de +/- 5um. Les moules ont été usinés dans des plaques
d’aluminium de 10mm d’épaisseur. Les dimensions ont ensuite été vérifiées par un comparateur
mécanique sur un marbre et par imagerie optique pour la hauteur et la largeur des canaux
respectivement.

2.1.4 Moulage du Polydimethylsiloxane (PDMS)

Une solution de PDMS (Sylgard 184 Silicone Elastomer Kit, Dow chemicals, Ellsworth Adhesives
France, Pontoise, France) a été reconstituée avec un ratio [monomere : agent réticulant] de [10:1],
dégazée avec un mixeur a centrifugation planétaire ("THINKY MIXER" ARE-250) et versée délicatement
sur le moule en veillant a ne pas créer de bulle (Figure 2-3). L'ensemble a alors été placé a 90°C pendant
2h pour réticuler thermiquement le PDMS. Les entrées et sorties fluidiques ont été ensuite perforées
avec un emporte-piece de biopsie (biopunch) de diameétre variable (Imm, 1.2mm, 1.5mm ou 2mm) .
La plaque de PDMS a été finalement découpée aux dimensions des lamelles de verre (ThermoFisher
Scientific, Illkirch, France) choisies selon les dimensions des canaux.

: : § \‘\~;,. ——
Miasisrmala PDMS pouring Release of Inlet drillin Plasma Put in contact
& reticulation PDMS replica g treatment for bonding

Figure 2-3 Processus de fabrication et d'assemblage des puces en PDMS , adaptée de elveflow.com

2.1.5 Assemblage des puces

Les lamelles de verre ainsi que les pieces de PDMS ont été rincées successivement dans de
I’éthanol, de I'isopropanol et de I'eau déminéralisée puis délicatement séchées avec un flux d’azote.
La surface de PDMS a été collée sur le verre grace a une activation de surface par traitement plasma
oxygene réalisée avec un Plasma cleaner (PDC-002, Harrick Plasma) pendant 10min sur les deux
surfaces avant d’étre pressées manuellement I'une contre I'autre. Une derniére étape de recuit a 95°C
pendant 3h pour renforcer les liaisons entre le PDMS et le verre a été réalisée. Une fois refroidies, les
puces ont été stockées dans des bofites de Pétri stériles a température ambiante.
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2.2 CULTURE CELLULAIRE

Les cellules endothéliales humaines primaires de veine ombilicale Human Umbilical Vein
Endothelial Cells (HUVEC), les endothéliales microvasculaires pulmonaires Human MicroVascular
Endothelial Cells-Lung (HMVEC-L) et les fibroblastes humains primaires Normal Human Lung
Fibroblasts (NHLF) (Lonza, Verviers, Belgique) ont été cultivées respectivement dans de 'EGM-2, de
I'EGM2-MV et du FGM-2 selon les instructions du fournisseur. Les monocytes THP-1 (ATCC, LGC
Standards, Molsheim, France) ont été cultivés dans du milieu RPMI 1640 (Thermofisher Scientific,
lllkirch, France), 10% de sérum de veau chauffé a 56°C pendant 20min (Hyclone, Fisher Scientific SAS,
lllkirch, France), 1 mM pyruvate, 50 uM B-mercaptoethanol, 50U/ml penicillin, 50pg/ml streptomycine.
Les HUVEC et les NHLF ont été utilisées entre les passages 1 et 7, les HMVEC-L entre les passages 3 et
7. Toutes les cellules ont été cultivées dans des incubateurs saturés en humidité a 95% d’air et 5% de
CO,a37°C.

2.3 CREATIONS DES VAISSEAUX PAR FOCALISATION
HYDRODYNAMIQUE

Une solution de collagéne neutralisée a été préparée en mélangeant une solution Cellmatrix Type
I-A en acide acétique pH 3 (Fujifilm WAKO, Sobioda cat.no. W1W631-00651, Montbonnot St Martin,
France), du tampon de Hank 10x et une solution neutralisante (NaHCOs; 260 mM, HEPES 20 mM, 0.05
N NaOH) dans un rapport volumique de 8:1:1, sur glace. La solution de collagéene a été placée dans 2
tubes 1.5 ml (500ul de solution par tube) qui servent de réservoir a pressuriser. Une solution de glucose
neutralisée a été préparée en mélangeant une solution de glucose a 25% (D-glucose, Sigma, St. Quentin
Fallavier, France), du tampon de Hank 10x et une solution neutralisante (NaHCO3; 260 mM, HEPES 20
mM, 0.05 N NaOH) a un rapport volumique de 8:1:1, afin pour atteindre des concentrations similaires
a la solution de collagene. Cette solution a été placée dans un tube de 15mL (10mL par tube) qui sert
de réservoir a pressuriser. Les réservoirs ont été connectés a la puce de focalisation hydrodynamique
via un assemblage de tubes semi-rigides en polytetrafluoroethylene (PTFE, 0.3mm ID, 1.6mm OD,
Adtech polymer engineering) et souples en silicone (0.5mm ID, 2.1mm OD, Thermo scientific, lllkirch,
France) préalablement rincés a I’éthanol et a I'eau stérile. Un réservoir vide a également été placé en
sortie de la puce (Figure 2-4). Un contréleur de pression MFCS 7 bars (Fluigent, le Kremlin Bicétre,
France) contrélé par le logiciel MAESFLO (Fluigent, le Kremlin Bicétre, France) a été relié aux réservoirs
via des capuchons de pressurisation P-CAP 2mL haute pression (Fluigent, le Kremlin Bicétre, France).
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Figure 2-4 Montage expérimental pour la focalisation hydrodynamique de fibre de collagene

La taille des phases de collagene et de glucose a d’abord été équilibrée en faisant varier la pression
autour de 250mbar sur chaque voie. A I'apparition des fibres de collagéne, la pression des voies
latérales a été augmentée a 1bar pour leur permettre d’avancer dans le canal microfluidique. Lorsque
gu’une structure satisfaisante a été obtenue, la contre pression a été doucement augmentée en sortie
pour figer les fibres. Les tuyaux d’entrées de la puce ont été pincés avec des clamps en plastique, puis
la puce déconnectée des réservoirs.

Une seringue de 1mL a été connectée en sortie de la puce et a été utilisée en aspiration pour
remplacer la solution de glucose par du milieu de culture EGM-2. Une suspension cellulaire d’"HUVEC a
50 000 cellules/uL a été aspirée dans la puce via I'entrée fluidique centrale par I'actionnement de la
seringue en sortie de la puce. L’'ensemble a ensuite été placé dans un incubateur pendant 24h saturé
en humidité a 95% d’air et 5% de CO, a 37°C.
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2.4 CREATION DES VAISSEAUX PAR VISCOUS FINGER PATTERNING
(VFP)

Une solution de collagéne neutralisé a été préparée en mélangeant une solution Cellmatrix Type
I-A en acide acétique pH 3 (Fujifilm WAKO, Sobioda cat.no. W1W631-00651), du tampon de Hank 10x
et une solution neutralisante (NaHCO; 260 mM, HEPES 20 mM, 0.05 N NaOH) dans un rapport
volumique de 8:1:1, sur glace. Le VFP a été réalisé en remplissant les canaux avec 15 pl de solution de
collagene neutralisée par l'une des entrées et en laissant les cOnes de pipette en place, puis en
injectant 2 a 3 ul de milieu de culture contenant ou non des HUVEC (30 000 cellules/ul) dans I'ouverture
fluidique opposée (Figure 2-5). Les dispositifs ont été incubés a 37°C afin de permettre la gélification
du collagene et I'adhérence cellulaire. Aprés 15 minutes, 20 pl de milieu de culture ont été ajoutés a
I'entrée et les pointes de pipettes ont été soigneusement retirées grace a un léger mouvement de
torsion. La procédure a éventuellement été effectuée une deuxiéme fois dans le cas d’un double VFP
apres avoir retiré le milieu des entrées.

Cell suspension

. Collagen -
PDMS ' / |

{

1 o o

-

st o

A 9 ——

Figure 2-5 Etape de création d'un vaisseau par VFP

2.5 TEST DE PERMEABILITE

Les vaisseaux ont été stimulés avec 20uL de thrombine (T4393, Sigma-Aldrich, St. Quentin
Fallavier, France) aux concentrations indiquées pendant 2-4h, puis 30uL de Dextran 70kDa-FITC
0.1mg/ml ont été injectés. La diffusion du Dextran a été enregistrée en vidéo fluorescence avec un
microscope automatisé Keyence BZ-X710. Le coefficient de perméabilité par diffusion P4 a été calculé
en mesurant la différence entre I'intensité moyenne de fluorescence dans le gel et dans la lumiére du
vaisseau au cours du temps. Pour obtenir des données quantitatives a partir des images de vidéo-
microscopie, une macro Image J (FlJI software v1.53¢ [229]) a été créée, celle-ci permet de séparer
les segments de I'image concernant le vaisseau ou le gel. Le coefficient de perméabilité par
diffusion P4 a été ensuite calculé selon I’équation suivante :
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2.6 TEST DE REPONSE EN ACTIVATION

Les cellules endothéliales en 2D ou en vaisseaux sur puce ont été stimulées par incubation avec
10ng/ml de TNFa, IL-1 ou IL-6 pendant 4h en incubateur a 37°C en atmosphére saturée en humidité a
95% air/5% CO,. Des monocytes THP-1 (5-10 10° cellules) dans leur milieu de culture ont été
centrifugées a 200g pendant 5 min a température ambiante puis rincées en 5mL de milieu RPMI,
centrifugées & nouveau dans les mémes conditions puis reprises en RPMI a 5.10° de cellules/mL. Les
cellules ont ensuite été marquées en présence de 5uM de calcéine-AM (Thermofisher Scientific,
lllkirch, France) pendant 30 minutes a 37C° a I'obscurité, lavées deux fois avec 5mL de RPMI par
centrifugation avant d'étre mises a adhérer sur les HUVEC en 2D ou dans les vaisseaux sur puce en 3D.
Les cellules ont ensuite été fixées 15min en PBS, 4% paraformaldéhyde a température ambiante,
rincées et conservées en PBS a 4°C jusqu'a l'analyse.

2.7 IMMUNOFLUORESCENCE ET MICROSCOPIE

Les vaisseaux ont été rincés avec du tampon phosphate salin (PBS, Life technologies, lllkirch,
France), puis fixés dans du PBS, 4% paraformaldéhyde (PFA, Santa-Cruz Biotechnologies, Heidelberg,
Germany) pendant 90min a température ambiante. lls ont été ensuite incubés en PBS, 5% albumine
bovine sérique (BSA, Sigma-Aldrich, St. Quentin Fallavier, France) pendant 1h a température ambiante
puis pendant 2h en présence d’anticorps primaire en PBS, 0.5% BSA, 0.3% Triton-X100 (Sigma-Merck,
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St. Quentin Fallavier, France), rincés 3 fois 5min en PBS puis incubés en présence d’anticorps
secondaire en PBS, 0.5% BSA, 0.3% Triton-X100 pendant 1h puis rincés comme précédemment. Les
vaisseaux ont été post-fixés en PBS, 4% de paraformaldéhyde pendant 10min, rincés deux fois 5min
en PBS et incubés en PBS, 1ug/ml DAPI pendant 10min a température ambiante, rincés deux fois 5min
en PBS et enfin stockés a 4°C jusqu’a observation. Les anticorps primaires et autres réactifs utilisés
sont listés dans le Tableau 2-3:

Tableau 2-3 Liste des réactifs utilisés pour les immunomarquages

Anticorps primaires
sc-9989 Santa-Cruz Biotechnologies,

vascular endothelial (VE)-cadhérine 1:250 Clinisciences, Heidelberg, Germany
vascular endothelial (VE)-cadhérine 1:100 SC_.6L.15§ Santa—Crlfz Biotechnologies,
Clinisciences, Heidelberg, Germany
a-actine de muscle lisse -FITC 1:250 F3777, S|gma—AIdr|ch, St. Quentin
Fallavier, France
Zona Occludens-1 1:250 617300, ThermoFisher scientific, lllkirch,
France
N-cadhérine 1:250 AF6426, R&D, Minneapolis, USA
Péricentrine 1:250 Ab4448, Abcam, Paris, France
Autres
BODIPY Phalloidine 558/568 1:250 B-3475, ThermoFischer scientific, lllkirch,
France
DAPI 1pg/ml D9542-1MG, Sigma-Merck, St. Quentin

Fallavier, France
Les images ont été prises avec un microscope confocal (Laser Scanning Microscope 880, LSM 880, Carl

Zeiss, Oberkochen, Germany) et traitées avec le logiciel d’édition ZEN 2 blue (Carl Zeiss). Les
reconstructions 3D ont été générées grace au module « 3D viewer » du logiciel FIJI v1.53c [230].

2.8 ANALYSE DE L'EXPRESSION DE GENES PAR RT-QPCR

Les vaisseaux ont été lysés individuellement avec 30uL de TRIzol (Thermofisher Scientific, lllkirch,
France), les extraits cellulaires récupérés et les ARNs totaux purifiés par extraction au
phénol/chloroforme et précipitation. La concentration des ARNs a été mesurée avec un NanodropOne
(Thermofisher Scientific, lllkirch, France) et la réaction de transcription inverse réalisée a I'aide du kit
« High capacity cDNA reverse transcription kit with RNase inhibitor » (Applied Biosystems,
Thermofisher Scientific, lllkirch, France). La PCR quantitative a été réalisée en duplex,
mélangeant le cDNA avec une sonde TagMan marquée FAM du géne testé (Thermofisher
Scientific, lllkirch, France) et une sonde B2-microglobuline marquée VIC dans une machine
StepOne Plus. Alternativement, les cDNA (100ng) ont été analysés dans des cartes
personnalisées Tagman Array cards (ThermoFisher Scientific, lllkirch, France) sur une machine
QuantStudio7 Flex. Les valeurs Cr ont été calculées apres sélection des seuils sur la partie
supérieure et linéaire de la courbe d'amplification logarithme-2 a I'aide du logiciel StepOne
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v2.3. Les données sont exprimées en 22T ou ACr = Cr du transcrit d'intérét - Cr de référence
(B2-microglobuline) mesurés dans le méme tube et AAC: = ACr moyen échantillons
expérimentaux - ACr moyen échantillons témoins de la méme expérience. RQ (quantité
relative) est 2"22CT et transforme les données logarithmique-2 en valeurs décimales.
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3.1 ELABORATION D’UN MODELE DE BARRIERE ENDOTHELIALE EN
PUCE MICROFLUIDIQUE

Grace aux conclusions de I'étude bibliographique du chapitre d’introduction, nous avons défini
les caractéristiques souhaitées pour notre modele de vaisseaux sanguins sur puce : la nécessité
d’établir un endothélium formant une interface lisse et continue entre la lumiére du vaisseau et la
matrice, un dispositif perfusable, un processus de fabrication automatisable et un design adaptable au
haut débit. Ce chapitre présente les deux procédés développés au cours de ce travail pour créer une
barriere endothéliale sur hydrogel en répondant au cahier des charges défini ci-dessus : la focalisation
microfluidique hydrodynamique (flow focusing) et le modelage par digitation dans un fluide visqueux
(Viscous Finger Patterning, VFP). Pour chaque procédé, nous nous intéressons a la facilité de mise en
ceuvre et a la reproductibilité, ainsi qu’a I’évolution de la conception géométrique des canaux
microfluidiques. Cette partie explique également les difficultés rencontrées pour I'ensemencement
des cellules endothéliales et les solutions apportées.

3.1.1 Technique de focalisation hydrodynamique

La focalisation hydrodynamique repose sur le fait que les écoulements au sein d’un canal
microfluidique sont laminaires méme lorsque le débit est élevé, les différents fluides injectés dans le
canal restent dans des phases séparées et leurs échanges ne sont régis que par une diffusion limitée
vis-a-vis de la longueur du canal [144], [231]. L'objectif ici a été de profiter de ce phénomene pour
former une structure composée de deux phases d’hydrogel, qui constitueront la matrice d’adhérence
des cellules endothéliales, séparées par une phase aqueuse qui formera la lumiére du vaisseau.

Afin de mettre en mouvement les fluides au sein des puces microfluidiques, différentes
configurations ont été comparées dans le but de choisir une instrumentation permettant d’obtenir des
phases distinctes, régulieres et stables dans le temps une fois le flux arrété. Il était également
nécessaire que le dispositif mis en place soit capable de mettre en mouvement des fluides visqueux
puisque nous travaillions avec des hydrogels.

3.1.1.1 Mise en place du procédé - essais initiaux

La premiere étape dans la mise en ceuvre de la focalisation hydrodynamique a été de mettre en
place la technique au laboratoire et de vérifier la possibilité d’obtenir des phases distinctes a partir de
liguides hautement miscibles. Pour cela, nous avons élaboré une puce microfluidique a partir d'un
dessin technique existant. Le moule a été fabriqué par gravure sur silicium par procédé Bosch, qui
consiste a attaquer chimiquement le silicium pour le graver. La puce a été réalisée avec du PDMS
assemblé sur une lame de verre. Le circuit fluidique était ainsi composé de trois entrées, d’une sortie
et d’un canal principal mesurant 2000um x 400um x 100um (L x w x h) (Figure 3-1).
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Figure 3-1 Connections fluidiques et dimensions de la puce en PDMS

Afin de mettre au point la technique au laboratoire, différentes solutions d’eau additionnée de
colorants alimentaires ont été injectées au sein de la puce microfluidique. Pour une bonne visualisation
des phases, nous avons choisi un colorant bleu pour les entrées latérales et un colorant rouge pour
I’entrée centrale. La mise en mouvement du flux a été tout d’abord effectuée en utilisant une simple
seringue placée en sortie du dispositif, actionnée manuellement pour créer un effet d’aspiration des
solutions placées dans des réservoirs d’entrée. La résistivité des différentes entrées étant supposée
égale car de mémes dimensions et la viscosité des solutions étant la méme, il était attendu que des
phases de largeurs équivalentes se forment au sein du canal principal de la puce. La Figure 3-2 illustre
la phase centrale en rouge bien distincte des phases périphériques bleues. Les trois phases restent
bien séparées et stables tant que la seringue est actionnée et que les fluides s’écoulent.
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Figure 3-2 Focalisation de flux au sein d'une puce microfluidique par aspiration manuelle d’eaux colorées,
barre = 1mm

Le systéme mis en place était donc fonctionnel et nous avons commencé les essais avec des
hydrogels.
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3.1.1.2 Focalisation hydrodynamique d’hydrogels

La mise au point de cette approche a été poursuivie en utilisant des hydrogels dans le but de
former la base matricielle des futurs vaisseaux sanguins. Nous avons envisagé d’utiliser deux types
d’hydrogels. L'un est une solution d’acide hyaluronique liquide (Biomimesys, HCS Pharma) qui peut
étre manipulée comme un fluide visqueux et qui nécessite ensuite une congélation puis une
lyophilisation pour former la matrice finale. L’autre hydrogel utilisé est une solution de collagene de
type | qui gélifie a température ambiante et a pH neutre. Dans les deux cas, la solution initiale
d’hydrogel est beaucoup plus visqueuse que I'eau utilisée pour les tests précédents.

3.1.1.2.1 Focalisation hydrodynamique avec la matrice Biomimesys

Une solution de Biomimesys colorée en bleu a été injectée dans les entrées latérales de la puce
microfluidique et de I'eau distillée dans la voie centrale. La Figure 3-3 montre trois phases liquides bien
distinctes a I’entrée du canal central. Cependant, plus les phases ont progressé dans le canal, plus la
phase aqueuse s’est élargie, jusqu’a occuper toute la largeur du canal. Ceci s’explique probablement
par le fait que la solution d’hydrogel était beaucoup plus visqueuse (environ 100mPa.s) que I'eau (1
mPa.s, 20°C, 1bar) et demandait donc une différence de pression plus élevée pour étre mise en
mouvement en comparaison a la solution aqueuse.

v

Figure 3-3 Focalisation hydrodynamique avec un hydrogel visqueux (bleu) et une solution aqueuse au sein
d’une puce microfluidique par aspiration manuelle, barre= 400um

Le flux étant généré par aspiration en sortie de la puce, il était impossible dans ces conditions de
controler les flux d’entrée de chaque solution individuellement. La phase aqueuse moins visqueuse
prenait logiquement toute la largeur du canal au cours du procédé. Une solution envisagée a été alors,
d’une part, d’utiliser un fluide de viscosité similaire a I’hydrogel utilisé (huile de silicone) pour
remplacer I'eau dans la voie centrale. D’autre part et étant donné que la différence de pression
générée par une seringue est directement liée et limitée par sa géométrie, nous avons choisi d’utiliser
une puce microfluidique commerciale présentant moins de résistivité fluidique, c’est-a-dire avec des
canaux plus larges. Cela nous a également évité de relancer une fabrication couteuse et chronophage
d’un moule avec des nouvelles dimensions a cette étape de preuve de principe.
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3.1.1.2.2 Amélioration du dispositif technique

Pour ces essais, un pousse-seringue connecté a une puce microfluidique commerciale Ibidi (p-
Slide 111 3in1 cat. no: 80316) en polymere composée de trois entrées, une sortie et d'un canal principal
mesurant 2000um x 3000um x 400um (L x w x h) ont été utilisés. Les voies latérales de la puce ont été
connectées a un réservoir d’hydrogel coloré en bleu ou en rouge (Biomimesys) et la voie centrale a été
connectée a un réservoir d’huile de silicone AP100 (Sigma-Aldrich, St. Quentin Fallavier, France,
viscosité d’environ 100 mPa.s, donnée fabricant). Dans des conditions d’aspiration et avec un débit
programmé de 50mL/h, on a bien obtenu 3 phases distinctes, comme attendu (Figure 3-4 A).

Puisque I'hydrogel Biomimesys a besoin d’étre congelé pour étre transformé en sa forme
hydroscaffold finale, il était nécessaire de déconnecter la puce aprés la formation des phases pour
finaliser le processus de fabrication de la matrice. Il était donc impératif que la séparation des trois
phases soit conservée a I'arrét des flux. Lorsque le débit a été progressivement diminué a 40mL/h, les
phases sont devenues légerement perturbées et moins rectilignes mais elles sont cependant restées
bien distinctes (Figure 3-4 B) A I'arrét total du flux, les phases sont restées légérement distordues mais
globalement bien séparées et stables (Figure 3-4 C).

Figure 3-4 Focalisation hydrodynamique d'un hydrogel visqueux (bleu et rouge) et d'une huile de silicone,
une graduation = 1mm

Aprés une amélioration supplémentaire des conditions d’arrét du flux par clampage, cette
approche a permis de conserver trois phases réguliéres et bien distinctement séparées (Figure 3-5 A)
méme aprés déconnexion de la puce (Figure 3-5 B)
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Figure 3-5 Structure triphasée obtenue par focalisation hydrodynamique d'un hydrogel visqueux (bleu) et
d'une huile de silicone avant arrét du flux (A) et aprés I'arréte du flux (B), une graduation = Imm

Une fois la puce déconnectée, les étapes de congélation et de lyophilisation de I’hydrogel
Biomimesys pour lui donner sa forme finale ont pu étre réalisées directement dans la puce ou la
distinction entre les deux phases de matrice et le canal central d’un futur vaisseau était bien visible
(Figure 3-6).

Biomimesys
with blue dye
Air

Biomi
with blue dye

Figure 3-6 Matrice Biomimesys apres la finalisation de son processus de fabrication au sein d’une puce
microfluidique en canal simple (gauche) et aprés le procédé de focalisation hydrodynamique (droite).
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Cette approche de focalisation hydrodynamique et I'instrumentation mise en ceuvre nous ont
ainsi permis de déposer de fagon satisfaisante I’hydrogel sur les parties latérales du canal central de la
puce microfluidique et de créer un lumen ou ensemencer des cellules endothéliales par la suite.

Afin de vérifier la compatibilité de I'hydrogel Biomimesys avec |'établissement d'une monocouche
et la culture des cellules endothéliales, nous avons ensuite ensemencé des HUVEC a différentes
densités dans une plaque 96-puits préalablement remplie de Biomimesys sous sa forme finale, c’est a
dire une structure lyophilisée macroporeuse (hydroscaffold) d’acide hyaluronique. La visualisation des
cellules par imagerie a contraste de phase étant impossible a cause des fibres de Biomimesys, nous
avons réalisé un marquage nucléaire pour observer la répartition des cellules endothéliales apres 24h
par fluorescence. Dans toutes les conditions testées, I'hydroscaffold était malheureusement trop
poreux (porosité=200um, donnée fabriquant), les cellules endothéliales ne se sont pas étalées, elles
sont entrées dans I'épaisseur de la matrice et ont formé des grappes (Figure 3-7). L’hydrogel
Biomimesys n’a donc pas permis |'établissement d’'une monocouche endothéliale.

50.000 cels ¥ 100 000 cells -

Figure 3-7 Ensemencement de cellules endothéliales dans I'hydroscaffold Biomimesys, bleu = DAPI,
contraste de phase = fibre de biomimesys.

Pour contrecarrer le probléme de porosité qui empéchait I'établissement d’'une monocouche, la
matrice lyophilisée de Biomimesys a été remplie avec un hydrogel, soit du Biomimesys sous forme
liguide, soit une solution de collagene de type I. Ces hydrogels ont été introduits préalablement a
I’ensemencement des HUVEC dans la matrice lyophilisée Biomimesys. Dans le cas du Biomimesys
liquide, les cellules endothéliales ne se sont pas étalées et ont a nouveau formé des grappes (Figure
3-8). Lorsque que la matrice Biomimesys a été remplie de collagéne, les cellules ont semblé former
une monocouche a sa surface.
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Figure 3-8 Ensemencement de cellules endothéliales dans I'hydroscaffold Biomimesys avec différents
matériaux de remplissage

Méme si cette approche a pu sembler intéressante, la matrice Biomimesys avait des qualités
optiques tres contraignantes qui ne permettaient pas de visualiser correctement les structures
cellulaires. Ceci a posé un réel probléme a cette étape de mise au point des conditions de formation
des vaisseaux sur puce. De plus, un tel remplissage en deux étapes était peu envisageable avec notre
approche de focalisation hydrodynamique. En effet, pour s’en servir dans les vaisseaux sur puce, cela
aurait signifié de réaliser une premiére structure triphasée par focalisation hydrodynamique avec
Biomimesys, puis une seconde fois avec du collagene. Pour éviter de mettre au point un tel processus
assez fastidieux et en raison de I'incompatibilité de la matrice Biomimesys seule avec I'adhérence, la
survie et I'établissement d’une monocouche de cellules endothéliales, nous avons choisi pour la suite
de I'étude de remplacer I'hydrogel Biomimesys par du collagéne |, un hydrogel éprouvé pour
I’établissement des cellules endothéliales en vaisseaux-sur-puce [232].

3.1.1.2.3 Focalisation hydrodynamique avec du collagéne |
Afin de pouvoir former un hydrogel, la solution de collagéne utilisée doit étre concentrée
(3mg/ml). Comme dans le cas de I'hydrogel Biomimesys, une telle solution de collagéne concentrée
est plus visqueuse que I'eau et demande donc I'utilisation d’une solution aussi visqueuse dans le canal
central pour obtenir des phases de largeurs équivalentes. La solution d’huile de silicone utilisée
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précédemment aurait pu convenir, toutefois, nous avons choisi de ne plus l'utiliser pour la phase
centrale en raison de nos doutes sur sa biocompatibilité. Dans le but d’utiliser une solution aqueuse
dans le canal central, nous avons donc opté pour une technique basée sur une variation de la résistance
fluidique des tubes d’entrée de la puce pour compenser les différences de viscosité des fluides. La
Figure 3-9 montre la différence d’épaisseur des phases de collagéne obtenues entre un dispositif avec
des tubes d’entrée de sections égales pour toutes les voies (A) et un dispositif avec un tube avec une
section réduite pour la voie centrale, connectée a un réservoir d’eau (B). Dans le premier cas, les
phases de collagéne sont clairement plus fines et la phase centrale occupe quasiment tout le canal
central. Au contraire dans le second cas, avec I'utilisation d’une résistance fluidique plus élevée, la
largeur des phases est beaucoup plus homogéne, ce qui répond bien a notre souhait.

i "‘llglllll

Figure 3-9 Focalisation hydrodynamique de collagéne (rose) et d'eau stérile, tuyaux de section normale
(A) et tuyaux de section réduite (B), une graduation = 1Imm

3.1.1.2.4 Amélioration de I'approche par utilisation d’un contréleur de pression

Une des raisons pour lesquelles nous avions choisi la technique de focalisation hydrodynamique
était qu’elle offrait la possibilité de moduler a facon la taille des phases et donc les dimensions des
futurs vaisseaux sur puce. Bien que I'approche précédente ait permis d’obtenir un résultat satisfaisant,
elle ne permettait pas de moduler facilement ces dimensions. En effet, le diametre des tubulures et
de la puce étant fixés en amont de I'expérience, ils ne pouvaient pas étre modifiés au cours de celle-
ci. De plus, dans le cas du collagéne, la viscosité de la solution augmentait en fonction de la
température [233], ceci pouvait perturber I'équilibre prédéfini. Une solution permettant de contréler
chaque voie en entrée de la puce semblait donc plus adaptée pour mieux contréler ces variables. Pour
passer du procédé en aspiration a un tel procédé en injection, chacune des trois entrées aurait dii étre
connectée a un pousse-seringue indépendant. Cela aurait toutefois rendu le contréle des écoulements
assez difficile. D’autre part, les pousse-seringues étant contrdlés en débit, lorsqu’un changement de
consigne de flux est appliqué, la phase transitoire peut durer quelques secondes, un délai trop long
pour controler correctement I'établissement des trois phases du dispositif. Le dispositif de mise en flux
a donc été modifié pour intégrer un controleur de pression en amont de la puce, dont le réle était de
pressuriser des réservoirs d’eau ou d’hydrogel pour permettre leur mise en mouvement au sein de la
puce. Le contréleur de pression utilisé (MFCS, Fluigent) permettait ainsi une réactivité sur le controle
des flux quasi instantanée. De plus, il supportait des pressions allant de 0 a 7 bars, suffisantes pour
injecter des hydrogels visqueux tels que ceux utilisés au sein des canaux microfluidiques.

Afin de visualiser correctement les différentes phases, cette nouvelle configuration expérimentale
a tout d’abord été testée avec de |'eau distillée teintée avec des colorants alimentaires jaune et bleu.
Les répartitions des phases obtenues sont montrées dans la Figure 3-10. La pression appliquée sur le

90



réservoir d’eau connecté a la voie centrale est restée constante (V2, 200 mbar) et la pression appliquée
aux voies latérales (V1, V3) a été modulée de 200 a 300 mbar. Les résultats montrent que la taille de
la phase centrale était bien définie par la différence de pression entre les voies. Ainsi, si V1=V2=V3, les
phases étaient de tailles sensiblement équivalentes, la phase centrale mesurant 260 + 7um.
Cependant, si V1=V3 > V2 alors la phase centrale devenait plus fine, 89 + 9um pour 250mbar et 19 +
3um pour 300mbar (5 mesures par canal). Ainsi, plus la pression sur les voies latérales V1 et V3 était
forte, plus la phase centrale s’affinait. Ceci est parfaitement en accord avec les regles de la focalisation
hydrodynamique [144].

A

V1 :200 mbar

V3 : 200 mbar

V1 : 250 mbar

V3 : 250 mbar

V1 : 300 mbar

V3 : 300 mbar

Figure 3-10 Focalisation hydrodynamique avec d’eau colorée générée par un controleur en pression placé
en amont de la puce microfluidique, barre= 400um

Enfin, le montage expérimental a été complété en connectant également la sortie de la puce a un
réservoir pressurisé via le controleur de pression. Ce choix a été fait afin de permettre de controler
encore plus finement I'arrét du flux tout en conservant des phases distinctes, en appliquant une
contre-pression, en opposition avec le flux généré via les entrées fluidiques. Des réservoirs contenant
une solution a 3mg/mL de collagéne ont été connectés aux deux voies d’entrées latérales. Un réservoir
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contenant une solution de méme composition, mais ou le collagene a été remplacé par une solution
de glucose a 20% afin d’augmenter sa viscosité par rapport a une solution purement aqueuse, a été
connecté a la voie d’entrée centrale. Dans ces conditions, les trois phases ont bien été obtenues une
fois la focalisation hydrodynamique établie (Figure 3-11).

Figure 3-11 Trois phases obtenues par focalisation hydrodynamique de collagéne et d'une solution de
glucose.

Notre but a terme étant d’ensemencer des cellules endothéliales sur un hydrogel déposé sur les
deux phases latérales du canal, cette approche nécessitait d’arréter le flux et la déconnexion des puces
une fois la structure générée. Le défi consistait donc a pouvoir conserver les trois phases régulieres,
bien séparées, obtenues par focalisation hydrodynamique aprées I'arrét du flux. Toutefois, dans les
conditions présentes, il a été tres difficile de conserver la structure triphasée une fois le flux interrompu
malgré Iutilisation de la contre pression.

Afin de réussir a conserver les trois phases collagéne / glucose / collagéne, nous avons alors décidé
de profiter de la propriété de thermo réticulation du collagéne. En effet, la solution de collagéne a été
préparée de fagon a pouvoir réticuler a 37°C a pH neutre. Notre idée consistait alors a faire changer
rapidement le collagéne de son état liquide, au moment de la focalisation hydrodynamique, a un état
gélifié, dans le but de conserver la structure générée.

3.1.1.2.5 Exploitation des propriétés de thermo-réticulation du collagene |
Les premiers essais ont consisté a placer la puce microfluidique sur une plaque de verre
recouverte d’Indium Tin Oxide (ITO) transparente, chauffante et réglée a 37°C. Cette méthode n’a pas
abouti de maniere satisfaisante car le collagene en mouvement, méme tres lent, ne restait pas assez

longtemps au niveau de la zone chauffée pour gélifier.

D’autre part, au cours de nos expériences, nous avons constaté que les phases de collagene
n’étaient pas complétement homogenes pendant le procédé de focalisation hydrodynamique. En
effet, il est apparu qu'a I'entrée du canal central, la solution de collagéne n’était plus homogene mais
gu’une partie commencgait déja sa gélation (Figure 3-12 A). Les observations ont montré que le
collagene commengait a se solidifier a I'intérieur du circuit microfluidique avant d’arriver dans la puce.
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En effet, bien que les réservoirs de solution de collagene aient été placés sur glace pour ralentir la
gélation du collageéne, les tuyaux ainsi que la puce microfluidique étaient a température ambiante et
la gélation commengait dans ces parties du systeme. Il était méme possible de former une fibre de

collagene qui se maintenait alors tout le long du canal central (Figure 3-12 B).

Figure 3-12 Gélation partielle du collagene observée dans la puce pendant le processus de focalisation
hydrodynamique, barre= 200pum

Le contréle en pression et le faible diametre des tuyaux microfluidiques créaient un effet filiere
pour le collagene. En quelque sorte, la fibre été extrudée a partir des tubes et la taille de celle-ci
dépendait de la largeur des canaux d’entrée de la puce. La formation inattendue de cette fibre de
collagene gelé s’est avéré représenter une bonne perspective pour créer une structure stable dans le
canal. L'approche a donc été répétée, avec cette fois pour objectif d’exploiter volontairement cet effet
filiere. La focalisation hydrodynamique est restée indispensable pour permettre de conserver la
séparation des fibres de collagene et leur placement correct de part et d’autre du canal central. Ainsi,
a I'apparition des fibres solides de collagéne, la contre-pression a progressivement été augmentée
jusqu’a stopper completement leur avancée une fois le canal rempli. La structure finale obtenue
montre bien trois phases distinctes, régulieres et stables (Figure 3-13). La phase centrale est composée
de tampon de glucose et pourra étre remplacée par du milieu de culture. Le lumen obtenu mesure
150um de large, sur toute la longueur du canal.
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Figure 3-13 Structure triphasée de collagéne/glucose/collagéne obtenue par focalisation hydrodynamique
et effet filiere

La focalisation hydrodynamique tirant partie de I'effet filiére du collagéne a donc permis de créer
une structure triphasée collagéne/glucose/collagéne telle gu’envisagée et de maniére reproductible.

La pression appliquée sur les réservoirs de collagéne étant de I'ordre de 1bar, le systeme restait
trés sensible aux perturbations. En effet, si 'une des fibres se rompait, il existait un réel risque de
perdre I'’équilibre qui permettait a la structure de rester en place. De plus, cette configuration de la
puce microfluidique présentait des angles vifs qui généraient des contraintes importantes sur les fibres
de collagene.

3.1.1.3 Evolution de la géométrie des puces microfluidiques

Afin d’améliorer le déroulement du processus et de réduire les risques de rupture des fibres, nous
avons fait évoluer les caractéristiques géométriques de nos puces microfluidiques. La premiere
évolution a consisté a adoucir les angles présents sur le chemin fluidique emprunté par le collagene.
Le canal central mesurait désormais 1800um x 400um x 85um (L x w x h), la puce ne présentait plus
d’angle vifs mais seulement des lignes droites ou des courbes (Figure 3-14). Les entrées et sorties
fluidiques des puces ont également été remaniées pour correspondre aux espacements des puits d’un
format SBS 96-puits.

A

Figure 3-14 Nouvelle géométrie de la puce microfluidique, A : vue d’ensemble, B : Répartition sur une
plaque SBS 96-puits , fleche = 9mm
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Le moule a été fabriqué par photolithographie de résine SU-8 sur substrat de silicium. Les canaux
obtenus ont été caractérisés avec un profilometre et imagés au microscope électronique a balayage
(MEB) (Figure 3-15)
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Figure 3-15 Caractérisation des dimensions des canaux obtenus par photolithographie de résine SU-8
(haut) et imagerie au MEB de I'entrée de la puce (bas)

La structure obtenue par focalisation hydrodynamique de collagéne en utilisant cette nouvelle
puce a montré la formation de fibres régulieres et cohésives, I'absence d’angle vifs a réduit les
contraintes exercées sur celles-ci (Figure 3-16). La manipulation des fibres de collagéne, par des
variations de pression appliquées sur les réservoirs a, elle aussi, été facilitée par cette nouvelle
géométrie. Le lumen obtenu dans ces conditions mesure en moyenne 100um de large.
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Figure 3-16 Structure triphasée de collagéne/glucose/collagéne obtenue par focalisation hydrodynamique
et effet filiere dans la puce sans angle vif

La taille des fibres de collagene étant conditionnée par la largeur des canaux d’entrée, des puces
avec des tailles de canaux différentes ont été concues. Celles-ci ont permis de former des structures
avec un lumen de taille variable afin de simuler plusieurs diamétres de vaisseaux. Pour chaque
configuration, la largeur W du canal central est égale a trois fois la largeur w des canaux d’entrée, W =
3 x w (Figure 3-17) et dans des dimensions toujours compatibles avec le format SBS 96puits.

UJFJ Jpj vh

W = 600um W = 300um W = 150pm

Figure 3-17 Schématisation des puces avec trois largeurs de canal différentes

Pour chaque configuration, le processus de focalisation hydrodynamique des fibres de collagene
a été réalisé. La structure triphasée attendue a été obtenue pour les deux géométries les plus larges,
600um et 300um (Figure 3-18) ainsi que la variation de taille souhaitée pour le lumen selon la largeur
du canal : environ 300um pour le canal de 600um et 100um pour le canal de 300um. Cependant, pour
les puces avec un canal de 150um, nous ne sommes parvenus a obtenir qu’une seule fibre de collagéne
a la fois. En effet la finesse des canaux latéraux rendait leur obstruction fréquente et souvent
irréversible (Figure 3-18 C).
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Figure 3-18 Structures de collagéne obtenues avec les différentes tailles de canal central, A : W = 600um,
B:W=300um, C:W =150um, barre = 200um

3.1.1.4 Ensemencement des cellules endothéliales

Une fois ces conditions d’établissement de la matrice de collagéne maitrisées, nous avons
entrepris d’y ensemencer des cellules endothéliales. Pour cela, la solution de glucose du lumen a été
remplacée par du milieu de culture et la puce a été préincubée quelques minutes a 37°C.

L’ensemencement des cellules a posé des problémes techniques majeurs. D’une part, les premiers
essais d’ensemencement de cellules ont été réalisés par aspiration apres la connexion d’un réservoir
contenant les cellules (30.10%cellules/mL) a I'entrée de la puce et d’'une seringue de 1mL a la sortie de
la puce. Cette concentration de cellules n’était pas suffisante pour garantir un ensemencement
satisfaisant et I'établissement d’'une monocouche confluente (Figure 3-19). La puce présentée dans la
Figure 3-19 ne comportait qu’une seule fibre de collagéne car le second canal latéral s’est trouvé
obstrué au cours du procédé de focalisation hydrodynamique.
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Figure 3-19 Etapes d'ensemencement des cellules endothéliales au sein de la puce microfluidique. A : fin
de la procédure de focalisation hydrodynamique, B : Apres I'injection des cellules, C : 24h apres
I’ensemencement. Barre = 200um

L’augmentation de la concentration cellulaire initiale & 50.10° cellules/mL a permis d’obtenir un
remplissage complet du lumen (Figure 3-20 B). Une fois incubées pendant 24h, I'établissement des
cellules n'a cependant pas été satisfaisant, celles-ci ne s’étalant pas et ne formant pas une
monocouche confluente (Figure 3-20 C).

D’autre part, la manipulation de la seringue en sortie de la puce était délicate et il était courant
que I'aspiration entraine une rupture des fibres de collagéne dans le canal central (Figure 3-20 B).
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Figure 3-20 Ensemencement des cellules endothéliales au sein de la puce microfluidique. A : fin de la
procédure de focalisation hydrodynamique, B : Apres I'injection des cellules, C : 24h apres I'ensemencement.
Barre = 400um

De plus, les échanges de milieux avec la seringue se sont avérés également trés délicats car ceux-
ci avaient tendance a décrocher les cellules présentes dans le lumen. Aprés 72h les cellules
commengaient a mourir et a se décoller (Figure 3-21).

Figure 3-21 Evolution de la couche cellulaire aprés ensemencement dans la puce et changement de milieu
avec la seringue en aspiration, barre = 400pum

Bien que cette approche nous ait effectivement permis d’ensemencer des cellules endothéliales
sur une matrice de collagene au sein d’un canal microfluidiques, il a semblé que les conditions de
culture et d’échange de milieu n’étaient pas optimales pour des raisons que nous n’avons pas
identifiées.

3.1.1.5 Bilan de I'approche de focalisation hydrodynamique

Dans cette section, nous avons mis au point les conditions de création d’une structure 3D
d’hydrogel via la technique de focalisation hydrodynamique. Pour la mise en flux du systeme, nous
avons retenu un dispositif de contréle en pression qui permettait de mettre en mouvement des fluides
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tres visqueux dans des canaux microfluidique et qui offrait une maitrise fine des flux. Concernant la
matrice qui a servi de substrat aux cellules, nous nous sommes concentrés sur le collagéne dont les
propriétés de thermo-réticulation permettent d’utiliser un effet filiere et ainsi de créer un lumen
entouré de deux fibres de collagéne. Cette méthode a été répétée avec plusieurs géométries de puces
et la capacité a produire des lumens de largeurs différentes a été démontrée. Enfin des cellules
endothéliales ont été ensemencées au sein du systeme, mais celles-ci n"ont malheureusement pas
formé une monocouche confluente et viable dans le temps.

Cette approche de focalisation hydrodynamique pour créer des vaisseaux sanguins sur puce était
originale et aurait pu étre poursuivie pour mettre au point des conditions de culture optimales pour
les cellules endothéliales. Cependant, le dép6t de matrice au sein des puces s’avérait bien trop délicat
a maitriser, chronophage et ne nous permettait pas d’envisager une production de puces a
moyen/haut débit. Nous avons donc décider de nous orienter vers une seconde technique pour
générer un lumen au sein d’un hydrogel.
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3.1.2 Création de vaisseaux sanguins sur puce par viscous finger patterning

La seconde méthode que nous avons mise en ceuvre pour |'établissement d’une structure 3D en
collagene est le « modelage par digitation dans un fluide visqueux » ou viscous finger patterning (VFP).
Contrairement a la technique de focalisation hydrodynamique présentée dans la section précédente,
le VFP repose sur un phénomeéne physique passif et demande donc peu d’instrumentation. Cependant,
une attention particuliére doit étre portée au choix des parametres expérimentaux qui ont un impact
direct sur la structure obtenue et ne peuvent pas étre modifiés en cours d’expérience. Cette section
présente I'ensemble des approches et choix techniques que nous avons faits afin de créer les
conditions expérimentales pour former un vaisseau fonctionnel de maniere reproductible et a moyen
débit. Nous nous intéresserons notamment a la méthode de mise en mouvement du fluide créant la
digitation, a la technique d’ensemencement des cellules et au processus de double VFP original que
nous avons mis au point.

3.1.2.1 Choix de la méthode de VFP

Pour créer un lumen dans un canal microfluidique via la technique de VFP, trois méthodes sont
décrites dans deux études [157], [158]. Elles consistent toutes a créer une différence de pression
négative entre I'entrée et la sortie du canal. La premiere étude géneére cette différence de pression en
jouant sur la taille des ports d’entrée et de sortie du canal ; le port de sortie étant plus large que celui
de I'entrée. Ainsi, la pression interne de la goutte en sortie est plus faible que celle en entrée. Combiné
aux effets de la capillarité, ceci permet une mise en mouvement du fluide de I'entrée vers la sortie
[158] (Figure 3-22 A). La seconde technique exploite I'effet de la gravité pour obtenir la différence de
pression nécessaire a la mise en mouvement du fluide [157] (Figure 3-22 B). La derniére approche
permet de créer une différence de pression en laissant en place le cone ayant servi a injecter le
collagene dans la puce, celui-ci contenant un volume résiduel de collageéne (Figure 3-22 C). Nous avons
testé ces trois approches et les taux de réussite pour la création d’un lumen régulier sont reportés dans
le Tableau 3-1. Chaque technique a été essayée dans différentes géométries de puces.

A

iy

Figure 3-22 Schéma des techniques de VFP, A) Pompage passif par différence de taille de port fluidiques.
B) Différence de pression hydrostatique. C) Pompage passif avec cone.
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Des puces de chaque géométrie ont été concues et fabriquées par gravure de silicium en DRIE
(procédé Bosh) pour les canaux de 250um de hauteur, par photolithographie de résine de SU-8 pour
les canaux de 100um et de 300um.

GG
il

LI
LI

Figure 3-23 Dessin technique du moule en silicium de 4 pouces de diamétre pour la fabrication des canaux
destinés au VFP. En haut a gauche puce de 400um de large, en bas a gauche les canaux de 1mm, en haut a
droite les canaux avec restrictions de 200/400um et en bas a droite des restrictions de 400/1000um

La technique utilisant le cone laissé en place est celle qui a montré le plus grand taux de réussite
(Tableau 3-1) et qui a donc été choisie pour la suite des travaux.

Tableau 3-1 Taux de réussite des techniques de VFP en fonction des puces dans lesquelles elles ont été
pratiquées (NT = non testé)

irs Différence de
Différence de . .
. , , Effet de pression créée
Hauteur Largeur taille de I'entrée ) N
. gravité | avecun cone en
et de la sortie .
sortie
Imm NT
100um 400pm NT
. Imm
Canal simple 250um 200pm
Imm
300um - 5 oum NT NT 42%
Canal avec 250um 200/400um 16% NT
restrictions W 400/1000um 16% NT NT
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3.1.2.2 Choix de la taille des canaux

Les dimensions des microcanaux influencent directement les dimensions des lumens créés par
VFP [158]. Nous avons donc testé plusieurs dimensions pour les canaux microfluidiques dans I'objectif
de générer des vaisseaux sanguins de quelques centaines de um de diamétre au maximum. Le VFP
avec cOne ayant un taux de réussite trés faible dans un canal de 100um de hauteur, nous avons opté
pour une hauteur de canal de 300um pour la suite de I'étude. Concernant la largeur des canaux, nous
avons choisi deux dimensions ; 400um et 1mm de large afin de nous permettre de créer des vaisseaux
entourés d’une couche plus ou moins épaisse de collagene en fonction de nos besoins.

Afin de pouvoir produire des puces a moyen débit, nous avons con¢u un moule au format SBS 96-
puits pour chaque géométrie de puce contenant ainsi 48 canaux. Ces moules ont ensuite été fabriqués
par usinage de blocs d’aluminium. lls ont été caractérisés par mesures optiques au microscope pour la
largeur et avec un comparateur mécanique sur marbre pour la hauteur (Tableau 3-2).

Tableau 3-2 Caractérisation des dimensions obtenues pour les moules en aluminium

Largeur souhaitée Largeur mesurée Hauteur souhaitée Hauteur mesurée
398.0 £ 4.4um, 395.8 £ 2.3um,
400pum (n=30) H 400um (n=30) H
993.5+ 7.4um, 292.0 £ 2.6um,
1000pum (n=30) H 300pm (n=30) H

Enfin, ces moules ont été utilisés pour fabriquer les puces en PDMS assemblées sur lamelles de
verre. Pour une manipulation plus aisée, les puces ont été généralement divisées en blocs de 12 canaux
(Figure 3-24)

Aluminium mold

L=9mm L=9mm
H = 300pm H =400pm
W= 1mm W= 400pm

PDMS chips

Figure 3-24 Etapes de création du moule en aluminium et de la puce microfluidique a 12 canaux moulée
dans celui-ci.
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3.1.2.3 Ensemencement des cellules

Les cellules endothéliales de veine ombilicale primaires humaines (HUVEC) sont un modele tres
utilisé et éprouvé aussi bien en biologie qu’en approches d’organe sur puce [232]. Ce modele avait été
précédemment utilisé et validé pour la création de vaisseaux sur puce sur collagene dans le laboratoire.
Il représentait donc une base de travail solide pour nos mises au point [30], [208].

3.1.2.3.1 Ensemencement des cellules aprées la création du lumen

La premiére méthode mise en ceuvre a consisté a fabriquer tout d’abord des lumens en collagene
par VFP avec de 'EGM-2, puis a laisser le collagéne geler et enfin a ensemencer des HUVEC (18 000
cellules/uL en EGM-2) directement dans le lumen avec une pipette. Si pour certains lumen, les cellules
se sont réparties de maniére homogene, pour d’autres, on a observé un ensemencement irrégulier
avec des amas cellulaires et des zones sans cellule (Figure 3-25). Cette approche a été testée sur les
différentes configurations de puce présentées dans le Tableau 3-1 et n’a globalement pas été assez
satisfaisante du point de vue de I’homogénéité de I'ensemencement.

Figure 3-25 Ensemencement de cellules endothéliales par injection a I'intérieur de lumen préalablement
créés par VFP dans des puces de 400um et 1mm, barre = 400um
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3.1.2.3.2 Ensemencement des cellules simultané au VFP
Afin d’obtenir de maniere fiable un ensemencement plus homogene des cellules au sein de nos
dispositifs, nous avons eu I'idée de combiner la création du lumen par VFP avec I'ensemencement des
cellules. Pour cela, le lumen a été formé au sein de la solution de collagene par VFP directement avec
la suspension cellulaire d’HUVEC (20 000 cellules/uL). Cette approche a parfaitement fonctionné et la
répartition des cellules s’est avérée nettement plus réguliére qu’avec la technique d’injection classique
précédente (Figure 3-26). Cette méthode originale a été d’autant plus intéressante qu’elle a permis de

visualiser directement la formation du lumen sous microscope.

Figure 3-26 Ensemencement de cellules endothéliales combiné a la création du lumen par VFP dans des
puces de largeur Imm (haut) et 400um (bas), barre = 400pum

Toutefois, méme si I'ensemencement a été fortement amélioré, il est apparu que les cellules
avaient globalement tendance a s’agglomérer. Ceci a notamment posé un probleme pour la
reproductibilité du procédé car certains agrégats assez larges bloquaient I'entrée du canal et
perturbaient le bon déroulement du VFP.

3.1.2.3.3 Composition de la suspension cellulaire

Pour pallier ce probléme d’agrégation des cellules endothéliales, nous avons alors optimisé la
composition de la suspension cellulaire. Jusqu’a ce point, les HUVEC étaient reprises en suspension
dans leur milieu de culture, 'EGM-2. Sachant que I'absence de calcium et de magnésium pouvait
favoriser la dissociation cellulaire [234], nous avons tout d’abord repris les cellules en PBS sans calcium
et sans magnésium pour minimiser le nombre d’agrégats. Cette approche a permis de sensiblement
diminuer I'agglomération des cellules et s’obtenir un ensemencement correct (Figure 3-27).
Cependant, les cellules supportaient mal d’étre maintenues dans cette solution pendant le temps de
réalisation de la procédure. De plus, I'absence de calcium et de magnésium perturbait
vraisemblablement I'adhérence des cellules au collagéne en interférant dans I'association des
intégrines cellulaires avec le collagéne [235], ceci résultant en un vaisseau incomplet apres 48h de
culture.
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PBS 438h

Figure 3-27 Comparaison d'ensemencement de cellules endothéliales en PBS et en EGM-2, barre = 400um

Sur la base des travaux précédents de I'équipe [30], nous avons alors ajouté du Dextran a 'EGM-
2 a la concentration finale de 3% pour profiter de son effet surfactant et ainsi diminuer I'apparition
d’agrégats cellulaires. Ceci a permis d’obtenir une répartition plus homogene des cellules dans le
lumen (Figure 3-28) mais, en diminuant ainsi la tension de surface de la suspension cellulaire, les
lumens obtenus étaient plus larges qu’avec I'utilisation d’une suspension cellulaire en EGM-2, en
accord avec Dong et al.[152].

EGM-2 Dextran 3%

Figure 3-28 Comparaison d'ensemencement de cellules endothéliales en EGM-2 seul et en EGM-2 3%
Dextran, barre = 400pm

A ce stade, nous étions donc parvenus a créer un vaisseau sur puce initial, perfusable, formé d’une
couche endothéliale confluente et stable en culture sur plusieurs jours (Figure 3-29)
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Figure 3-29 Evolution d'un vaisseau créé par VFP directement avec la suspension cellulaire en EGM-2, 3%
dextran dans une puce de 400um de largeur (haut) et de 1mm (bas), barre = 400um

3.1.2.4 Profil géométrique du lumen

Pour garantir la reproductibilité de nos vaisseaux, il était important de s’assurer que notre
approche était robuste. En effet, les conditions expérimentales telles que le volume des gouttes
déposées ou le volume résiduel de collagéne dans le cone laissé en place pouvaient influencer les
dimensions des lumens obtenus via VFP [32], [157]. Nous avons donc vérifié si notre approche était
sensible aux variations de ces parametres en créant des lumens dans le collagene | au sein de nos puces
dans différentes conditions. Les dimensions de ceux-ci ont été mesurées apres marquage de la couche
de collagéne avec une solution de BSA fluorescente FITC et imagerie des lumens de collagéne par
microscopie confocale (Figure 3-30).
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Figure 3-30 Imagerie confocale et reconstruction 3D d'un lumen de collagene. Vert = BSA-FITC fixée sur le
collagéne, barre = 100um

Les résultats montrent que la largeur et la hauteur des lumens n’ont pas été influencés de maniere
significative par la variation des volumes de la goutte déposée en entrée ou du volume de collagene
dans le cone en sortie (Figure 3-31 et Figure 3-32). Nous avons alors choisi de travailler avec un volume
de 2ul pour la goutte déposée en entrée de la puce. Ce volume permettait, en effet, d’atteindre une
concentration cellulaire assez élevée par canal tout en bénéficiant d’un volume de travail suffisant
pour réaliser plusieurs vaisseaux en VFP. Concernant le volume de collagéne en sortie, la solution
utilisée étant visqueuse, elle était délicate a pipeter et nous avons opté pour un volume de 15uL qui
était plus aisé a manipuler.

330 1
[ Largeur

310 A1
[ Hauteur

290 A

270 - [B

250 A

230 A

Taille lumen (um)

210 A

190 A

170 1

150 T T T T T 1
0,5 1 1,3 1,6 2 2,5

Volume d'EGM-2 3% Dextran déposé (uL)

Figure 3-31 Hauteur et largeur de lumen obtenues en fonction du volume déposé en entrée de la puce
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Figure 3-32 Hauteur et largeur de lumen obtenues en fonction du volume initial de collagene prélevé dans
le cone en sortie

La méthode de VFP mise au point dans nos conditions expérimentales était donc robuste en
termes de dimensions obtenues et peu sensible aux variations des volumes utilisés, deux avantages
majeurs. En revanche, elle ne permettait pas de moduler les dimensions du lumen en variant ces
parameétres comme initialement envisagé. Pour créer des vaisseaux sanguins de sections différentes,
nous avons alors mis au point la technique de double VFP.

3.1.2.5 Mise au point du double VFP

Dans I'objectif de pouvoir a la fois moduler le diamétre des vaisseaux et de pouvoir dans un
deuxieme temps, les enrichir avec d’autres types cellulaires, nous avons encore plus raffiné I'approche
en mettant au point un double VFP au sein du méme canal. L'idée a consisté a réaliser le processus de
VFP une premiere fois avec du milieu de culture contenant ou non des cellules, déposant ainsi une
premiere couche de collagene |, puis a répéter ce procédé avec la suspension cellulaire d’"HUVEC,
formant de cette maniére le vaisseau final au sein d’'une deuxiéme couche de collagene (Figure 3-33).

Single VFP Double VFP
/ PDMS / PDMS
P Single collagen layer 1 / 1%t collagen layer
0"- e p s 2nd collagen layer
Endothelial cell .

Endothelial cell
monolayer

s e

*
-
-
==
. monolayer
3 A
- * “an
o‘. . “o ’
umen
\ Lumen

\
Glass slide \ Glass slide

Figure 3-33 Présentation schématique des procédés de simple et double VFP

Nos premiers essais de double VFP ont rapidement montré que le lumen s’élargissait en sortie de
canal dans ces conditions. Cela est d{ au fait que la largeur du lumen obtenu via VFP dépend de la
vélocité du fluide le moins visqueux qui déplace le fluide le plus visqueux. Plus sa vélocité est élevée,
plus le lumen est fin et inversement [151]. Ici, la vélocité de la suspension cellulaire, qui est le fluide le
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moins visqueux, est déterminée par la différence de pression négative entre I'entrée et la sortie du
canal [157] (Equation 11).

AP
Ry (L)

Equation 11 : Q : débit du fluide au sein du canal ; AP : différence de pression entre 'entrée et la sortie ;
L : longueur du canal ; Rn : résistance hydraulique, proportionnelle a L.

Q=

Or, lorsqu’un fluide se déplace au sein d’un canal microfluidique, il subit des pertes de charges et
sa pression locale diminue au fur et a mesure qu’il progresse [236]. Le front de formation du lumen
aura donc tendance a s’élargir a mesure qu’il s'approche de la sortie du canal. Alors qu’un léger
élargissement ne représentait pas un probléme dans le cas du simple VFP (quelques um), pour le
double VFP, il conduisait a une variation de section de plus de 30% du lumen (Figure 3-34).

Figure 3-34 Elargissement du lumen le long du canal aprés le processus de double VFP

Cette géométrie variable aurait entrainé des variations indésirables des forces de cisaillement
dans le vaisseau lors de la future mise en flux [161], [162]. Nous avons donc voulu contrecarrer ce
probléme qui n’est pas adressé dans la littérature. Pour cela, nous avons suivi le raisonnement suivant :
si le premier VFP crée un lumen plus large en sortie et que nous procédons de la méme maniere pour
le second VFP, la différence de section entre le début du lumen et la fin sera alors encore accentuée,
contrairement a ce qui est souhaité (Figure 3-35). En revanche, si I'on permute I'entrée et la sortie de
la puce aprés le premier VFP et que l'on réalise un second VFP dans ce sens, alors I'effet
d’élargissement du premier et du second VFP devraient théoriquement se compenser et une section
guasi-constante du lumen en résulter.

Double VFP
4 . e e o
« Classique »
irecti n = 2ndVFP
—) st 2" coll
1#VFP directon b injeztoio:gen direction
Double VFP
2 ° L] @
« Inverse » e
- st \FP = 2" collagen 4= 2nd \VFP direction
direction injection

Figure 3-35 Schéma de principe du double VFP inversé

Nous avons vérifié cette idée expérimentalement dans nos puces microfluidiques. En permutant
la sortie et I'entrée du canal pour réaliser le deuxieme VFP, I'élargissement généré par la perte de
charge dans le canal a été effectivement compensé et a permis de créer des vaisseaux a lumen de
diametre relativement constant sur toute la longueur (Figure 3-36). Des mesures de diameétre
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effectuées le long de lumen de vaisseaux formés par double VFP classique ou inversé confirment cette
observation (Figure 3-37).

Figure 3-36 Lumen obtenu apreés le processus de double VFP inversé
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Figure 3-37 Comparaison du profil g¢ométrique du lumen le long du canal microfluidique pour un double
VFP classique ou inversé.

Nos deux approches de VFP (simple et double inversé) ont ainsi permis de produire des vaisseaux
sur puce de diamétre variables en fonction des dispositifs utilisés et recouverts d’'une monocouche de
cellules endothéliales. Aprés marquage des jonctions cellulaires et des noyaux, ces vaisseaux ont été
visualisés par imagerie confocale (Figure 3-38) et leurs dimensions ont été caractérisées (Tableau 3-3).
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Figure 3-38 Images en contraste de phase des vaisseaux obtenus par simple (A) ou double VFP (B) dans
une puce de largeur 1mm, et imagerie confocale (C) des vaisseaux obtenus par simple (haut) ou double VFP
(bas) dans une puce de largeur 400um (projection sur les axes X, Y et Z), et reconstruction 3D des vaisseaux (D)

Tableau 3-3 Caractérisation de la largeur des lumens obtenus par simple ou double VFP dans des puces de
400um de largeur et de Imm

351+ 31um 266pm £ 54um

400pm (n=20) (n=17)
700 £ 54pum 505 + 84um
1000um (n=35) (n=28)

Nous avons donc bien obtenu des vaisseaux de sections différentes comme attendu, grace aux
procédés de simple ou de double VFP.

Ces vaisseaux sur puces étaient formés d’une monocouche de cellules endothéliales confluentes
aprés environ 24h et étaient perfusables. En effet, lors des changements de milieu de culture
quotidiens, on pouvait clairement voir la circulation du milieu d’'une entrée a I'autre. De plus, des
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débris cellulaires circulaient visiblement dans les lumens. D’un point de vue structurel, nous avons
constaté que la forme des vaisseaux n’était pas parfaitement circulaire mais plut6t ovale.

3.1.2.6 Bilan de I'approche de viscous finger patterning

Dans cette section, nous avons mis au point les conditions de création d’une structure 3D de
collagene | via la technique de VFP. Nous avons choisi de travailler avec des puces microfluidiques de
400um x 400um x 9mm et de 300um x 1mm x9mm (hauteur x largeur x longueur) fabriquées a partir
de moules au format SBS 96-puits. L'ensemencement des cellules combiné au processus de VFP et
I’optimisation de la suspension cellulaire avec I'ajout de dextran ont permis une répartition homogene
des cellules endothéliales dans le canal. Les vaisseaux sur puce ainsi créés étaient perfusables et
pouvaient étre maintenus en culture pendant plusieurs jours. De plus, I'approche a encore été raffinée
avec la mise au point du double VFP qui nous a donné la capacité de créer des vaisseaux de largeurs
variables par I'apposition d’une seconde couche concentrique de collagene dans le canal.

Cette technique demande peu d’instrumentation et elle est rapide a mettre en ceuvre, robuste et
reproductible. Nous avons pu produire jusqu’a 96 vaisseaux a la fois par expérience, cela répond donc
au critére de compatibilité avec le moyen/haut débit. Dans |a partie de validation biologique suivante,
tous les vaisseaux sur puce ont été générés en utilisant ces approches de VFP.
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3.2 VALIDATION BIOLOGIQUE DES VAISSEAUX SUR PUCE ET
RAFFINEMENT

Aprés avoir mis au point la fabrication des vaisseaux sur puces formés d'une monocouche
endothéliale dans un gel de collagene |, perfusables et viables en culture pendant plusieurs jours, nous
nous sommes attachés a valider leur pertinence biologique et leurs fonctionnalités. Pour cela nous
avons tout d’abord examiné l'intégrité de la monocouche endothéliale par la visualisation des
jonctions intercellulaires et de la répartition en monocouche cellulaire. D’autre part, les réponses en
activation inflammatoire et en perméabilité des vaisseaux sur puce ont été étudiées. Cette section
présente également comment notre modele a été enrichi pour intégrer une couche cellulaire
additionnelle dans le but de reproduire des vaisseaux plus complexes et plus proches structurellement
des vaisseaux naturels. Enfin, nous avons exploré des possibilités de diversifications du modéle,
notamment en utilisant des cellules endothéliales de poumon et de foie.

3.2.1 Intégrité de la monocouche endothéliale

Afin de visualiser les cellules et d'évaluer la qualité des structures vasculaires créées, des
marquages par immunofluorescence des jonctions cellulaires et du cytosquelette d’actine ont été
réalisés et imagés par microscopie confocale. Pour cela, la VE-cadhérine, un marqueur spécifique et
constitutif de la jonction adhérente de I'endothélium [171], a été marquée. D’autre part, afin de
détecter la jonction serrée, nous avons choisi de visualiser Zona Occludens-1 (ZO-1). Premiérement,
ces marquages ont montré que les cellules endothéliales formaient bien une monocouche jointive a
I'intérieur du lumen de collagéne de ces vaisseaux. Deuxiemement, une distribution continue des deux
types de jonctions intercellulaires au sein de la monocouche des vaisseaux a été systématiquement
constatée (Figure 3-39), ces deux observations étant en accord avec la morphologie et la répartition
des jonctions connues pour un endothélium classique [173]. D’un point de vue technique, la
conception des puces microfluidiques a permis d’imager les vaisseaux dans toute leur épaisseur et
ainsi réaliser de la reconstruction 3D aprés microscopie confocale.
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Figure 3-39 Imagerie confocale d’un vaisseau sur puce dans un canal de 400um aprés immunomarquage
des noyaux (DAPI, bleu), des filaments d’actine (phalloidine, jaune), des jonction serrées (ZO-1, vert) et des
jonctions adhérentes (VE-cadhérine, rouge). Projection sur les axes X, Y et Z. Couleurs séparées (l) et couleurs
fusionnées (I1). Barre= 100pum

Dans l'objectif d’étudier I'influence du flux sur I'orientation des cellules endothéliales dans les
vaisseaux sur puce, nous avons également mis au point un marquage de la péricentrine, une protéine
faisant partie du centre cellulaire organisateur des microtubules (Microtubule Organizing Center) et
qui permet de visualiser I'orientation des cellules endothéliales soumises aux forces de cisaillement
dans un flux [237] (Figure 3-40). Celle-ci a bien été détectée sur I'ensemble des cellules endothéliales
dans les vaisseaux sur puce.
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Figure 3-40 Imagerie confocale d’un vaisseau sur puce dans un canal de Imm apres immunomarquage des
noyaux (DAPI, bleu), des filaments d’actine (phalloidine, jaune), des jonctions adhérentes (VE-cadhérine, rouge)
et du centre cellulaire organisateur des microtubules (péricentrine, blanc). Projection sur les axes X, Y et Z.
Couleurs séparées (I) et couleurs fusionnées (I1). Barre= 100um
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3.2.2 Réponse en activation inflammatoire

Un des réles fondamentaux de la barriére vasculaire est de permettre l'infiltration des cellules
immunitaires circulantes dans les tissus inflammés [238]. Afin d'évaluer si les vaisseaux sanguins
fabriqués présentaient effectivement une telle réponse a des cytokines pro-inflammatoires, ceux-ci
ont été stimulés par du TNFa injecté dans les lumieres des vaisseaux via les entrées fluidiques.

3.2.2.1 Analyse fonctionnelle de la réponse

Tout d'abord, la réponse fonctionnelle a été évaluée par l'injection de monocytes humains THP-1
marqués a la calcéine AM par voie intraluminale et visualisation de leur adhérence a I'endothélium. En
controle de ces expériences, des HUVEC cultivées sur plastique en 2D ont été traitées de la méme
maniére. Pour les vaisseaux sur puces comme pour les contréles 2D, I'adhérence des monocytes THP-
1 aux cellules endothéliales non stimulées s'est avérée négligeable, alors qu’aprés stimulation par
TNFa, un nombre important de THP-1 a adhéré a la surface des endothéliales (Figure 3-41).

HUVEC 2D CTRL

HUVEC 3D CTRL - , HUYEC 3D + TNF-a
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Figure 3-41 Comparaison de la réponse en activation d'un endothélium en 2D dans une plaque de culture
et d'un endothélium 3D dans nos vaisseaux sur puce en canal de 400um. Les vaisseaux ont été stimulés ou non
avec 10ng/ml de TNFa pendant 4h, puis des monocytes (THP-1) marqués a la calcéine AM (vert) ont été
injectés dans les lumens ou les puits de culture et incubés sur la face luminale de I'endothélium.

En parallele du TNFa, nous avons stimulé les vaisseaux sur puce avec de I'lL1-B, qui a également
une activité pro-inflammatoire pour les cellules endothéliales [239] et de I'lL-6. Comme dans le cas du
TNFa, I'lL1-B a induit 'adhérence d’un large nombre de monocytes (Figure 3-42) et, comme attendu,
aucune adhérence de cellules immunitaires n'a été observée lorsque les vaisseaux sanguins ont été
stimulés par I'lL-6. Ceci correspond au fait que les HUVEC n'expriment pas le récepteur de I'lL-6, gp80
[240]. Une numération des cellules adhérentes dans ces différentes conditions, réalisée a partir
d’images de microscopie a fluorescence, a permis d’évaluer quantitativement la réponse fonctionnelle
des vaisseaux sur puce sur toute la longueur du canal (Figure 3-43).
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Figure 3-42 Adhérence des cellules immunitaires aux cellules endothéliales dans les vaisseaux sur puces
activés. Les vaisseaux ont été stimulés ou non avec 10ng/ml de TNFa, IL-1B ou IL-6 pendant 4h, puis des
monocytes (THP-1) marqués a la calcéine AM (vert) ont été injectés dans les lumens et laissés a adhérer sur la
face luminale de I'endothélium, gauche : contraste de phase, milieu : imagerie en fluorescence, droite : images
fusionnées, barre=200um.

O HUVEC Ctrl 0 +TNFa O +IL1- [ +IL-6

600 r
ﬂ *%
2 500 r
o
B
2D 400 r x
O C o
S(U *%
" S 300t
S 5
5 & 200 +
o
£
> 100 r
O_Iil _22_

Figure 3-43 Quantification sur tout le canal du nombre de cellules immunitaires attachées aux parois des
vaisseaux, n=3. *P<0,05, **P<0,01, ns ; non significatif comparé au Ctrl

La visualisation des THP-1 adhérentes aux cellules endothéliales des vaisseaux inflammés par
microscopie confocale et reconstruction 3D permet d’apprécier leur localisation. La majorité des
cellules immunes adhere a la partie inférieure des vaisseaux, ce qui correspond tres probablement a
la sédimentation des cellules dans le lumen lors la période d’adhérence (Figure 3-44).
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Figure 3-44 Imagerie confocale de I'adhérence des cellules immunitaires aux cellules endothéliales dans
un vaisseau stimulé avec 10ng/ml d’IL1-B pendant 4h. Marquage de la jonction adhérente VE-cadhérine
(rouge), des noyaux en DAPI (bleu) et des THP-1 en calcéine (vert). Barre = 100um
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En conclusion de ces différentes observations, il est, d’'une part, important de noter que le
procédé de fabrication des vaisseaux sur puce n’a pas entrainé une activation spontanée des cellules
endothéliales car celles-ci n'étaient pas activées dans les vaisseaux non stimulés. Le processus
d'établissement du vaisseau et les conditions de culture ont donc permis la formation d'un
endothélium normal et quiescent, tel que celui des tissus non inflammés. D’autre part, ces vaisseaux
sur puce ont bien présenté une réponse fonctionnelle significative aux cytokines pro-inflammatoires,
comme dans un vaisseau inflammé.

3.2.2.2 Analyse transcriptionnelle de la réponse au TNFa

Au-dela de la réponse fonctionnelle des vaisseaux sur puce aux cytokines pro-inflammatoires,
nous avons poursuivi cette analyse en vérifiant leur réponse transcriptionnelle, par I'analyse de génes
connus pour étre régulés au cours de l'inflammation vasculaire. La possibilité de faire des analyses
moléculaires pour comprendre les processus se produisant dans les dispositifs d'organes sur puce
apporte une grande valeur ajoutée a ces modeles. Nous avons mis au point I'extraction et la
purification d’ARN totaux a partir de vaisseaux sur puce uniques, puis réalisé I’évaluation quantitative
des niveaux d’expression de génes dans les cellules endothéliales a I'aide d’approches RT-gPCR basées
sur la technologie Tagman. A titre d'exemple, I'expression d'ICAM-1, VCAM-1 & E-sélectine (SELE) a
été évaluée dans des cellules endothéliales récupérées a partir de vaisseaux sanguins indépendants
qui avaient été stimulés ou non avec du TNFa. Ces génes sont connus pour étre significativement
régulés a la hausse dans les cellules endothéliales suite a la stimulation par des cytokines pro-
inflammatoires [239]. Les niveaux d'expression de SELE, ICAM-1 et VCAM-1 ont effectivement montré
une augmentation de respectivement 138 £ 51-, 130 + 94- et 850 + 171 fois suite a la stimulation avec
du TNFa et par rapport aux vaisseaux non stimulés (Figure 3-45). En outre, nous avons approfondi
I'analyse de ces extraits en quantifiant les niveaux d'expression de plusieurs dizaines d'autres genes
sur des Tagman Array Cards (Figure 3-46). Parmi les genes typiquement régulés a la hausse ou a la
baisse par le TNFa dans HUVEC et en plus de ceux analysés ci-dessus, les vaisseaux sur puce ont montré
une augmentation significative des niveaux d'expression de CCL2, CX3CL1, ICAM-1 et une diminution
significative des niveaux d'expression de ACE, FLT1, KDR, NOS3, NRP1, OCLN, TEK et THBD, en
excellente corrélation avec les études précédentes utilisant les HUVEC dans des conditions de culture
2D [241]-[246].
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Figure 3-45 Analyse par RT-gPCR de I'expression de génes dans les cellules endothéliales récupérées a
partir de vaisseaux uniques apres stimulation (TNFa) ou non (Ctrl) avec 10ng/ml de TNFa pendant 4h. n=4
*P<0,05, **P<0,01, ns ; non significatif, comparé au Ctrl. RQ; quantité relative.
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Figure 3-46 Analyse par Tagman Array Cards de |'expression de genes aprés |'extraction des cellules de
vaisseaux sur puces indépendants stimulés pendant 4h avec 10ng/ml de TNFa (TNFa) ou non (Ctrl), seule une
sélection de génes est présentée, n=4, *P<0,05, **P<0,01, ns ; non significatif, comparé au Ctrl. RQ; quantité

relative.

3.2.2.3 Application préliminaire a I'extravasation métastatique

La dissémination métastatique des cancers et, notamment, I’extravasation des cellules tumorales
circulantes et leur entrée dans les tissus, exploite certains des récepteurs d’adhérence des leucocytes
a la surface des cellules endothéliales [247], [248]. Apres I'introduction de cellules de cancer du sein
MDA-DB-231 dans la lumiére des vaisseaux dans les conditions utilisées précédemment avec les
cellules immunitaires, celles-ci ont adhéré aux vaisseaux stimulés au TNFa et beaucoup moins aux

vaisseaux non stimulés (Figure 3-47 et Figure 3-48)
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Figure 3-47 Adhérence de cellules immunitaires THP-1 (gauche) et des cellules cancéreuses mammaires
MDA-DB-231 (droite) aux cellules endothéliales HUVEC dans les vaisseaux sur puces. Les vaisseaux ont été
stimulés (+TNF-a) ou non (CTRL) avec 10ng/ml de TNFa pendant 4h au préalable a I'injection des cellules
circulantes.
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Figure 3-48 Comparaison de I'attachement de cellules de I'immunité THP-1 et de cellules cancéreuses
mammaires MDA-DB-231 (MDA) lorsque que |'endothélium du vaisseau sur puce est stimulé (+TNFa) ou non
(CTRL) avec du TNFa en canal de 400um, n=4.

L’analyse par microscopie confocale de la localisation des cellules cancéreuses au sein de ces
vaisseaux apres 16h montre que celles-ci ont commencé leur extravasation et se sont intégrées a
I’endothélium (Figure 3-49). La sédimentation des MDA-DB-231 ayant entrainé leur adhérence
principalement a la face inférieure des vaisseaux au contact de la lamelle de verre, il n'a pas été
possible d’estimer si ces cellules auraient pu poursuivre leur migration au-dela de I’'endothélium dans
la couche de collagéne représentant le tissu environnant.
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Figure 3-49 Reconstruction 3D par imagerie confocale de I'adhérence de cellules cancéreuses MDA-DB-
231 aux cellules endothéliales dans un vaisseau activé au TNFa (10ng/ml pendant 4h) dans une puce de
400um. Marquage de la jonction adhérente (VE-cadhérine, rouge), des noyaux (DAPI, bleu) et des MDA-DB-231
(calcéine AM, vert).

En conclusion de ces analyses, les vaisseaux sanguins sur puces fabriqués au cours de ce projet
sont fonctionnels en réponse a l'inflammation et pourront servir de modeéle d’étude aux phénomeénes
liés a I'activation des cellules endothéliales, notamment la réaction immunitaire et la dissémination
métastatique.
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3.2.3 Réponse en perméabilité vasculaire

Une autre fonction essentielle de I'endothélium est son réle de barriere physique et sélective
entre le sang et les organes. L'intégrité de la barriere endothéliale est assurée par les jonctions
adhérentes spécifiques et par les jonctions serrées. L'ouverture transitoire de cette barriére permet la
diffusion de métabolites du sang vers les tissus environnants et constitue une des origines de I'cedeme
inflammatoire [249]. L'intégrité de I'endothélium des vaisseaux sur puce et leur réactivité aux stimuli
de perméabilité ont été évaluées en adaptant I'approche classique des tests de perméabilité d’un
endothélium a un dextran fluorescent [123], [250]. Ainsi, du dextran 70kDa-FITC a été injecté dans la
lumiere des vaisseaux et sa diffusion a travers la couche endothéliale vers le gel de collagene a été
suivie par vidéo microscopie en temps réel. Les coefficients de diffusion ont été calculés a partir de
I'analyse des images de fluorescence.

Afin de stimuler ces vaisseaux avec un vaso-perméant naturel, ces vaisseaux ont été traités avec
des quantités croissantes de thrombine [200]. L’absence de cellules endothéliales a entrainé une
diffusion tres rapide du dextran dans la couche de collagene, alors que la présence de la monocouche
endothéliale a considérablement ralenti cette diffusion, indiquant que I'’endothélium de ces vaisseaux
constituait bien une barriére relativement efficace (Figure 3-50). Une stimulation de ces vaisseaux avec
des quantités croissantes de thrombine de 10 a 50 u/ml a provoqué une augmentation correspondante
de la diffusion du dextran hors du lumen.
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Figure 3-50 Diffusion de dextran 70kDa-FITC dans la couche de collagéne en fonction du temps et de la
dose recue de thrombine (thombin). No HUVEC : canal collagéne non tapissé de cellules endothéliales, HUVEC :
canaux bordés de cellules endothéliales, n=3 microvaisseaux par condition, barre = 200um. Les microcanaux
utilisés avaient une largeur de 1000um. Les images ont été extraites d'enregistrements vidéo a t=0, 150s ou
300s apreés injection de dextran 70kDa-FITC.

Afin de mesurer quantitativement cette diffusion, nous avons effectué une analyse d'images a
partir d'enregistrements de vidéo microscopie en temps réel. Ceux-ci ont été réalisés sur des périodes
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de 5 min aprés l'injection de Dextran-FITC dans les lumiéres des vaisseaux (Figure 3-51). Une macro
Image J a été créée spécifiqguement pour calculer les coefficients de perméabilité diffusive (P4) dans
ces vaisseaux. Elle a consisté a quantifier la diffusion du dextran en mesurant les variations d'intensités
de fluorescence dans le collagéne [123], [251]. Les résultats ont montré que les lumiéres de collagene
non tapissées de cellules endothéliales avaient le P4 calculé le plus élevé (1,09 10 cm/s) alors que la
présence d'un endothélium confluent abaissait ce coefficient a 0,10 10* cm/s. Les traitements des
vaisseaux revétus d’un endothélium avec des quantités croissantes de thrombine ont induit une
réponse graduelle en termes de perméabilité mesurée, comme le montrent les coefficients calculés
(Figure 3-52). Notre méthode a donc non seulement permis de suivre la perméabilité des colorants
fluorescents en temps réel a I'aide de la microscopie vidéo mais a également permis de quantifier avec
précision les parametres de diffusion a tout moment de I'expérience.
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Figure 3-51 Diffusion de dextran 70kDa-FITC dans la couche de collagéne en fonction du temps mesuré a
partir d’'images de vidéomicroscopie fluorescente a l'intérieur d'un canal de 1 mm de large, . EC; cellules
endothéliales, Thr; thrombine. No cells : canaux de collagene non tapissés d'EC. n=3 microvaisseaux par

conditions, 5 régions par vaisseau ont été sélectionnées pour quantifier la diffusion, 1 point toutes les 10s a été
extrait des mesures 3 images/s en temps réel.
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Figure 3-52 Coefficients de perméabilité diffusive calculés. Thr; thrombine. Collagen : canaux de collagéne
non tapissés de cellules endothéliales. n=3 microvaisseaux par conditions. 5 régions ont été sélectionnées par
vaisseau pour quantifier la diffusion, **P<0,01, ***P<0,001 ns ; non significatif, comparé par rapport a Ctrl.

Les vaisseaux ayant été utilisés au cours des tests de perméabilité ont été ensuite fixés et les
jonctions intercellulaires visualisées apres marquages par immunofluorescence de la VE-cadhérine et
de ZO-1. Les vaisseaux non traités ont montré une répartition de la VE-cadhérine homogéne et
continue de toutes les cellules endothéliales, illustrant une jonction adhérente intacte qui
correspondait aux données de perméabilité faible (Figure 3-53). Le traitement des vaisseaux avec des
quantités croissantes de thrombine a affecté de maniere correspondante I'aspect des jonctions
adhérentes, jusqu'a un point ol certaines cellules endothéliales se sont détachées, laissant des espaces
ouverts dans la monocouche lorsque celle-ci avait été traitée avec 50 u/ml de thrombine. Ceci est
également corrélé aux coefficients de perméabilité diffusive extrémes observés avec ces vaisseaux.
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Figure 3-53 3-54 Images en microscopie confocale des vaisseaux sanguins apres réalisation des tests de
perméabilité. Les vaisseaux ont été marqués pour la VE-cadhérine (vert) et les noyaux colorés au DAPI (bleu).
Projection d'intensité maximale de I'axe Z, Thr ; thrombine, barre=100um
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Des observations similaires ont été faites pour les jonctions serrées, les vaisseaux non traités
montrant un marquage de Z0-1 continu, fin et homogéne autour des cellules endothéliales, alors que
les vaisseaux traités avec 50u/ml de thrombine ont montré des ruptures partielles dans les jonctions
et une intensité de signal globalement plus faible (Figure 3-55 et Figure 3-56).

DAPI Z0-1 VE-cadh Actin Merged

50u/ml

Figure 3-55 Images en microscopie confocale des vaisseaux sanguins apres les tests de perméabilité. Les
vaisseaux ont été marqués pour les noyaux des cellules (DAPI, bleu) pour la molécule de jonction serrée ZO-1
(vert), pour la molécule de jonction adhérente VE-cadhérine (VE-cadh, rouge), pour les filaments d’actine
(Actin, jaune). Projection d'intensité maximale de I'axe Z, Thr ; thrombine, barre=100um

Thrombin 50u/ml

Figure 3-56 Reconstruction 3D des vaisseaux traités ou non a la thrombine par imagerie confocale. Les
vaisseaux ont été marqués pour la jonction adhérente (VE-cadhérine, rouge), pour la jonction serrée (ZO-1,
vert), pour les filaments d’actine (jaune) et les noyaux ont été colorés au DAPI (bleu).

En conclusion de cette partie, nous avons montré que la présence de I'endothélium des vaisseaux
sur puce formait effectivement une barriére a la perméation et que celui-ci répondait a une stimulation
vaso-perméante. La conception des puces nous a permis de visualiser et de quantifier ces effets en
temps réel et de procéder a une analyse par immunomarquage a postériori.

129



3.2.4 Enrichissement du modele avec une multicouche cellulaire

Les cellules périvasculaires, telles que les péricytes dans les capillaires et les musculaires lisses
dans les vaisseaux de taille plus large, participent a la stabilité et au maintien de I'intégrité de la barriere
vasculaire [252]. Les vaisseaux qui avaient été congus jusqu’alors ne comportaient pas de cellules
périvasculaires. Dans le but de reproduire de telles structures cellulairement plus complétes, nous
avons tiré avantage de la méthode de double VFP que nous avions mise au point précédemment pour
créer des couches concentriques des deux types cellulaires autour de la lumiere des vaisseaux (Figure
3-57). Ainsi, un premier VFP a permis de déposer la couche cellulaire externe, entourée de la premiéere
épaisseur de collagene et constituée de fibroblastes pulmonaires humains normaux (NHLF)
préalablement marqués a la calcéine AM. En effet, ces cellules ont démontré leur capacité a se
comporter comme des cellules périvasculaires dans des approches d’organes sur puce [80]. Un second
VFP a permis, d’une part, de déposer une couche de collagéne sur les NHLF et, d’autre part,
d’ensemencer celle-ci avec des HUVEC non marquées. Par cette approche originale, nous avons pu
ainsi reconstituer les deux principales couches cellulaires de vaisseaux sanguins, apposées dans leur
position correcte par rapport a un vaisseau naturel (Figure 3-58).
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Figure 3-57 Schéma de principe de fabrication du vaisseau sur puce multicouche par double VFP

Phase contrast Merged

NHLF + HUVEC

Figure 3-58 Fabrication d’un vaisseau multicouche par double VFP. Le premier VFP est réalisé avec ou sans
NHLF et le second avec ou sans HUVEC. Les NHLF ont été marqués a la calcéine AM (vert) préalablement a leur
ensemencement. Barre = 400um
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La morphologie générale de la monocouche de cellules endothéliales ainsi obtenue est restée
inchangée et l'immunomarquage pour la VE-cadhérine a montré un schéma classique des jonctions
adhérentes de ces cellules. De fagon intéressante, les NHLF établis autour de I'endothélium ont adopté
une forme étoilée et présenté plusieurs projections en forme de filopodes s'étendant a travers la fine
couche de collagéne pour établir des contacts directs avec la couche endothéliale, comme dans des
vaisseaux sanguins naturels (Figure 3-59).

Figure 3-59 Imagerie confocale d’un vaisseau multicouche réalisé par double VFP dans une puce de
400um. Marquage de la VE-cadhérine (rouge), des noyaux au DAPI (bleu) et des fibroblastes avec la calcéine
AM (vert). Projection sur I'axe Z (A) et reconstruction 3D (B). Barre = 100um

Une fois des vaisseaux composés ou non d’une multicouche d’'HUVEC et de NHLF construits, leur
fonction de barriere a été étudiée en utilisant le test de perméabilité au dextran fluorescent, ceci afin
d’évaluer si la présence de fibroblastes modifiait cette fonction. Lorsque le lumen n’était pas du tout
cellularisé, un coefficient de perméabilité maximal a été mesuré (Figure 3-60). L'ajout de NHLF seuls
n'a pas réduit la diffusion du dextran-Texas Red et le « vaisseau » est resté aussi perméable que les
lumen constitués uniquement de collagéne (Figure 3-61 et Figure 3-62). Ceci suggérait donc que les
NHLF ne créaient pas en soi une barriére physique a la diffusion du dextran-FITC a I'extérieur du
« vaisseau ». Les vaisseaux sur puce constitués uniquement de cellules endothéliales ont créé une
barriére, permettant une diffusion lente mais toutefois mesurable du dextran-Texas Red dans le gel de
collagene au fil de I'expérience. Comme précédemment, I'ajout de thrombine a fortement perturbé
cette barriere et a permis au dextran de diffuser a des vitesses significativement plus élevées (Figure
3-62). De fagon trés intéressante, l'ajout de NHLF (1%, ratio d’ensemencement) autour de la
monocouche endothéliale a entrainé un resserrement marqué de la barriere puisque la diffusion
spontanée du dextran n’était méme plus visible sur le temps de I'expérience (Figure 3-60). De plus, ces
vaisseaux multicouches se sont montrés beaucoup moins sensibles a la thrombine ; un traitement a
25u/ml ou a 50u/ml entrainant une diffusion significativement plus lente du dextran par rapport aux
effets observés en utilisant des doses similaires de thrombine dans les vaisseaux sanguins uniquement
composés de cellules endothéliales (Figure 3-61 et Figure 3-62).
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Figure 3-60 Diffusion de dextran 70kDa-Texas Red dans la couche de collagene en fonction du temps et de
la dose recue de thrombine (thr). n=3 microvaisseaux par condition. Les microcanaux utilisés avaient une
largeur de 1000 um. Les images ont été extraites d'enregistrements vidéo a t=0, 150s ou 300s apres injection
de dextran 70kDa-Texas Red. Collagen; lumens non cellularisés, NHLF; vaisseaux cellularisés avec des
fibroblastes, HUVEC; vaisseaux cellularisés avec des endothéliales, HUVEC NHLF; vaisseaux constitués d'une
couche de fibroblastes entourant une couche de cellules endothéliales, CTRL; absence de traitement, thr;
vaisseaux traités par la thrombine aux concentrations indiquées.
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Figure 3-61 Diffusion de dextran 70kDa-Texas red dans la couche de collagéne en fonction du temps, a
I'intérieur d'un canal de 1Imm de large, mesuré a partir d'images de vidéomicroscopie fluorescente, CE ; cellules
endothéliales, F ; Fibroblastes, Thr; thrombine. n=3 microvaisseaux par conditions, 1 point toutes les 10s a été

extrait des mesures 3 images/s en temps réel.
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Figure 3-62 Coefficients de perméabilité diffusive calculés. Collagen; vaisseaux non cellularisés, EC;
cellules endothéliales, F ; Fibroblastes, Thr; thrombine. n=3 microvaisseaux par conditions. *P<0.05, **P<0,01,
***P<0,001 ns ; non significatif, comparé par rapport au controle.
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Les vaisseaux ayant été traités au cours de ces tests de perméabilité ont été fixés et les jonctions
intercellulaires ont été visualisées aprés marquages par immunofluorescence de la VE-cadhérine.
Comme précédemment, I'ajout de thrombine aux vaisseaux composés uniquement de cellules
endothéliales a profondément perturbé les jonctions adhérentes avec une disparition progressive de
la VE-cadhérine des jonctions. Le marquage a-SMA a révélé la présence des fibroblastes autour de la
monocouche endothéliale et montré que les deux couches cellulaires restaient bien distinctes. En
présence des NHLF et en I'absence de stimulation par la thrombine, il apparait que la VE-cadhérine se
soit accumulée de fagon plus marquée aux jonctions, nous n’avons toutefois pas approfondi ce point
par une étude plus poussée.

Ctrl Thr 25u/ml Thr 50u/ml
HUVEC HUVEC

HUVEC + NHLF HUVEC + NHLF HUVEC + NHLF

Figure 3-63 Images en microscopie confocale des vaisseaux sanguins utilisés lors des tests de
perméabilité. Les vaisseaux ont été marqués pour la VE-cadhérine (rouge), a-SMA (vert) et les noyaux ont été
colorés au DAPI (bleu). Projection d'intensité maximale de I'axe Z, Thr ; thrombine, barre=100um
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Etant donné que les NHLF ont montré une influence positive sur la fonction de barriere de
I'endothélium et que, d’autre part, les vaisseaux sanguins naturels présentent des ratios
péricytes/endothéliales variables selon la localisation tissulaire [253], [254], nous avons modulé ce
ratio de 0 a 6% (ratio d’ensemencement) dans nos vaisseaux sur puce. La fonction de barriére a été
ensuite évaluée par le calcul des coefficients de diffusion qui ont montré que plus le ratio NHLF/HUVEC

était élevé, moins ces vaisseaux étaient sensibles a I’action vaso-perméante de la thrombine (Figure
3-64 et Figure 3-65).

1,2 ¢
—@-EC Ctrl
—m—EC Thr 50u/ml
—@—F:EC 1% Ctrl
—@—F:EC 1% Thr 50u/ml
—A—F:EC 6% Ctrl
—A—F:EC 6% Thr 50u/ml

Fluorescence intensity (AU)

0 1 1 1 J

0 50 100 150 200
Time (s)

Figure 3-64 Diffusion de dextran 70kDa-Texas red dans la couche de collagéne en fonction du temps a
I'intérieur d'un canal de 1 mm de large, mesuré a partir d’'images de vidéomicroscopie a fluorescence, EC;
cellules endothéliales, F ; Fibroblastes, Thr; thrombine. F :EC indique le ratio de fibroblastes par rapport aux
endothéliales. n=3 microvaisseaux par conditions, 1 point toutes les 10s a été extrait des mesures 3 images/s
en temps réel.
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Figure 3-65 Coefficients de perméabilité diffusive calculés. EC ; cellules endothéliales, F ; Fibroblastes, Ctrl;
vaisseaux non traités, Thr; thrombine, F :EC indique le ratio de fibroblastes par rapport aux endothéliales. n=3
microvaisseaux par conditions. ***P<0,001 ns ; non significatif, comparé par rapport a Ctrl.

Comme précédemment, ces vaisseaux ont ensuite été immunomarqués afin de visualiser les
jonctions adhérentes via la VE-cadhérine et les fibroblastes par a-SMA, ce qui a notamment permis
d’apprécier que les différences de ratio F:EC a 'ensemencement semblaient conservées apres 8 jours
de culture (Figure 3-66).
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Figure 3-66 Imagerie confocale de la rupture de la barriere vasculaire apres les tests de perméabilité dans
des vaisseaux multicouches composés de différents ratios fibroblastes:endothéliales (F:EC). Les vaisseaux ont
été marqués pour les jonctions adhérentes (VE-cadhérine, rouge),a-SMA (vert) et noyaux (DAPI, bleu).
Projection d'intensité maximale de I'axe Z. EC ; cellules endothéliales, F ; Fibroblastes, Thr ; thrombine.
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En conclusion de cette partie, 'approche double VFP constitue un moyen original de reproduire
la structure tridimensionnelle d’un vaisseau naturel avec une apposition concentrique des couches
endothéliales et périvasculaires autour du lumen. Cette structuration et la présence de cellules
périvasculaires induisent un renforcement trés important de la fonction de barriére de ces vaisseaux
sur puce.

3.2.5 Diversification du modele cellulaire

Les HUVEC constituent une source robuste et fiable de cellules endothéliales vasculaires pour la
mise au point d’approches de vaisseaux sur puce mais I'origine de ces cellules (veine ombilicale) n’est
pas représentative d'endothélia d’autres organes. D’autres part, les modeles que nous mettons en
place sont congus de maniere a étre adaptables a la source cellulaire et leurs conditions de culture.
Dans le but de mettre en place des vaisseaux sanguins sur puce pertinents pour I'étude d’autres
configurations tissulaires, nous avons diversifié nos modeles en utilisant notamment des cellules
endothéliales de poumon (HMVEC-L) et sinusoidales de foie (SK-HEP-1).

3.2.5.1 Etablissement d’un vaisseau sanguins pulmonaire sur puce

Afin d’établir un vaisseau sur puce a partir de cellules endothéliales primaires de poumon humain,
nous avons réalisé le processus de VFP en utilisant des cellules HMVEC-L en remplacement des HUVEC.
Les observations ont montré que ces cellules étaient tout a fait capables de s’établir en une
monocouche confluente sur le collagene | et de former une barriere au passage du dextran 70kDa-
Texas Red (0,66 10* cm/s) (Figure 3-67). Cependant, celle-ci était, sans traitement, moins efficace que
celle formée par les HUVEC (0,10 10 cm/s). Le traitement de ces vaisseaux par la thrombine induit
une perméabilité vasculaire dans des valeurs de coefficients de diffusion comparables a celles
mesurées avec les HUVEC dans les mémes conditions (Figure 3-68 et Figure 3-69).
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Figure 3-67 Test de perméabilité de vaisseaux pulmonaires sur puce. Diffusion de dextran-70 kDa Texas
Red dans la couche de collagéne en fonction du temps et de la dose regue de thrombine (Thr). n=4
microvaisseaux par condition. Les microcanaux utilisés avaient une largeur de 1000 um. Les images ont été
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extraites d'enregistrements vidéo a 0, 150s ou 300s apreés injection de dextran-70 kDa Texas Red. CTRL;
vaisseau non traité.
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Figure 3-68 Diffusion de dextran-70 kDa Texas Red dans la couche de collagéne en fonction du temps et
de la dose regue de thrombine (Thr) d'un vaisseau pulmonaire sur puce a l'intérieur d'un canal de 1 mm de
large, mesuré a partir d’images de vidéomicroscopie fluorescente, n=4 microvaisseaux par conditions, 1 point
toutes les 10s a été extrait des mesures 3 images/s en temps réel. CTRL; vaisseau non traité
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Figure 3-69 Coefficients de perméabilité diffusive calculés sur des vaisseaux pulmonaires sur puce traités
(Thr) ou non (CTRL) a la thrombine. n=4 microvaisseaux par conditions.
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3.2.5.2 Etablissement de cellules endothéliales sinusoidales de foie en vaisseau sur puce

Toujours dans cette idée de diversification des sources de cellules endothéliales, nous avons
utilisé une lignée de cellules endothéliales sinusoidales de foie pour créer des vaisseaux sur puce
hépatiques. Si I'ensemencement et la culture des cellules n'a pas posé de probleme a priori dans ces
conditions, ces cellules n’ont cependant pas formé une monocouche continue et jointive dans nos
dispositifs (Figure 3-70). Des données préliminaires de I'équipe ont montré que ces cellules adoptaient
une morphologie a confluence plus proche d’un endothélium jointif quand elles étaient cultivées en
EMEM additionné d’EGM-2. Nous avons donc comparé les effets du milieu de culture recommandé
EMEM a un milieu d’EGM/MEM. D’un point vue morphologique, les SK-HEP-1 cultivées en EMEM ne
se sont pas établies en monocouche, alors que I'addition d’EGM-2 a amélioré faiblement I'aspect de la
monocouche (Figure 3-70).

Figure 3-70 Images en contraste de phase de vaisseaux sur puce réalisés avec des HUVEC ou des cellules
endothéliales de foie SK-HEP-1 cultivées dans du milieu EMEM (MEM) ou EGM-2/EMEM (EGM/MEM) dans une
puce de Imm. Barre = 500um

Unimmunomarquage et une observation en imagerie confocale des jonctions cellulaires a montré
que la VE-cadhérine n’était quasiment pas présente entre ces cellules SK-HEP-1, quelles que soient les
conditions de culture (Figure 3-71) et de fagon similaire a ce que I'équipe avait constaté avec ces
cellules en culture 2D (non montré).
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Figure 3-71 Imagerie confocale de vaisseaux fabriqués par VFP avec des HUVEC ou des SK-HEP-1 cultivées
dans du milieu EMEM (MEM) ou EGM-2/EMEM (EGM/MEM) et marqués pour la VE-cadhérine (vert) et les
noyaux( DAPI, bleu). Projection sur les axes X, Y et Z. Barre = 100um

Les tests de perméabilité sur ces vaisseaux SK-HEP-1 ont montré que, sans stimulation, ils étaient
beaucoup plus perméables de base que des vaisseaux composés d’'HUVEC. Leur réponse a la thrombine
n’était pas cohérente dans cette expérience unique (Figure 3-72 et Figure 3-73).
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Figure 3-72 Diffusion de dextran-70 kDa Texas Red dans la couche de collagéne en fonction du temps, a
I'intérieur d'un canal de 1 mm de large, mesuré a partir d’'images de vidéomicroscopie fluorescente, n=3
microvaisseaux par conditions, 1 point toutes les 10s a été extrait des mesures 3 images/s en temps réel.

Collagen; lumen non cellularisés, SK ; SK-HEP-1 cultivées en EMEM (MEM) ou EGM-2/EMEM (EGM/MEM); CTRL
; vaisseaux non traités, Thr; thrombine
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Figure 3-73 Coefficients de perméabilité diffusive calculés. n=3 microvaisseaux par conditions. Collagene;
lumen non cellularisés, SK ; SK-HEP-1 cultivées en EMEM (MEM) ou EGM-2/EMEM (EGM/MEM); CTRL ;
vaisseaux non traités, Thr; thrombine.
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3.2.5.3 Bilan des essais de diversification

En conclusion de cette partie, il apparait que nos approches sont tout a fait compatibles avec
I'utilisation de cellules endothéliales provenant d'autres sources cellulaires. Cependant, il est évident
gu’une attention particuliére devra étre portée a la mise au point des conditions d’établissement et
de culture de chaque modele d’endothélium.

3.2.6 Bilan de I'analyse des fonctions biologiques des vaisseaux sur puce

Finalement, les vaisseaux sur puce gue nous avons congus présentaient une morphologie de
monocouche tres satisfaisante et une bonne intégrité des jonctions inter-endothéliales. Ces vaisseaux
répondaient fonctionnellement a des stimuli pro-inflammatoire ou vasoperméants et nous avons mis
en place des méthodes de visualisation en temps réel et de quantification de ces réponses. Grace a
I"'approche du double VFP qui a été mise au point, ces premiers vaisseaux ont été raffinés par
I’adjonction de cellules qui miment les cellules périvasculaires. La présence de ces cellules
complémentaires a significativement renforcé la fonction de barriére de ces vaisseaux sur puce. Enfin,
les possibilités de diversifications cellulaires de nos modeles ont été explorées, notamment en utilisant
des cellules endothéliales de poumon et de foie et montrent les évolutions possibles de nos vaisseaux
vers d'autres contextes tissulaires.
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3.3 VALORISATION DE NOTRE MODELE

A ce stade, nous disposions d’un modele fonctionnel de vaisseaux sur puce offrant la possibilité
d’évaluer 'intégrité de I'endothélium, sa réponse en perméabilité ou en activation en réaction a des
molécules actives. Nous avons, d'une part, utilisé ces vaisseaux sur puce dans un autre projet interne
a I'équipe. D'autre part, nous avons été sollicités pour utiliser nos modeles dans le cadre de projets
s'adressant a la perméabilité vasculaire par d’autres groupes de recherches, notamment, dans le cadre
d'études réalisées sur des thérapies anticancéreuses. Cette section décrit les différents travaux qui ont
été réalisés dans le cadre de ces collaborations. Tout d’abord I'influence de la transfection des HUVEC
avec un anti-miR d’intérét sur la jonction adhérente a été étudiée. Ensuite, les effets de I'interleukine
6 et de certains de ses variants sur |'activation endothéliale et la perméabilité vasculaire ont été
examinés. Puis, nous nous sommes intéressés a la surexpression de SNAIL-1 dans des HUVEC et aux
conséquences de celle-ci sur la perméabilité vasculaire. Enfin, nous avons réalisé des travaux
préliminaires concernant I'étude des fuites vasculaires liées aux traitements par inhibiteurs de tyrosine
kinase.

3.3.1 Effet d’un anti-miR d’intérét sur la perméabilité vasculaire (projet interne)

Les miARNs sont une classe de petits ARN de 21-23bp non codant qui jouent un réle essentiel
dans le contrble de I'expression de génes en se fixant sur les ARN messagers et entrainant leur
dégradation ou l'inhibition de leur traduction [255]. Les miARNs sont impliqués dans la régulation de
processus cellulaires majeurs au cours du développement, de I'initiation et de la progression tumorale.
Certains miARNs sont impliqués dans la régulation de I'activation de I'endothélium et I'équipe a
identifié un miRNA candidat qui joue un réle intéressant dans ce processus [256]—[258].

Pour évaluer l'effet d’un anti-miR candidat sur la jonction adhérente et notamment la
perméabilité vasculaire, des HUVEC ont été transfectées avec I'anti-miR d’intérét (anti-miR 3) ou son
mimic correspondant (mimic 3). Le test de perméabilité basé sur la diffusion du dextran a été réalisé
de la méme maniére que décrite précédemment sur des vaisseaux composés uniqguement d'HUVEC.
Les résultats ont montré que les vaisseaux controles (mock, anti-miR ctrl et mimic ctrl) avaient une
perméabilité sensiblement équivalente alors que les vaisseaux transfectés avec I'anti-miR 3 étaient
tres perméables, leur coefficient de perméabilité diffusive étant similaire a celui des vaisseaux stimulés
en thrombine (Figure 3-74 et Figure 3-75). Au contraire le mimic 3 a semblé induire une réduction de
la perméabilité des vaisseaux dans lesquels il avait été transfecté.

144



O~Mock no thrb
=@-mock Thr 50u/ml
O-antimiR Ctrl
1.2 =@-antimiR 3

O mimic Ctrl
O-mimic 3

e
©

0.6

Fluorescence intensity (AU)

0.2

0 50 100 150 200 250 300
Time (s)

Figure 3-74 Diffusion de dextran-70kDa Texas Red dans la couche de collagene en fonction du temps, a
I'intérieur d'un canal de 1 mm de large, mesuré a partir d’'images de vidéomicroscopie fluorescente, n=3
microvaisseaux par conditions, 1 point toutes les 10s a été extrait des mesures 3 images/s en temps réel. Mock;
HUVEC transfectées sans acide nucléique, Ctrl; ARN non ciblant, Thr; Thrombine
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Figure 3-75 Coefficients de perméabilité diffusive calculés. n=3 microvaisseaux par conditions. Mock;
HUVEC transfectées sans acide nucléique, Ctrl; ARN non ciblant, Thr; Thrombine
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Pour compléter ces observations, les vaisseaux sur puces utilisés pour le test de perméabilité ont
été immunomarqués pour la VE-cadhérine, imagés avec un microscope confocal et observés sur leur
face inférieure ou en reconstruction 3D. L’anti-miR 3 a provoqué une perturbation flagrante de la
jonction adhérente dans la monocouche endothéliale (Figure 3-76 et Figure 3-77). Le mimic 3 a semblé
avoir I'effet inverse, il a induit la présence d’une jonction beaucoup plus homogeéne et continue par
rapport au mimic contréle (Figure 3-78).

Mock no thr AntimiR CTRL AntimiR 3

Mock Thrb 50u/ml Mimic ctrl

Figure 3-76 Images en microscopie confocale des vaisseaux sanguins apres les tests de perméabilité. Les
vaisseaux ont été marqués pour la VE-cadhérine (vert) et les noyaux ont été colorés au DAPI (bleu). Projection
d'intensité maximale de I'axe Z, barre=100um. Mock; HUVEC transfectées sans acide nucléique, Ctrl; ARN non

ciblant, Thr; Thrombine
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Figure 3-77 Reconstruction 3D en microscopie confocale des vaisseaux sanguins apres les tests de
perméabilité. Les vaisseaux ont été marqués pour la VE-cadhérine (vert) et les noyaux ont été colorés au DAPI
(bleu). CTRL; ARN non ciblant
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Figure 3-78 Reconstruction 3D en microscopie confocale des vaisseaux sanguins apres les tests de
perméabilité. Les vaisseaux ont été marqués pour la VE-cadhérine (vert) et les noyaux ont été colorés au DAPI
(bleu). Ctrl; ARN non ciblant

L'utilisation des HUVEC transfectées avec I'anti-miR d’intérét dans nos dispositifs de vaisseaux sur
puce a permis de confirmer I'effet perturbateur de celui-ci sur la barriere endothéliale. Ceci a complété
des observations faites par I'équipe précédemment dans une configuration 2D concernant
I"accumulation de VE-cadhérine aprés avec le mimic 3. De plus, cela a démontré la possibilité d’utiliser
nos modeles avec des cellules endothéliales génétiquement modifiées, ici par transfection transitoire.
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3.3.2 Effet de la surexpression de SNAIL-1 sur la perméabilité vasculaire (équipe
Anna Rita Cantelmo — EGID)

Nous avons été approchés par I'équipe d'Anna Rita Cantelmo pour évaluer l'effet de la
surexpression du facteur de transcription SNAIL-1 dans les HUVEC dans le cadre d’une étude du role
de ce facteur sur la transition endothélium/mésenchyme.

Des vaisseaux sur puce ont été ensemencés avec des HUVEC primaires directement issues de
cordons ombilicaux et établis en culture par I'équipe collaboratrice et transfectées stablement avec un
vecteur d’expression contrdle ou codant pour SNAIL-1, puis stimulés au TNFa a 10ng/ml pendant 4h.
Ensuite, leur perméabilité a été mesurée comme précédemment. Les résultats préliminaires semblent
montrer que la surexpression de SNAIL-1 diminue la perméabilité vasculaire dans nos modeles. Ceci
semble contradictoire avec la littérature existante [259], [260] mais ces résultats restent a consolider
avec, notamment, des cellules issues d’autres donneurs.
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Figure 3-79 Diffusion de dextran-70kDa Texas Red dans la couche de collagene en fonction du temps a
I'intérieur d'un canal de 1 mm de large, mesuré a partir d'images de vidéomicroscopie fluorescente, n=6
microvaisseaux par conditions, 1 point toutes les 10s a été extrait des mesures 3 images/s en temps réel.

EMPTY; HUVEC transfectées avec un vecteur contrdle, SNAIL; HUVEC transfectées avec un vecteur codant pour
SNAIL1, CTRL; vaisseaux non traités, TNF, vaisseaux traités avec 10ng/ml de TNFa pendant 4h.
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Figure 3-80 Coefficients de perméabilité diffusive calculés. n=6 microvaisseaux par conditions. EMPTY;
HUVEC transfectées avec un vecteur contréle, SNAIL; HUVEC transfectées avec un vecteur codant pour SNAIL1,
CTRL; vaisseaux non traités, TNF, vaisseaux traités avec 10ng/ml de TNFa pendant 4h.

3.3.3 Effets de variants de l'interleukine 6 sur |'activation endothéliale et la
perméabilité vasculaire (équipe Suman Mitra — CANTHER)

3.3.3.1 Effets de variants de l'interleukine-6 sur une monocouche endothéliale

Un des effets secondaires de I'inflammation et donc de la présence d’'une quantité élevée de
cytokines comme I'IL-6 dans les tissus, est I'apparition d’une hyper perméabilité vasculaire [261]. Celle-
ci, méme si elle est bénéfique dans un premier temps pour laisser passer les cellules immunitaires par
exemple, devient problématique si elle se prolonge dans le temps et entraine une fuite vasculaire
provoquant des cedemes. Il a été montré qu’une exposition prolongée a I'lL-6 pouvait provoquer une
perte des jonctions endothéliales et, donc, induire une hyper perméabilité dans des modeles de culture
bidimensionnels [262], [263]. Notre modéle de vaisseaux sur puce apparaissait alors comme un outil
pertinent pour étudier la perméabilité vasculaire engendrée par I'IlL-6 dans un contexte
tridimensionnel et un environnement matriciel.

Les HUVEC ne possédant pas le récepteur IL-6R, elles ne réagissent pas a la présence de I'lL-6
seule. Pour que les HUVEC répondent a la cytokine il faut que celle-ci soit associée a la forme soluble
du récepteur, sIL-6R, afin que la cytokine puisse se lier a la protéine gp130 et déclencher la voie de
signalisation JAK/STAT, ce qu’on appelle la trans-signalisation [263]. L’hétérodimeére synthétique,
hyper IL-6, est un bon outil pour étudier cette trans-signalisation puisqu’il reproduit la structure du
complexe IL-6/slIL-6-R avec une affinité trés forte pour gp130 [264], [265]. De plus, I'équipe avec qui
nous avons collaboré pour ces travaux a développé des variants de I'lL-6 qui permettent de moduler
I'activation de la voie STAT1 et STAT3 en jouant sur I'affinité des variants avec gp130 [266]. L'intérét
de notre modele est de pouvoir donner une réponse quant a I’activité fonctionnelle de ces variants sur
une monocouche endothéliale dans une configuration de vaisseaux sur puce.
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Les premiers travaux réalisés dans le cadre de cette collaboration ont donc été de vérifier les
effets de I'hyper IL-6 en termes d’activation de la monocouche endothéliale et de perméabilité
vasculaire. Nous avons ensuite utilisé les variants de I'IL-6 pour observer leurs effets sur la perméabilité
des vaisseaux sur puce.

3.3.3.2 Influence de I'hyper IL-6 sur la réponse en activation et en perméabilité

Dans un premier temps, I'effet de I’hyper IL-6 sur la réponse en activation a été étudié dans notre
modele. Les vaisseaux sur puce ont été stimulés avec du TNFa, de I'lL-6 et de I'hyper IL-6 a différentes
concentrations. La réponse fonctionnelle a ensuite été mesurée aprés injection de monocytes humains
THP-1 marqués a la calcéine AM par voie intraluminale et leur adhérence a I'endothélium a été
quantifiée. Pour la dose la plus faible d’'IL-6 et d’hyper IL-6, presqu’aucune adhérence des cellules
circulantes a été constatée (Figure 3-81 et Figure 3-82). Une réponse a été observée pour des doses
d’'IL-6 et d’hyper IL-6 de 100nM et, comme décrit dans J. Martinez-Fabregas et al.[265], celle induite
avec I’hyper IL-6 était plus importante que celle obtenue avec I'lL-6.

Phase contrast Fluo GFP Merged

Hyper IL-6 100nM

Hyper IL-6 20nM

IL-6 100nM-

IL-6 20nM

Figure 3-81 Images en fluorescence et contraste de phase de cellules immunitaires adhérentes aux
cellules endothéliales dans les vaisseaux sur puces activés. Les vaisseaux constitués d'HUVEC ont été stimulés
ou non avec du TNFa (TNF alpha), de I'Hyper IL-6 ou de I'IL-6 (IL6) pendant 4h, puis des monocytes (THP-1)
marqués a la calcéine AM (vert) ont été injectés dans les lumens et laissés a adhérer sur la face luminale de
I'endothélium. CTRL; vaisseau non traité. Apres ringages, les vaisseaux ont été imagés en contraste de phase et
en fluorescence.
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Figure 3-82 Quantification sur toute la longueur des canaux du nombre de cellules immunitaires attachées
aux parois des vaisseaux, n=4.

La réponse fonctionnelle en activation en présence d’hyper IL-6 dans nos vaisseaux sur puce
correspondait donc bien a celle attendue. Ensuite et afin de quantifier I’effet de I'lL-6 et de I'hyper IL-
6 sur la perméabilité vasculaire dans les vaisseaux sur puce, nous avons mesuré la diffusion de dextran-
70kDa, comme précédemment, aprés stimulation par ces cytokines. La perméabilité induite par I’hyper
IL-6 est apparue bien plus élevée que celle provoquée par I'lL-6 (Figure 3-83 et Figure 3-84). Cette
expérience a été reproduite une seconde fois et les résultats ont été similaires.
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Figure 3-83 Diffusion de dextran-70 kDa Texas Red dans la couche de collagéne en fonction du temps a
I'intérieur d'un canal de 1 mm de large, mesuré a partir d’'images de vidéomicroscopie fluorescente, n=4
microvaisseaux par conditions, 1 point toutes les 10s a été extrait des mesures 3 images/s en temps réel. Ctrl;
vaisseaux non traités, Thr, Thrombine

149 B CTRL
O Thr 25U
1.2 1 B TNF-alpha 10ng/mL
_ O Hyper IL-6 100nM
1 - O IL-6 100nM
o
B X
% 0.81 X
@
£
S
5 061 . —‘7
o L
0.4
R
0.2 |
o
P [
0 J

Figure 3-84 Coefficients de perméabilité diffusive calculés. n=4 microvaisseaux par conditions. CTRL;
vaisseaux non traités, Thr, Thrombine

Les vaisseaux utilisés dans le test de perméabilité ont finalement été immunomarqués pour la VE-
cadhérine puis imagés par microscopie confocale. Les projections d’intensité maximale obtenues ont
montré dans le cas du TNFa comme dans celui de I’hyper IL-6 une nette perturbation de la jonction,

alors que pour la stimulation avec I'lL-6, |la jonction adhérente n'a pas semblé avoir été affectée (Figure
3-85).

153



HUVEC control Thrombin 25u/mL TNF-alpha 10ng/mL

Figure 3-85 Images en microscopie confocale des vaisseaux sanguins apres les tests de perméabilité. Les
vaisseaux ont été marqués pour la VE-cadhérine (vert) et les noyaux ont été colorés au DAPI (bleu). Projection
d'intensité maximale de I'axe Z, barre=100um. control: vaisseau non traité.

L’hyper IL-6 a donc bien montré un effet perméabilisant plus puissant que celui de I'IL-6.

L’'ensemble des résultats ci-dessus a bien confirmé que les HUVEC ne répondaient pas a I'lL-6
seule. D’autre part, ils ont validé la réponse en activation de la monocouche endothéliale ainsi que
I"augmentation de la perméabilité vasculaire en présence d’hyper IL-6.

3.3.3.3 Effets de variants de I'IL-6 sur la perméabilité vasculaire

Aprés avoir montré que les vaisseaux sur puce répondaient bien a I'hyper IL-6, nous avons étudié
leur réponse aux variants évoqués précédemment et développés par I’équipe avec laquelle nous avons
collaboré. Les vaisseaux ont été stimulés avec les variants C7 et Mut3 a une concentration de 100nM
pendant 4h. Le test de perméabilité avec le dextran-70 kDa a ensuite été réalisé sur ces vaisseaux.
Mut3 a provoqué une perméabilisation équivalente a I'hyper IL-6, alors que le coefficient de
perméabilité diffusive de C7 s'est révélé sensiblement inférieur. Les résultats sont en accord avec
Martinez-Fabregas et al. [266] pour mut3 mais pas pour C7 pour lequel une réponse plus élevée était
attendue.
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Figure 3-86 Diffusion de dextran-70kDa Texas Red dans la couche de collagene en fonction du temps a
I'intérieur d'un canal de 1 mm de large, mesuré a partir d’'images de vidéomicroscopie fluorescente, n=5
microvaisseaux par conditions, 1 point toutes les 10s a été extrait des mesures 3 images/s en temps réel. CTRL;
vaisseaux non traités.
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Figure 3-87 Coefficients de perméabilité diffusive calculés. n=5 microvaisseaux par conditions. CTRL;
vaisseaux non traités.

Nos approches de vaisseaux sur puce ont donc permis d’évaluer la réponse globale d'une
monocouche endothéliale 3D a la présence de variants de I'lL-6. Ces observations n’ont été réalisées
gu’une seule fois et méritent donc d’étre reproduites.

En conclusion de cette section, nos modeles constituent donc un bon outil pour I'étude de I’hyper
perméabilité induite par des cytokines. Les résultats obtenus avec I'lL-6 et ses variants vont dans le
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méme sens que ceux obtenus par I'équipe collaboratrice sur les voies d’activation impliquées et
complétent ainsi leur étude en apportant des observations fonctionnelles dans un contexte vasculaire
tridimensionnel.

3.3.4 Effet d’inhibiteurs de tyrosine kinase sur la perméabilité vasculaire (Equipe
David Tulasne — CANTHER)

3.3.4.1 Thérapies ciblant les récepteurs MET

Le récepteur a tyrosine kinase Mesenchymal Epithelial Transition (MET) et son ligand I'Hepatocyte
Growth Factor (HGF) sont aujourd’hui la cible de nombreuses thérapies anticancéreuses en cours de
développement, notamment dans le cas du cancer du poumon [267], [268]. Parmi les effets
secondaires identifiés et répandus de ces thérapies observés chez les patients, on compte les fuites
vasculaires et les cedemes [268]. L’équipe, qui nous a contacté pour cette collaboration souhaitait
utiliser notre modele de vaisseaux sur puce pour évaluer la perméabilité vasculaire induite par les
inhibiteurs de tyrosine kinase (TKI) utilisés couramment en clinique pour traiter les patients.

Les travaux préliminaires présentés dans cette section concernent I'influence du ligand de ces
récepteurs, 'HGF, sur la fonction barriére de la monocouche endothéliale. Pour cela nous avons
fabriqué des vaisseaux sur puce a partir de deux sources cellulaires, les HUVEC qui sont notre modeéle
robuste et les HMVEC-L qui apportent un contexte d’endothélium pulmonaire.

3.3.4.2 Influence de I'HGF sur la perméabilité vasculaire

Des vaisseaux sur puce constitués d’HUVEC ou d’"HMVEC-L ont été stimulés avec 10ng/ml d’"HGF
pendant 4h, puis, le test de perméabilité avec la diffusion du dextran-70kDa a été réalisé. L'HGF a
semblé avoir un effet positif sur la barriere endothéliale avec une diminution du coefficient de
perméabilité diffusive pour les deux sources cellulaires aprés stimulation par ce facteur (Figure 3-88 et
Figure 3-89), en accord avec F. Liu et al. et Yang et al. [269], [270].
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Figure 3-88 Diffusion de dextran-70kDa Texas Red dans la couche de collagéne de vaisseaux composés
d'HUVEC ou d'HMVEC-L en fonction du temps a l'intérieur d'un canal de 1 mm de large, mesuré a partir
d’images de vidéomicroscopie fluorescente, n=3 microvaisseaux par conditions, 1 point toutes les 10s a été
extrait des mesures 3 images/s en temps réel. CTRL; vaisseaux non traités, HGF; vaisseaux traités avec 10ng/ml
d'HGF pendant 4h.
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Figure 3-89 Coefficients de perméabilité diffusive calculés sur les vaisseaux composés d'HUVEC ou
d'HMVEC-L. n=3 microvaisseaux par conditions. CTRL; vaisseaux non traités, HGF; vaisseaux traités avec
10ng/ml d'HGF pendant 4h.

Ces résultats préliminaires ont montré que les monocouches d’HUVEC, comme celles d’HMVEC-
L, voyaient leur perméabilité diminuer en présence d’HGF. La suite de ces travaux consistera a évaluer
I'impact d’inhibiteurs de I'activité tyrosine kinase de MET sur les vaisseaux sur puce en présence ou
non d’"HGF.

3.3.5 Bilan des applications explorées pour nos vaisseaux sur puce

Les différents résultats présentés dans cette partie ont montré la versatilité de notre modele. En
effet, nous avons pu adresser des questions fondamentales comme |'effet de la transfection d’un anti-
miR d’intérét sur la jonction adhérente ou la surexpression du gene SNAIL-1 dans des HUVEC. Ces deux
études ont montré au passage la possibilité d’utiliser des cellules endothéliales génétiquement
modifiées dans nos modeles. Nous avons également exploré des questions plus fonctionnelles comme
I'apparition de fuites vasculaires comme effet secondaires constatés dans le cadre des
immunothérapies et de thérapies reposant sur les inhibiteurs de MET.
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Au départ de ce projet, nous avions I'ambition de reproduire une interface endothélium/lumen
d’un vaisseau sur puce fonctionnelle, perfusée et biologiquement valide dans un format utilisable pour
le criblage de molécules. Globalement, ces objectifs ont bien été atteints a I'issue de ces trois ans. Ce
travail nous a permis de mettre au point des dispositifs de vaisseaux sur puce dans lesquels un canal
initial a été créé avec un hydrogel en utilisant la focalisation en flux et la digitation visqueuse (VFP),
cette derniere technique ayant particulierement été approfondie. Nous sommes parvenus a établir
une monocouche confluente et cohésive de cellules endothéliales, comme a la face interne d'un
vaisseau sanguin naturel. L’application de cette technique une seule ou deux fois de suite a permis de
varier les dimensions du vaisseau final et aussi de générer une double couche cellulaire. Ces vaisseaux
sont caractérisables en microscopie, ce qui a notamment permis d’évaluer la qualité des jonctions
adhérentes et des jonctions serrées. D'autre part, la perméabilité de I'endothélium a été étudiée par
la mise en place d'une approche de vidéomicroscopie en temps réel. Nous avons montré que ces
vaisseaux étaient activables par des cytokines pro-inflammatoires. D’autre part, la technique du
double VFP nous a permis de fabriquer des vaisseaux constitués de deux couches cellulaires distinctes
et concentriques afin d'approcher encore plus fidelement la structure et la composition d'un vaisseau
sanguin naturel. Enfin, ces vaisseaux-sur-puce ont été congus dans un format standardisé de plaque
multi-puits dans le but d'étre utilisés pour le criblage robotisé et a haut débit de médicaments.

4.1 PERTINENCE BIOLOGIQUE DES VAISSEAUX SUR PUCE FABRIQUES

4.1.1 Pertinence biologique d’une multicouche cellulaire

L'amélioration la plus significative que notre approche permet d’atteindre par rapport aux
méthodes existantes de fabrication de vaisseaux sanguins sur puce est I'ensemencement des deux
principaux types de cellules vasculaires dans des couches circulaires concentriques, comme on peut
I’observer dans les vaisseaux sanguins naturels. Amener les cellules périvasculaires en fine apposition
avec les cellules endothéliales est un point important lors de la fabrication de vaisseaux sur puce. Dans
les vaisseaux sanguins naturels, les cellules périvasculaires sont situées du c6té abluminal des cellules
endothéliales. Elles produisent des facteurs de survie, de différenciation et un environnement matriciel
favorable aux cellules endothéliales et jouent donc un réle crucial dans le maintien de vaisseaux
sanguins quiescents et stables in vivo [254]. Les approches précédentes de vaisseaux sur puce intégrant
des cellules périvasculaires consistaient a les mélanger a |’hydrogel entourant les couches
endothéliales [80], [131] ou a créer des couches mixtes de cellules endothéliales et périvasculaires
[217]. Ces deux approches, bien qu’intéressantes, ne sont pas satisfaisantes d’un point de vue
structurel. En effet, dans le premier cas, les modeles n'aboutissent pas a une apposition étroite et
proche des deux types cellulaires, les périvasculaires étant noyées dans I'’hydrogel. Dans la seconde
approche, la couche mixte de cellules endothéliales/périvasculaires produit un mélange des deux types
cellulaires au sein d’'une méme couche hétérogene. Cette situation n’est pas en accord avec la situation
naturelle et compromet vraisemblablement l'intégrité de la monocouche endothéliale.

Notre approche permet de rapprocher les deux couches cellulaires sous forme de strates
distinctes, en les maintenant séparées par une fine couche de collagéne qui imite la lame basale
naturelle. De facon tout a fait intéressante, les cellules NHLF ont bien adopté ici une morphologie
typique de péricytes en forme d'étoile, avec des filopodes qui semblent entrer en contact avec les
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cellules endothéliales, comme dans les vaisseaux capillaires naturels [271]. Afin de valider ce point,
nous avons mis au point le marquage de la N-cadhérine pour visualiser ces points de jonctions entre
cellules endothéliales et périvasculaires [272], ceci étant toujours en cours de réalisation. Néanmoins,
cet aspect morphologique ajouté au fait que la présence de ces cellules renforce I'intégrité des
jonctions suggerent que les fibroblastes intégrés a nos modeles se comportent effectivement comme
des péricytes.

Les ratios fibroblastes:cellules endothéliales (F:EC) exprimés dans ce travail correspondaient aux
proportions effectives au moment de I'ensemencement des vaisseaux. Etant donné que les analyses
en perméabilité ont été réalisées plusieurs jours aprés cet ensemencement, nous n’avons pas de
certitude absolue sur la conservation de ces ratios au cours du temps. Il s’avere d’autre part assez
difficile de dénombrer avec précision chacun des types cellulaires en raison de la configuration 3D.
Toutefois, les images de microscopie confocale semblent indiquer que les fibroblastes proliferent assez
peu dans le collagéne. Les cellules endothéliales, pour leur part, sont quiescentes a confluence, ceci
laisse donc supposer que la proportion des types cellulaires est restée sensiblement la méme entre le
moment de I'ensemencement et celui du test de perméabilité.

Comme pour d’autres études, le choix d’utiliser des fibroblastes comme source de cellules
périvasculaires dans la fabrication de vaisseaux sur puces nous a semblé pertinent car, entre autres,
les péricytes dérivent majoritairement du mésothéliome au cours du développement embryonnaire in
vivo [254]. D’autre part, les fibroblastes sont également connus pour favoriser la formation de la
lumiere des vaisseaux sanguins in vitro, en raison de la production de protéines matricielles [273]. Plus
spécifiguement, les fibroblastes pulmonaires ont historiquement démontré leur pertinence dans les
dispositifs de vaisseaux sur puce pour leur capacité a soutenir I'autoassemblage des cellules
endothéliales en réseaux tubulaires et a augmenter les fonctions de barriére des vaisseaux [274], [275].
Enfin, une étude récente utilisant des fibroblastes d'origines diverses a montré que ceux issus du tissu
pulmonaire, tels que ceux utilisés ici, étaient les plus indiqués en tant que cellules de soutien pour les
modeles vasculaires 3D [276].

4.1.2 Réponse en activation des vaisseaux sur puce

L'intégration de cellules vivantes dans un environnement artificiel hors du contexte de leur tissu
d’origine pose trés clairement le probleme de la pertinence biologique de ces conditions. En effet, les
risques sont multiples; les conditions physico-chimiques différentes, le manque éventuel d’'un
partenaire cellulaire, I'absence de signaux biologiques environnementaux (hormones, facteurs de
croissance, matrice extracelullaire, etc.) peuvent conduire a I'apparition d’artéfacts comportementaux
(dédifférenciation, transdifférenciation, mort cellulaire, etc.). Il est donc crucial de valider
biologiquement les structures tissulaires fabriquées dans les vaisseaux sur puce.

La confirmation de I’activation des vaisseaux sur puce suite a la stimulation par des cytokines pro-
inflammatoires est I'une des facons de les valider fonctionnellement. Il s'agit d'une réponse classique,
essentiellement régulée par les cellules endothéliales, qui a été bien reproduite dans nos dispositifs.
Tout d’abord, il est intéressant de constater que la mise en culture en puce des cellules endothéliales
dans nos conditions n’entraine pas d’activation spontanée de ces cellules. Ceci est un point important
dans la mesure ou le but était de générer des vaisseaux initialement stables et « non activés » pour
pouvoir, justement, étudier leur réponse a l'inflammation. Ensuite, au niveau fonctionnel, une
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augmentation marquée du nombre de leucocytes adhérant a la face luminale de I'endothélium des
vaisseaux sur puce a été observée a la suite d’une stimulation par le TNFa ou I'lL-1B, ce qui valide la
possibilité d’activer ces vaisseaux en réponse a une situation proinflammatoire.

Au niveau de I'expression de genes, une augmentation significative des niveaux d'expression de
trois des principaux récepteurs d'adhérence leucocytaire exprimés par les cellules endothéliales et de
nombreux autres facteurs a été observée a la suite d’une stimulation par le TNFa. Les variations des
niveaux d'expression des genes analysés correspondaient a celles classiguement observées dans les
HUVEC, allant d’'une augmentation de dix a mille fois aprés stimulation par le TNFa [277] ou a une
réduction jusqu’a 100 fois pour ceux régulés a la baisse. Cette analyse a été rendue possible par le fait
gue nous avons mis au point les conditions pour extraire les acides nucléiques a partir de chaque
vaisseau individuellement et pour les purifier séparément. Chaque extrait a ensuite pu étre analysé
pour évaluer les niveaux d'expression de centaines de génes avec une grande précision a l'aide de la
technologie qPCR Tagman. Il s’agit d’une amélioration intéressante car la plupart des autres approches
sur puce nécessitent de détruire le dispositif pour récupérer les cellules, avec le risque de dégrader le
vaisseau ou de récupérer un nombre insuffisant de cellules a partir de puces individuelles.

Enfin, un autre point a signaler est le fait que dans nos conditions, nous n’avons pas observé de
bourgeonnement de type angiogénique depuis les vaisseaux d’"HUVEC conservés jusqu’a 10 jours en
culture, ce qui contribue a renforcer I’'hypothése selon laquelle nos vaisseaux sont stables et quiescents
en conditions non stimulés. Dans les études précédentes de I'équipe, I'angiogenése spontanée a posé
de réels problemes de mise au point des conditions de culture des vaisseaux sur puce et a nécessité
de modifier la composition du milieu de culture utilisé pour entretenir ces vaisseaux avant stimulation
angiogénique [208].

4.1.3 Réponse en perméabilité vasculaire

Toujours dans I'optique de valider biologiquement nos vaisseaux sur puce, nous avons adressé la
caractérisation de la barriére vasculaire. En ce qui concerne I'endothélium naturel, l'intégrité de la
monocouche est principalement due, d'une part, a la bonne adhérence des cellules endothéliales a la
lame basale et, d'autre part, a la formation de jonctions adhérentes et de jonctions serrées [171]. Dans
les vaisseaux sanguins, la VE-cadhérine est le principal composant structurel impliqué dans la
formation et le maintien des jonctions adhérentes. Les interférences dans les interactions moléculaires
entre la VE-cadhérine des cellules endothéliales voisines conduisent a une perméabilité vasculaire
[278]. Il est donc attendu que les jonctions adhérentes soient bien formées dans les vaisseaux sur puce
et que ces derniers soient sensibles aux agonistes de perméabilité naturelle tels que la thrombine.
Dans nos modeéles, les cellules endothéliales tapissant la face interne des lumiéres ont montré une
distribution continue de VE-cadhérine aux jonctions intercellulaires, indiquant une monocouche
confluente correctement établie comme celle trouvée in vivo dans les vaisseaux sanguins au repos
[171]. Il a été démontré que la stimulation des cellules endothéliales par la thrombine modifiait la
localisation de la VE-cadhérine, induisait sa dissociation de la B-caténine, perturbait les jonctions
adhérentes et ouvrait des espaces entre les cellules endothéliales [200]. Nos vaisseaux sanguins sont
pleinement sensibles a la thrombine qui induit un relaichement dose-dépendant des jonctions inter-
endothéliales ainsi qu’une redistribution de la VE-cadhérine de maniére similaire et, en conséquence,
une augmentation corrélée de la perméabilité vasculaire.
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Dans les vaisseaux sanguins, la présence de péricytes réduit la perméabilité de I'endothélium,
alors que I'absence de péricytes induit une vascularisation plus fuyante et mal organisée [271]. Dans
les vaisseaux 3D développés dans ce travail, les fibroblastes pulmonaires ont semblé remplacer
fonctionnellement les péricytes car I'ajout de NHLF a augmenté considérablement I'étanchéité de la
barriére vasculaire et a diminué la réponse aux doses de thrombine. Nous n’avons pas déterminé quels
facteurs ou molécules matricielles normalement exprimés par les péricytes ont été produits par les
NHLF pour stabiliser les jonctions endothéliales. D’autre part, nous ne savons pas si ces facteurs étaient
exprimés spontanément par les NHLF ou si la présence des cellules endothéliales a induit un
changement phénotypique des NHLF vers les péricytes, ces points seraient tres intéressants a étudier.

L'approche de double VFP a permis de moduler le rapport cellules périvasculaires:cellules
endothéliales de maniére a imiter différentes situations observées dans les structures vasculaires. En
effet, ce ratio varierait de 1:1 dans la rétine a 1:100 dans les muscles squelettiques [271], bien que ces
chiffres exacts restent encore controversés [254]. Ici, une augmentation marquée de l'intégrité de la
barriére vasculaire a été observée lorsque le rapport F:EC était élevé. Ceci est en accord avec le fait
gu'une carence en péricytes peut provoquer une augmentation de la perméabilité des vaisseaux
cérébraux, en corrélation directe avec la densité des péricytes associés aux vaisseaux [279], [280]. Une
couverture péricytaire défectueuse induit également une vascularisation mal organisée et fuyante
dans les tumeurs [281].

4.1.4 Perfusion dynamique des modeles

Un des criteres que nous nous étions fixés au début de ce travail était de perfuser dynamiquement
nos vaisseaux sur puce. Plusieurs essais préliminaires ont été réalisés avec une chaine microfluidique
automatisée que nous avons récemment composée en utilisant des contréleurs de pression négative.
Cependant, la mise en ceuvre de la perfusion n’a pas encore pu étre finalisée de maniere fiable et
robuste, notamment a cause de la formation intempestive de bulles d’air au sein des tubes
microfluidiques. Toutefois, nous avons déja préparé les outils pour I'analyse moléculaire de I'effet
d’une telle mise en flux sur les cellules endothéliales, notamment avec la mise au point du marquage
de la péricentrine et I'analyse de I'expression des génes régulés par le flux (KLF2 et NOS3) [282].

L'absence de flux a particulierement affecté les expériences d’adhérence de cellules immunes et
cancéreuses aux vaisseaux. Celles-ci ayant été réalisées jusqu’a présent uniqguement en condition
statique, une sédimentation des THP-1 et de MDA-DB-231 a été constatée sur la partie inférieure du
lumen. Il est attendu que la réalisation des essais en conditions de flux dynamique permettra
d’observer une adhérence sur toute la circonférence de I’endothélium.

L'établissement du flux dans les vaisseaux est une condition sine qua non pour la pertinence
biologique de ce modeéle. En effet, le flux ne permet pas uniquement aux cellules circulantes d’interagir
avec lI'endothélium, il permet aussi I'apport de nutriments et d’oxygene et recrée les forces de
cisaillements imposées naturellement aux cellules. Ces forces induisent des réponses cellulaires
spécifiques ; une réorganisation du cytosquelette, une orientation des cellules dans le sens du flux, et
une régulation transcriptionnelle [283] qui sont impossibles a reproduire en I'absence de flux. Enfin la
connexion de ces vaisseaux a un systeme fluidigue nous permet d’envisager une distribution
automatisée des molécules a tester dans la perspective des criblages de médicaments.
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4.2 FABRICATION DES VAISSEAUX

4.2.1 Parallélisation des vaisseaux sur puce

L'un des principaux avantages du VFP dans nos conditions est qu'il permet la fabrication
simultanée de 48 vaisseaux sanguins sur le méme dispositif, une échelle presque impossible a atteindre
avec d'autres technologies utilisant des modeéles sacrificiels, la bio-impression ou I'ablation laser [284].
Toutefois, jusqu’a présent, le processus de formation des vaisseaux via VFP n'a pas permis un contréle
strict de leur géométrie et les vaisseaux montrent certaines irrégularités de diamétre sur leur longueur.
lls ne sont pas parfaitement cylindriques comme ceux réalisés grace a des moules sacrificiels tels que
des aiguilles [131], [208], [250]. Bien que cela ne pose pas de probleme pour I'étude des fonctions de
la barriere endothéliale, cela pourrait conduire a des incohérences si nous envisagions de les utiliser
pour des études d’aspects liés au flux qui dépendent tres sensiblement des dimensions des vaisseaux.
Pour ces applications, il est nécessaire de travailler avec des vaisseaux homogénes et bien
standardisés. En effet, la fabrication de vaisseaux de section circulaire influence les conditions
d'écoulement, les canaux ronds permettant, par exemple, une meilleure répartition des forces de
cisaillement que les canaux rectangulaires [285]. Les vaisseaux cylindriques 3D miment mieux la
situation naturelle en ce qui concerne I'exposition des tissus aux forces physiques sous perfusion.

Un point marquant de la géométrie de nos vaisseaux réalisés par VFP est qu’ils ne sont pas
parfaitement ronds mais ovales. Ceci peut s’expliquer par la plus grande hydrophilie du verre par
rapport au PDMS qui fait que le lumen a tendance a se former sur la face inférieure du canal, au plus
prés de la lamelle de verre. L'effet de la gravité peut accentuer ce phénomeéne [153]. De plus nous
travaillons avec un collagéne légérement moins concentré (3mg/mL) que d’autres études (environ
5mg/mL), la différence de viscosité entre la solution de collagéne et le milieu de culture est donc plus
faible, influencant la forme finale doigt de Saffman Taylor [153]. Enfin, contrairement a la littérature
[158], nous n"avons pas constaté d’effet notable du volume de la goutte déposée en entrée du canal
ou du volume de collagéne restant en sortie sur la taille du doigt généré par VFP. Ceci est probablement
d@ au fait que la géométrie de nos vaisseaux présente une certaine variabilité qui ne permet peut-étre
pas d’apprécier |'effet de ces parameétres.

D'un point de vue biologique, la structure cellulaire de nos modeles multicouches reproduit celle
de capillaires sanguins matures, avec une proportion de cellules périvasculaires assez faible et
I"'absence de couche musculaire lisse pluricellulaire bien distincte [286]. Cependant, leurs dimensions
(200-700um) sont plus grandes que celles des capillaires naturels (environ 10um) et s’approchent plus
de veinules ou d’artérioles (environ 100-500um). Ceci est inhérent aux dimensions de canaux de PDMS
utilisés et dans la mesure ou nous visons a reproduire une interface endothéliale qui permet d’étudier
I'activation et la perméabilité vasculaire, ces divergences ne nous semblent pas poser de probléme
majeur de pertinence biologique.

Afin de paralléliser le processus de fabrication des lumens et d'améliorer sa fiabilité pour une
montée en échelle nous développons actuellement une approche automatisée pour la fabrication de
vaisseaux sanguins a l'aide d'un robot de laboratoire open source et personnalisé. En effet, la
technique VFP étant principalement basée sur des techniques de pipetage dans des microcanaux elle
peut étre robotisée. L'automatisation permettra en effet d'augmenter encore la reproductibilité du
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processus par rapport au pipetage manuel, de gagner du temps et d'améliorer le contréle des
dimensions, car tous les parametres seront plus étroitement régulés (volume et vitesse d'injection).

4.2.2 Diversification de la matrice et des modeles cellulaires

L’établissement d’OoCs et, a fortiori de vaisseaux sur puce, demande la maitrise particuliere du
microenvironnement cellulaire et notamment matriciel. Les matrices biologiques généralement
utilisées (Matrigel, collagene, fibrine, etc.) présentent de bonnes qualités en tant que substrats
d’adhérence cellulaire mais sont, par définition, variables d’un lot a 'autre. Il apparait donc tres
intéressant de pouvoir utiliser des matrices artificielles avec de meilleurs critéres de reproductibilité,
tout en offrant des propriétés biologiques similaires aux matrices naturelles. Pour la mise au point de
nos modeles, nous avons principalement utilisé du collagene de type |, qui a déja été intégré sous
forme d’hydrogel a de nombreux autres OoCs [23], dont certains précédemment fabriqués par I'équipe
[208], [250] et qui montre globalement d’excellentes qualités matricielles. Nous avons également
tenté de fabriquer des vaisseaux a l'aide de I’hydroscaffold d’acide hyaluronique Biomimesys,
notamment en raison de sa composition relativement définie, des caractéristiques affichées comme la
possibilité d’y greffer des peptides dérivés du collagene, des laminines, etc. et de pouvoir contrbler sa
rigidité finale via le procédé chimique de fabrication. Cependant, nos essais ont montré que
I’établissement d’'une monocouche endothéliale n’était pas possible dans ce matériau seul, rendant
son utilisation dans nos dispositifs difficile en I'absence d’hydrogel de complément. L’approche de VFP
reste toutefois compatible avec l'utilisation d’hydrogels visqueux pouvant étre thermiquement
réticulés, il est donc envisageable de |'adapter a d’autres composants matriciels naturels ou artificiels
plus prometteurs.

Enfin, les différentes collaborations engagées au cours de ce travail montrent, d’une part, I'intérét
de développer ce genre de modele et, d’autre part, la nécessité de pouvoir adapter ces vaisseaux sur
puce a des contextes cellulaires plus spécifiques. Les HUVEC primaires sont un excellent modele de
cellules endothéliales, robuste et fiable pour la mise au point d’approches non pathologiques de
vaisseaux sur puce. Leur origine veineuse et le fait qu’elles proviennent d’un tissu en cours de
dégradation (le cordon ombilical aprés la naissance), n’en font pas un modele représentatif de toutes
les situations vasculaires. Notre modéle a nonobstant montré une certaine versatilité par la possibilité
gu’il offre de cultiver d’autres types d’endothelia apres la mise au point de leurs conditions spécifiques
de culture. Ceci pourrait nous permettre d’envisager la perspective d’utiliser a court terme des hiPSc,
des cellules dérivées de patients ou méme d’animaux génétiquement modifiés dans ces modéles.

En conclusion de ce travail, nous avons développé un modéle de vaisseau sur puce
biologiquement pertinent pour représenter une interface endothéliale vasculaire fonctionnelle,
utilisable dans une chaine microfluidique et une plateforme robotisée pour le criblage de molécules a
visée thérapeutique. Malgré les quelques points restant a développer, ce modéle montre de grandes
possibilités d’évolution et d’adaptation a de nombreuses situations biologiques normales ou
pathologiques.
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ABSTRACT

Angiogenesis is the process by which new blood vessels arise from existing ones. Angiogenesis is involved in
human cancers; new blood vessels favor tumor development by bringing oxygen and nutrients to the developing
mass. We designed angiogenesis-on-chip devices using a viscosity finger patterning technique for creating
established blood vessels in hydrogels on which endothelial integrity and permeability could be assessed, and from
which sprouting angiogenesis may be induced. These BioMEMS are designed in multiwell plate format to be used
for high throughput drug screening.

KEYWORDS: Sprouting Angiogenesis, Blood Vessels, Organ-on-chip, Vascular Permeability

INTRODUCTION

Established blood vessels are able to produce new vessels through the process of sprouting angiogenesis which
favors tumor development, and which is the target of several anti-cancer therapies currently used in clinics. The
blood vessel endothelium is also a barrier to the efficient crossing of therapies from the blood circulation into solid
tumors. Several assays have been developed to study angiogenesis, but most of them are either not physiologically
relevant (2D in-vitro assays), or costly, time consuming, and species-specific (animal models). Microfluidic
technologies prove very useful to bridge such gap. Endothelial cell culture inside a PDMS chip allows to assess
vessel function in a 3D configuration, under shear-stress perfusion which mimic the blood circulation, and with a
precise modulation of the matrix composition and physical properties, while under real-time observation [1].

We create angiogenesis-on-chip devices that combine 3D cell culture approaches, physiological dynamics and
sensors within a controlled microenvironment. A first device had been developed as a proof of concept [2][3] and,
the current project here presented 1s to downscale such design for high throughput screening, adapt it to perfusion,
and include sensors to improve its complexity and relevance. We successfully created 3D tubular structures within
a hydrogel, lined them with human primary endothelial cells which organized themselves into perfusable lumens
and which displayed a valid endothelium integrity and responded to natural permeability stimuli.

EXPERIMENTAL

The new device, fabricated in silicone elastomer (PDMS), is composed of 8 independent rectangular channels
of 9mm length, 300pum height, and 400um or 1mm width. The chips are filled with a collagen hydrogel (3mg/mL),
in which hollow tubes are formed by the viscous finger patterning (VFP) method (Figure 1), based on [4] with
improvements to reduce lumen diameter and to achieve a higher success rate. Interestingly, VFP may be performed
twice (Figure 2), the second time using the cell suspension directly.

PDMS

Cell suspension

/ 1st collagen

- Collagen / B 1 o= layer

PDMS & {

_ 2ndcollagen
layer

_ Endothelial cells
monolayer

~Lumen

~~~—Glass slide
Figure 1: Step-by-step description of the VFP technique used Figure 2: Double VFP transversal-section

The cell suspension (40.10° cells/mL) contains primary Human Umbilical Vein Endothelial Cells
(HUVEC), which form a confluent and cohesive monolayer such as to reproduce the inner face of a blood vessel.

978-1-7334190-1-T/uTAS 2020/$20020CBMS-0001 845 24th International Conference on Miniaturized
Systems for Chemistry and Life Sciences
October 4 - 9, 2020 - Virtual

173



174

RESULTS AND DISCUSSION

3D biomimetic blood vessels were successfully generated in a reproducible manner. The vessels are
surrounded by a layer of collagen I, ranging from 100-150um (400 um chips) to 300-400pum (1mm chips), which is
thick enough to observe angiogenic events sprouting from the established vessel and endothelial cells migrating
within the hydrogel layer. The vessels were kept i culture for a week, the medium being replaced every other day.
Cells were fixed and immunostained for confocal imaging (Figure 3).

Figure 3: Confocal imaging of the
engineered vessel. Immunostaining
of the nucleus in blue (DAPI) and
of the cellular junction in green
(VE-cadherin). Maximum intensity
projection of a) the Y axis b) Z axis
¢) X axis. d) 3D reconstruction. ¢)
Phase contrast image of the
created vessel 72h post cells
seeding, bar: 200um

Endothelial junction integrity was assessed by VE-cadherin and actin immunofluorescence & confocal
microscopy, and the cell response to inflammatory cytokines were validated by RT-gPCR. The vessel permeability
was assessed by measuring the diffusivity of a dextran solution injected inside the lumen (Figure 4).
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Figure 4: 4) Expression of inflammatory genes in HUVEC stimulated with 10 ng/ml TNFo. for 6h analyzed using Tagman
array cards and a Quantstudio 7 Flex gPCR B) Adhesion of immune cells (calcein-AM, green) on a monolayer of HUVEC
stimulated or not with TNF-e (phase contrast) C) Permeability assay using 100ug/mL FITC-dextran (green) on initial bare
lumens (collagen) or cell-lined vessels (HUVEC) stinuilated or not with 23Uml thrombin for 1h. bar : 200um

PERPECTIVES

The present devices offer the possibility to reproduce an initial blood vessel from which angiogenesis may be
induced. Furthermore, they are designed in multiwell plate format in order to be compatible with automated robotic
platforms and to perform drug screening. The initial vessel response to pro-inflammatory cytokines will be further
validated by its ability to allow the arrest of immune cells. The next steps are to perfuse the devices under controlled
flow and shear stress conditions and to be able to visualize the angiogenic process using real-time video microscopy.
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