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Abstract 

Design and realization of a three-dimensional microelectrodes matrix device for 

electrophysiological measurement and pH detection of neuronal culture in vitro. 

There has been a great deal of interest in developing 3-dimensional in vitro brain models 

or brain organoids that accurately replicate the in vivo architecture and functionality of brain 

tissue, which is limited in traditional two-dimensional (2D) cell-culture models. Although 

electrophysiological recordings through the planar MicroElectrodes Arrays (MEAs) are a 

common method of evaluating neuronal function of the 3D structures, the main limitation of 

this approach is that only surface measurements are possible and 3D data are not accessible, 

leading to inaccurate measurements. Such capability is critically important in the accurate 

evaluation of neuronal function in 3D cell structure models. 

During this PhD, we first have addressed this issue by developing a new integrated 

platform for measuring the neuronal activity of 3D in vitro cultures, leveraging knowledge from 

implantable in vivo devices developed by our group. The setup device is based on an integrated 

implant based on Parylene C, a flexible and biocompatible polymer, on a planar MEA glass 

chip that can capture network-depth electrophysiology in a 3D in vitro neural matrix. Standard 

microelectronic processes such as photolithography and plasma etching, usually involved in 

microsystems fabrication, have been used for the design of the new 3D platform. The use of the 

micrometer electrodes with a diameter ranging from 20 to 40 µm, provides more localized 

recordings at the single cell level. However, as the electrode dimensions decrease, the 

impedance increases affecting the quality of signal recordings. Here, we used the conducting 

polymer poly(3,4-ethylenedioxythio-phene):poly(styrene-sulfonate) (PEDOT:PSS) to lower 

the impedance and obtain a better signal-to-noise ratio for neuron recording. Rat cortical 

neurons were then seeded onto the 3D device, enabling growth of suspended cells in the matrix 

and the formation and maturation of a neural network around the 3D parylene probe. The device 

supported the growth of functional neurons in 3D with action potential (spike) activity recorded 

over 48 days in vitro. 

In a second part, our work focused of monitoring the metabolic activity of neural cells 

by measuring the pH in the extracellular environment. We developed a microelectrode array 

with recording sites capable of measuring pH from nearby cells. The electrode material 

consisted of electrochemical deposited iridium oxide (IrOx), previously shown in the literature 

to be sensitive to pH. The electrochemical deposition of IrOx has been performed through three 

different electrochemical routes on gold electrodes on a glass substrate. These electrodes have 

been fully characterized both at a macroscopic and microscopic scale. The pH electrodes exhibit 

good pH sensitivity in the pH range of 2-12, approaching the value of 74 mV/pH. The electrodes 

typically show potential drift (long-term stability), leading to inaccuracy of pH detection. We 

discussed the reason caused the potential drift of the IrOx electrode, the response mechanisms 

in saline solutions, and finally the electrode/solution interface response of the IrOx electrode 

was established. 

In conclusion, the technology described here, is an important step in facilitating 

noninvasive electrophysiological characterization of three-dimensional in vitro models. 

 

 

 

 



 
 

Résumé 

Conception et réalisation d’un dispositif tridimensionnel à matrice de microélectrodes 

pour la mesure électrophysiologique et la détection pH d’une culture neuronale in vitro. 
 

Les modèles cerveaux in vitro ou les organoïdes cérébraux présentent un grand intérêt 

pour répliquer avec précision l’architecture et les fonctionnalités d’un tissu cérébral in vivo, ce 

dont les cultures cellulaires bidimensionnelle (2D) ne peuvent pas reproduire. Bien que les 

enregistrements électrophysiologiques à travers le réseau planaire des microélectrodes (MEA) 

soient une méthode courante pour évaluer l’activité neuronale d’une structure cellulaire 3D. La 

principale limite de cette approche réside sur le fait que seulement des mesures surfaciques sont 

prises en compte alors que les mesures spatiales (3D) restent inaccessibles, conduisant ainsi à 

des mesures et à une interprétation des données incomplète. En effet, aucun système ne permet 

encore un échantillonnage 3D des activités électriques neuronales. 

 Au cours de cette thèse, nous avons conçu et fabriqué un micro-dispositif qui permet 

d’enregistrer l’activité électrique en 3D des cultures neuronales. Cette nouvelle stratégie 

technologique se présente sous la forme d’un couplage de deux micro-dispositifs : une MEA 

planaire afin de recueillir l'activité électrique sur un plan, et d’un implant flexible à base de 

Parylene C pour un échantillonnage spatial en profondeur du tissu. Ce choix s’est notamment 

décidé parce que nous avons acquis au cours de précédentes thèses au LAAS une méthodologie 

de fabrication de ces deux systèmes. Divers procédés de la microélectronique, comme la 

photolithographie et la gravure plasma, utilisés communément pour le développement de 

microsystèmes, ont été utilisés pour la conception du micro-dispositif 3D. Après le procédé de 

fabrication, nous avons focalisé notre étude sur les performances électriques du dispositif. 

L’utilisation d’électrodes micrométriques, avec un diamètre de 20 à 40 µm, permet de localiser 

les zones d’enregistrement à l’échelle du neurone unique. Cependant, la réduction de la taille 

des électrodes conduit à une augmentation de l’impédance ce qui dégrade la qualité 

d’enregistrement des signaux neuronaux. Ici, un polymère conducteur, le poly(3,4-

ethylenedioxythiophene) poly(styrene-sulfonate) (PEDOT:PSS), a été utilisé pour améliorer les 

caractéristiques électriques d’enregistrement d’électrodes de petites dimensions et obtenir un 

meilleur rapport signal sur bruit durant des enregistrements neuronaux. Des cultures de 

neurones de rongeurs ont été réalisées sur cette plateforme 3D et une activité électrique 

spontanée (potentiels d’action) a pu être enregistrée pendant 48 jours. 

Dans la seconde partie de cette thèse, nos travaux ont porté sur le suivi de l'activité 

métabolique dans le milieu extracellulaire. Nous avons choisi d’étudier l’intégration d’un 

capteur de pH dans le dispositif à matrice de microélectrodes. En effet, La possibilité de suivre 

ce paramètre dès les premiers stades du procédé biologique d’une culture neuronale 3D 

représente un avantage considérable pour un développement de tissu nerveux in vitro plus 

pertinent. Pour le capteur, nous avons développé une couche sensible au pH à base d'oxyde 

d'iridium (IrOx) électrodéposé sur or. L'influence de différents paramètres (méthode 

d'électrodéposition, épaisseur et nature du substrat) sur la réponse au pH de ces couches a été 

étudiée. Les capteurs développés présentent une bonne sensibilité au pH dans la plage de pH 

de 2-12, approchant la valeur de 74 mV/pH. Les tests de stabilité à long terme ont montré une 

dérive potentielle des micro capteurs, entraînant une imprécision de la détection du pH à long 

terme. 

En conclusion, les systèmes d'enregistrement 3D de l’activité électrique neuronale 

conçus au cours de cette thèse présentent des caractéristiques prometteuses pour 

l’échantillonnage 3D des modèles de cultures in vitro. 
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Glossaire 

 

iPSC  : Cellule souche pluripotente induite 

ECS : Cellule souche embryonnaire 

PA  : Potentiel d’action 

MEA : MicroElectrode Array 

WE : Electrode de travail 

CE : Contre Electrode 

CA : Chronoampérométrie 

CP : Chronopotentiométrie 

CV : Voltammétrie Cyclique 

EIS : Spectroscopie d’impédance électrochimique 

OCV : Potentiel Circuit Ouvert 

MEB : Microscopie Electronique à Balayage 

CSC : Capacité de Stockage de Charge 

IrOx : Oxyde d’Iridium 

EIROF : Electrodeposited Iridium Oxide Film 

AIROF : Anodically formed Iridium Oxide Film 

TIROF : Thermally formed Iridium Oxide Film 

PEDOT : PSS : Poly (3,4-éthylènedioxythiophène) : poly(styrène sulfonate) de sodium 



 



Introduction 
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INTRODUCTION 

Ce projet doctoral s’inscrit dans la conception et la fabrication d’un micro-dispositif 

électrophysiologique pour le suivi de l’activité neuronale d’un organoïde cérébral. L’organoïde 

est un système biologique auto-organisé en trois dimensions (3D) récapitulant la structure et les 

types cellulaires des organes qu’ils visent à mimer ainsi que certaines de leurs fonctions. Les 

organoïdes sont destinés à modéliser le vivant avec différentes finalités, et l’organoïde cérébral 

est notamment un modèle de développement « in vitro » représentant une ou plusieurs régions 

du cerveau dans sa version normale ou pathologique. 

Le cerveau est l’organe nerveux le moins exploré du système nerveux central du fait de la 

difficulté d’analyser les connexions neuronales entre les différentes régions du cerveau humain 

lorsque celui-ci est encore vivant. Il est difficile d’imaginer que la complexité du cosmos est 

plus explorée que le cerveau, du fait du manque d’outils adaptés à son exploration. Les 

organoïdes cérébraux permettent donc de recréer un système très pertinent sur le plan 

physiologique qui permet aux chercheurs d’étudier des questions complexes et 

multidimensionnelles liées au cerveau, telles que l’apparition de maladies neurodégénératives, 

la régénération des tissus et les interactions entre les organes. Ils peuvent pallier les 

insuffisances des modèles cérébraux post-mortem et des modèles animaux classiques pour 

générer des résultats pertinents d’un point de vue clinique. Les organoïdes cérébraux vont donc 

apporter une aide considérable pour la compréhension du développement cérébral depuis le 

moment embryonnaire jusqu’à sa dégénérescence (vieillesse). Les organoïdes cérébraux 

permettent à cet effet d’étudier les premiers stades du développement cérébral et l'apparition de 

maladies neurodégénératives comme : Alzheimer, Autisme, etc., qui ne sont d’ailleurs 

diagnostiquées que bien plus tard lorsque la maladie a bien progressé. Ils permettront également 

d’installer des modèles précliniques dans la recherche de nouveaux médicaments, favorisant la 

pratique de thérapies personnalisées et à la réparation tissulaire. Les organoïdes promettent 

donc de prendre une place cruciale dans la recherche de demain en tant que révolution technique 

mais également préclinique, voire clinique. 

Le premier enjeu de cette thèse concerne le suivi du développement neuronal des organoïdes 

cérébraux dans le temps. L'information neuronale étant distribuée sur des centaines voire des 

milliers de cellules interconnectées en 3D. Décrypter précisément le code neuronal de ces 

systèmes biologiques nécessite d'enregistrer un grand nombre de cellules simultanément en 

couvrant finement le système biologique 3D en profondeur. Pour cela, des matrices de 

microélectrodes (MEA) planaires sont en général positionnées au contact du tissu afin de 

recueillir les activités électriques du réseau dans plusieurs endroits et en simultané. Cependant, 

une limitation importante des systèmes MEA planaires est à considérer du point de vue de 

l'échantillonnage spatial. Les MEA planaires ne permettent pas un échantillonnage 3D des 

activités électriques neuronales. Pourtant, plusieurs études montrent que l'information 

neuronale est réellement portée par une architecture 3D du système. Dans ce contexte, le 

premier objectif de cette thèse est de concevoir et tester un micro-dispositif qui permettrait 

d’enregistrer l’activité électrique en 3D des organoïdes cérébraux. Cette nouvelle stratégie 

technologique se présente sous la forme d’un couplage de deux micro-dispositifs : une MEA 
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planaire afin de recueillir l'activité électrique sur un plan, et d’un implant pour un 

échantillonnage spatial en profondeur du tissu. Ce choix s’est notamment décidé parce que nous 

avons acquis au cours de précédentes thèses au LAAS une méthodologie de fabrication de ces 

deux systèmes. 

Un second enjeu concerne la standardisation des organoïdes cérébraux au cours des procédés 

biologiques pour reproduire le même type de tissu nerveux et avec les mêmes conditions 

physiologiques. De manière général la culture 3D d’organoïde est basée sur la croissance 

cellulaire à travers un matériel support (hydrogel, billes biocompatibles, etc.). Cependant, ces 

supports peuvent poser des limites à la diffusion et introduire des gradients de concentration 

d’oxygène, de pH ou de nutriments (glucose, lactate, etc.), ce qui peut augmenter 

l’hétérogénéité du système cellulaire. Cette information varie par exemple d'un point à un autre 

de la surface de l’organoïde, mais également dans la profondeur du tissu entre les différentes 

couches cellulaires. La possibilité de suivre ces paramètres dès les premiers stades du procédé 

biologique représente un avantage considérable pour un développement de tissu nerveux plus 

pertinent. Dans ce contexte, le second objectif de mes travaux de thèse sera d’intégration d’un 

capteur pH au sein du micro-dispositif 3D. Ainsi le micro-dispositif 3D final permettra de suivre 

sur le long terme l’activité électrique neuronale du réseau cellulaire simultanément avec les 

données de suivi métabolique du pH. 

L’activité de recherche, dont fait état ce manuscrit, a été menée conjointement au Laboratoire 

d'Analyse et d'Architecture des Systèmes (LAAS) du CNRS et la start-up Toulousaine Synaxys, 

qui développe des procédés de différenciation cellulaire pour répliquer in vitro les propriétés 

des réseaux de neurones 3D in vivo. Depuis quelques années, ces deux groupes travaillent en 

étroite collaboration afin d’associer leurs compétences et expertises complémentaires dans les 

domaines de la biologie cellulaire et des technologies de microfabrication. Dans ce contexte, les 

travaux présentés dans ce manuscrit s’inscrivent dans la cadre du projet « 3DNeuroChip » qui vise 

à terme de développer matrices de microélectrodes tridimensionnelles multisites pour une imagerie 

3D de l'activité électrique du tissu nerveux. 

Le présent manuscrit est divisé en quatre chapitres : 

 

Le Chapitre 1, présente le contexte scientifique dans lequel la thèse s’est développée. Tout 

d’abord sont discutés les choix de nouveaux modèles d’organoïdes capables de bio mimer in 

vitro les caractéristiques des organes humains in vivo, entre autres les organoïdes cérébraux. 

Ensuite, une présentation des méthodes d’élaboration des organoïdes cérébraux in vitro est 

discutée avec les outils adaptés pour suivre le développement du réseau neuronal. L’une d’elles 

est la mesure des activités extracellulaires des neurones de l’organoïde avec des MEAs. Nous 

avons au cours de ce chapitre porté l’attention sur les différents dispositifs MEAs 

microfabriqués pour les mesures extracellulaires des cultures neuronales 3D et dont leurs 

limites résident sur la mesure des activités extracellulaire en 3D. Cela conduit donc au besoin 

d’un nouveau micro-dispositif intégrant une composante 3D capable de surveiller des activités 

neuronales en 3D et dont nous nous proposons de développer dans cette thèse. Dans la littérature 

il n’existe encore que quelques méthodologies publiées pour ce type de mesure. Enfin une 

dernière partie est consacrée aux capteurs adaptés pour le suivi physiologique des organoïdes 



Introduction 

3 
 

tels que l’oxygène ou le pH qui sont essentielles pour limiter la variabilité expérimentale des 

organoïdes et augmenter leurs reproductibilités. 

 

Dans le Chapitre 2, l’attention a été portée sur la conception et le couplage de deux micro-

dispositifs MEA-implant qui vont assurer la mesure électrophysiologique de l’organoïde 

cérébral en 3D. Il est d’abord discuté dans ce chapitre, sur la microfabrication d’un implant et 

d’une MEA planaire par une suite d’étapes de microtechnologies (photolithographie, 

évaporation, lift-off, etc.…) en salle blanche, au LAAS. Ensuite sont abordées les étapes de 

connectiques et de caractérisations électriques des microélectrodes. Enfin, la dernière étape de 

couplage des deux systèmes de mesures MEA-implant est discutée.  

Dans le Chapitre 3, la validation du micro-dispositif de mesure tridimensionnelle MEA-

implant est testé pour le suivi en temps réel de l’activité extracellulaire du réseau neuronal d’un 

hippocampe de rat sur une période de culture de 7 semaines. Tout d’abord, nous avons explicité 

la méthode de mesure des potentiels d’actions avec l’utilisation d’un logiciel MCS (Multi 

Channel System) et avec l’utilisation de deux systèmes d’acquisition synchronisés : MEA et 

implant. Ensuite, les potentiels d’action du réseau neuronal 3D sont enregistrés de manière 

spontanée et synchronisés en 3D. Dans un autre temps, une stimulation électrique est établie au 

sein du réseau afin de visualiser les connectivités neuronales 3D. Enfin, dans une dernière 

démarche d’optimisation des électrodes MEA, nous avons nanostructuré les microélectrodes 

grâce à un dépôt électrochimique d’un polymère conducteur (PEDOT:PSS), et comparé la 

qualité du signal enregistré à celui d’une microélectrode non traitée. 

 

Pour terminer, dans le Chapitre 4, des travaux ont été focalisés sur l’intégration du capteur pH 

au sein du micro-dispositif avec l’emploi d’un oxyde métallique : l’oxyde d’iridium (IrOx). 

L'introduction du chapitre est consacrée à une étude bibliographique sur les oxydes métalliques 

et en particulier sur la variabilité des structures IrOx formées selon leurs modes de fabrication. 

Puis, une étude des différents paramètres influençant les performances de stabilité de la couche 

d’IrOx est présentée. Dans la littérature, il est montré que la stabilité de l’IrOx peut être affecté 

par les paramètres suivants : (1) la méthode électrochimique de déposition, (2) l’utilisation 

d’une membrane protectrice protégeant la corrosion de l’oxyde et (3) l’épaisseur du film 

d’oxyde métallique déposé. Une fois les paramètres optimaux sélectionnés, l’IrOx est intégré 

au sein d’une MEA commerciale pour laquelle des calibrations ont été réalisées.



 

4 
 



 

5 
 

 

 

 

 

 

Chapitre 1 

 

Etat de l’art et positionnement 

de la thèse 

 



 

6 
 

 

 

 

 

 

 



Chapitre 1. Etat de l’art et positionnement de la thèse 

7 
 

1 CHAPITRE. 1 ETAT DE L’ART ET POSITIONNEMENT DE LA 

THESE 

 

1.1 DU MODELE IN VIVO AU MODELE IN VITRO 
 

La culture cellulaire traditionnelle, celle étudiée sur des boites de Pétri depuis le 19ième siècle a 

permis de comprendre le monde cellulaire, leurs divisions, leurs proliférations et leurs 

mutations. Elle a offert aux scientifiques des observations lisibles ainsi qu’une manipulation 

facile du milieu. Pourtant la culture traditionnelle appelée communément la « culture 2D » reste 

à ce jour très éloignée des conditions réelles d’un système cellulaire in vivo. Depuis des 

décennies, les cultures in vitro 2D sont limitées par des environnements planaires, 

physiologiquement aberrants. Mais depuis peu, les études s’en détachent au profit de 

constructions 3D plus proches de la réalité : les organoïdes. Ces représentations en culture in 

vitro d’organes maintenus en 3D ont des architectures et des fonctionnalités qui se rapprochent 

de celles des tissus dont elles dérivent. C’est à partir de 1952, que l’idée de développer des 

systèmes 3D a surgit, Moscona et al1 deux chercheurs Américains connus pour leurs travaux 

embryologiques ont constaté après prélèvement de cellules rénales, que les cellules s’auto-

organisent une nouvelle fois pour reformer le tissu de départ. En 1956, l’expérience d’Ehrmann 

et al2 fût l’étape clé à l’initiation de la culture 3D. Ils ont démontré une viabilité cellulaire plus 

longue lorsque la cellule était immergée dans du collagène de souris plutôt que dans une boîte 

à Pétri. C’est ainsi que des recherches autour de ce gel se sont développées et qui est en fait un 

tissu présent chez les mammifères. En 1973, il a été établi que le gel contenait de la 

fibronectine3, une protéine qui est la principale responsable à l’auto-organisation cellulaire. 

Bien plus tard, Timpl et al. 4 fait la découverte d’une autre molécule complémentaire au 

matrigel, la laminine, qui assure l’auto-organisation cellulaire et la différenciation cellulaire, 

qui sont deux étapes vitales pour la survie et la prolifération cellulaire (Figure I. 1). 

 
Figure I. 1:(a) Schéma explicatif du matrigel et des différentes interactions présentes entre les protéines : laminines, 

intégrines, fibronectines et le collagène (b) auto organisation cellulaire selon leurs affinités à travers un matrigel : 

agrégation ici de deux types cellulaires (violet) et (vert) puis auto organisation des cellules. 
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En résumé, le matrigel est un élément essentiel et nécessaire pour l’auto-organisation cellulaire 

et la formation d’un système cellulaire tridimensionnel. Les premières cultures 3D d’organoïdes 

ont été réalisées par Bissell et al5, où une culture de cellules hépatiques est développée dans un 

matrigel tout en garantissant leurs fonctionnalités in vitro. 

 

Aujourd’hui, le besoin de culture d’organes in vitro se fait ressentir, particulièrement pour la 

recherche de nouveaux médicaments qui s’avère souvent périlleuse. En effet, il est en fait 

difficile de prédire l’efficacité et la sécurité d’emploi du médicament chez l’homme à partir des 

modèles animaux (petits rongeurs, gros mammifères, primates, etc.). Actuellement, le taux 

d’échec en phase clinique de médicaments contre le cancer est proche de 90 %6 et une étude 

Anglaise montre que les 10 % de médicaments ayant atteint le marché sont inefficaces7 tant sur 

la survie des patients que sur leurs qualités de vie. Les modèles organes in vitro pourront à la 

fois bio-mimer les pathologies et garantir des traitements efficaces et personnalisés. Par ailleurs, 

l’utilisation des organes humains in vitro permet de se rapprocher des conditions physiologiques 

des organes humains in vivo contrairement au modèle animal, ce qui permet de modéliser 

fidèlement les signes cliniques associés à des maladies. Avec le développement des organes in 

vitro, cela pourrait devenir à terme un modèle alternatif à l’expérimentation animale. 

Les organes in vitro se sont beaucoup développés depuis l’avènement des cellules souches en 

2006, où il est dorénavant possible de modéliser des organes in vitro à partir de cellules souches 

issus de la reprogrammation de cellules humaines, qui auparavant étaient modélisées 

uniquement avec des cellules souches embryonnaires animales. Depuis, la culture 3D d’organes 

in vitro communément appelés les « organoïdes » s’est élargie. Beaucoup de modèles 

organoïdes ont émergé, comme Sato et al8 a développé une culture d’organoïde d’intestin, 

Nakano et al9 a reproduit une rétine ou encore très récemment Lancaster et al10 a reproduit la 

totalité d’un cerveau humain in vitro. 

À mi-chemin entre modèles in vivo et cultures de cellules in vitro, les organoïdes promettent 

donc de prendre une place cruciale dans la recherche de demain en tant que révolution technique 

mais également préclinique, voire clinique. 

1.1.1 Définition d’un organoïde 
 

L’organoïde est un organe mis en culture « in vitro » reproduisant la structure et les types 

cellulaires des organes in vivo qu’ils visent à mimer ainsi que certaines de leurs fonctions. Les 

avantages de la méthode sont nombreux : éviter l’expérimentation sur l’animal in vivo, cribler 

les médicaments actifs, en particuliers sur des copies de tissues dans leurs versions normales 

ou pathologiques, étudier les interactions cellulaires et les médiateurs paracrines qui les 

conditionnent, etc. Autrement dit c’est un moyen d’explorer les champs de l’in vivo tout en 

restant dans un environnement in vitro. Avec la culture d’une nouvelle variété de cellules 

communément appelées : cellules souches embryonnaires (ESC), cela va permettre de cultiver 

un organisme multicellulaire capable de s’auto organiser à travers un matrigel11. L’organoïde 

fabriqué grâce aux cellules ESC assurent alors les mêmes fonctionnalités que celui d’un organe 

in vivo. 
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Contrairement à la culture cellulaire 2D réalisée dans des boîtes à Pétri, les cellules souches 

n’arrivent pas à maturation parce qu’elles se développent sur une surface plane et rigide. La 

culture 3D propose quant à elle par l’utilisation d’un support en matrigel, une diversification 

cellulaire conduisant à la maturation et à la multi fonctionnalité cellulaire, soit un tissu similaire 

à celui d’un tissu « in vivo ». Au cours des dernières décennies, la technologie organoïde 

propose un modèle 3D innovant, de ce fait il s'est rapidement développé. Cette technologie peut 

employer une variété de cellules dans un système de culture 3D pour imiter les organes in vivo, 

comme des cellules souches embryonnaires (ESC)1, des cellules souches pluripotentes induites 

(iPS)12, des cellules souches adultes et même des cellules tumorales13. 

Cette technologie va rendre la connaissance du vivant plus fine où elle apportera de riches 

informations auprès de la communauté scientifique, notamment pour la modélisation et l’étude 

de développement des organes10 et des maladies humaines, comme en témoignent des maladies 

génétiques14, des maladies infectieuses15 ou des tumeurs16. En même temps, les organoïdes 

peuvent être exploités comme une excellente plate-forme pour évaluer l'efficacité des 

médicaments17 et de leurs toxicités18. Par ailleurs, cette technologie permettra de diminuer le 

nombre d’animaux utilisés. De même, la médecine de précision pourrait être une autre branche 

pivot de la technologie organoïde en prédisant avec précision les réponses aux médicaments19 

et en guidant pour élaborer des stratégies de traitement optimisées pour chaque patient. Enfin, 

les organoïdes peuvent servir d'approche alternative à la stratégie de remplacement tissulaire 

pour les organes malades ou non fonctionnels (Figure I. 2). 

 
Figure I. 2: Les applications potentielles des organoïdes. (a) Modélisation et étude du développement des organes et (b) des 

organes malades de types : infectieuses, génétiques et cancéreuses. (c) Médecine de régénération remplaçant des organes 

non fonctionnels par des organoïdes sains ; (d) développement de médicaments testant leurs efficacités et toxicités sur les 

différents types d’organoïdes (cerveau, cœur, poumons, etc.). 

1.1.1.1 Caractéristiques et fonctionnalités des organoïdes 

 

Pour rappel, les cellules souches pluripotentes que l’on retrouve dans les ESC ont pour 

caractéristique d’être des cellules indifférenciées, c’est-à-dire non spécialisées. Elles sont 

capables de générer des cellules spécialisées par différenciation cellulaire et de développer 

l’organisme vivant (cellules, tissus, organes). Le développement des organoïdes est justement 
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basé sur la différenciation des ESC, ce qui pose des questions éthiques. C’est donc Yamanaka 

prix Nobel 2012 qui proposa une solution alternative permettant de s’exempter d’utiliser des 

cellules souches embryonnaires. Pour cela, il propose d’utiliser des cellules adultes constituants 

l’organisme et de les reprogrammer génétiquement afin de reproduire des cellules souches ayant 

les mêmes caractéristiques que les ESC 12 c’est-à-dire pluripotentes : capable de se multiplier à 

l’infini et de se différencier dans tous les types de cellules qui composent un organisme adulte 

(Figure I. 3). La reprogrammation génétique de cellules adultes consiste à les modifier 

génétiquement pour réactiver des gènes embryonnaires de dédifférenciation et de prolifération 

illimitée, caractéristiques d’une cellule souche pluripotente. Les étapes pour obtenir une lignée 

iPS est laborieuse puisque seulement 0,5 % à 1% des cellules traitées redeviennent pluripotentes 

après 6 mois de culture. Une fois testées, les lignées iPS sont utilisées dans des cultures in vitro 

pour se différencier en diverses types cellulaires : cellules cardiaques, cellules endothéliales, 

cellules immunitaires, cellules dendritiques, plaquettes, globules rouges, muscles, hépatocytes, 

cellules rétiniennes, neurones, cellules épithéliales, cellules pancréatiques12.  

 
Figure I. 3: Culture de cellules « ordinaires » subissant une reprogrammation cellulaire. Celles-ci deviennent des cellules 

iPS capables de se différencier pour générer des cellules : cardiaques, adipeuses, neuronales, pancréatiques, hépatiques20. 

Les cellules iPS vont pouvoir se différencier grâce à un support en matrigel ou hydrogel qui 

favorisera l’auto-organisation et la prolifération cellulaire. 

 
Figure I. 4: Formation d’un organoïde à partir d’une culture cellulaire de cellules souches embryonnaires (ESC) cultivées 

dans un support matrigel. 
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Le matrigel est une matrice extracellulaire (ECM) que l’on retrouve chez tous les êtres vivants 

et qui est principalement composée de protéines et de fibres engendrant un maillage, où les 

cellules peuvent adhérer et se développer dans une architecture défini21,22. On pourra ainsi 

définir l’architecture de l’organoïde suivant la structure et les propriétés chimiques du gel. Des 

hydrogels naturels comme l’alginate23, la soie24, le collagène11 sont manipulés pour favoriser 

une croissance naturelle de l’organoïde mais aussi l’utilisation de polymères synthétiques 

biocompatibles25 comme le poly(éthylène glycol) (PEG) ou le poly acide glycolique (PGA) 26 

sont favorables à la croissance d’un tissu 3D grâce à leurs structures poreuses aux propriétés 

mécaniques intéressantes (Figure I. 4). 

On pourra observer sur la Figure I. 5 que des neurones cultivés par culture 2D présentent une 

morphologie aplatie, alors que les neurones cultivés par culture 3D à l’aide d’un matrigel 

présentent une morphologie arrondie avec des interactions matricielles dans toutes les 

dimensions spatiales. D’où l’importance d’utiliser des matrigels pour l’initiation de cultures 3D 

aux architectures complexes27. 

 
Figure I. 5: Images MEB de cultures neuronales (a) en 2D (b) et 3D (droite). 

Il a été observé que la dimensionnalité de la construction d’un tissu nerveux influence sur son 

comportement sur l’activité nerveuse des neurones28,29. Une étude a montré que le réseau 

neuronal 3D différait de celui d’un réseau 2D parce que la culture 3D produisait une 

connectivité neuronale plus étendue et donc plus dynamique que la culture 2D. Les neurones 

sont sujets à propager des potentiels d’actions afin de garantir la transmission de l’information. 

Ces potentiels d’action (PA) sont de courte durée (1ms) et de forme et d’amplitude invariable. 

Il est possible d’enregistrer ces PA avec des microélectrodes comme celles qui figurent dans 

l’image ci-dessous (Figure I. 6.a et c). Nous observons sur la Figure I. 6.d des PA produits par 

la culture 3D et qui sont espacés par des périodes de dormances alors que la culture 2D (Figure 

I. 6.b) produit des PA de fréquences élevées. Selon Magill30 et Bourke31 la fréquence des PA 

avec des périodes de dormances  en culture 3D semble se rapprocher du modèle in vivo d’un 

cerveau. 
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Figure I. 6: Formation de réseaux en 2D et 3D d’une culture corticale embryonnaire de rat (a) 2D et (c) 3D. 

Enregistrements des PA sur des microélectrodes planaires pour les cultures (b) 2D et (d) 3D. 

La Figure I. 7, résume la progression des cultures d’organoïdes depuis plus de 50 ans. Depuis 

les premières cultures statiques 2D sur des boîtes à Pétri en 1900, avec la microscopie optique 

comme principal outil de caractérisation cellulaire. Bien plus tard, en 1950 les cultures 3D ont 

fait surfaces avec d’autres moyens de caractérisations comme des sondes optiques ou chimiques 

(oxygène, pH, etc.). Puis dans les années 2000, avec la progression de la micro-technologie, 

des cultures 3D dynamiques sont apparus. Cela a conduit au déploiement de micro-capteurs 

intégrés (pH, oxygène, glucose, etc.) et ce qui améliore la qualité du contrôle des cultures 

d’organoïdes sur le long terme. Grâce à ces progrès, il est aujourd’hui possible de se rapprocher 

des conditions réelles du modèle humain in vivo. 

 

Figure I. 7: Progression des cultures d’organoïdes depuis plus de 50 ans. 
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1.1.1.2 Fonctionnalités des organoïdes 

 

Comme discuté auparavant, il est possible avec l’utilisation de cellules iPS et d’un matrigel de 

mimer les fonctionnalités d’organes in vivo comme le cœur, le cerveau, le foie, etc. 

L’identification des organoïdes formés est établie grâce à l’identification des cellules 

fonctionnelles et marquées par fluorescence. Dans la Figure I. 8, on observe une grande variété 

d’organoïdes formés et caractérisés optiquement : poumons, foie, pancréas et la rétine. 

 
Figure I. 8: Formation d’organoïdes : a) Poumons32 : alvéole imagé par microscopie et avec des biomarqueurs (bleu et 

vert). b) Foie33 : observation de cellules hépatiques Hnf4-α en rouge et d’Albumine en vert. c) Pancréas34 : formation de 

cellules épithéliales en en rouge. d) Rétine32 : formation du cristallin (Lens) et de la crête neurale (NR) représentatifs de la 

cornée. 

Malgré les nombreuses prouesses que peuvent apporter la technologie des organoïdes, il reste 

encore des problèmes notamment celle de reproduire des organoïdes identiques parce que leurs 

organisations cellulaires restent encore spontanées. De plus, la création d'un organe entier par 

ingénierie tissulaire est limitée par la complexité de la vascularisation des tissus créés. La 

vascularisation permet en effet d’apporter l'oxygène et les nutriments nécessaires aux cellules 

afin d’assurer une fonctionnalité physiologique à l’organe33,34. C’est pour cela que de nouvelles 

plateformes technologiques comme la micro impression ou la microfluidique ont vu le jour et 

dans lesquels des cellules peuvent être cultivées dans des chambres microscopiques. Leurs 

environnements sont ainsi contrôlés, leurs permettant d’imiter les fonctionnalités de cellules 

des modèles in vivo35 (pancréatiques, neurones, cardiaques, etc.). Même s’ils sont encore des 

organes imparfaits puisqu’ils ont des capacités fonctionnelles réduites vu leurs petites tailles. 

Comme sur le Tableau I. 1 ci-dessous, des micro puits en collagène ont été façonnés par micro 

impression afin de mimer des cryptes intestinales36 in vitro. Il est également possible de mimer 

un système à plusieurs organes, in vitro. Tel représenté dans le tableau ci-dessous, l’équipe de 

Bishop et al37 a réussi à reproduire dans trois chambres distinctes des organoïdes de poumons, 

foie et cœur reliés à travers des canaux microfluidiques. Les systèmes microfluidiques sont 

également très sollicités pour la vascularisation des organoïdes, c’est-à-dire faciliter le passage 

des nutriments ou d’oxygène à travers des canaux permettant le développement de l’organoïde 

dans des conditions optimales. 
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Tableau I. 1: Nouvelles plateformes technologiques in vitro permettant d’imiter des organes in vivo.(a) Cryptes intestinales 

bio-mimés in vitro avec des micro puits fabriqués sur collagène36, (b) système microfluidique reliant trois types d’organoïde : 

poumons, cœur et foie37. 

Depuis quarante ans, les avancées sur le développement des organoïdes n’a cessé de croitre. Il 

y a de plus en plus d’équipes qui utilisent les organoïdes comme moyen pour tester des 

médicaments pour contrer des cellules cancéreuses. Comme par exemple l’équipe de Drost38 à 

l’institut d’oncologie aux Pays Bas qui délivrent des médicaments ciblés aux tumeurs de reins, 

où l’organoïde est ciblé par différents principes actifs permettant la destruction des cellules 

malades. En raison du développement des organoïdes, la médecine devient de plus en plus 

personnalisée. 

Nous avons vu que de nombreux modèles d’organoïdes peuvent répliquer les fonctionnalités et 

les caractéristiques des organes in vivo humains grâce au développement de la biologie 

cellulaire et aux outils technologiques. Nous allons, dans le paragraphe suivant nous concentrer 

sur les modèles d’organoïdes cérébraux qui nous intéresseront dans le cadre du projet de thèse. 

1.2 LES ORGANOÏDES CEREBRAUX 
 

1.2.1 Introduction 
 

Le cerveau contient près de 100 milliards de neurones39 qui communiquent entre eux au sein 

d'un réseau interconnecté et chacune des communications génèrent des fonctions cérébrales 

comme : la motricité, la sensorialité, le langage, la créativité, la mémoire, les émotions ou 

encore les prises de décision. Les circuits neuronaux sont un réseau dynamique mais 

intrinsèquement complexe, ils renferment encore une grande incompréhension au sujet du 

dysfonctionnement des circuits liés aux maladies du cerveau comme l’autisme, l’Alzheimer et 

autres maladies neurodégénératives. Chaque neurone est constitué d’un corps cellulaire, de 

prolongements appelés dendrites et axones (Figure I.9). Ces derniers émettent des connexions 
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avec d’autres neurones par l’intermédiaire de synapses. Les connexions se créent à travers des 

flux d’impulsions électriques, appelés potentiels d'action (PA). Les PA permettent de 

transmettre une information d’un neurone à un autre. La propagation du PA se fait le long des 

synapses et provoque l’ouverture de vésicules contenant des neurotransmetteurs. Les 

neurotransmetteurs sont ensuite diffusés pour agir sur des récepteurs localisés sur la membrane 

postsynaptique. Le neurone postsynaptique reçoit le signal chimique et le convertit en signal 

électrique (Figure I. 9). 

 
Figure I. 9: Schéma explicatif du principe de propagation du potentiel d’action à travers deux neurones. 

 

1.2.1.1 Le potentiel d’action 
 

1.2.1.1.1 Propriétés physiologiques du neurone 
 

L'activité électrique des cellules est responsable d'une grande partie du comportement complexe 

des organismes. Le cerveau et la moelle épinière sont au centre d'une grande partie de cette 

activité, où des neurones transportent l’activité électrique à travers un vaste réseau. Les 

neurones sont composés d’une membrane renfermant de nombreuses protéines, récepteurs, 

canaux ioniques et pompes qui sont responsables du contrôle de la concentration de divers ions 

par rapport au milieu extracellulaire. Les canaux ioniques situés sur la membrane permettent le 

passage de différentes espèces ioniques (Na+, K+, Ca2+, Cl-) entre les environnements 

intracellulaire et extracellulaire (Figure I. 10). En effet c’est la membrane cellulaire qui sépare 

les deux environnements : intracellulaire et extracellulaire. La naissance d’un PA résulte d’une 

distribution inégale des ions de part et d'autre de la membrane. Les potentiels d'action 

permettent de transmettre une information d’un neurone à un autre.  
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Figure I. 10: Répartition ionique de part et d'autre de la membrane plasmique de l’axone. 

Le PA dépend donc de l’ouverture et de la fermeture des canaux ioniques à un endroit donné 

du neurone. Un stimulus est à l’origine du déclenchement du PA, il peut être mécanique, 

thermique, physicochimique ou électrique. Pour être efficace, c'est-à-dire capable de déclencher 

un PA, il faut que le stimulus soit capable d'amener le potentiel de membrane au-dessus d'un 

seuil qui se situe à – 55mV. Le PA nerveux est très bref, il ne dure que de 1 à 2 ms. Pendant le 

déroulement d'un PA, on peut distinguer quatre phases, de dépolarisation, de repolarisation, 

d’hyperpolarisation et de retour au potentiel initial, au cours desquelles les canaux ioniques sont 

ouverts ou fermés (Figure I. 11). 

 

Figure I. 11: Potentiel d'action. 

Au vu de la densité des neurones, il existe des milliers de trains de potentiels d’action qui sont 

émis constamment par les différents neurones. Il est possible d’étudier ces flux électriques par 

électrophysiologie et de coder l’information neuronale émanant de plusieurs zones du 

cerveau40,41 (Figure I. 12). 
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Figure I. 12: Synchronicité du signal : trains de potentiels exprimés dans deux zones cérébrales distinctes. 

1.2.1.1.2 La propagation du potentiel d’action 
 

La propagation du PA dépend de la dépolarisation de proche en proche de la membrane 

entraînant ainsi le déplacement spatial du PA le long des synapses du neurone. Elle provoque 

alors l’ouverture des vésicules synaptiques qui contiennent des neurotransmetteurs. Les 

neurotransmetteurs sont ensuite diffusés pour agir sur des récepteurs localisés sur la membrane 

postsynaptique. Le neurone postsynaptique reçoit le signal chimique et le convertit en signal 

électrique. L’arborisation synaptique d’un neurone lui permet de recevoir entre 1000 et 10 000 

signaux électriques. Dans la Figure I. 13, est illustré la propagation du PA grâce à la libération 

de glutamate comme neurotransmetteur42. Le glutamate est diffusé le long de la fente 

synaptique, une partie du glutamate est fixée sur la membrane postsynaptique, ce qui crée un 

nouveau PA. Tandis qu’une autre partie du glutamate qui ne s’est pas fixé sur les récepteurs, 

est recyclée vers sa synapse d’origine. 

 

Figure I. 13: La transmission synaptique : (1) Stockage du glutamate dans des vésicules synaptiques; (2) Propagation du PA 

vers la terminaison présynaptique; (3) Fusion des vésicules avec la membrane présynaptique; (4) Libération du glutamate 

dans la fente synaptique; (5) Fixation du glutamate sur les récepteurs de la membrane postsynaptique; (6) Conversion du 

signal chimique en signal électrique et propagation du  PA; (7) Inactivation du glutamate par des enzymes; (8) Recapture du 

glutamate. 

On ne compte pas moins d’une centaine de neurotransmetteurs qui sont synthétisés par des 

enzymes du corps cellulaire du neurone. Leurs présences sont fondamentales pour garantir le 

bon fonctionnement corporel chez les vertébrés, puisque les neurotransmetteurs contrôlent les 
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émotions, la cognition et les mouvements. Parmi les plus connus et les plus étudiés on citera : 

la Dopamine, l’Endorphine, le GABA, le Glutamate et la Sérotonine43. Ils jouent le rôle 

d’excitateur ou d’inhibiteur, c’est-à-dire qu’ils favorisent ou empêche la génération d’un PA. 

Certains de ces neurotransmetteurs sont associés à des maladies psychologiques ou physiques, 

comme la dopamine qui est moins synthétisée et provoquerait des tremblements caractéristiques 

de la maladie de Parkinson44. 

1.2.2 Les modèles d’organoïdes cérébraux 
 

Les connaissances actuelles sur le cerveau humain sont principalement basées sur des cerveaux 

de cadavres, principalement en raison de problèmes éthiques. Par conséquent, les animaux 

principalement les rongeurs ont traditionnellement été utilisés comme organismes modèles pour 

la recherche en neurosciences et pour la recherche sur les maladies neurologiques. Cependant, 

la structure et le développement du cerveau varient considérablement entre les rongeurs et les 

humains. Par exemple, la maladie d’Alzheimer est une forme de maladie neurodégénérative 

très difficile à tester sur les rongeurs car elle touche plus particulièrement les Hommes. Cette 

maladie caractérisée par la détérioration lente et irréversible de groupes particuliers de cellules 

nerveuses et leurs morts sont la principale cause de démence dans notre société. Il existe encore 

aujourd’hui beaucoup de médicaments qui n’arrivent pas sur le marché car la phase clinique 

présente des échecs élevés, comme pour la maladie d’Alzheimer où 99.6% des médicaments 

développés45 n’ont pas abouti. 

Alternativement, les scientifiques comptent sur des cultures neuronales humaines in vitro, 

basées sur une culture 3D et qui permet de correspondre sur la nature des connexions 

synaptique. Grâce au développement des cellules souches iPS et de la bio-ingénierie cellulaire, 

il est possible de recréer l’architecture du tissu cérébral humain in vitro, de bio-mimer les 

maladies neurodégénératives et de développer de nouvelles stratégies de de criblage.  

C’est en 2014 que Lancaster et al46 ont introduit pour la première fois le concept d'organoïdes 

du cerveau humain, servant à fournir un nouvel outil pour étudier les mécanismes des maladies 

neurologiques47,48. Il y a eu une augmentation exponentielle de l'utilisation de cette technologie, 

en particulier comme outil de modélisation in vitro des maladies10,49–51 et pour tester de 

nouvelles approches thérapeutiques52,53. Comme la collaboration entre l’Université de Yale, 

l’institut du Cerveau-CNRS, l’INSERM et l’Hôpital Pitié-Salpêtrière qui ont démontré avec 

l’utilisation d’un modèle « mini-cerveau » in vitro et infecté au virus SARS-CoV-2 que le virus 

pénétrait à travers les neurones et qu’il était bien responsable des maux de tête, de la perte 

d’odorat, des pertes de conscience ou encore  des AVC, comme observé chez les patients 

malades de la Covid-19 54. L’équipe de Lancaster10 a identifié plusieurs régions du cerveau par 

marquage optique comme : le cerveau antérieur lié à la mémoire et à la logique ; le cortex 

antérieur responsable de l’empathie, l’émotion et de la prise de décision ; le cortex préfrontal 

responsable des émotions et humeurs ; l’hippocampe responsable de la mémoire et du repère 

géospatial (Figure I. 14). En somme, l’équipe de Lancaster a démontré par la reconnaissance 

de ces différentes régions cérébrales dans l’organoïde que ce système était auto-organisé, et ce 

qui a amené de nombreux scientifiques à s’interroger sur sa complexité architecturale.  



Chapitre 1. Etat de l’art et positionnement de la thèse 

19 
 

 
Figure I. 14: Section d’un organoïde cérébral représentant plusieurs régions du cerveau : cerveau antérieur, le cortex 

antérieur, le cortex préfrontal, l’hippocampe et le plexus choroïde. 

Dans la littérature on retrouvera la méthode de culture de sphéroïdes qui contrairement aux 

organoïdes ne peut former qu’une seule région du tissu cérébral55. Les sphéroïdes sont des 

cultures 3D où des agrégats cellulaires se développent en suspension sans la présence d’un 

matrigel et forment par conséquent une architecture moins complexe que l’organoïde. Il existe 

par ailleurs des plateformes pour favoriser la croissance de certaines cellules neuronales et 

inhiber d’autres pour créer une zone spécifique du cerveau (Figure I. 15). Ces plateformes de 

type microfluidique ou billes servent de guide à la croissance 3D du tissu. 

 
Figure I. 15: Culture 3D de « mini cerveaux » : avec sphéroïdes et organoïde. Création de régions spécifiques du cerveau 

grâce à la culture guidée de sphéroïde et d’organoïde (gauche). Création d’un « mini cerveaux » entier avec une culture non 

guidée d’organoïde (droite). 

 

1.2.3 Echafaudage des organoïdes cérébraux 
 

Il existe parmi les cultures d’organoïdes des stratégies permettant d’orienter la morphogénèse 

du cerveau et d’obtenir une ou plusieurs régions cérébrales. Cette architecture peut être 

contrôlée de multiples façons, soit à l’aide de plateformes comme des systèmes micro-

fluidiques56,57 et des micro billes58, ou soit par l’ajout de molécules59,60. 

Avec l’utilisation d‘échafaudages, les organoïdes fourniront des interactions complexes : 

cellule-cellule et cellule-environnement et cela permettra d’imiter au mieux la structure et les 

mécanismes du cerveau in vivo25. On retrouvera alors plusieurs types de matériaux assurant une 

architecture 3D aux cellules neuronales et facilement modelables, comme les métaux, les 

verres, les polymères et les céramiques61. Les polymères sont les matériaux les plus 

couramment employés en raison de leurs architectures, propriétés mécaniques, 

biocompatibilités et biodégradabilités25. De plus, ils peuvent posséder une architecture poreuse 
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où l'inter-connectivité des pores sont liées, développant ainsi un échafaudage. Par l'utilisation 

d’échafaudages très poreux, les cellules auront une bonne adhésion entre elles et permettront 

les échanges d’oxygène, de nutriments et de métabolites62, tout en assurant une meilleure 

maturation de l'organisation fonctionnelle de l’organoïde. D’autres technologies existent 

aujourd’hui pour innerver le cerveau et améliorer la longévité du tissu nerveux. Li et al63 ont 

employé un substrat en PDMS poreux pour une meilleure ramification des neurones en 3D ainsi 

qu’une meilleure viabilité des neurones (Figure I. 16.1). D’autres équipes se sont intéressées 

aux propriétés mécaniques du substrat afin de guider la croissance des axones pour apporter des 

paramètres physiologiques semblables au cerveau in vivo64, comme Kim et al64 qui ont modifié 

les propriétés anisotropiques du collagène pour favoriser les connexions neuronales dans un 

sens plutôt que dans un autre (Figure I. 16.2). Également une autre équipe, celle de Pautot et al 

(Synaxys)58 ont utilisé un guidage des axones par l’utilisation de billes de verre fonctionnalisées 

comme support de la culture neuronale (Figure I. 16.3). Celle-ci sera détaillée dans le chapitre 

3 puisqu’il s’agit du protocole de culture que nous avons utilisé pour la croissance de 

l’organoïde cérébral. 

 
Figure I. 16: Croissance du tissu neuronal et guidé via des supports (1.a) l’orientation anisotropique du collagène (2.a) un 

PDMS poreux et (3.a) des billes de silicium fonctionnalisé. (1.b) croissance neurone orienté horizontalement (vert) ; (2.b-c) 

croissance des neurones à travers les pores du PDMS ; (3.b-d) croissance guidée des neurones sur billes (rouge et bleu). 
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Enfin, d’autres approches comme les systèmes microfluidiques éléments support à la culture 

permettent de mieux imiter l’innervation physiologique, d’améliorer la diffusion de nutriments 

ou d’oxygène65,66 et de limiter la mort prématurée des cellules neuronales67. Récemment, des 

bioréacteurs à filage multi-puits miniaturisés (Figure I. 17.a) ont été conçus sur mesure pour 

réduire le coût de maintenance des cultures d’organoïdes et pour ajuster mécaniquement le 

microenvironnement optimal pour la formation d’un organoïde cérébral spécifique. Sur la 

Figure I. 17.a, la partie antérieure du cerveau a été développée dans chacun des micro-puits68
. 

Une autre équipe s’est quant à elle intéressée au transport de l’oxygène et des nutriments 

jusqu’au tissu cérébral avec l’utilisation de canaux fluidiques66 (Figure I. 17.b), ils ont observé 

une baisse de la mortalité cellulaire et une meilleure activité des cellules. Ces dispositifs 

favorisent le bio mimétisme du cerveau in vitro57,69,70. 

 

 
Figure I. 17: (a) Modèle à filage multi-puits miniaturisés qui contrôle mécaniquement l’environnement de l’organoïde pour 

former la partie antérieur du cerveau68. (b) Système microfluidique où 24 chambres contiennent chacune un organoïde 

cérébral et connectés à une pompe péristaltique qui permet le renouvellement des éléments nutritifs66.  

 

1.2.4 Reproductibilité des organoïdes cérébraux 
 

Du fait de la complexité architecturale des organoïdes cérébraux, il réside des problèmes tel 

que leurs reproductibilités. Dans la littérature il existe plusieurs façons de les produire, 

cependant les structures formées sont variables d’une équipe à une autre, ce sont des systèmes 

très hétérogènes qui ne permettent pas des études comparatives et donc approfondies. C’est 

pourquoi l’équipe de Lancaster10 a réussi à établir un protocole spécifique pour le 

développement du premier organoïde cérébral entier in vitro. Ce protocole a été amélioré par 

l’équipe de Quadrato 71 pour faciliter la maturation des synapses.  

Le protocole consiste à former un tissu tridimensionnel, similaire à un embryon par l’utilisation 

de 2500 cellules iPS. Après neuf jours de culture, les corps embryoïdes formés se différencient 

pour produire des cellules souches neurales ou cellules du neuroectoderme (astrocytes, 

neurones). Pour maintenir un développement 3D et une croissance tissulaire complexe, les 

cellules souches neurales sont introduites dans des gouttelettes de Matrigel. Le système 

Matrigel/cellules est ensuite transféré dans un bioréacteur rotatif pour quelques jours afin 

d’améliorer l’absorption des nutriments dans le système. Cette méthode a conduit au 

développement rapide de tissus cérébraux désignés comme organoïdes cérébraux, ils ne 

nécessitent que de 20 à 30 jours avant que les premières régions cérébrales ne se forment (Figure 

I. 18). Par ailleurs la durée de vie de ces organoïdes peut être allongée sur plusieurs mois72 voire 
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plusieurs années46, ce qui peut renseigner sur les conditions de maturations des cellules 

neuronales lorsqu’elles sont affectées par des troubles neurologiques. 

 

 
Figure I. 18: Protocole de préparation d’un organoïde cérébral humain. (A) Cellules souches humaines sont déployées sur 

des plaques (B) après 9 jours de cultures, formation d’un corps d’embryoïdes. (C) Etape de différenciation, où les cellules 

astrocytes, neurones sont générées. (D) Incorporation des cellules différenciées dans des gouttelettes de Matrigel et (E) 

transfert dans un bioréacteur10 pour l’absorption des nutriments. 

Bien que l’organoïde formé puisse mimer l’organe cérébral, son organisation structurelle 3D, 

sa petite taille (quelques millimètres), sa forme et ses connexions neuronales complexifient 

l’étude de son développement. C’est pourquoi on retrouve un grand nombre d’instruments de 

pointe permettant de faciliter l’analyse des caractéristiques des organoïdes cérébraux. 

1.2.5 Application des organoïdes cérébraux 

 

Les organoïdes cérébraux sont aujourd’hui de nouveaux modèles modélisant des troubles 

cérébraux neurologiques, comme le virus Zika transmis du moustique à l’Homme peut 

engendrer des complications de nature neurologique chez l’Homme. Avec l’aide des modèles 

organoïdes cérébraux, cela a démontré que le virus était la cause de la mort cellulaire des 

neurones et de la réduction de la taille de l’organoïde68,73. 

D’autres encore, comme les troubles causant la maladie de schizophrénie ont été étudiés par 

l’équipe de Fei74. Ils en ont déduit avec l’utilisation d’un organoïde cérébral humain sous sa 

forme pathologique, que ces troubles pourraient provenir de l’interaction de deux protéines 

DISC1 et Ndel1. Ils ont montré qu’il était possible d’interrompre cette liaison, ce qui permettrait 

de mieux comprendre les mécanismes liés à ce trouble psychiatrique complexe.  

L'ensemble des causes liées au trouble du spectre de l'autisme (TSA) est une autre maladie 

étudiée avec des modèles organoïdes et qui permet notamment de comprendre son neuro 

développement. Il a été admis que l’autisme serait dû à un déséquilibre des proportions de 

neurones excitateurs et de neurones inhibiteurs causé par la dysfonctionnalité du 

neurotransmetteur GABA75. 

Ces différents modèles ainsi décrits fournissent un aperçu des mécanismes cellulaires et 

moléculaires impliqués dans le développement de certaines maladies. 

Il reste cependant des progrès à faire sur la méthode de culture des organoïdes cérébraux pour 

imiter des maladies neurodégénératives comme Alzheimer ou Parkinson, car ces maladies 

apparaissent tardivement alors que les organoïdes développés sont uniquement étudiés au stade 

embryonnaire76. 
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1.2.6 Moyens de caractérisations des cultures organoïdes cérébraux in vitro 
 

Caractériser l'organisation structurelle 3D des cellules et les connexions neuronales au sein des 

organoïdes sont importants pour établir des similitudes avec le cerveau humain. À cet égard, 

des outils facilitant l’analyse structurale et fonctionnelle ont été mis à disposition pour 

cartographier au mieux l'organisation neuronal globale au sein des organoïdes. La taille des 

organoïdes est souvent très petite, comme par exemple le cortex développé in vitro faisant une 

taille moyenne de 4 mm de diamètre alors que le cortex humain mesure en moyenne 15 cm de 

diamètre68,77, où par ailleurs se développe de nombreux troubles neurologiques78. Il est donc 

essentiel de développer des outils adaptés à l’échelle des organoïdes pouvant identifier son 

architecture complexe et ses fonctionnalités, ce qui permettra d’identifier et de cibler de futurs 

traitements thérapeutiques. 

Dans les paragraphes suivants nous citerons l’ensemble des moyens déployés pour caractériser 

l’organisation cellulaire des organoïdes qui sont notamment optiques. Puis nous aborderons les 

outils électrophysiologiques qui identifient les fonctionnalités neuronales des organoïdes. 

1.2.6.1 Caractérisations structurelles 

1.2.6.1.1 L’immunohistochimie 
 

La microscopie cellulaire inventée au 17ième siècle par le scientifique Van Leeuwenhoek a 

changé considérablement la vision des biologistes. Le progrès optique a été considérable tout 

le long du 19ième siècle, particulièrement avec la découverte du photon en 1924 par Planck et 

Einstein qui amena la naissance de la microscopie par fluorescence. Cette méthode a permis à 

de nombreux scientifiques d’imager le milieu biologique en présence de molécules 

fluorescentes. L’immunohistochimie (IHC)13,46 est un outil déroulant ce procédé pour visualiser 

des cellules neuronales de la culture 3D cérébrale. Cette technique consiste à quantifier les 

liaisons protéines-anticorps à l’aide de marqueurs fluorophores. Autrement dit, ces 

fluorophores permettent de marquer des anticorps qui se fixeront par la suite sur des protéines 

situées au sein de cellules neuronales. En effet, l’IHC permet d’accéder à une résolution spatiale 

très élevée jusqu’à quelques dixièmes de micromètres qui permet d’observer les différents 

constituants d’un échantillon avec un excellent contraste et une grande sensibilité (Figure I.19). 

Il est possible d’observer en parallèle plusieurs marqueurs en utilisant des fluorophores de 

différentes couleurs et qui apporteront des informations sur la localisation de différentes régions 

cérébrales. Par cette méthode Lancaster et al10 ont utilisé une panoplie de marqueurs 

biologiques comme le DAPI (violet), l’Hoechst (bleu), SOX2, EMX1, AUTS2, NRP2 (rouge) 

ou TUJ1 (vert) (Figure I. 20). Ils ont permis d’identifier les régions du cerveau : l’hippocampe, 

le cortex préfrontal et le cortex dorsal. 
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Figure I. 19: Images microscopiques de (a) l’architecture du mini cerveau avec la présence de cellules souches (protéines 

SOX2 marquées en rouge) et de cellules neuronales (protéines TUJ1 marquées en vert) ; (b) région cortex dorsal (protéines 

EMX1 (rouge) et DAPI (violet)) ; (c) région préfrontal (protéines AUTS2 (rouge) et DAPI (violet)) ; (d) région hippocampe 

(protéines NRP2 (rouge) et Hoechst (bleu)). 

Il s’avère que l’IHC peut révéler des artefacts de mesures lorsqu’il s’agit de quantifier les 

anticorps à travers plusieurs couches cellulaires structuré en 3D. En résumé l’imagerie des 

organoïdes demeurent fastidieuses du fait qu’ils comportent plusieurs couches cellulaires79. Sur 

ce problème, la technologie des microscopes optiques s’est intensifiée et a offert une résolution 

de l’image 3D des tissus cellulaires, une acquisition rapide des images, une diminution de 

photoblanchiment et donc d’une meilleure observation du développement des organoïdes à long 

terme. A savoir que le photoblanchiment est l’une des principales limites au système de la 

microscopie à fluorescence car le rendement de la fluorescence et de sa durée de vie sont 

diminuées. C’est le cas de la microscopie confocale qui permet d’imager en profondeur des 

tissus nerveux en apportant une dimension 3D à l’image80. Comme il est montré sur la Figure 

I. 20, il est possible d’apercevoir la gaine de myéline (vert) entourant l’axone (rouge) sur un 

ensemble de neurones. En effet l’imagerie confocale à champ profond est une puissante 

technologie permettant de reconstruire la morphologie 3D du tissu nerveux81.  

 
Figure I. 20: (a) Reconstruction 3D d’un tissu nerveux humain avec des cellules iPS montrant un, (b-c) la gaine de myéline 

(vert) entourant l’axone (rouge). 

1.2.6.1.2 Séquençage ARNm 

 

Une autre technique permettant de caractériser l’organoïde cérébral développé in vitro est le 

séquençage des ARN-messager (ARNm). Elle consiste à analyser le phénotype cellulaire à 

partir ARNm, qui rappelons que l’ARNm renferme le code génétique de la cellule. Ainsi à partir 

d’un séquençage du tissu biologique, les biologistes peuvent évaluer le nombre de gènes 

exprimés et déterminer les types de cellules exprimés. Par exemple si le tissu analysé est 

d’origine cérébrale, alors le séquenceur ARNm déterminera le nombre de type cellulaire 

exprimé au sein du tissu, comme des neurones, astrocytes, oligodendrocytes, cellules gliales55 

etc. Cette technique a permis à l’équipe de Velasco82 de démontrer que le modèle organoïde 



Chapitre 1. Etat de l’art et positionnement de la thèse 

25 
 

cérébral qu’ils avaient fabriqués in vitro pouvait générer de manière fiable une riche diversité 

cellulaire similaire à celle développée chez le cortex cérébral humain. 

1.2.6.2 Caractérisations fonctionnelles 

 

La communication interneurone est essentiellement basée sur des processus électriques et 

chimiques. Ce processus a été expérimenté pour la première fois en 1952 par à Hodgkin et 

Huxley, qui ont démontré expérimentalement les processus d'échanges ioniques 

transmembranaires de sodium et de potassium dans la conduction électrique d’un nerf. Ils 

enregistrent des signaux électriques de l’ordre de quelques millisecondes avec des électrodes 

appliquées sur le nerf, c’est en effet la naissance de l’électrophysiologie qui a permis aux 

neuroscientifiques de comprendre en temps réel le mécanisme de transmission électrique dans 

une structure cérébrale. Dès les années 1960, de nouveaux systèmes sont apparus permettant 

d’enregistrer l'activité électrique de plusieurs cellules neuronales simultanément et pour étudier 

leurs relations synaptiques83, notamment grâce à l’essor des nouvelles technologies de 

microfabrication du silicium84,85. Cela a permis d’intensifier les mesures extracellulaires, en 

particulier avec les cellules neuronales cultivées in vitro où les études in vivo étaient 

difficilement réalisables. Les électrodes de mesure peuvent être utilisées pour la stimulation 

ainsi que l'enregistrement. Nous décrirons ci-dessous certaines techniques abordées dans le cas 

des cultures d’organoïdes cérébraux. 

1.2.6.2.1 L’imagerie calcique 

 

Bien que la caractérisation par les différentes techniques citées précédemment renseignent sur 

les types cellulaires formées dans les organoïdes cérébraux, elle ne permet cependant pas 

d’établir une analyse fonctionnelle de ces organoïdes. Étant donné que les organoïdes cérébraux 

sont des modèles au cours desquels les neurones nouveau-nés sont produits en continu, leurs 

caractéristiques électrophysiologiques se révèlent importantes puisqu’elles indiquent leurs 

fonctionnalités et leurs maturations. 

L’imagerie calcique86 utilise une approche optique et électrophysiologique, elle sonde par 

fluorescence les variations de concentration en ions calcium à travers les canaux présents dans 

les membranes du corps cellulaire de neurones. En effet, la variation de la concentration 

calcique induira la présence d’une activité neuronale, c’est donc cette activité qui est mesurée 

par fluorescence. Lancaster87 et son équipe ont pu démontrer la fonctionnalité du mini cerveau 

produit par culture in vitro en visualisant l’activité spontanée des neurones par flux calcique. 

Ils ont en effet pu observer les oscillations calciques provoquées par le fonctionnement des 

neurones. Pour ce faire, ils ont marqué le calcium présent naturellement dans le tissu cortical 

par le marqueur Fluo-4 calcium (ROI) auquel ils ont rajouté du Glutamate pour accentuer les 

oscillations (Figure I. 21). 
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Figure I. 21: (a) Marqueur Fluo-4 calcium (ROI, jaune) dans le cerveau ; (b) oscillations calciques et accentuation des 

oscillations par ajout de Glutamate. 

1.2.6.2.2 L’optogénétique 

 

 

Depuis la progression de l’optique, la biologie n’a cessé de faire de nouvelles découvertes dans 

le domaine cellulaire. La naissance de l’optogénétique qui comme son nom l’indique couple 

optique et génétique, consiste à introduire dans les cellules un gène photosensible qui est activé 

par une stimulation lumineuse. Dans le cas des cellules neuronales, la stimulation optique va 

modifier l’état de polarisation de la membrane du neurone et contrôler l'activité de la cellule 

modifiée et des cellules de son réseau. 

L’optogénétique a permis aux neuroscientifiques d’analyser des circuits neuronaux complexes, 

comme l’épilepsie, la maladie de Parkinson et le traitement des douleurs chroniques. Cette 

technique justifie d’un enregistrement de l’activité neuronale à haute résolution temporelle88 et 

qui s’est avérée être utile pour cartographier le réseau neuronal des organoïdes88. 

L’équipe de Mansour67 a réalisé une transplantation d’un organoïde humain dans un cerveau 

d’une souris dans le but d’innerver l’organoïde. De ce fait, ils ont utilisé l’optogénétique pour 

montrer la connectivité entre l’organoïde greffé et le cerveau hôte. Pour cela, ils implantent une 

fibre optique au sein de l’organoïde et des microélectrodes dans le cerveau hôte. Vient ensuite 

la stimulation optique de l’organoïde qui engendre une réponse électrophysiologique des 

neurones du cerveau hôte. Cela suppose de conclure qu’il existe un réseau établi entre le greffon 

et le cerveau hôte (Figure I. 22). 
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Figure I. 22: Suivis électrophysiologique d’un organoïde humain transplanté dans un cerveau de souris. (a) Stimulation 

optique de l’organoïde. (b) réponse électrophysiologique (Local Field Potential) des neurones du cerveau hôte (souris). 

1.2.6.2.3 Patch-clamp 

 

La technique du patch-clamp est une technique référencée depuis les années 1970 dans les 

mesures électrophysiologiques consistant à mesurer des courants ioniques intracellulaires 

(Figure I. 23). Rappelons que dans les membranes cellulaires des neurones, il existe des canaux 

ioniques transportant des ions de types potassium, sodium, calcium à des vitesses de 

106 ions/seconde et qui par conséquent génèrent un faible courant électrique de quelque 

picoampères. Ce courant ionique est mesuré par une micropipette en verre (1µm de diamètre) 

qui est en contact avec une cellule unique. La méthode patch-clamp permet d’obtenir une 

résolution temporelle élevée de l'activité neuronale à travers la cellule neuronale89, cependant 

elle offre une moins bonne résolution spatiale lorsqu’il s’agit d’évaluer l'activité des neurones 

de plusieurs cellules d’un tissu cérébral 55. C’est une technique qui reste difficile à employer, 

puisque la micropipette doit être minutieusement insérée à la cellule de faible dimension (µm). 

Par ailleurs, le patch-clamp ne permet pas l’étude sur le long terme puisqu’une fois la 

micropipette retirée du système, la cellule neuronale est lésée. 

  
Figure I. 23: Mesure électrophysiologique du neurone avec la technique patch-clamp : (a) image microscope d'une pipette 

de patch scellée à un neurone en culture90, (b) pipette attaché sur la membrane cellulaire du neurone et mesurant l’activité 

électrophysiologique d’un canal ionique91. 
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1.2.6.2.4 Multi Electrodes Array (MEA) 

 

Les MEA (Multi Electrodes Array) ou matrices de microélectrodes, sont des systèmes de 

mesures électrophysiologiques adoptés au cours des dernières années92 dans lesquelles sont 

regroupées un ensemble de microélectrodes (plusieurs dizaines voire milliers de 

microélectrodes ) sur une faible surface planaire (µm2). L’avantage des MEAs c’est qu’elles 

enregistrent l’activité extracellulaire des neurones sans dommage mécanique à la membrane 

plasmique des neurones93 et sur le long terme72
. On trouve des électrodes de différentes tailles, 

de quelques micromètres à des centaines de micromètres. La faible taille des électrodes permet 

d’accéder à des activités unitaires des neurones alors que les électrodes de plus grands diamètres 

enregistrent des activités électriques d’une population de neurones. 

C’est depuis les années 1960, où le développement de la technologie sur silicium a commencé 

que les premières MEAs sont apparues. Comme en 1969 à l’Université de Stanford, où l’équipe 

d’Angell a conçu pour la première fois un réseau de microélectrodes intégré sur silicium pour 

sonder l’activité neuronale in vivo à partir du cortex de chat94 (Figure I. 24.a). C’est la première 

MEA implantable construite. À la même époque, à l’Université d’Harvard, Thomas et al95 ont 

micro-fabriqué des microélectrodes au nombre de 30 intégrées dans une chambre de culture. 

C’est dans cette chambre que seront cultivées pour la première fois des cellules cardiaques pour 

des mesures électrophysiologique in vitro (Figure I. 24.b), c’est la première MEA non-

implantable développée. 

 

Figure I. 24: (a) Image optique du premier modèle MEA94 implantable pour des mesures in vivo. (b) Premier modèle MEA 

sur verre, pour des mesures in vitro95. 

Les MEAs peuvent être fabriquées sous plusieurs supports : silicium, verre ou polymère 

flexible. Suivant leurs modes de fabrications, elles apportent différentes approches pour les 

mesures. Par exemple, la technologie sur silicium garantit grâce à ses propriétés électroniques 

une intégration sur le même substrat d’une partie acquisition et stimulation à la fois96 (Figure I. 

25.a). Tandis que la technologie MEA sur verre n’impose pas de stress aux cellules comme le 

silicium, c’est une technologie compatible aux cultures cellulaires in vitro pour le long terme. 

En plus, les MEAs sur verre ont l’avantage d’être transparente, ce qui leurs permettent de 

réaliser en parallèle des mesures électriques, des observations au microscope97 (Figure I. 25.b). 

Enfin, nous retrouvons les MEAs fabriquées sur polymère flexible, celles-ci sont plus utiles 
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lorsque les mesures sont in vivo, elles ont l’avantage de causer moins de lésions et affectent 

moins la fonctionnalité tissulaire98 (Figure I. 25.c). 

 

Figure I. 25: (a) Image d’une puce CMOS-MEA composée de 16 384 électrodes en nitrure de titane et de différentes tailles99. 

(b) Image optique d’une MEA sur verre (à gauche), gros plan de la région d’enregistrement transparente (au centre) et 

image au microscope des électrodes d’enregistrement (à droite)100. (c) Réseau de 252 électrodes intégrées sur implant en 

polyimide101. 

Grâce à la forte densité d’électrodes (60 à 20000) sur quelques millimètres, les MEAs ont 

prouvées un grand potentiel pour la cartographie du réseau neuronal mais également pour les 

tests de pharmacologies102. 

Pour résumer, la connaissance du cerveau est très limitée par le manque de modèles 

représentatifs. Néanmoins depuis la découverte des cellules souches iPS et de la progression 

des techniques d’échafaudages des organoïdes cérébraux, il est possible de représenter des 

modèles de cerveaux humains in vitro, suite à quoi ils pourront modéliser des maladies 

neurodégénératives. Par ailleurs, le suivi du développement de l’organoïde cérébral est établi 

soit optiquement ou soit par mesure de potentiels d’actions avec des MEAs. Pour notre part, 

nous nous intéresserons à cette dernière méthode de suivi puisqu’au LAAS nous avons acquis 

une méthodologie de fabrication de micro-capteurs MEMS et dont les MEAs. 

1.3 LE SUIVI DU DEVELOPPEMENT DE L’ORGANOÏDE CEREBRAL 

AVEC LES MEAS 

 

1.3.1 L’intérêt des MEAs 
 

Les MEAs sont aujourd’hui appliquées dans les études en neurosciences103 et ont montré un 

grand potentiel pour les études de réseaux neuronaux in vitro 102, notamment pour la 

cartographie du réseau grâce à une forte densité d’électrodes situé au centre de la MEA.  Cette 

forte densité pouvant atteindre jusqu’à 3333 électrodes/mm2, offre des enregistrements avec 

une très haute résolution spatiale104. On compte parmi les cultures de neurones in vitro qui 
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soient manipulées dans des chambres MEAs la culture 2D105, la culture tranche de cerveau106 

et la culture d’organoïde cérébral107 (Figure I. 26).  

 

Figure I. 26: (a) Culture 2D de neurones de l’hippocampe sur MEA, (b) réseau 60 électrodes (S=100µm2)105. (c) MEA- 

CMOS avec 11.011 électrodes (S=35µm2), (d) culture de tranche de cerveau106. (e) Culture organoïde cérébral  assurée par 

des billes (d=40µm) et contenu dans une chambre MEA107. 

Jusqu'à présent, la plupart des cultures réalisées sur les MEAs planaires étaient des cultures 2D. 

Néanmoins, depuis le boom des cultures 3D ces dix dernières années, les MEAs planaires ou 

traditionnelles ne permettent plus de mesurer les activités électriques sur l’ensemble du réseau 

3D. En effet, il réside une inconnue sur le développement du réseau neuronal avec les MEAs 

planaires (2D), car la composante 3D du réseau n’est pas prise en compte lors les mesures. Pour 

y remédier, des MEAs 3D se développent sur cet axe pour pallier aux limites des MEAs 2D108.  

1.3.2 Les nouveaux modèles de MEA pour le suivi des cultures 3D 
 

La culture 3D de cellules neuronales ou d’organoïdes cérébraux permets aujourd’hui d’étudier 

le développement tissulaire, de même que le développement de maladies par le biais de la 

pharmacologie ciblée. Bien que l’optogénétique88 reste un domaine avancée dans l’étude 

électrophysiologique des cultures 3D de cellules neuronales, le développement des cultures sur 

puces a sollicité le développement des MEA (2D). Néanmoins, la surveillance des cellules dans 

un micro environnement 3D n’est pas adaptée puisqu’elle n’étudie pas réellement la 

cartographie des neurones qui s’établissent sur son ensemble. Parvenir à développer des 

systèmes d'enregistrement 3D de l'activité électrique de tissus nerveux constitue donc 

certainement un verrou actuel majeur en neurosciences. Plusieurs approches récentes pour 

surmonter les défis de l’enregistrement électrophysiologique 3D pourraient être utilisées pour 

décrypter précisément le code neuronal  des organoïdes cérébraux, comme l’utilisation d’une 

plateforme qui intégrerait des microélectrodes dans les trois dimensions104,108–110 (Figure I. 

27.a). Il y a également l’utilisation de microélectrodes intégrées dans une plateforme 

macroporeuse et au sein de l’organoïde111,112 (Figure I. 27.b) qui soit capable d’enregistrer 

l’activité cérébral en trois dimension. Récemment des ingénieurs de l’équipe de Rogers ont 

commencé à développer des implants flexibles qui couvrent la surface de l’organoïde sacrifiant 

l’accès à la région interne113,114 (Figure I. 27.c). Quelques exemples de MEA-3D sont citées ci-

dessous. 
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Figure I. 27: Stratégies pour l’électrophysiologie tridimensionnelle115.  (a) l’utilisation d’une plateforme (silicium, PDMS) 

intégrant des électrodes sur les trois dimensions104,108–110, (b) les électrodes sont intégrées dans une plateforme macroporeuse 

couvrant tous le volume de l’organoïde111,112, (c) les implants flexibles couvrent la surface de l’organoïde113,114. 

Plusieurs formes d’architectures sont conçues autour des MEAs afin de cartographier un réseau 

3D des cultures. Comme Yuan104 et al ont réussi à cartographier l’interactivité d’une centaine 

de neurones distants de quelques micromètres à quelque millimètre. Les MEAs sont capables 

de mesurer des réponses du circuit cérébral à plusieurs endroits et de classifier les 

fonctionnalités des neurones107, cela grâce à une HD-MEA (High Density MicroElectrode 

Array) qui contient jusqu’à 20000 microélectrodes (d=18µm). Bien qu’elle n’étudie pas la 

structure 3D de la culture, elle permet d’accéder grâce à sa forte densité de microélectrodes aux 

corrélations de signaux spécifiques de neurones individuels (Figure I. 28). Ce qui fait défaut à 

cette technique, c’est la quantité de donnée extraite et qui est difficile à analyser. Des 

algorithmes sont ainsi créés pour analyser pleinement des données extraites116. 

 
Figure I. 28: Système HD-MEA empaquetant 19,584 électrodes sur une surface de 1.8 × 3.5 mm2 et image de culture de 

neurones sur HD-MEA par microscopie électronique à balayage (MEB). (b) Carte de connectivité d’un réseau de 204 

neurone à la 2ième semaine de culture104. 

Une autre approche technologique permet d’accéder à des mesures électrophysiologiques 3D 

de la culture, avec l’utilisation d’un maillage intégrant des microélectrodes. Ce maillage à base 

d’un polymère flexible, va permettre d’enrober la culture en prenant sa forme et cela sur la 

totalité du temps de développement du tissu. L’équipe de Rogers et al. 114 ont enregistré 

l’activité électrique de neurones à l’aide de fils spirales conçus pour s’étirer et se déformer pour 

s’accommoder à la croissance du tissu cérébral (Figure I. 29). Les fils sont microfabriqués sur 
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du polyimide (épaisseur 4µm), où sont assemblées 9 microélectrodes en or (d=10µm) sur une 

surface de 60x60 µm2. 

 

Figure I. 29: Interfaces neuronales tridimensionnelles multifonctionnelles pour organoïdes corticaux114 (a) MEA-3D conçus 

pour s’étirer et se déformer pour suivre la croissance volumétrique d’un organoïde cérébral, avec intégrées 9 

microélectrodes (d=10µm) sur 60x60 µm2 pour le suivi électrophysiologique. (b) Culture organoïde cérébral enrobée avec le 

maillage. (c) Cartographie spatio-temporelle 3D de l’activité neuronale spontanée à travers la surface du tissu cérébral114. 

Cependant cette approche ne permet pas une mesure 3D car son maillage borne la culture 3D 

et ne se concentre pas sur ce qui se passe à l’intérieur de la culture. D’autres équipes utilisent 

d’autres configurations pour allier un système 3D de mesure sur MEA. Spanu et al109 proposent 

de former une soixantaine piliers d’or (h=110µm) sur des MEAs traditionnelles (Figure I. 30). 

Ils utilisent un dépôt galvanostatique pour former les piliers et cultivent un organoïde cérébral 

dans la chambre MEA. Il note avec cette méthode, une amélioration du signal sur bruit puisque 

la surface de mesure est plus grande, en revanche cette méthode ne permet pas de cartographier 

le réseau neuronal en 3D puisqu’elle mesure toujours une activité électrique planaire. 

 
Figure I. 30: (a) Photo MEA-3D. Images MEB (b) zone d'enregistrement de l’activité électrophysiologique composant 60 

piliers d’or (c) électrode d’or sous la forme pilier et d’hauteur 110 µm109. 

Soscia et al108 ont quant à eux bien intégré une troisième dimensionnalité aux MEA planaires. 

Pour ce faire, ils ont courbé mécaniquement dix sondes en polyimide pour donner un système 

de mesure sur les plans X, Y et Z. On compte au total 256 électrodes (d= 50µm) intégrées aux 

sondes (Figure I. 31), ce qui leurs ont permis de cartographier le réseau neuronal d’une culture 

3D pendant plus d’un mois. Néanmoins cette technique peut montrer des incommodités, car la 

courbure des sondes s’effectue manuellement et peut endommager des électrodes.  
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Figure I. 31: (a) Dispositif MEA-3D (b) avec des sondes polyimide courbées, (c) enregistrement activité électrophysiologique 

en trois dimensions de la culture 3D de cellules neuronales108. 

Très récemment l’équipe de Shin et al110 ont réussi à mettre en point une MEA 3D en intégrant 

avec celle-ci une fibre optique permettant de stimuler in situ une culture d’organoïde cortical. 

Pour ce faire, ils ont empilé des MEA 2D pour reproduire un système de mesure en 3D. Ainsi 

la MEA-3D intègre une soixantaine d’électrodes (d=60µm), situées dans les 3 plans. Grâce à 

une fibre optique intégrée, ils ont réalisé des stimulations optiques afin de cartographier la 

croissance des neurones dans le milieu. Pour parvenir à un tel résultat, ils ont relevé sur 

plusieurs électrodes une synchronicité du signal électrique. Qui de plus est plus fréquente à 

mesure que l’organoïde se développe (Figure I. 32). 

  
Figure I. 32: (a) Photographie du système MEA 3D introduit dans une chambre de culture, (b) Schémas montrant trois MEA 

2D empilées pour former à droite une MEA 3D intégrant 63 électrodes (d=60µm) et d’une fibre optique pour la stimulation. 

(c) Cartographie du réseau 3D : analyse de la dynamique du réseau et corrélations entre les nœuds de neurones à 14 

jours110. 
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Cette étude apporte des résultats prometteurs pour les neuroscientifiques car elle 

permettrait d’expliquer comment des groupes neuronaux situés dans des zones différentes 

sont reliés de manière dynamique et fonctionnelle. 

Pour résumer, aujourd’hui il existe des méthodes de suivi des potentiels d’actions (PA) 

extracellulaires des organoïdes cérébraux ou des cultures 3D avec des MEAs planaires 2D. Par 

le grand nombre d’électrodes qui constituent la MEA, il est possible de cartographier le réseau 

neuronal avec une très bonne résolution spatio-temporelle. Cependant l’information du 

développement cérébral est rognée puisque l’information des PA dans la dimension 3D est 

manquante. Nous avons vu, que seulement deux équipes travaillent aujourd’hui à rechercher 

des technologies de types MEA 3D. La technologie pour ce type de mesure est donc quasi 

inexistante et pourtant très importante à considérer. C’est d’ailleurs le problème dont fait face 

la startup Synaxys avec qui nous collaborons et qui actuellement n’utilisent que des MEAs 

planaires 2D pour le suivi des organoïdes cérébraux. Il existe par ailleurs d’autres données à 

considérer lors des cultures d’organoïdes pour assurer leurs viabilités sur le long terme et leurs 

reproductibilités. Ils concernent les données physiologiques tels que l’oxygène, le pH, les 

nutriments (glucose, lactate, etc.) du milieu de culture. Nous verrons dans le paragraphe suivant 

les éléments qui permettent de suivre et de contrôler ce type de milieu. 

1.4 LES OUTILS ADAPTES POUR LE SUIVI PHYSIOLOGIQUE DES 

CULTURES D’ORGANOÏDES 

 

Des données tels que le pH, le taux d’oxygène dissous, ou d’autres nutriments (glucose, lactate, 

etc.) semblent inconnues dans le milieu de culture des organoïdes, ce qui peut augmenter 

l’hétérogénéité du milieu et/ou le contrainte de vivre dans un milieu en hypoxie ou mal nourri. 

Cela met l’accent sur la nécessité d’assurer une surveillance en continue avec des capteurs 

adaptés afin d’obtenir des cultures d’organoïdes viables sur le long terme. Par exemple, lorsque 

l’organoïde cérébral est mal vascularisé, cela empêche la diffusion des nutriments à travers les 

cellules qui le constituent. Le système cellulaire par définition a besoin d’énergie pour maintenir 

ses fonctionnalités, où les molécules d’oxygène et de glucose apportent cette énergie, suite à 

quoi la cellule rejette des déchets dont du gaz carbonique CO2 entrainant l’acidification du 

milieu (Figure I. 33). 

 

Figure I. 33: Illustration montrant le micro environnement cellulaire où des composés physicochimiques tels que : pH, CO2, 

température et O2 interragissent117. 
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De plus, une grande variabilité des cultures a été observée du fait de la provenance des cellules, 

mais aussi des conditions expérimentales118. Ce sont des facteurs importants qui peuvent 

augmenter la variabilité expérimentale des organoïdes et limiter leurs reproductibilités. La 

possibilité de suivre les paramètres physiologiques (glucose, oxygène ou en pH) grâce à des 

capteurs intégrés, dès les premiers stades du procédé biologique représente un avantage 

considérable pour un développement du tissu nerveux plus pertinent. Par ailleurs, les cultures 

d’organoïdes étant cadrées dans des micro environnements, un réel besoin de miniaturisation 

des capteurs est crucial pour assurer une standardisation des mesures. On dénombre 

principalement deux techniques permettant le suivi de micro cultures in vitro et de manière non-

invasive : les capteurs optiques et électrochimiques. Une variété de capteurs sont intégrés dans 

des cultures cellulaires pour mesurer l'oxygène119–122 et le pH121,123–128. 

 

1.4.1  Les capteurs optiques et électrochimiques 
 

Du fait de la faible concentration de métabolites dans le milieu cellulaire (µM-pM) : d’oxygène, 

de glucose, de lactate et d’autres nutriments, il convient alors d’adapter un capteur sensible à 

leurs détections. Cette sélectivité peut aussi bien dépendre du matériau utilisé que du mode de 

détection employé. Pour cela il existe une variété de matériaux et plusieurs modes de détection 

capables de suivre le métabolisme cellulaire (Tableau I. 2).  

 

Type de métabolite 

détectée 

Mode de détection Types de capteurs utilisés 

pH Potentiométrique 

 

 

Optique 

 

ISFET (Ion Sensitive Field Effect Transistor )129 

Oxyde d’Iridium130 

LAPS (Light-addressable potentiometric sensor )131 

Optodes132  

Colorants optiques133  

Oxygène Ampérométrique  

Optique 

Electrodes type Clark134  

Colorants optiques135 

Glucose/Lactate Ampérométrique 

Optique 

Catalyse enzymatique136  

Colorants optiques137 

H2O2 Ampérométrique Platine138 

Tableau I. 2: Les modes de détection capables de suivre les métabolites cellulaire tels que : (pH, O2, glucose, lactate, H2O2. 

1.4.1.1 Capteurs optiques 

 

Par le progrès rapide de la microscopie optique, la microscopie à fluorescence fait partie des 

techniques les plus employées pour le suivi du métabolisme cellulaire. L'emploi de sondes 
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fluorescentes permet d’accéder à plusieurs types d’informations notamment le marquage 

cellulaire et les mesures métaboliques tels que : le pH133, l’oxygène135, le glucose/lactate137. La 

fluorescence est une forme de luminescence se produisant suite à l’absorption de photons par 

une molécule de type fluorophore. Les facteurs comme le pH, la polarité, la présence d’ions ou 

les éventuelles interactions avec d’autres molécules influencent la fluorescence (Figure I. 34). 

 

Figure I. 34: Schéma des différents facteurs environnementaux susceptibles d’influencer la fluorescence. 

Ces capteurs optiques ont pour avantage de s’intégrer de manière non-invasive dans des micro 

cultures difficiles d’accès. Par exemple, les capteurs fluorophores se dispersent facilement dans 

le milieu grâce à leurs tailles micrométriques. C’est le cas de Funfak et al139 qui a analysé 

l’activité du pH dans une culture cellulaire d’E. coli. Des micro particules de polymère 

contenant un colorant sensible au pH ont été immobilisées dans une micro chambre contenant 

la culture E. coli et qui ont suivi durant plus de 4 jours sa variation de pH, soit de plus de 3 

unités de pH (Figure I. 35.a). Pour ce faire, la mesure utilise le principe de la fluorescence et la 

loi de Beer-Lambert (A = k x C), où l'absorbance (A) ou densité optique absorbée par la culture 

est proportionnelle à la concentration (C) des ions hydronium (H3O
+) présents en solution. Les 

particules sensibles au pH sont excitées par une source lumineuse et leurs rayonnements émis 

sont mesurés à l’aide d’un détecteur. L'intensité de la lumière est déterminée par une photodiode 

et convertie en un courant photoélectrique (Figure I. 35.b).  

 

Figure I. 35: (a) Installation expérimentale pour la mesure de l’intensité de fluorescence en fonction du pH pour analyser 

l’activité physiologique d’une culture cellulaire d’E. coli en développement. (b) Mesure du pH durant le développement de la 

culture cellulaire d’E. coli. 
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1.4.1.2 Capteurs électrochimiques 

 

Bien que la microscopie optique basée sur la fluorescence reste l'approche la plus courante pour 

surveiller le pH d’une culture cellulaire, elle est suivie de près par la détection électrochimique. 

Cela est dû à la facilité d'intégration et à la miniaturisation des électrodes, rendant leurs 

utilisations pratiques140. De plus, les capteurs électrochimiques sont très sensibles, ils répondent 

très rapidement et ils sont peu coûteux puisqu’ils ne nécessitent pas de gros équipements ou 

d’instrumentation haut de gamme pour transformer l'information chimique en signal électrique. 

Par ailleurs, nous rajouterons que le besoin de suivre des cultures d’organoïdes de manière 

continue et longue, nécessite des capteurs stables dans le temps et des capteurs qui n’apportent 

pas de toxicité dans le milieu de culture. Or les capteurs optiques souffrent de photo-

blanchiment141, c’est-à-dire que les molécules de fluorophores perdent en intensité lumineuse 

avec le nombre d’excitation qu’elles subissent. Qui en plus génèrent des radicaux libres lors des 

réactions chimiques entre la lumière et l’oxygène, ce qui peut être nocif à long terme pour le 

milieu de culture142. 

On dénombre aujourd’hui, deux techniques récurrentes et utilisées comme moyens de détection 

électrochimique du métabolisme cellulaire des cultures 3D : ampérométrique et 

potentiométrique.  

1.4.1.2.1 Les capteurs ampérométriques 

 

L’ampérométrie est une technique qui repose sur la détermination de l’intensité de courant qui 

traverse une cellule électrochimique à un potentiel imposé. Elle est fonction de la concentration 

des corps électroactifs qui seront oxydés ou réduits à une électrode de travail qui est connecté 

à une contre électrode et à une électrode de référence. Il est donc possible, après étalonnage de 

déterminer la concentration des corps présents par la mesure de l’intensité (Figure I. 36). 

 

 

 
Figure I. 36 : Principe d’un capteur ampérométrique. Potentiostat délivrant le courant à un système à trois électrodes : CE, 

WE et l’électrode Réf et qui baignent dans une solution électrolytique. Des corps électro actifs sont oxydés ou réduits à la 

surface de la WE. 
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1.4.1.2.2 Les capteurs potentiométriques 

 

La potentiométrie est une méthode électrochimique basée sur la mesure de la différence de 

potentiel (ddp) entre une électrode de mesure (électrode de travail) et une électrode de référence. 

La détermination des potentiels des électrodes permet de mesurer directement des 

concentrations des ions présents dans la solution. Par cette méthode, nous sommes capables de 

mesurer soit des potentiels d’oxydation/réduction, soit des potentiels pH ou soit d’autres types 

de potentiels (pCl, pNa…). Par exemple pour la mesure du potentiel pH, on mesure la ddp entre 

l’électrode indicatrice et l’électrode de référence (Figure I. 37). La ddp indique un potentiel 

proportionnel à la concentration des ions H3O
+ de la solution. Cette proportionnalité est régie 

par la relation de Nernst où le potentiel E0
’ représente la constante du potentiel standard de 

l’électrode indicatrice, R la constante des gaz parfaits, F la constante de Faraday et enfin T, la 

température fixée dans les conditions standards à 25°C.  

 

 
Figure I. 37: Principe d’un capteur potentiométrique: un voltmètre mesure la différence de potentiel à partir d’un système à 

deux électrodes : l’électrode de travail et l’électrode de référence et qui baignent dans une solution électrolytique. Le pH de 

la solution est mesuré grâce à la relation de Nernst. 

En raison des avantages de l'électrochimie, notamment dans la fonctionnalisation a permis le 

développement de capteurs électrochimiques essentiellement dans le domaine du vivant ou de 

l’environnement. Une sélectivité et une sensibilité élevées peuvent être fournies par la 

fonctionnalisation du capteur, et sont utilisées dans la détection de molécules biologiques telles 

que les protéines, le glucose, ou l’ADN. Depuis l’avènement des micro cultures 3D in vitro où 

le besoin de la miniaturisation des capteurs est devenu indispensable, une large gamme de 

capteurs se sont développés pour le suivis du pH143, oxygène121, glutamate144, glucose121, acide 

ascorbique145, etc. 

On retrouvera une large gamme de pH-mètres électrochimiques reposant principalement sur 

des mesures potentiométriques, parmi elles les ISFET (Ion Sensitive Field Effect Transistor) et 

les électrodes à oxydes métalliques sont les capteurs les plus employés dans les cultures 

cellulaires. En effet les transistors à effet de champ sensibles aux ions (ISFET) sont des capteurs 

très sensibles aux variations de concentration en ions H3O
+ 129. Le principe de base du transistor 

ISFET est de contrôler le courant circulant entre deux zones de semi-conducteur (source et 
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drain) par l’application d’une tension sur l’électrolyte à analyser. Le courant traversant le 

dispositif est proportionnel à la concentration en ions H3O
+ de la solution. 

Bionas129 est une entreprise commercialisant des plateformes microfluidiques assurant un suivis 

du métabolisme cellulaire avec des capteurs ISFET pour le pH et ampérométrique pour 

l’oxygène (Figure I. 38.-b). La haute résolution du capteur pH (27 V/ pH) leur permet de suivre 

le métabolisme cellulaire d’une culture de cellules tumorales. Dans la Figure I. 38. c une faible 

acidification du milieu est mesuré avec le capteur ISFET, soit 0,5 unité de pH. Ce système 

microfluidique est en plus avantageux car il leur permet d’établir une routine de mesure pH 

toute les 48h avec un système de pompage assurant l’apport des nutriments à la culture. Par 

ailleurs, afin d’analyser l’efficacité de médicaments, ils appliquent des tests de criblage sur des 

cellules cancéreuses et analysent en temps réel leurs réponses : pH, oxygène et température.  

 

 

 

Figure I. 38: (a) Photo de la micro puce avec le puit de culture. (b) Système microfluidique à base de silicium qui intègre des 

micro capteurs : pH (ISFET), oxygène (ampérométrique) et température (optique). (c) Mesure du pH à partir d’une culture 

cellulaire tumorale avec le capteur IFSET, où le potentiel varie en fonction du pH de la culture (Bionas et al). 

 

D’autres capteurs pH miniaturisés et très sensibles font concurrence aux capteurs ISFET, 

comme les électrodes à oxydes métalliques. Ils ont l’avantage contrairement aux ISFET d’être 

fabriqués sur tous types de substrats comme les substrats transparents qui sont très sollicités en 

biologie pour les observations optiques du milieu. Les oxydes métalliques, tels que l'oxyde de 

platine, l'oxyde d’Iridium ou l’oxyde de Ruthénium146 sont souvent préférés en raison de leurs 

intégrations simples et de leurs grandes sensibilités147. En intégrant un capteur pH d'oxyde 

d'iridium dans une plateforme microfluidique, Ges et al148 ont suivis l'activité d'acidification 

d’une culture de cellules cardiaques de souris sur quelques minutes sur la gamme pH [6-7,6] 

avec une sensibilité de 70 ± 5 mV/pH (Figure I. 39.a-c). Bitziou et al149ont quant à eux 

cartographier les variations pH à partir de différentes zones d’un tissu d’estomac. Pour ce faire 

ils disposent d’une plateforme où sont contenus des électrodes de pH en oxyde d'iridium (IrOx) 

et sur laquelle est cultivée le tissu d’estomac. Cette technique leur a permis de suivre 

l’acidification du tissu lorsqu’il était soumis à des médicaments dans la gamme pH [6,8-7,6] 

avec une sensibilité de 70 ± 10 mV/pH (Figure I. 39.d-f). 
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Figure I. 39: (a) Plateforme microfluidique contrôlant le pH d’une culture de cellules cardiaques avec (b) un système à 2 

électrodes : quasi-référence (IrOx) et une électrode pH (IrOx). (c) Mesure de la sensibilité pH à partir de ΔE (mV) en 

fonction du temps (min) (Ges et al). (d) Mesure pH d’une culture de tissu d’estomac à partir d’une plateforme microfluidique 

avec (b) une électrode de référence (Ag/AgCl) et 8 électrodes pH (IrOx). (c) Mesures en temps réel du pH sur différentes 

zones du tissu avec les 8 électrodes IrOx (Bitziou et al). 

 

1.5 PLAN DE THESE 
 

Cette revue bibliographique a permis de mettre en évidence le développement des organoïdes 

qui proposent des modèles mimant in vitro les caractéristiques des organes in vivo. C’est une 

technique qui permet de faire avancer la médecine clinique puisqu’elle donne lieu à bio-mimer 

des maladies : génétiques, infectieuses, tumorales et en même temps qui permet d’évaluer 

l'efficacité de médicaments. Parmi les organoïdes développés, le cerveau humain intéresse les 

neuroscientifiques pour la recherche des maladies neurologiques et de leurs traitements. Ces 

modèles permettent de se rapprocher du modèle cerveau humain.  

Nous avons vu dans ce chapitre qu’il existait de nombreux protocoles pour cultiver des organes 

de cerveaux in vitro. Néanmoins pour s’affranchir des problèmes liés à la reproductibilité et à 

la viabilité des cultures 3D in vitro, de nouveaux outils adaptés à la taille millimétrique de la 

culture sont créés pour assurer une surveillance de son développement. Des outils comme la 

microscopie optique ou les Multi Electrode Arrays (MEAs) planaires 2D ont montrés un grand 

potentiel pour la cartographie de réseaux neuronaux. 

Néanmoins avec des MEAs planaires 2D, les mesures électrophysiologiques ne prennent pas 

en compte la totalité de la structure 3D de l’organoïde cérébral. En effet, aucun système ne 

permet encore un échantillonnage 3D des activités électriques neuronales. C’est pourquoi, nous, 

nous sommes intéressés à concevoir un micro-dispositif offrant des mesures 

électrophysiologiques dans les trois plans de l’organoïde cérébral (Figure I. 40). Ayant acquis 
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aux cours de précédentes thèses (V. Castagnola150, A. Lecomte151 et V. Saunier152) la 

technologie de capteurs MEMS, plus spécifiquement les technologies MEA et implant, nous 

avons décidé de coupler ces deux technologies afin de concevoir un micro-dispositif 3D pour 

le suivi électrophysiologique des organoïdes cérébraux développés par la start-up Synaxys. La 

fabrication du micro-dispositif et le couplage MEA-Implant seront discutés dans le chapitre 2.  

Pour continuer, dans le chapitre 3, nous discuterons des mesures électrophysiologiques 3D 

menées avec le micro-dispositif MEA-Implant dans une culture neuronale 3D. Il y a également 

le système de suivi des nutriments qui doit être fait en amont afin de justifier d’un meilleur 

transport des nutriments153. C’est pourquoi, nous nous sommes intéressés dans le chapitre 4 à 

l’intégration d’un micro capteur pH facilement intégrable dans le micro-dispositif et développé 

donc par la méthode électrochimique. Cette étude a pour objectif de nous renseigner sur 

l’environnement du développement de la culture neuronale 3D. Un schéma du micro-dispositif 

final est dessiné ci-dessous. 

 

 

 

Figure I. 40: Schéma du micro-dispositif final après couplage de l’implant et de la MEA. La MEA planaire constituée de 60 

microélectrodes planaires 2D et l’implant de 4 microélectrodes 3D. Le capteur pH est situé sur l’une des microélectrodes de 

la MEA. 
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2 CHAPITRE. 2 FABRICATION DE MICRO-DISPOSITIFS 

D’ENREGISTREMENT TRIDIMENSIONNELS 

Dans ce chapitre, nous discuterons sur les procédés de microfabrication de la Micro Electrode Array 

(MEA) et de l’implant flexible qui constitueront le micro-dispositif final en vue des mesures 

électrophysiologiques de l’organoïde cérébral. Seront ensuite abordés les processus de connexion et 

de couplage de ces deux dispositifs.  

 

2.1 CONCEPT ET MODELE DU MICRO-DISPOSITIF  
 

Grâce au développement des techniques de microfabrication, la conception des MEA a 

beaucoup évolué ces quarante dernières années. Les MEAs sont aujourd’hui fabriquées de 

manière reproductible et s’utilisent aisément avec la plupart des matériaux biologiques. Grâce 

au grand nombre d’électrodes qu’elles peuvent contenir sur une faible surface, les MEAs 

permettent d’obtenir des informations précises sur l’activité électrophysiologique d’une culture 

cellulaire neuronale ou cardiaque avec une très bonne résolution spatio-temporelle1. Par 

ailleurs, les tailles micrométriques des électrodes permettent d’effectuer des mesures 

électrophysiologiques à l’échelle d’une seule cellule, ce qui rend possible une analyse 

qualitative des potentiels d’action enregistrés.  

Comme évoqué dans le chapitre 1, les MEAs planaires sont des outils utiles pour le suivi 

fonctionnel des cultures neuronales 2D et 3D2. Les mesures extracellulaires s’effectuent de 

manière non invasive3 in vitro et sur le long terme4.  Dans les cultures neuronales, les MEAs 

servent également de support technologique pour évaluer des traitements pharmacologiques5, 

comme par exemple dans le cas de l’épilepsie où des traitements précliniques ont pu être 

modélisés grâce à des cultures neuronales issus de cellules souches humaines sur MEA6. 

Néanmoins, les MEAs planaires présentent des limites de détection dans les cultures 3D. A 

cause de l’épaisseur du tissu de l’organoïde, les signaux électriques émanant de cellules 

neuronales éloignées des électrodes sont bruités. Par conséquent, des cellules neuronales 

peuplant des couches profondes des cultures restent inaccessibles7, cela contribue à la perte 

d’informations du réseau neuronal. C’est pourquoi le développement de MEA 3D est un enjeu 

majeur pour les études fonctionnelles du développement neuronal des cultures 3D. 

En tirant profit de notre forte expertise technologique concernant la fabrication d’implants 

flexibles en polymère8,9 et de MEA sur verre10 au sein de l’équipe MEMS, nous avons décidé 

d’intégrer ces deux systèmes afin de concevoir un micro-dispositif 3D permettant le suivi d’une 

culture neuronale 3D (Figure II. 1). Ainsi il est possible de suivre l’activité électrophysiologique 

de l’organoïde dans le plan XY avec la MEA et dans le plan Z avec l’implant. Ayant au cours 

des précédentes thèses8–10 déjà développé des prototypes MEA et implants, nous intégrerons 

leurs procédés de microfabrication pour convenir à une intégration du micro-dispositif pour un 

suivi électrophysiologique 3D. Dans une première partie nous discuterons des procédés de 

fabrication des dispositifs MEA et implant. Puis dans un second temps nous discuterons du 

système d’intégration des deux micro-dispositifs. 
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Figure II. 1: Couplage des micro-dispositifs MEA et implant pour le suivi électrophysiologique 3D d'une culture d'organoïde 

cérébrale. Les mesures électrophysiologiques de la culture sont enregistrées avec les 60 microélectrodes de la MEA (plan 

XY) et avec les 4 microélectrodes de l’implant (plan Z). 

 

 

2.2 MICROFABRICATION DU MICRO-DISPOSITIF MEA-IMPLANT 

 

2.2.1 Procédés de fabrication d’une Micro Electrode Array (MEA) 
 

Les MEAs sont des plateformes qui peuvent accueillir dans leurs chambres une culture 

cellulaire in vitro pour mesurer des potentiels d’actions de cellules neuronales ou cardiaques. 

Elles sont constituées d’un réseau de microélectrodes étalé sur quelques mm2. Nous décrirons 

dans cette partie les principales étapes de fabrication du réseau et de la mise en place de la 

chambre de culture. 

Nous utilisons un support en verre pour fabriquer le réseau d’électrodes. Un nombre de 56 

microélectrodes d’or au diamètre de 20µm avec une largeur des pistes de 10μm sont fabriquées. 

La distance inter-électrode est de 200μm et sont pour chacune d’elles connectées à un pad situé 

aux bords de la MEA, ces pads servent d’interface entre les électrodes et la plateforme 

d’acquisition (Figure II. 2). 
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Figure II. 2: (a) Image du dispositif MEA microfabriqué sur verre avec au centre le réseau d’électrodes et aux extrémités les 

connectiques (pad). (b) Observation au microscope optique sur la zone du réseau d’électrodes. (c) Image agrandis d’une 

microélectrode (d=20µm). 

2.2.1.1 Etapes de fabrication 

 

La microfabrication des MEAs se caractérise par trois principales étapes (Figure II.3). Dans un 

premier temps, la structuration du réseau d’électrodes et des connectiques (pad) seront dessinés 

à l’aide d’une première photolithographie. Dans un deuxième temps, une seconde 

photolithographie est réalisée dans le but de passiver les pistes métalliques et de laisser ouvert 

les électrodes et les pads. Pour terminer, une découpe de la MEA est réalisée pour être raccordée 

au système d’acquisition fournit par l’instrument Multi Channel System (MCS). 

 

Figure II. 3: Etapes de microfabrication de la MEA: (a) dépôt par PVD d’une bicouche Ti/Au (50/200nm), (b) première 

étape de photolithographie pour le dessin des motifs avec dépôt d'une résine ECI (1µm d'épaisseur), (c) développement de la 

résine et gravure chimique de Ti/Au. (d) Deuxième étape de photolithographie pour la passivation de la MEA, (e) ouverture 

des contacts (électrodes et pads) avec développement de la résine. 

Dans un premier temps, un dépôt physique par phase vapeur (PVD) d'une bicouche Ti/Au 

(50/200nm) est effectué sur un substrat en verre 4 pouces (AF32) (Figure II. 3. a). Ensuite pour 

structurer les motifs sur le substrat, une photolithographie est réalisée avec l’application d’une 

résine positive ECI d’épaisseur 1 µm, celle-ci est ensuite insolée avec une puissance de 175 

mJ/cm2 (Süss Microtec) (Figure II. 3. b). Une fois la résine développée au MFCD26, on vérifie 

au microscope optique que les motifs sont bien dessinés et au profilomètre que les épaisseurs  
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soient en accord avec l’épaisseur voulue. Les mesures d’épaisseurs sont en moyennes de 1,1± 

0,05 µm. Par la suite, une gravure chimique est effectuée dans le but de garder uniquement l’or 

sur les motifs. Pour ce faire, nous plongeons le substrat dans une solution d’iodure de potassium 

(KI) pendant 2 minutes pour retirer l’or et dans une solution d’acide fluorhydrique (HF, 5%) 

pendant quelques secondes pour retirer la couche d’accroche en titane (Figure II. 3. c). Une fois 

la gravure terminée, nous enlevons la résine ECI présente encore sur les motifs dans un bain 

d’acétone pendant 2 minutes, puis nous rinçons le substrat à l’eau DI.  

Une dernière étape de photolithographie est effectuée pour passiver la MEA avec une résine 

photosensible négative. Nous avons utilisé la SU8 3005, qui est chimiquement stable et 

biocompatible, elle est insolée à une puissance de 130 mW/cm2 (Süss Microtec) (Figure II. 3. 

d). Cette SU-8, stockée à basse température (4°C), est déposée à 20°C par spin-coating sur le 

substrat. La SU-8 est ensuite recuite par un « soft-bake » à 95°C pendant 60s, ceci pour évaporer 

les solvants de la SU-8. Ces conditions de dépôt aboutissent à une épaisseur de couche finale 

de 2,2± 0,3 µm. Ensuite nous ouvrons les zones de contacts électriques, c’est-à-dire les 

électrodes et les pads avec l’aide d’un développeur (SU8 developer) pendant 4min (Figure II. 

3. e). La dernière étape consiste à réaliser le recuit final « hard-bake » de la couche à 125°C 

pendant 60 sec en procédant à une montée en température progressive. Ce recuit permet de 

finaliser la réticulation de la SU-8 et de mieux la stabiliser mécaniquement. A l’aide du 

microscope à électronique au balayage (MEB), nous observons l’état de surface des 

microélectrodes d’or pour vérifier si les ouvertures ont bien été réalisées et si elles ne présentent 

pas de résidus organiques à leurs surfaces. Sur la Figure II. 4, nous pouvons observer que des 

résidus organiques semblent s’être déposés à la surface de l’électrode bien que la MEA ait été 

nettoyée plusieurs fois à l’acétone et à l’eau DI. C’est pourquoi, nous verrons par la suite qu’un 

nettoyage localisé par voie électrochimique peut être utile pour atteindre des zones 

micrométriques. Toutes les étapes du processus sont décrites en Annexe. 

 

 

 

Figure II. 4: Observation au MEB d’une microélectrode d’or après le développement de la résine SU8. 
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2.2.1.2 Découpe et conditionnement de la MEA 

 

La microfabrication de la MEA se termine par sa découpe au laser afin qu’elle puisse être 

encastrée dans un boîtier pour les mesures électriques (Figure II. 5). Pour cela, à la surface de 

la MEA est déposée une résine de découpe pour la protéger des débris de verre générés lors de 

la découpe. Une fois découpée, la résine est retirée de la surface MEA avec une solution 

d’acétone puis rincée à l’eau DI. La MEA finale produite regroupe un nombre de 56 

microélectrodes, présentant un diamètre équivalent de 20µm.  

 

Figure II. 5: Plateforme d’acquisition des mesures électriques de la MEA. 

Pour être opérationnelle, un anneau en verre de 2,2 cm de diamètre est fixé au centre de la MEA 

avec l’aide d’un polymère : le Polydiméthylsiloxane (PDMS) (Figure II. 6). Le PDMS est un 

polymère flexible très utilisé pour la fabrication et le prototypage de puces microfluidiques. Le 

PDMS obtenu grâce à un agent réticulant développe des liaisons siloxanes (Figure II. 6. a-b) 

qui vont permettre de lier l’anneau en verre à la surface de la MEA. 
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Figure II. 6: Fixation de l'anneau à la surface de la MEA avec l’aide du PDMS : (a) polymère flexible et (b) constitué d’une 

chaîne de siloxanes. 

 

2.2.2 Procédés de fabrication de l’Implant 
 

2.2.2.1 Choix du matériau 

 

Contrairement à l’électronique traditionnelle à base de silicium, les polymères à couche mince 

sont flexibles, ce qui est avantageux pour des dispositifs bioélectroniques ciblant les tissus mous 

et mobiles pour diverses applications, telles que : la surveillance de l’activité électrique des 

muscles, la mesure des impulsions nerveuses11, la stimulation cardiaque12, la stimulation 

cérébrale13, la stimulation cochléaire14. Pour de telles applications, la flexibilité est nécessaire 

pour maintenir un bon contact et éviter d’endommager les tissus. Les polymères à couche mince 

utilisent la photolithographie et d’autres technologies empruntées à l’industrie des semi-

conducteurs pour modéliser des électrodes ou d’autres capteurs ou structures sur les surfaces 

de matériaux tels que le Parylène15, le polyimide16, ou le polydiméthylsiloxane17. Étant donné 

que les dispositifs en polymère à couche mince sont basés sur la technologie de microfabrication 

utilisée pour fabriquer des transistors, ils ont alors une résolution à l’échelle du micron ou 

supérieure et permettent l’intégration directe de capteurs tels que les transistors18 ou des 

capteurs électrochimiques19. 

Un des matériaux les plus utilisés comme polymère à couche mince pour des applications 

biologiques c’est poly- (para-xylylène) ou son nom commercial le « Parylène C ». Le Parylène 

est de structure semi-cristalline et aux propriétés hydrophobes, il peut être déposé sous forme 

de film mince, par dépôt chimique en phase vapeur (CVD). Il est constitué d’un cycle 

d’hydrocarbure aromatique qui lui permet d’avoir une bonne stabilité thermique et une bonne 

tenue aux éléments corrosifs. Il existe plusieurs types de Parylène dont leurs différences résident 

sur leurs structures aromatiques leurs définissant ainsi des propriétés chimiques, mécaniques et 

électriques propres. Le Parylène C dont sa structure aromatique est composée d’un chlore 
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(Figure II. 17), procure au polymère : d’une chimie stable, d’une résistance mécanique dont son 

module de Young est de 2,8 GPa20, d’une transparence optique et d’une flexibilité21,22. Il est 

également certifié par la pharmacopée américaine comme le polymère le plus biocompatible et 

qualifié comme ISO 10993. 

 

 
Figure II. 7: Structure chimique du monomère Parylène-C. 

Le Parylène C flexible et de quelques micromètres d’épaisseur peut intégrer des microcapteurs 

électrochimiques comme : des électrodes PEDOT :PSS pour la mesure électrophysiologique 

d’une activité neuronale d’un cerveau23 ou comme des électrodes de platine pour la détection 

de glucose/oxygène d’une culture in vitro de neurones24.  

Par ailleurs, au cours des  précédentes thèses8,9, des expériences dédiées aux mesures 

électrophysiologiques d’un cerveau d’une souris ont été réalisées à l’aide d’un implant flexible 

en Parylène. Les expériences ont montré des mesures électrophysiologiques assurées sur le long 

terme, soit six mois de mesures25. C’est pourquoi, nous avons choisi le Parylène comme sonde 

support pour les mesures électrophysiologiques 3D de l’organoïde cérébral. Les implants 

flexibles microfabriqués au LAAS intègrent quatre microélectrodes encapsulées par deux 

couches de Parylène. Le Parylène est déposé en trois étapes utilisant un procédé de dépôt en 

phase vapeur (Comelec C-30-S). Au cours de ce processus, les molécules de Parylène se 

déposent sur des substrats de silicium préalablement disposés dans une chambre à vide. 

L’épaisseur du dépôt du Parylène peut être contrôlée suivant la quantité de dimère introduite 

dans la chambre. 

2.2.2.2 Etapes de fabrication 

 

 

Dans un premier temps, le dimère de Parylène solide sous forme de poudre est placé à l’intérieur 

du vaporisateur, où il est chauffé (150-175°C) et se transforme en gaz. Ensuite, la vapeur du 

dimère est entraînée jusqu’au four de pyrolyse qui lui rajoute de la chaleur (650-690°C) et le 

transforme en vapeur de monomère. Pour terminer, les vapeurs du monomère pénètrent dans 

une chambre de dépôt à température ambiante où sont prédisposés des substrats de silicium. A 

forte température, les monomères polymérisent dans toute la chambre et également sur les 

substrats de silicium, créant ainsi un revêtement de Parylène sur les substrats de silicium (Figure 

II.8).  
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Figure II. 8: Processus de dépôt du Parylène par CVD. 

Ce processus de dépôt est répété deux fois, la première couche de 23µm d’épaisseur servant de 

support à l’implant et la deuxième couche d’épaisseur 1,3µm servant d’encapsulation des 

microélectrodes. Les étapes de microfabrication de l’implant sont résumées sur la Figure II. 9. 

 

 

 

Figure II. 9: Etapes de microfabrication d’un implant en Parylène : (1) dépôt de la 1ière couche de Parylène (e=23µm) sur 

substrat de silicium. (2) Première étape de photolithographie pour la structuration des motifs avec dépôt d’une résine AZ 

nLOF (5µm), (3) métallisation de la couche de Parylène avec Au/Ti (200/50nm) par voie PVD, (4) lift off de la résine AZ 

nLOF. (5) Passivation des pistes métalliques avec le dépôt d'une 2ième couche de Parylène (e=1,3µm). (6) Deuxième étape de 

photolithographie pour l’ouverture des connectiques avec dépôt d’une résine AZ-ECI (2,5µm), (7) gravure ionique (plasma 

O2). (8) Troisième étape de photolithographie pour la libération des implants du substrat avec dépôt d’une résine négative de 

BPN (50µm), (9) gravure ionique avec un plasma O2 et C4F8, (10) retrait de la résine BPN et rinçage avec eau DI. 

Une fois que la première couche de Parylène est déposée sur le substrat de silicium. Une 

première photolithographie est réalisée pour structurer les microélectrodes et les pistes 

métalliques. Pour assurer une bonne adhésion avec la résine, le substrat de Parylène est nettoyé  
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au plasma O2. Une résine négative AZ NLOF 2035 d’épaisseur 5µm est déposée, insolée puis 

développée dans un bain MFCD-26. La métallisation du substrat est ensuite réalisée par voie 

PVD avec Au/Ti (200/50 nm) et un développement est effectué dans un bain d’acétone laissant 

apparaître après 2 heures de développement, les motifs d’or métallisés. 

Une deuxième couche de Parylène d’épaisseur 1,3 µm est déposé par CVD pour assurer la 

passivation des pistes métalliques. Il a été montré par Meng et al26, que lorsque le Parylène est 

traité thermiquement au four, le Parylène atteint un degré de cristallinité élevé lui procurant une 

bonne adhésion mécanique et une limitation de la pénétration d’eau. Le substrat est donc placé 

au four à 150°C pendant 16 h sous un flux d’azote. Ensuite une deuxième photolithographie est 

effectuée pour l’ouverture des connectiques avec l’utilisation d’une résine positive AZ-ECI 

d’épaisseur 2,5 µm. La résine est ensuite insolée puis développée au MFCD-26. Une 

vérification au microscope optique est effectuée pour contrôler l’alignement avec les lignes de 

mire. La gravure ionique (Avisa Technology Omega 201) sous flux O2 avec une puissance de 

500W est lancé pour une durée de 5min30, où les vitesses de gravure pour le Parylène et de la 

résine AZ-ECI sont respectivement de 220 nm/min et de 340 nm/min. Nous vérifions à l’aide 

d’un multimètre que les contacts d’or ont bien été dévoilés lors de la gravure. Enfin, nous 

éliminons le reste résiduel de la résine qui n’a pas été gravé dans un bain d’acétone. Une 

dernière étape de photolithographie est effectuée pour libérer les implants du substrat avec 

l’utilisation d’une résine BPN d’épaisseur 50 µm. Une gravure ionique séche est utilisée pour 

libérer les implants du substrat, où ce dernier est exposé au plasma O2 pendant 25 minutes avec 

une vitesse de gravure du Parylène de 0,8 µm/min tandis que celle de la BPN moins rapide est 

de 0,5 µm/min. Un plasma fluoré (C4F8) d’une minute est ajouté durant le processus de gravure 

afin d’empêcher les résidus de se déposer dans le canal de découpe, ce qui donne un profil de 

gravure propre et net9. L’étape de gravure est également surveillée à l’aide d’une caméra 

optique introduit près de la chambre de gravure qui indique l’état de gravure du polymère. On 

plonge ensuite le substrat dans de l’eau DI où on laisse les implants se décoller de la surface du 

substrat. On récupère ensuite chaque implant pour les plonger dans un bain de NF52 pour retirer 

la résine résiduelle de BPN qui n’a pas été gravée, pendant environ 7min à 70°C. Les implants 

sont ensuite rincés à plusieurs reprises dans l’eau DI pour s’assurer qu’aucun résidu de résine 

ou du développeur ne soient encore présents. Des images au microscope optique sont d’abord 

réalisées pour vérifier si les implants n’ont pas été abimés lors de leurs processus de fabrication. 

Avec les images au MEB, nous vérifions que les microélectrodes ont bien été ouvertes et que 

la couche de passivation est bien réalisée (Figure II. 10). Toutes les étapes du processus sont 

décrites en Annexe. 
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Figure II. 10: (a) Image d’un implant flexible après sa libération du substrat et (b) dans lequel sont intégrés 4 

microélectrodes d’or (d=40µm), (c) image MEB de la partie implantable de l’implant. (d) Observations MEB des ouvertures 

des contacts des 4 microélectrodes d’or de l’implant, (e) agrandissement sur une microélectrode d’or encapsulée par la 

couche de passivation en Parylène. 

 

2.2.2.3 Mise en place de la connectique électrique filaire  

 

Pour assurer l’implantation des électrodes dans la chambre de culture de la MEA, l’implant sera 

connecté à un câble flexible en polyester long de 21cm (FFC Flat Flex Jumper Cable). Les 

implants fonctionnels sont d’abord sélectionnés puis connectés au câble qui possède comme 

l’implant 4 voies de connexion (Figure II. 11. a). A l’aide d’une colle conductrice à base 

d’argent (Epo-Tek), nous réalisons la connexion entre le câble et l’implant (Figure II. 11. b). 

Un instrument (Tencor-3000) et un microscope optique sont utilisés pour la fixation de 

l’implant sur le câble. Pour ce faire, le câble est fixé à une table de travail tandis que l’implant 

bouge parallèlement et verticalement jusqu’à sa fixation sur le câble. Pour terminer, l’implant 

est recouvert d’une colle époxy insolé aux rayons UV pour empêcher la pénétration d’une 

solution liquide lors des mesures électriques en solution. 
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Figure II. 11: Installation de la connectique de l'implant. (a) Avec l’utilisation d’un câble flexible long de 21 cm composé de 

4 voies de connexion. (b) Collage de l’implant sur le câble : (1) dépôt d’une colle conductrice à base d’argent sur les 4 

connectiques du câble et (2) fixation de l’implant sur le câble avec application d’une force de l’instrument Tencor-3000. (c) 

Image implant collé sur le câble flexible. 

Pour finaliser la préparation de la sonde, les 4 microélectrodes de l’implant sont connectées à 

un système de connecteur pour transmettre le signal électrique jusqu’au système d’acquisition. 

Le système peut être soudé ou sertis au câble, cela dépend de l’utilisation de l’implant car par 

exemple la soudure est plus appropriée pour les applications de transmission du signal 

électrophysiologique du fil à la carte d’acquisition. Tandis que le connecteur sertis permet de 

manipuler l’implant pour des simples caractérisations électriques (CV, EIS, etc.). Pour le 

système de soudure (Figure II. 12. a), 6 broches (PCB Headers) sont soudées au câble, dont 4 

broches sont reliées aux 4 électrodes de l’implant et les 2 autres sont soudées ensemble pour 

jouer le rôle de masse électrique. Pour le système sertis (Figure II. 12. b), il n’y a pas de masse, 

le câble est emboité dans un boîtier contenant les 4 connecteurs (XH Connector). 

 

Figure II. 12: Préparation de la sonde pour les mesures électriques, (a) par soudure d’un système de connecteurs à 6 voies 

avec le câble flexible ou par (b) emboitement du câble flexible dans un boîtier de connecteurs à 4 voies. 

Une fois les connectiques établies pour l’ensemble des micro-dispositifs fabriqués, des 

caractérisations électrochimiques sont réalisées sur les électrodes. Ces caractérisations 
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permettent à la fois de nettoyer leurs surfaces et de déterminer leurs propriétés physico-

chimiques. 

2.3 CARACTERISATIONS ELECTROCHIMIQUES DES 

MICROELECTRODES DE LA MEA ET DE L’IMPLANT 
 

Les microélectrodes d’or sont caractérisées électrochimiquement par Voltammétrie Cyclique 

(CV) et par Spectroscopie d’Impédance Electrochimique (EIS). Ce sont des techniques 

intéressantes qui nous tiennent informés des caractéristiques physico-chimiques des surfaces 

des microélectrodes d’or. 

2.3.1 Montage électrochimique 
 

La CV et l’EIS sont tracées à l’aide du logiciel EC-Lab et qui est connecté au potentiostat VMP3 

Biologic. Ce potentiostat est connecté à un système à trois électrodes et varie le potentiel aux 

bornes de la microélectrode d’or. L’électrode de travail ou « Working Electrode (WE) » est 

connectée à une contre électrode en platine « Counter Electrode (CE) » par lequel passe un 

courant. Le potentiel aux bornes de la WE est contrôlé par une électrode de référence en 

Ag/AgCl (Réf). Ce système à trois électrodes beigne dans une solution d’acide sulfurique 

H2SO4 (0,5M) (Figure II. 13). 

 

Figure II. 13: Montage du système de mesure électrochimique pour la MEA et l’implant : (a) système à trois électrodes 

connectées à un potentiostat : référence (Réf), microélectrode d’or comme WE et platine comme CE. Images du montage 

électrochimique avec (b) la MEA et (c) l’implant. 
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2.3.2 Voltammétrie Cyclique (CV) 
 

2.3.2.1 Principe d’une mesure par CV 

 

La méthode utilise une électrode de référence, une électrode de travail (WE), et une contre 

électrode (CE). Un électrolyte support est habituellement ajouté à la solution afin d'assurer une 

conductivité suffisante. Le potentiel est mesuré entre l'électrode de référence et la WE et le 

courant est mesuré entre la WE et la CE. Le potentiel mesuré ici, présente la particularité d’être 

modifié linéairement avec le temps (Figure II. 14). 

 

Figure II. 14: Forme du potentiel en voltampérométrie cyclique. 

Lorsqu’un courant d’électrolyse traverse la WE et la CE via un potentiostat, alors il est produit 

un pic de courant pour tous les analytes qui peuvent être réduits dans l'intervalle de potentiel du 

balayage. Le courant s'accroît lorsque le potentiel atteint le potentiel de réduction de l'analyte, 

puis chute lorsque la concentration de l'analyte est en baisse. Ces données sont tracées comme 

l'intensité (i) fonction du potentiel (E) (Figure II. 15).  

 

Figure II. 15: Représentation d’un voltamogramme ou d’une CV. 

Le courant d’électrolyse (I) correspondant au transfert électronique qui permet la réduction des 

ions métalliques à la surface de l’électrode. Il correspond à la somme de deux courants distincts 

: le courant faradique (If) et le courant capacitif (Ic) avec I = If + Ic. C’est le courant faradique 

qui résulte des réactions d’oxydo-réduction à l’interface électrode/solution, de ce fait If permet 

de renseigner in situ la nature des oxydes formés lors de l’électrolyse.  
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2.3.2.2 CV des microélectrodes d’or 

 

Le potentiostat balaye le potentiel aux bornes de la microélectrode de travail entre -0,55 V et 

1,45 V vs Ag/AgCl à une vitesse de balayage de 200 mV/s et sur 20 cycles. Les CV des 

microélectrodes d’or de la MEA et de l’implant sont tracées en courant (I) en fonction du 

potentiel (E) (Figure II. 16). Elles montrent au cycle « aller » à partir de 0,8 V, la formation des 

oxydes à la surface de l’or. Puis au cycle « retour » à 0,6 V, la réduction de ces oxydes. Ce sont 

ces pics caractéristiques et le courant mesuré qui nous informent des caractéristiques 

surfaciques de la microélectrode d’or. Pendant les cycles de nettoyage, des résidus organiques 

présents à la surface de l’électrode d’or sont dissous dans la solution électrolytique, cela libère 

la surface de l’électrode et son courant augmente. Après plusieurs cycles de nettoyage, la 

surface d’or montre des courants qui stabilisent. 

Le courant de réduction de l’or à 0,55V, est respectivement égal à -50nA et -110nA pour la 

MEA et l’implant. Ces courants sont proportionnels aux surfaces des électrodes, comme la 

surface de l’implant (1256 µm2) est plus grande que celle de la MEA (314 µm2) alors les 

courants de la microélectrode de l’implant seront plus élevés que ceux de la MEA.  

Les CV d’or de la MEA et de l’implant montrent toute deux une signature caractéristique de 

l’or, néanmoins les pics d’oxydation de la MEA et de l’implant sont différents. C’est parce que 

l’or métallique déposé par PVD est de structure polycristalline et en fonction des procédés de 

fabrication des micro-dispositifs MEA et implant, l’or peut subir des transformations des phases 

cristallines et montrer par conséquent lors des mesures par CV, des phases cristallines qui 

croient plus que d’autres.  

 

 

Figure II. 16: CV de microélectrodes d’or cyclés 20 fois dans un milieu H2SO4 (0,5M) à v=200mV/s sur [-0,5-1,5] V vs 

Ag/AgCl pour (a) une microélectrode d’or MEA (d=20 µm) et pour (b) une microélectrode d’or de l’implant (d=40µm). 

2.3.3 Spectroscopie d’Impédance Electrochimique (EIS) 
 

Enfin, la mesure par Spectroscopie d’Impédance Electrochimique ou EIS, nous permettra 

d’évaluer l’impédance de la microélectrode à toute fréquence. Les valeurs des impédances des 
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microélectrodes sont importantes pour les mesures des activités électriques du réseau neuronal 

du milieu biologique, car plus celle-ci est faible et plus le signal électrique enregistré est de 

meilleure qualité, cette partie sera détaillée dans le chapitre 3 consacré aux mesures 

électrophysiologiques. Dans notre cas de figure, l’analyse de l’impédance est un contrôle 

parallèle à la CV qui nous permet de vérifier la fonctionnalité de la microélectrode d’or, comme 

par exemple si celle-ci est bien passivée ou bien ouverte.  

Le principe de la mesure EIS est résumé en fiche Annexe. 

Il a été observé par Riaz et al27 que la réponse de l’impédance dépendait de la surface de 

l’électrode utilisée, plus celle-ci était faible et plus son impédance augmentait. Cette 

proportionnalité est vérifiée dans les équations II. 1 et II. 2, où la surface de l’électrode (A) est 

proportionnelle aux composantes qui modélisent le processus de diffusion par spectroscopie, à 

savoir : la capacité de la double couche électrique (Cdl) et la résistance de transfert de charge 

(Rct). 

 

Equation II. 1 : Représentation de de la double couche électrique (Cdl) en fonction de ε0 permittivité du vide, εR permittivité 

relative, A la surface de l’électrode et d l’épaisseur de la double couche. 

 

Equation II. 2: Représentation de la résistance de transfert de charge (Rct) en fonction de d’une constante K, n le nombre 

d’électrons échangés, c la concentration d’espèces oxydés et A la surface de l’électrode. 

 

En effectuant un balayage fréquentiel sinusoïdal à tension constante sur [10 Hz-10 kHz] à 

travers les circuits électriques de la MEA et de l’implant, on relève des valeurs d’impédance |Z| 

(kOhm) en fonction de la fréquence (kHz). Pour une analyse qualitative, nous, nous 

intéresserons à l’impédance mesurée à une fréquence de 1 kHz qui est habituellement une 

fréquence utilisée à des fins de comparaison car les potentiels d'action ont une bande de 

fréquence caractéristique centrée sur cette fréquence28. Sur la Figure II. 17, les impédances des 

électrodes d’or de la MEA et de l’implant sont respectivement égales à 310 kOhm et de 110 

kOhm. L’impédance est plus faible pour l’électrode d’or de l’implant en raison de sa surface 

qui est plus grande que la surface de la MEA. 
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Figure II. 17: Réponse EIS (kOhm) sur une plage de fréquence de 10 Hz-10kHz dans une solution de H2SO4 vs Ag/AgCl pour 

une microélectrode d’or de l’implant (d=40µm) et d’une microélectrode d’or du réseau MEA (d=20µm). 

Lorsque les microélectrodes d’or du micro-dispositif MEA-implant ont toute été contrôlées 

par CV et EIS, ils peuvent être prêt à l’emploi pour les mesures électrophysiologiques de 

l’organoïde cérébral. 

2.4 COUPLAGE DES MICRO-DISPOSITIFS MEA ET IMPLANT 
 

Comme discuté dans le chapitre 1, il y a un grand intérêt et un réel besoin pour le suivi 

fonctionnel de la culture 3D des organoïdes cérébraux. Un micro-dispositif 3D est mis en place 

grâce au couplage implant et MEA, où la MEA enregistrera l’activité extracellulaire des 

neurones sur la composante XY et l’implant sur la composante Z. Un schéma du micro-

dispositif est illustré sur la figure ci-dessous (Figure II. 18). L’implant est intégré au sein de la 

chambre MEA et fixé à l’aide d’un couvercle. Le développement de la culture neuronale est 

maintenu dans la chambre MEA. Cette plateforme dédiée aux mesures électrophysiologiques 

3D a pour avantage de pré-positionner l’implant sur la MEA avant le démarrage d’une culture 

neuronale, ce qui est pertinent puisque que la culture ne subira dans ce cas aucun stress lié à 

l’insertion de l’implant.  
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Figure II. 18: Concept de plate-forme 3D pour la surveillance électrophysiologique de l’organoïde cérébral. 

 

Concernant les mesures électrophysiologiques des cultures neuronales 3D, la startup Synaxys 

avec laquelle nous collaborons a préétabli un protocole de culture sur des MEAs commerciales 

(MCS) et dans lesquelles elle a recueillis des mesures électrophysiologiques 2D. Afin de 

garantir une conformité aux précédentes mesures électrophysiologiques réalisées, nous avons 

décidé dans un premier temps d’utiliser une MEA commerciale et dans laquelle nous 

intégrerons l’implant fabriqué au LAAS. Les MEAs commerciales présentent 60 

microélectrodes en or et dont le diamètre est de 100 µm. 

 

2.4.1 Fabrication du capot 
 

Pour fixer l’implant à la MEA planaire, un capot a été dessiné puis fabriqué par impression 3D 

pour assurer une double fonctionnalité à la plateforme. D’abord celle de couvrir la chambre de 

culture neuronale, puis celle de fixer l’implant au centre de la culture. Une imprimante 3D 

(Multi Fab DWS J29+) a permis de fabriquer un capot filté qui contient 4 ouvertures principales 

(Figure II. 19), le premier étant pour la fixation de l’implant, les deux autres pour la fixation 

d’une électrode de référence (fil Ag/AgCl) et d’une CE (fil de Platine) et la quatrième pour 

l’administration de nutriments dans le milieu de culture. Il y a par ailleurs une double cavité 

présente sur le chapeau qui permet d’embarquer une vis pour la fixation de l’implant. 
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Figure II. 19: Images du dimensionnement du capot (CATIA) et de son impression 3D. Capot filté imprimé en 3D et 

contenant 4 principales ouvertures pour la fixation de : l’implant (au centre), l’électrode de référence et CE(à gauche et à 

droite de l’implant) et d’une micropipette (l’administration des nutriments). 

2.4.2 Mise en place de la chambre sur la MEA 
 

La chambre positionnée sur la MEA servira en premier lieu à accueillir le milieu de culture et 

à fixer l’implant pour établir des mesures électrophysiologiques dans les 3D. Pour cela, nous 

avons dans un premier temps collé un anneau filté en PDMS (MCS MEA Plastic rings with 

thread) à la surface de la MEA avec du PDMS (Figure II. 20). Puis pour figer l’anneau, la MEA 

a été placée dans un four à 60°C (1h). Enfin, le capot et l’anneau sont fixés ensemble pour 

accueillir l’implant et démarrer les mesures électrophysiologiques. 

 

Figure II. 20: Mise en place de la chambre MEA pour la fixation de l'implant. Anneau en PDMS de diamètre 2,6 cm et de 

hauteur 1cm est fixé avec du PDMS sur la surface de la MEA. 

 

2.4.3 Fixation et positionnement de l’implant sur la MEA 
 

Le positionnement de l’implant par rapport au réseau d’électrodes planaires (MEA) est 

perpendiculaire (Figure II. 21). Au vu du faible volume de la culture neuronale 3Dqui est 

évaluée à 300µm d’épaisseur, les électrodes de l’implant doivent être complétement immergées  



Chapitre. 2 Fabrication de micro-dispositifs d’enregistrement tridimensionnels 

73 
 

dans la chambre de culture. Avec l’aide d’un microscope optique, il a été possible de géo 

localiser l’implant autour de la chambre MEA, ainsi nous avons fixé une inter distance entre la 

MEA et l’implant de 30-50 µm. Il nous a été possible de localiser les 4 électrodes de la MEA 

les plus proches à l’implant afin de nous renseigner plus tard lors des mesures 

électrophysiologiques de la cartographie du réseau neuronal. 

 

Figure II. 21: (a) Positionnement de l’implant dans la chambre MEA. (b) Image au microscope optique du positionnement de 

l’implant par rapport au réseau d’électrodes planaires de la MEA (vue du dessous de la MEA). (c) Schéma distances inter 

électrodes MEA-implant. (d) Image en coupe de la culture neuronale 3D avec le positionnement des électrodes de l’implant 

et de la MEA. 

2.5 CONCLUSION 
Avec les MEAs planaires, les mesures électrophysiologiques sont uniquement mesurées dans 

les deux dimensions de la culture neuronale 3D, or l’information 3D n’est pas prise en compte. 

C’est pourquoi, nous avons discuté dans ce chapitre d’une approche de couplage de deux micro-

dispositifs déjà développés au LAAS qui consiste à coupler un implant et une MEA planaire. 

Le principe de microfabrication et de la mise en place des connectiques des micro-dispositifs 

ont été discutés dans ce chapitre. Par soucis de reproductibilité des mesures 

électrophysiologiques des cultures neuronales 3D établies par la start-up Synaxys, nous avons 

préféré poursuivre des mesures avec des MEAs commerciales. Un anneau a été fixé à la surface 

de la MEA commerciale et dans le lequel un capot a été dimensionné. Celui-ci a permis de fixer 

et de situer l’implant autour d’une zone d’électrodes planaires pour pouvoir établir une 

cartographie des mesures électrophysiologiques en 3D : 

 Plan 2D (XY) : avec le réseau d’électrodes planaires de la MEA constituée de 60 

microélectrodes (d=100 µm) et réparties sur une surface de 0.3 cm2. 

 Plan 3D (Z) : avec les 4 microélectrodes de l’implant (d=40µm) insérées 

perpendiculairement à la MEA.  
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3 CHAPITRE. 3 MESURES ELECTROPHYSIOLOGIES D’UNE CULTURE 

HIPPOCAMPE 3D SUR MEA 

 

Dans ce chapitre, le micro-dispositif MEA-implant a fait l’objet d’une étude sur l’activité extracellulaire 

d’un réseau neuronal issu d’une culture cellulaire 3D d’un hippocampe de rat. Cette étude a été réalisée 

sur une période de 7 semaines de culture avec l’acquisition des potentiels d’action en spontanés et en 

stimulés. Une dernière partie présente une analyse comparative sur la qualité des signaux enregistrés 

d’une culture neuronale 3D avec des électrodes d’or et des électrodes nanostructurées avec un polymère 

conducteur (PEDOT : PSS). 

 

 

3.1 INTRODUCTION 
 

Avec le développement des microtechnologies1,2, notamment avec les plateformes 

microfluidiques cela a permis d’apporter des suivis standardisés des cultures cellulaires ou 

d’organes in vitro et de se rapprocher des conditions physiologiques retrouvés in vivo. Par 

ailleurs, l’intégration de divers capteurs sur ces plateformes a contribué à cette standardisation 

en permettant de renseigner sur la structure et la viabilité et l’état physiologique des organes 

sur puces. Parmi les plateformes, on compte les MicroElectrodesArrays (MEAs), fabriquées à 

grande échelle grâce aux techniques conventionnelles de la microélectronique, où des matrices 

de microélectrodes sont positionnées au contact du tissu nerveux afin de recueillir l'activité 

électrique en un grand nombre d'endroits simultanément. Le développement de ces systèmes 

multiélectrodes est crucial à la fois pour la recherche fondamentale en Neurosciences, mais 

également pour la mise au point de nouvelles interfaces entre l’électronique et le tissu nerveux. 

Depuis plus de 30 ans, les MEAs ont permis d’étudier la formation de réseaux neuronaux3, leurs 

communications4 et ont également servi de plateforme pour l’étude de nouveaux médicaments 

sur des pathologies neurologiques5. Elles fournissent des pistes pour mieux comprendre les 

maladies neurologiques ou neurodégénératives tels que l'épilepsie et l'autisme afin de mieux 

modéliser ces syndromes et ainsi trouver de nouveaux traitements. 

Les MEAs se composent d’un réseau de microélectrodes intégré dans une petite surface (mm2) 

et au-dessus duquel des cellules neuronales peuvent être cultivées6 (Figure III. 1). La réduction 

des dimensions permise par les techniques de microfabrication (photolithographie, gravure, 

etc.) a également entrainé l’évolution de ces capteurs dédiés à cette approche. 
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Figure III. 1: Des puits de réseaux de 16 microélectrodes chacun et dans lesquelles des cellules neuronales sont cultivées (à 

gauche). Schéma du réseau de microélectrodes6(100µm) (à droite). 

Les MEAs permettent des enregistrements extracellulaires simultanés de potentiels d’action à 

partir de plusieurs endroits du réseau neuronal en présence ou en absence de stimulation. Ainsi 

les cultures peuvent être exposées à des médicaments pour mesurer leurs influences sur les 

neurones et apporter en temps réel et sur le long terme des données pour décrivant l’état du 

réseau neuronal. Par exemple, l’équipe de Odawara et al.7 ont mesuré à l’aide d’une culture 

neuronale de rat in vitro couplée à une MEA, l’activité spontanée du réseau sur plus de 3 mois 

d’enregistrement (Figure III. 2). Ils ont administré une drogue, la Bicuculline, pour observer le 

comportement de la culture sur le long terme. La Bicuculline a un effet excitateur sur la culture. 

Sur la Figure III. 2 sont représentées 64 microélectrodes répondant à l’administration de la 

Bicuculline aux jours 37 et 92 DIV (Day In Vitro). Celles-ci répondent au nombre de 11 au jour 

37 et 26 au jour 92. La culture au jour 92 est donc plus active qu’au jour 37. La culture indique 

qu’elle est pharmacologiquement plus sensible à la Bicuculline sur le long-terme. 

 

Figure III. 2: Effets du médicament de Bicuculline sur une culture d’astrocytes de rat in vitro aux jours 37 et 92 (Day In 

Vitro) et observé sur MEA. Les 64 électrodes (8x8) colorées détectent des potentiels d’action, les électrodes en rouge 

détectent le plus d’activité et en vert le moins d’activité. 

Divers prototypes de MEAs planaires (2D) sont employés dans les mesures extracellulaires des 

cultures neuronales d’organoïdes ou tissus, elles sont le plus souvent commercialisées par Multi 

Channel System (MCS GmbH), NeuroNexus ou Axion biosystems. Elles peuvent être 

fabriquées sur silicium, verre ou polymère. De nombreuses équipes en neuroscience cherchent 

à comprendre avec les mesures des activités extracellulaires neuronales, la croissance des 

organoïdes cérébraux8,9. 

Cependant, une des limitations importantes des systèmes MEA planaire (2D) actuels vient du 

fait que l'échantillonnage spatial des points de mesure est limité à une ligne ou à un plan. En 
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effet, aucun système ne permet encore un échantillonnage 3D des activités électriques 

neuronales. Pourtant, de nombreuses études montrent que l'information est réellement portée 

par une architecture 3D des organoïdes. Cette information varie, par exemple d'un point à un 

autre de la surface du système biologique, mais également dans la profondeur du tissu entre les 

différentes couches cellulaires. Parvenir à développer des systèmes d'enregistrement 3D de 

l'activité électrique constitue donc certainement un verrou actuel majeur en neurosciences.  

Dans ce contexte, certaines équipes de recherche tentent de s’en affranchir en améliorant la 

résolution spatiale avec l’intégration d’une multitude de microelectrodes10 (Tableau III. 1). 

D’autres essaient de jouer sur la flexibilité du substrat pour étendre et enrober l’organoïde avec 

un maillage d’electrodes11. A ce jour, seulement deux équipes se sont intéressées à développer 

des MEAs capables de mesurer des activités extracellulaires dans les trois composantes du plan 

de l’organoïde. Chacune d’elles a établi une stratégie pour mesurer ces activités 3D : l’équipe 

de Soscia et al.12 s’est penchée sur la courbure mécanique de sondes en polyimide, tandis que 

l’équipe de Shin et al.13 a proposé de superposer des sondes en silicium. Bien que ces techniques 

semblent répondre à une problématique majeure à laquelle font face les neurobiologistes, à 

savoir enregistrer l’activité neuronale en 3D, il convient d’énoncer quelques inconvénients de 

ces systèmes développés. Soscia et al.12 présentent 80 microélectrodes intégrées à des sondes 

en polyimide qui ont été mécaniquement courbées pour mesurer l’activité neuronale en 3D sur 

45 jours de mesure. Mais seulement 70 microélectrodes continuent de répondre après les 45 

jours de mesure. Ils n’expliquent pas pourquoi certaines électrodes ne répondent plus, il 

semblerait que le système de courbure puisse affecter la fonctionnalité des électrodes. Shin et 

al.13 ont présenté des sondes de silicium empilées comportant au total 63 microélectrodes. Une 

cartographie détaillée de la structure 3D du réseau neuronal a bien été établi après 14 jours de 

mesures. Malgré ces résultats probants, la durée des mesures est courte et ne permet pas de 

conclure si le système de mesure est viable à long terme pour l’organoïde. Le substrat utilisé 

pour la culture de l’organoïde est du silicium qui peut freiner la prolifération cellulaire14. 

 

Tableau III. 1: Caractéristiques des MEAs utilisées pour le suivi des cultures 3D cérébrales. 

Nous avons opté pour une autre stratégie qui consiste à coupler une MEA planaire et un implant 

pour enregistrer des activités extracellulaires 3D de la culture neuronale 3D. Contrairement aux 

deux précédentes méthodes appliquées par Shin et al.13 et Park et al.11, nous avons étudié la 
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culture neuronale 3D  sur le long terme, soit sur 36 semaines. Nous traiterons dans ce chapitre 

des signaux enregistrés avec les microélectrodes de la MEA planaire (2D) et de l’implant (3D) 

avec leurs possibles corrélations.  

3.2 METHODES D’ENREGISTREMENT 
 

Lorsqu'une impulsion électrique se propage à proximité d’un neurone, un champ électrique de 

faible intensité est généré autour de la membrane cellulaire (Figure III. 3). Une microélectrode 

peut détecter les changements du champ extracellulaire, elle va dans ce cas-là détecter à plus 

ou moins grande distance de la membrane ce champ généré. Selon la taille des électrodes on 

obtiendra un enregistrement d’un neurone unique (5-30 µm) ou d’un ensemble de neurones (30-

100µm). 

 

Figure III. 3: Mesure extracellulaire de champs de potentiels à partir d’une électrode. 

Le champ extracellulaire généré est un potentiel d’action ou une séquence dense de potentiels 

d’action est définie comme un burst15. La Figure III. 4 montre un exemple de d’enregistrement 

extracellulaire, l’axe vertical représente l’amplitude du signal enregistré qui est rapporté en μV 

et l’axe horizontal représente la durée d’enregistrement qui peut varier de quelques 

millisecondes à quelques minutes. Comme le montre la Figure III. 4, l’amplitude de crête à 

crête représente le signal extracellulaire ou le bruit15 est défini à l’aide d’un programme Matlab 

conçu par l’équipe « NeuroMEA » et avec la valeur seuil du bruit fixée à 5,5 SD. 

 

Figure III. 4: Un exemple d’enregistrement spontané d’une activité neuronale à partir d’une microélectrode. Illustration de 

potentiels d’action, d’un burst et du bruit de mesure sur 2s d’enregistrement. 
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Le signal extracellulaire est de plus faible amplitude que le signal intracellulaire, il peut varier 

de quelques dizaines de µV15 à quelques mV16 selon le type des électrodes, le type de neurones 

et leur distance aux électrodes. 

3.2.1 Mesure du bruit 
 

Contrairement aux mesures intracellulaires où l’amplitude est élevée et le signal peu bruité, les 

mesures extracellulaires sont quant à elles de très faibles d’amplitudes (10-100µV) car le signal 

provient de variations du champ électrique externe lors de la transmission d’un potentiel 

d’action. Le bruit est quant à lui de l’ordre d’une centaine de µV, ce qui peut rendre la détection 

de l’activité neuronale difficile. Pour mieux maitriser le bruit, il en faut connaître la source. Il 

existe trois sources de bruit omniprésentes : 

 L’électronique de mesure (les instruments : d’amplification, filtre, conversion 

analogique du signal) 

 La microélectrode de mesure (taille, impédance) 

 L’échantillon de tissu nerveux (mouvement du fluide, température, conductivité…) 

 Le bruit mécanique de l’environnement de mesure 

Le bruit biologique n’est pas maîtrisable, il dépend de l’état du tissu nerveux. Quant au bruit de 

l’électronique de mesure, il dépend des appareils de mesures et peut être réduit dans une certaine 

mesure mais cela suppose l’utilisation de composants électroniques plus coûteux. Néanmoins 

le bruit provenant de la microélectrode peut être maîtrisée, il est lié à l’impédance d’interface 

entre la microélectrode et le tissu nerveux. L’impédance doit être la plus faible possible de 

manière à réduire le bruit17. Ainsi, afin d’améliorer la qualité du signal enregistré, des 

microélectrodes sont fonctionnalisées pour augmenter leurs surfaces et diminuer leurs 

impédances. En effet, en raison de leurs faibles diamètres (10-50µm), les microélectrodes 

présentent de fortes impédances, ce qui réduit significativement la qualité du signal en réduisant 

significativement le rapport Signal/Bruit (Signal To Noise ou SNR)18,19. 

3.2.2 Détection des potentiels d’actions (PA) 
 

Avec le bruit de l’électronique et le signal bioélectrique de faible amplitude (quelques pico 

volt), il est très critique d’extraire le signal bioélectrique. C’est pourquoi un amplificateur est 

intégré sur l’instrument de mesure des MEAs. Néanmoins cela rajoute du bruit électronique au 

bruit omniprésent issu du milieu biologique, il est donc plus difficile d’extraire le signal 

électrique neuronal. Des filtres sont alors configurés dans le système électronique de mesure 

des MEAs et permettent de sélectionner le domaine de fréquence qui nous intéresse. Pour 

détecter des potentiels d’actions (PA) issus du réseau de culture neuronale, une fenêtre de 

fréquence est généralement choisie20. 

Comme l’illustre la Figure III. 5, un traitement du signal est nécessaire afin d’identifier les types 

de neurones en activité. Pour cela, le signal brut (Raw Data) est d’abord filtré suivant le domaine 

de fréquence qui nous intéresse, dans ce cas-là il est situé sur [300-3000] Hz. Après le filtrage, 

un seuillage dans cette bande fréquentielle est effectué. Celle-ci consiste à déterminer une 
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amplitude de seuil permettant de détecter fidèlement les PA. Sa valeur est fonction du bruit 

enregistré (Raw Data) et ce bruit est de type Gaussien. Le seuillage ou la valeur seuil Vseuil est 

proportionnel à l’écart type du bruit gaussien, c’est-à-dire Vseuil = k ∗ σ, où k est une constante 

typiquement entre 3 et 5 et σ est l’écart type du bruit. Cette valeur seuil est automatiquement 

calculée par les logiciels conçus pour la détection et la sélection des PA. Le choix de la valeur 

seuil est important, un seuil trop faible peut conduire à un nombre élevé de détections ne 

correspondant pas à des potentiels d’action alors qu'au contraire avec un seuil trop élevé des 

potentiels d’action pourraient ne pas être pris en compte. 

 

Figure III. 5: Étapes pour la détection des PA : (a) à partir du signal brut enregistré, (b) un filtre passe-bande est appliqué 

[300 Hz - 3000 Hz], (c) les pics sont détectés à l’aide un seuil d’amplitude appliquée aux données filtrées21. 

3.2.3 Caractéristiques des microélectrodes 
 

Aujourd’hui les neuroscientifiques ont besoin de suivre l’activité d’un neurone individuel pour 

avoir une bonne résolution spatio-temporelle. Pour cela il est nécessaire d’utiliser des électrodes 

de faibles dimensions, de quelques dizaines micromètres à quelques centaines de micromètres, 

ce qui réduit la surface électrochimique effective et par conséquent affecte les performances 

d’enregistrement en augmentant l’impédance. L’impédance est définie comme la résistance aux 

courants alternatifs à l’interface électrode-milieu, plus l’impédance est importante, plus le 

signal enregistré est bruité ce qui dégrade la qualité du signal22. Pour cela, il est possible de 

diminuer les impédances des microélectrodes en augmentant la surface effective de l’électrode 

en utilisant des techniques de nanostructuration. Par exemple en rendant la surface rugueuse ou 
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poreuse, la microélectrode présente une plus grande surface active ce qui modifie ses propriétés 

électriques. Ainsi l’amplitude du signal récupéré ou le rapport signal sur bruit (SNR) peut être 

amélioré par l’ajustement de ce paramètre.  

C’est ce que Seker et al.18 ont montré en prenant des microélectrodes d’or de diamètre de 32µm 

pour mesurer l’activité extracellulaire d’une culture de tranche de cerveau. Le niveau de bruit 

était significativement élevé pour les électrodes standard et les activités extracellulaires des 

neurones étaient noyées dans le bruit (Figure III. 6). Pour diminuer le bruit et enregistrer tous 

les signaux électriques, ils ont structuré les électrodes de manière poreuse, ce qui a permis 

d’augmenter leurs surfaces actives et de diminuer leurs impédances. Le bruit évalué avec une 

électrode structurée est de 5,5µV tandis que pour une électrode standard Au, il est de 8,3µV. 

 

 

Figure III. 6: Enregistrements de l’activité spontanée d’une culture de tranche de cerveau. A gauche, enregistrement avec 

une électrode standard en or et à droite enregistrement avec une électrode poreuse en or : np-Au. 

Des microélectrodes planaires de 10-30µm non traitées en or ou platine, présentent par exemple 

des impédances élevées autour 2 MΩ à 1 kHz19. À ce jour, des microélectrodes constituées de 

piliers d’or23 (Figure III. 7. a), de platine poreux24, ou de nanotubes de carbone25 (Figure III. 7. 

b) ont été conçues pour maximiser la surface et diminuer l’impédance des électrodes jusqu’à 

25-100 kΩ19,26.  

D’autres matériaux peuvent être utilisés comme revêtements d’électrodes, comme les 

polymères conducteurs : le polypyrrole (PPy)27 ou le poly (3,4-éthylènedioxythiophène) 

(PEDOT:PSS)28 (Figure III. 7. c). Il est possible par dépôt électrochimique de polymères 

conducteurs, de nanostructurer les surfaces des microélectrodes de manière poreuse et 

rugueuse. Leurs surfaces actives sont significativement augmentées, ce qui diminue leurs 

impédances et augmente leurs capacités de stockage de charge ou CSC (Charge Storage 

Capacity) (Figure III. 7. g). La CSC est calculée en intégrant la courbe courant/temps d’un 

balayage de potentiel par voltammétrie cyclique et permet d’évaluer la quantité totale de 

charges disponibles pour la stimulation. L’augmentation de la CSC augmente la capacité 

d’injection de charges d’une électrode en prévenant les réactions indésirables à l’interface 

électrode-tissu lors des stimulations29. 
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Figure III. 7: (a) Image MEB d’une microélectrode d’or modifiée avec des nano piliers d’or (h= 400 nm). (b) Image MEB 

d’une électrode (d=20µm) revêtues de nanotubes de carbone (CNT). (c) Image MEB d’une électrode fonctionnalisée avec un 

bio polymère de EDOT : PSS. (d) mesure d’impédance électrochimique dans une solution NaCl de l’électrode avec les nano 

piliers d’or et d’une électrode d’or planaire (0,35 cm2)23. (e) Mesure d’impédance électrochimique dans une solution NaCl 

montrant que le revêtement CNT a entraîné une diminution de l’impédance sur toutes les fréquences [1-11] kHz25. (f) Mesure 

d’impédance électrochimique dans une solution NaCl d’une électrode d’or nue (d=10µm) (bleu) et d’une électrode modifiée 

avec du PEDOT:PSS (rouge)30.(g) CV entre -0,6 et 0,6 V vs Ag/AgCl, v=50mV/s dans milieu NaCl de électrode or nue (bleu) 

et de l’électrode modifiée avec PEDOT:PSS (rouge). 

3.2.4 Fonctionnalisation des électrodes avec du PEDOT : PSS 
 

Dans notre micro-dispositif composé d’une MEA commerciale (Multi Channel System) et d’un 

implant microfabriqué au LAAS, nous avons choisi de fonctionnaliser uniquement les 

électrodes de l’implant avec du PEDOT :PSS ce qui permet d’améliorer le rapport signal sur 

bruit comme l’ont montré des résultats obtenus dans le cadre de la thèse de Valentina 

Castagnola30,31. Les électrodes de la MEA commerciale n’ont pas été modifiées car la start-up 

Synaxys utilise depuis de nombreuses années des MEAs commerciales avec des 

microélectrodes d’or (d=100µm) non modifiées pour les mesures électrophysiologiques sur des 

cultures neuronales 3D. Nous serons ainsi en mesure de comparer les mesures obtenues avec la 

MEA non modifiée couplée avec notre micro-dispositif 3D avec des résultats précédemment 

obtenus par Synaxys.  

Sur la Figure III. 8. b-c, on peut voir que le signal enregistré avec l’électrode d’or présente un 

bruit très important de 200µV lié à des interférences à 50 Hz masquant les potentiels d’action. 

Le bruit est réduit à 30µV pour des électrodes modifiées avec du PEDOT :PSS ce qui permet 

d’observer clairement les PA d’une centaine de µV. Dans les études réalisées également sur 

l’hippocampe de souris par A. Lecomte, il a été montré que le PEDOT :PSS assurait une 

stabilité des mesures électrophysiologiques sur le long terme jusqu’à 6 mois32. 
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Figure III. 8: (a) Insertion d’un implant dans l’hippocampe d’une souris. Composé de microélectrodes d’or et de 

PEDOT:PSS. (b) Mesure du signal électrophysiologique avec électrodes (b) or, (c) PEDOT:PSS. 

Le PEDOT : PSS est un polymère conducteur de la famille des polythiophènes. Il polymérise à 

partir du monomère EDOT (3,4-éthylènedioxythiophène) par voie chimique ou 

électrochimique (Figure III. 9). La synthèse chimique permet de réaliser des structures 

complexes mais il est relativement difficile de l’utiliser sur des électrodes métalliques. 

L’électrodéposition permet un dépôt direct sur l’électrode et les paramètres de dépôt (tension, 

temps de cycle) permettent le contrôle de l’épaisseur et de la rugosité du dépôt33. C’est un 

matériau stable dans le temps et biocompatible, ce qui est un élément important pour l’analyse 

de milieux biologiques34. L’avantage du PEDOT : PSS réside dans le fait qu’il restructure la 

géométrie de l’électrode en augmentant sa surface active ce qui diminue par conséquent 

l’impédance de l’électrode. Il possède également une grande capacité de stockage de charge 

(80mC/cm2) ce qui lui permet d’avoir une bonne capacité d’injection de charge pour les 

stimulations électriques28. 

 
Figure III. 9: Figure : (a) Monomère d’EDOT ; (b) Polymère PEDOT : PSS. 

3.2.4.1 Protocole de dépôt du PEDOT : PSS 

 

Nous avons choisi la polymérisation du EDOT : PSS par voie électrochimique puisque qu’elle 

permet une déposition rapide et contrôlée du PEDOT : PSS sur les microélectrodes d’or de 

l’implant. 

La polymérisation de l’EDOT implique l'utilisation de solutions non aqueuses, car le monomère 

présente une faible solubilité dans l'eau. Une méthode pour améliorer la solubilité de l’EDOT 

en solution consiste à utiliser du poly(styrènesulfonate) de sodium (NaPSS), il agit ainsi comme 

un contre-ion (ou dopant) sur l’EDOT, favorisant ainsi son électro-neutralité et sa dispersion en 

solution35. Les concentrations respectives de la solution EDOT:NaPSS sont de 10mM et 

0,7%(w/v). L’électro-polymérisation permet de faire croître un film de polymère sur la 

microélectrode d’or de l’implant par oxydation électrochimique du monomère. Elle peut être 

effectuée suivant trois grandes méthodes électrochimiques : des méthodes à courant/potentiel 
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imposé (galvanostatique/ potentiostatique) et des méthodes de cyclages (CV) où le potentiel 

varie autour du potentiel d’oxydation du monomère. Des morphologies très différentes ont été 

obtenues selon le protocole de dépôt utilisé, comme par méthode galvanostatique et 

potentiostatique, le film PEDOT:PSS déposé est plat alors que le dépôt par CV la morphologie 

du PEDOT:PSS est sous forme d’un chou-fleur36. Le dépôt par CV à faible vitesse de balayage 

procure une meilleure homogénéité du dépôt, une grande stabilité dans le temps ainsi qu’une 

faible impédance33. 

Le dépôt PEDOT:PSS est donc réalisé par CV entre -0,7V et 1V vs Ag/AgCl à une faible vitesse 

de balayage de 10mV/s, sur deux cycles. Le premier cycle permet d’initier la polymérisation ce 

qui se traduit par une augmentation du courant autour de 0,6V-1V, c’est à ces potentiels que 

l’oxydation de l’EDOT s’amorce. Au cours du deuxième cycle apparaît le pic de réduction du 

PEDOT:PSS à -0,55V (Figure III. 10). 

 
Figure III. 10: Electrodéposition du PEDOT:PSS sur électrode d’or d’implant (d=40µm) par CV à v=10mV/s vs Ag/AgCl. 

La morphologie du revêtement PEDOT : PSS sur l’électrode d’or de l’implant est observée au 

microscope optique et au microscopie électronique à balayage (MEB). Les images MEB 

confirment une morphologie sous forme de chou-fleur du PEDOT:PSS déposé (Figure III. 11).  

 
Figure III. 11: Electrodéposition du PEDOT:PSS sur les quatre microélectrodes d’or de l’implant : (a) Image optique et (b) 

image MEB. 
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3.2.4.2 Caractérisations électrochimiques  

 

La CV caractéristique du PEDOT : PSS est réalisée entre -0,6 et 0,6 V vs Ag/AgCl dans une 

solution de PBS à v=50 mV/s, elle est comparée dans les mêmes conditions à la CV 

caractéristique de l’or. On peut observer qu’après le dépôt PEDOT:PSS, la capacité de stockage 

de charge ou CSC (Charge Storage Capacity) a augmenté. La CSC est calculée par intégration 

de la charge cathodique de la CV du PEDOT:PSS à faible vitesse de balayage (Equation III. 1). 

 

Equation III. 1: CSC calculée à partir du courant mesuré (|i|) sur une plage de potentiel de[Ea,,Ec]. La CSC est fonction de 

la surface de la microélectrode A et la vitesse de balayage ν. 

La CSC de la microélectrode d’or nu est évaluée à 2,5mC/cm2 et celle du PEDOT:PSS à 

80mC/cm2 (Figure III. 12. a). Cette amélioration est due à une plus grande surface de 

revêtement du PEDOT :PSS. C’est pourquoi le PEDOT :PSS est un matériau intéressant pour 

les stimulations de tissus neuronaux, car on peut injecter un grand nombre de charges sans 

déclencher de réactions faradiques qui pourraient endommager les tissus. Les mesures 

d’impédance confirment la modification de surface de l’électrode avec la diminution de 

l’impédance après électrodéposition de PEDOT:PSS sur l’or (Figure III. 12. b). Pour ce faire, 

une électrode d’or a été plongée en milieu PBS pour mesurer l’impédance Z sur une fréquence 

variant de 10 Hz à 10 kHz, puis une seconde mesure d’impédance est faite avec l’électrode de 

PEDOT:PSS. L'impédance moyenne à 1 kHz pour la microélectrode en or non modifiée est de 

110 kOhm, tandis qu'après le dépôt électrochimique du PEDOT:PSS, l'impédance moyenne 

décroit à 15 kOhm. Comme mentionné dans le chapitre 2, la réponse de l’impédance dépend de 

la surface de l’électrode utilisée37, plus celle-ci est faible et plus son impédance augmente. 

L’angle de phase du PEDOT:PSS augmente rapidement (Figure III. 12.c), passant de de 90° à 

45° entre 10Hz et 2kHz puis à 15° à 10kHz tandis que l’angle de phase de l’or nu est environ 

égal à 90°. L’évolution de la phase de l’impédance pour la microélectrode modifiée suggère 

une augmentation de la surface active de l’électrode. Ces résultats montrent que le PEDOT :PSS 

agit comme matériau capacitif pour des fréquences inférieures à 2 kHz et comme matériau plus 

résistif pour des fréquences supérieures à 2 kHz38.  

 
Figure III. 12: Caractérisations électrochimiques d’une microélectrode MEA (d=40µm) avant et après traitement 

PEDOT:PSS dans un milieu PBS : (a) CV sur microélectrode traitée (rouge) et non traitée au PEDOT:PSS (noir) entre -0,6 

et 0,6 V vs Ag/AgCl, v=50mV/s. (b) Mesures EIS sur microélectrode traitée (rouge) et non traitée au PEDOT:PSS (noir) dans 

une gamme de fréquences de 100 Hz à 10 kHz. (c) Mesures de phase obtenues par mesure EIS sur microélectrode traitée 

(rouge) et non traitée (noir) sur une gamme de fréquences de 100Hz-10kHz en H2SO4 (0,5M). 
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En raison de sa faible impédance, l’électrode PEDOT:PSS nous fournira un rapport signal/bruit 

(SNR) supérieur pour la détection de l’activité neuronale. 

 

3.3 DEROULEMENT DE L’ENREGISTREMENT DE L’ACTIVITE 

ELECTROPHYSIOLOGIQUE D’UNE CULTURE NEURONALE 3D 

AVEC LE MICRO-DISPOSITIF 3D 
 

3.3.1 La croissance d’une culture hippocampe 3D in vitro sur MEA 
 

Dans la culture cellulaire 3D, des matériaux sont utilisés pour échafauder des structures 3D 

d’une culture neuronale. En effet, comme évoqué dans le chapitre 1, il existe des supports 

matrice notamment des matrigel ou des hydrogels qui assurent des interactions cellulaires 3D. 

D’autres méthodes, comme l’assemblage de billes de silice, peuvent être utilisées pour assurer 

une architecture 3D des cultures neuronales. C’est d’ailleurs cette méthode qu’emploie la start-

up Synaxys39 qui, à partir de cellules d’embryons de rats (ECS), développe des cultures 

cellulaires d’hippocampe en trois dimensions. A vrai dire, la culture d’un organoïde cérébral 

est définie comme un modèle de cerveau in vitro représentant toutes les zones cérébrales qui le 

constituent (l’hippocampe, le cortex, le cerveau antérieur et le cortex préfrontal). En revanche, 

Synaxys ne développe qu’une zone unique du cerveau : l’hippocampe. Bien qu’ils existent 

différents modèles de cultures cellulaires neuronales 3D dans la littérature, ces modèles sont 

souvent nommés à tort comme des organoïdes cérébraux. 

Pour fournir un système d’échafaudage 3D à la culture neuronale, des billes de silice de 45µm 

de diamètre sont disposées sur trois niveaux, elles sont fonctionnalisées avec de la poly-L-

Lysine (PLL) pour fournir une meilleure adhésion et maturation des cellules neuronales (Figure 

III. 13). Dans un premier niveau, des cellules neuronales sont cultivées dans un support en verre 

de la chambre MEA. Ensuite dans un 2ième niveau, des billes de silice sont introduites, elles sont 

fonctionnalisées avec de l’adénosine monophosphate cyclique (cAMP) pour guider la 

croissance axonale40 dans un système 3D. Les axones sont marqués avec des anticorps Tuj-1 

(rouge) et smi-312 (bleu) (Figure III. 13. b-c), ils croissent à une vitesse de 50 μm/jour. Enfin, 

dans un 3ième niveau, des billes dans lesquelles se trouvent des cellules neuronales marquées 

avec la protéine Green Fluorescent Protein (GFP) sont introduites. Elles ont été marquées pour 

observer à l’aide du microscope confocal la croissance 3D dendritique (Figure III. 13. d).  
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Figure III. 13: Schéma du concept de la croissance neuronale guidée par assemblement 3D de micro billes. (a) Sur le 1ier 

niveau, des neurones 2D sont cultivées sur verre. Sur le 2ième niveau, des micro billes de silice (d=45µm) sont 

fonctionnalisées avec cAMP pour guider la croissance axonale (bleu). Enfin sur le 3ième niveau, des micro billes de silice à la 

surface desquelles des neurones marquées avec du GFP (vert) sont positionnées pour observer la croissance des dendrites 

(vert) depuis la 1ier niveau jusqu’au 3ième niveau. Images produites par microscopie confocale (b) d’une croissance axonale 

sur billes et marquées avec smi-312 (bleu) et Tuj-1(rouge) au 2ième jour après l’introduction des billes, (c) forte densité 

axonale au 7ième jour après l’introduction des billes. (d) Croissance dendritique à travers les billes de silice marquées avec 

GFP (vert)39. Barre d’échelle :100 µm. 

A l’aide de cette méthode, il est possible de guider l’ensemble des neurones qui s’y développent 

pour aboutir à une architecture 3D de la culture neuronale. L’utilisation des billes a montré que 

les cellules neuronales ne subissaient pas de stress mécanique, ce qui favorisait leurs 

développements et leurs maturations sur le long terme. L’étude fait part d’un volume neuronale 

de 75,000 cellules/mm3 qui s’approche de la moyenne mesurée dans le cortex d’un rat41 qui est 

de 91,000 cellules/mm3.  

3.3.2 Les neurones d’embryons de rats 
 

L’étude réalisée au cours de ces travaux vise à étudier des neurones primaires d’embryons de 

rats. Ces cellules primaires proviennent directement d’un tissu cérébral et doivent être prélevées 

à chaque culture. Grâce à la collaboration établie avec le Dr. S. Pautot de la société Synaxys 

(Toulouse), nous avons pu bénéficier de leur expertise dans le domaine des cultures primaires 

de neurones. La dissection s’effectue dans le laboratoire Synaxys, où les neurones issus de 

l’hippocampe embryonnaire du rat sont récupérés. Cette dissection s’établit au 18ème jour de 

vie embryonnaire avec l’aide d’une loupe binoculaire. A ce stade de développement, la 

préparation contient majoritairement des progéniteurs neuronaux et des jeunes neurones (99% 

environ). 

Afin de respecter les conditions physiologiques du milieu, la culture neuronale baigne dans un 

milieu Neurobasal (1X-ThermoFisher)42 qui satisfait les exigences particulières de la croissance 

des cellules neuronales embryonnaires. Pour terminer, la culture est placée et maintenue à 37°C 

avec 5% de CO2 dans un incubateur. 
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3.3.3 Mise en place de la culture neuronale dans le micro-dispositif MEA-

implant 
 

Comme déjà discuté dans le chapitre 2, la MEA 2D et l’implant sont intégrés ensemble par 

l’intermédiaire d’un capot qui à la fois recouvre la chambre MEA et fixe l’implant (Figure III. 

14). Il est important de marquer le positionnement de l’implant sur la MEA pour qu’on puisse 

établir une cartographique de l’activité neuronale lors des mesures électrophysiologiques. 

 

 

Figure III. 14: Assemblage du micro-dispositif MEA-implant. (a) Chambre de culture des neurones sur MEA, (b) implant, (c) 

schéma de l’implant fixé à la chambre MEA à l’aide d’un chapeau préalablement vissé à la chambre. (d) Positionnement de 

l’implant sur MEA à l’aide du microscope optique, (e) positionnement de l’implant en rouge autour des électrodes 53, 63, 54 

et 64. 

Une fois le micro-dispositif prêt, via des ouvertures ménagées dans le capot, seront introduits 

la culture d’hippocampe puis les micro billes. Une croissance 3D de la culture neuronale 

s’établira dans tout le volume de la chambre et recouvrira les électrodes de la MEA et de 

l’implant (Figure III. 15). 
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Figure III. 15: (a) Assemblage de la culture neuronale 3D dans le micro-dispositif MEA-implant. (b) Image en coupe de 

l’assemblage et du micro-dispositif. 

Grâce à des observations par MEB, nous avons pu visualiser après plus de 10 semaines de 

culture comment la culture 3D d’hippocampe de rat interagissait avec l’implant. Sur la Figure 

III. 16, on observe l’état du réseau neuronal à la surface de l’implant, soit sur le long de l’axe 

Z. Il est possible d’apercevoir la croissance axonale depuis l’électrode PEDOT :PSS (Figure 

III. 16. a) qui peut se prolonger jusqu’à la face arrière de l’implant (Figure III. 16. c). Il est 

également visible depuis la surface de l’implant, une connectivité des neurones sous la forme 

d’un amas de fils entremêlés (Figure III. 16. b). 

 

Figure III. 16: Etat du réseau neuronal sur l’implant après son extraction de la culture hippocampe de rat. (a) Croissance 

d’un axone le long de l’électrode PEDOT:PSS, (b) un amas de neurones connectés à la surface de l’implant qui se 

prolongent (c) jusqu’à la face arrière de l’implant. 

3.3.4 Acquisition des données extracellulaires du micro-dispositif 
 

La plateforme MEA-implant est un système autonome compact et portable pour les 

enregistrements extracellulaires (Figure III. 17). Elle se compose de deux systèmes de mesure, 

l’une est dédiée aux mesures électrophysiologiques à partir de la MEA planaire et l’autre aux 

mesures électrophysiologiques à partir de l’implant. Les deux systèmes sont composés d’une 

interface d’acquisition, d’un amplificateur et d’un convertisseur de signal. Un générateur de 

stimuli est uniquement intégré au système de mesure MEA. Les connectiques électriques entre 

les électrodes du réseau MEA et du système d’acquisition s’établissent de manière filaire (60 
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pins connectent les 60 électrodes de diamètre égal à 100 µm), alors que les connexions entre 

les 4 électrodes (diamètre égal à 40 µm) de l’implant et du système d’acquisition s’établissent 

de manière non filaire, avec l’aide d’un petit transmetteur wifi. Il y a à l’interface du système 

d’acquisition de la MEA, une entrée qui permet de relier le système d’acquisition de l’implant 

et de fournir des enregistrements synchronisés. Le système de synchronisation des données 

consiste à horodater les événements enregistrés par le micro-dispositif MEA-implant avec 

l’aide du logiciel MCS, autrement dit il y a un système de marquage qui indique le moment où 

l’événement s’est produit. Ainsi les événements seront triés en fonction de cet horodatage et 

seront traités afin de synchroniser les PA émanant des deux systèmes MEA et implant. Deux 

ordinateurs enregistrent les événements, l’un pour la MEA et le deuxième pour l’implant. Pour 

assurer des mesures synchronisées avec les deux ordinateurs, un son audio est délivré de leurs 

parts en début de mesure. La deuxième particularité de ce système d’acquisition est qu’il 

présente un système de stimulation. La stimulation est uniquement praticable à partir des 60 

microélectrodes de la MEA et un suivi électrophysiologique en parallèle est possible avec 

l’ensemble des électrodes du système MEA-implant. 

 

Figure III. 17: Enregistrements extracellulaires du micro-dispositif MEA-implant à partir de deux systèmes de mesure et de 

manière synchrone. (1) Système de mesure avec la MEA : (a) connecteurs des électrodes MEA connectés à (b) l’interface 

d’acquisition et relié à (c) l’ordinateur qui traitera les PA à partir du logiciel MCS. (2) Système de mesure avec l’implant : 

(a) connecteurs électrodes implant transmettant signal par wifi à (b) un transmetteur qui est relié à (c) l’interface 

d’acquisition et (d) à l’ordinateur qui traitera les PA à partir du logiciel MCS. 

3.4 ANALYSE DES RESULTATS 
 

L’analyse de l’activité neuronale de la culture 3D s’est déroulée sur 48 jours. Dans un premier 

temps, nous avons cherché à mesurer l’activité spontanée du réseau neuronal de la culture 

neuronale dans les trois dimensions, à savoir sur le plan XY avec la MEA et sur le plan Z avec 

l’implant. Dans un deuxième temps, nous avons stimulé électriquement certaines électrodes de 

la MEA afin d’évaluer les réponses aux stimuli qui nous permettront de cartographier le réseau 



Chapitre. 3 Mesures électrophysiologiques d’une culture hippocampe 3D sur MEA 

95 
 

neuronal. Les stimulations ont été réalisées à plusieurs temps de façon périodique afin d’établir 

une cartographie temporelle du réseau. 

 

3.4.1 Détection de l’activité spontanée de la culture neuronale 3D avec le 

micro-dispositif 
 

Les MEAs planaires utilisent par défaut le logiciel MC-Rack pour les enregistrements des 

activités extracellulaires neuronales. Cependant durant les 18 premiers jours (DIV 18) de 

culture, nous étions dans la preuve de concept avec des enregistrements des activités 

extracellulaires du micro dispositif MEA-implant et nous avons utilisé deux logiciels en 

parallèle. L’un dédié à mesurer l’activité extracellulaire de la MEA planaire avec le logiciel 

MC-Rack et l’autre dédié à mesurer l’activité extracellulaire de l’implant avec Multi Channel 

Experimenter (MCE), le logiciel MCE étant une version évoluée de MC-Rack dans lequel se 

trouve en plus un système de mesure par wifi. L’utilisation des deux logiciels implique d’établir 

des traitements des données pour synchroniser les événements enregistrés. Nous avons alors 

traité en parallèle les données enregistrées afin d’établir une synchronisation des évènements 

des deux micro-dispositifs : MEA et implant. 

C’est à partir du DIV 34 (Day In Vitro) que les données extracellulaires de la MEA et de 

l’implant ont été enregistrées de manière synchronisée avec un système d’horodatage sous un 

logiciel unique : MCE. Les mesures se sont effectuées sur 7 semaines de culture. L’activité 

neuronale se renforce pendant les deux premières semaines de culture, nous avons donc 

commencé à enregistrer les premières réponses du réseau neuronal 3D à DIV18 (Day In Vitro). 

La durée totale de l’enregistrement est fixée à 10 minutes d’enregistrement pour enregistrer 

suffisamment d’évènements pour permettre une analyse statistique tout en minimisant le temps 

que l’échantillon passe en dehors de l’incubateur. Les évènements synaptiques ou PA sont 

détectés par une méthode de détection par seuil avec les logiciels MC-Rack pour la MEA et 

Multi Channel Analyzer pour l’implant (Figure III. 18).  

 

Figure III. 18: Enregistrement d'une activité spontanée de la culture 3D d’hippocampe de rat à DIV 18, avec (a) les 60 

microélectrodes de la MEA et (c) les 4 électrodes de l’implant. Représentations schématiques du positionnement des 

électrodes : (b) MEA et (d) implant. 

La méthode de ligne de base ou valeur seuil est déterminée à partir du bruit gaussien de 

l’électrode explicitée dans le paragraphe (3.2.2 Détection des PA). Cette ligne de base détecte 
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les variations d’amplitudes supérieures à la valeur seuil qui est égale à -4 ∗ σ, (σ : écart type 

calculé en fonction du bruit de l’électrode). Un exemple est visible sur la Figure III. 18 où 

chacune des électrodes de la MEA et de l’implant détectent des réponses de l’activité spontanée 

du réseau neuronal 3D à DIV18. Si l’on regarde par exemple la fenêtre d’une électrode de la 

MEA, la n°24 (Figure III. 19), apparaissent alors des PA baignant dans le bruit de l’électrode 

(vert). Ces PA ne sont détectés que si leurs amplitudes dépassent la valeur seuil (trait noir). 

 

Figure III. 19: Sur l'électrode 24, un train de PA (noir) sont détectés à partir de la valeur seuil (trait noir). 

Pour mieux visualiser l’activité spontanée du réseau neuronal 3D avec notre micro-dispositif, 

nous décidons de représenter uniquement les activités de 4 électrodes MEA: 21, 53, 54 et 77, 

où deux électrodes seront proches de l’implant (53 et 54) et deux autres électrodes éloignées 

(21 et 77) (Figure III. 20). 

 

Figure III. 20: Représentation de la localisation des 4 électrodes de la MEA : 21, 53, 54 et 77 face aux 4 électrodes de 

l’implant. 

3.4.1.1 Détection spontanée des PA  

 

Nous représentons sur la figure ci-dessous (Figure III. 21), un extrait de 10 secondes 

d’enregistrement à DIV 18 du signal brut filtré [300Hz-3000Hz] des 4 électrodes MEA (à 

gauche) et des 4 électrodes implant (à droite). Dans le signal global enregistré, des PA d’un 
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groupe de neurones sont détectés et représentés schématiquement par ce qui est défini dans la 

littérature comme « spike raster plot ». Comme discuté précédemment, ces PA sont détectés à 

partir d’une valeur seuil calculée. On peut tout d’abord noter que la valeur du signal enregistré 

par l’implant n’est pas la même que celle enregistrée par la MEA, c’est parce que les tailles des 

électrodes de la MEA (d=100µm) sont 2,5 fois plus grande que les électrodes de l’implant 

(d=40µm). Par conséquent les électrodes de la MEA collecteront beaucoup plus de signal 

émanant d’une population de neurones plus grande que les électrodes de l’implant ; comme ces 

électrodes captent une somme de signaux émanant de neurones qui se trouvent à des distances 

variables et que l’intensité du champ électrique est inversement proportionnelle à la distance, 

on ne peut donc détecter avec certitude que les PA de plus forte amplitude. 

En termes d’activité sur l’enregistrement effectué sur [325 s-335 s], l’implant et la MEA 

n’enregistrent pas la même densité d’activité. En effet, on peut observer sur la Figure III. 21 

que le nombre de PA détectés par les électrodes de l’implant est plus élevé que ceux détectés 

par les 4 électrodes de la MEA. On note également que les 4 électrodes de la MEA montrent 

des périodes blanches plus longues, c’est-à-dire des périodes où il n’y a pas d’activité. Les 

fréquences d’activités spontanées mesurées avec le micro-dispositif 3D sont en accord avec les 

mesures électrophysiologiques effectuées sur des modèles de culture neuronales 2D et 3D8,13,43. 

Ces premières informations nous permettent de conclure qu’il y a bien un réseau dynamique 

établi sur le plan 3D de la culture neuronale. 

 

 

Figure III. 21: Activité spontanée d’une culture 3D d’hippocampe de rat à DIV 18 sur un extrait de 10 s d’enregistrement. 

Représentation des PA détectés sur cette période-là à partir du seuil de détection définis à -4 (valeur fixée par MCS).  A 

gauche les PA détectés par les 4 électrodes de la MEA et à droite les PA détectés par les 4 électrodes de l'implant. 
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3.4.1.2 Fréquence des PA détectés  

 

Pour avoir une meilleure compréhension sur le mode de fonctionnement du réseau 3D des 

neurones, nous avons évalué la fréquence des PA détectés avec le micro-dispositif MEA-

implant. La fréquence des PA est mesurée sur 10 minutes d’enregistrement à DIV 18 par les 

électrodes de l’implant et de la MEA (Figure III. 22). On peut noter que, à seuil de détection 

équivalent, la fréquence des PA détectés avec les électrodes de l’implant est plus élevée que 

celle relevée par l’ensemble des électrodes de la MEA, soit une fréquence de [0,5 ; 1,3] Hz pour 

l’implant et de [0,2 ;0,8] Hz pour la MEA. 

Nous nous sommes ensuite intéressés aux 4 électrodes de la MEA étudiées précédemment, à 

savoir E21, E53, E54 et E77 dont deux d’entre elles sont proches de l’implant (E53 et E54) 

(Figure III. 22. b). On note que les fréquences des PA détectés par les électrodes E53 et E54 

sont plus élevées (0,5Hz et 0,8Hz) que celles relevées par les électrodes E77 et E21 (0,2Hz et 

0,3Hz). Ceci traduit une diversité spatiale de l’activité du réseau. Par exemple, au moment où 

a été réalisé la mesure, on observe une fréquence des PA plus importante sur la zone basse de 

l’implant avec les électrodes E2 (0,8Hz) et E3 (1,3Hz), alors que les électrodes situées vers le 

haut de l’implant E1 (0,6Hz) et E4 (0,5Hz) présentent une fréquence plus faible. Ces 

observations semblent montrer que le réseau 3D formé n’est pas homogène. En effet, les 

mesures ont été réalisées à DIV 18 lorsque le réseau 3D n’est pas encore à maturité.  

 

Figure III. 22: Fréquence des PA détectés (Hz) sur 10 minutes d’enregistrement d’une culture 3D d’hippocampe de rat à 

DIV 18 avec : (a) les électrodes de l’implant : E1, E2, E3 et E4 ; (b) les électrodes MEA :E21, E53, E54 et E77 et (c) avec 

l’ensemble des 60 électrodes de la MEA. 

3.4.1.3 Analyse des PA détectés 

 

Il est possible avec le logiciel de MCS de tracer la forme des PA. Celle-ci est souvent analysée 

en électrophysiologie pour identifier le type de neurone, car chaque neurone possède une 

signature extracellulaire. En effet, l'axone et ses ramifications dendritiques contiennent des 

récepteurs et des canaux ioniques spécifiques qui varient selon le type de neurone, ce qui va 

influencer la forme et l'amplitude du potentiel extracellulaire. Sur la Figure III. 23 sont 

représentés différents types d’activité de types : neurone moteur (rouge), neurone inhibiteur 

(vert) ou bien axonal (bleu). En effet, la forme des signatures extracellulaires varie suite à une 

hyperpolarisation plus longue ou plus courte. On ajoutera que la position de l'électrode de 

mesure affecte également la forme du potentiel extracellulaire44.  
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Figure III. 23: La signature extracellulaire d'un potentiel d'action varie selon le type de neurone. (a) Neurone moteur 

possède une plus grande largeur avec une hyperpolarisation de plus longue durée (courbe rouge) comparé au neurone 

inhibiteur (courbe verte). L'activité axonale est illustrée en bleu. (b) Superposition des différents types d'activités45. 

 

 

La principale difficulté réside dans l’identification des différentes formes de PA lorsque 

plusieurs neurones sont visibles sur une même électrode. En général, l’identification des PA est 

vérifiée soit manuellement par un expert ou soit avec des algorithmes qui analysent les 

caractéristiques telles que la largeur du PA, l'amplitude crête-à-crête du PA ou encore les pentes 

du PA46–48. Pour notre part, nous avons identifié quelques formes de PA appartenant à certains 

groupes de neurones. Au vu du nombre de PA détectés par l’implant et la MEA, nous 

n’établirons pas une analyse comparative entre les formes des PA car cela nécessite un 

algorithme. Nous avons donc tracé la forme des PA détectés à DIV18 par les 4 électrodes de 

l’implant et les 4 électrodes de la MEA. 

Sur la Figure III. 24. a, sont représentés les PA détectés par les 4 électrodes de l’implant sur un 

enregistrement de 10s. Nous avons décidé de représenter des PA détectés par l’implant à 

diffèrent temps de l’enregistrement : t1=327s, t2=330,7s et t3=334,8s. On peut observer sur la 

Figure III. 24. b, que pour l’ensemble des PA détectés, la durée du PA est en moyenne égale à 

2ms. Si l’on observe la forme des PA détectés par E2 aux différents temps, on remarquera que 

la polarisation et la dépolarisation des PA ne sont pas les mêmes ce qui signifie que ces PA 

appartiennent à différents groupes de neurones. 



Chapitre. 3 Mesures électrophysiologiques d’une culture hippocampe 3D sur MEA 

100 
 

 

Figure III. 24: Activité spontanée d’une culture 3D d’hippocampe de rat à DIV 18 enregistrée avec les 4 électrodes de 

l’implant : électrodes du haut (E1 et E4) et les électrodes du bas (E2 et E3). (a) Raster plot des PA détectés sur 10 s de 

mesure avec l’implant, (b) Détail des PA détectés à trois temps répartis dans les 10 s d’enregistrement ; colonne 1 (t1=327s); 

colonne 2(t2=330,7s) colonne 3 (t3=334,8s). 

On notera qu’il y a des évènements synchronisés au même moment et sur différentes électrodes, 

comme c’est le cas pour le temps t2=330,7 s, où des PA de mêmes formes sont mesurés sur 

l’ensemble des électrodes de l’implant. En fonction de la localisation du neurone, son activité 

ne sera pas détectée sur toutes les électrodes, comme c’est le cas à t3 où seulement E2 et E3 

répondent à l’activité du neurone. Ces électrodes sont d’ailleurs situées dans la zone basse de 

l’implant, le neurone transmet alors son signal sur les axes XY du plan. Il est également 

intéressant d’analyser le temps de transmission du signal neuronal à travers les électrodes. 

Prenons l’exemple des PA détectés à t2=330,7s correspondant à un même type de neurones 

(Figure III. 25), nous constatons qu’il existe un délai de transmission du signal du neurone à 

travers les électrodes de l’implant. Ainsi on pourra observer que la transmission du signal 

s’établit dans cet ordre : E2, E1, E3 et E4 (Figure III. 25.b-c) soit un délai de transmission du 

signal de 85 µs entre la première (E2) et la dernière (E4) électrode. Preuve est que l’axone se 

développe bien sur les 4 électrodes appartenant aux trois axes du plan (XY et Z). Montrant qu’il 

y a un délai de diffusion du PA sur les ramifications d’un même neurone dans l’espace. 
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Figure III. 25: (a) Transmission du signal d’un neurone unique à travers les 4 électrodes de l’implant à t2=330,7s d’une 

culture à DIV 18. (b) Tableau qualifiant l’ordre de sortie des PA pour chacune des électrodes. (c) Image microscope optique 

des positionnements des électrodes sur l’implant. 

 

Les observations sont quasi similaires pour les électrodes de la MEA (Figure III. 26). Nous 

avons tracé la forme des PA détectés par 4 électrodes de la MEA : E21, E53, E54 et E77. Les 

PA détectés sur la MEA rendent compte du développement du réseau sur le plan XY. Comme 

le diamètre des électrodes de la MEA est de 100 µm, les PA détectés peuvent appartenir à un 

ou plusieurs neurones. Il sera donc plus difficile ici d’établir une analyse des formes des PA. 

Les formes des PA détectés par les 4 électrodes aux temps : t1, t2 et t3 semblent montrer qu’il 

y a plusieurs groupes de neurones qui interagissent sur le plan XY. Sur la Figure III. 26.b, à 

t1=327s, les électrodes E21, E53 et E54 répondent ensemble de manière synchronisée à une 

activité d’un ou plusieurs neurones. La réponse du réseau n’est pas quasi systématique sur 

toutes les électrodes, comme on peut le voir sur l’électrode E77. D’ailleurs, l’observation 

visuelle sur l’ensemble des électrodes de la MEA montre qu’il y a des zones plus actives que 

d’autres pour des raisons inconnues dont seul des tests de pharmacologie ou des tests de 

stimulation électrique permettraient d’expliquer. 
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Figure III. 26: Activité spontanée d’une culture 3D d’hippocampe de rat à DIV 18 enregistrée avec les 4 électrodes de la 

MEA : E21, E53, E54 et E77. (a) Schéma de la transmission du signal d’un neurone à travers les 4 électrodes de l’implant à 

t2=330,7s. (b) Raster plot des PA détectés sur 10 s de mesure avec la MEA. (f) Détail des PA détectés à trois temps répartis 

dans les 10 s d’enregistrement; colonne 1 (t1=327s); colonne 2(t2=330,7s) colonne 3 (t3=334,8s). (c) Schéma de la 

transmission du signal de neurones à travers les électrodes 21, 53 et 54 à t1=327s. 

3.4.1.4 Conclusion 

 

La mesure de l’activité spontanée de la culture à DIV18 avec l’aide du micro-dispositif 3D nous 

a permis de montrer qu’il y avait en effet un réseau dynamique qui s’établissait dans le plan 2D 

avec la MEA et 3D avec l’implant. Cela montre bien qu’il y a une existence d’une croissance 

neuronale dans les trois dimensions qui est impossible d’observer avec les MEA 2D8,49. 

L’analyse de la forme des PA permet d’identifier les différents types de neurone qui sont en 

activité. Dans le cas de l’implant, un PA spécifique a pu être enregistré sur plusieurs électrodes 

montrant un délai de transmission du signal pour chacune d’elles ce qui confirme bien l’activité 

dynamique d’un neurone dans une dimension 3D. 

 

3.4.2 Suivi de la croissance neuronale dans l’espace et dans le temps 

 

L’un des principaux objectifs de notre étude est de comprendre la dynamique des réseaux à 

l’aide de culture cellulaire neuronale 3D, autrement dit sur comment les synapses se 

transmettent de proche en proche les informations dans une configuration 3D. Afin d’étudier 

l’évolution du signal hippocampale dans l’espace, il est nécessaire de suivre le développement 

de l’activité bioélectrique du réseau. L’activité électrique du réseau peut être mesurée en mode 

spontanée ou bien en mode stimulé.  
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3.4.2.1 Mesure de l’activité spontanée 

 

Dans la Figure III. 27, sont représentés les fréquences des PA (Hz) sur les 10 minutes 

d’enregistrement avec le micro-dispositif MEA-implant. Cette fréquence est mesurée à trois 

temps de la culture : DIV 18, DIV 34 et DIV 48. 

Chaque carré représenté affiche une électrode appartenant à la MEA ou à l’implant. Le 

positionnement de l’implant dans le réseau MEA est marqué par un rectangle rouge, il est 

localisé à proximité des électrodes 53 et 54. 

 

Figure III. 27: Mesure de l’activité spontanée du réseau hippocampe de rat avec le micro-dispositif MEA-implant et en 

fonction du temps : (a, d) DIV 18, (b, e) DIV 34 et (c, f) DIV 48. (a, b, c) Carte des électrodes MEA avec la localisation de 

l’implant (rectangle rouge) à proximité des électrodes 53 et 54. (d, e, f) Carte des électrodes de l’implant avec E1, E4 : les 

électrodes du haut et E2, E3 : les électrodes du bas. 

A DIV 18, l’activité spontanée du réseau exprimée sur la MEA semble montrer une activité 

moyennement dynamique à certains endroits alors que sur l’implant, l’activité est plus 

dynamique. A DIV 34 et DIV48, l’activité du réseau diminue à la surface de la MEA, a contrario 

l’implant montre une activité dynamique. Ces observations nous permettent de valider qu’une 

activité du réseau s’est établie dans une configuration 2D et 3D. La dynamique du réseau semble 

être plus prononcée au cours du temps à proximité de l’implant. Il est impossible d’interpréter 

les raisons du dynamisme du réseau dans la configuration 3D plutôt que dans le 2D. La 

pharmacologie peut être un outil pour comprendre la croissance préférentielle du réseau avec 

l’utilisation de drogues chimiques. Elles permettraient en effet d’activer ou de bloquer certains 

groupes de neurones et ainsi d’identifier les zones de spécialisation. 
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3.4.2.2 Mesure de l’activité après stimulation électrique 

 

Spécifiquement, un neurone est stimulé ou activé lorsque sa membrane neuronale est 

dépolarisée au-delà du seuil de déclenchement d’un potentiel d’action. Pour réaliser une 

stimulation extracellulaire, il faut apporter des charges négatives à proximité de la membrane 

neuronale. La stimulation s’établira à partir des électrodes de la MEA, MCS propose un 

générateur de stimulation électrique permettant de générer jusqu'à 4 voies de stimulation 

simultanées en tension à 1 V. Les électrodes de l’implant ne seront cependant pas stimulées du 

fait de l’absence du générateur de stimulation dans le système d’acquisition à l’implant. 

Deux notions importantes doivent être prises en compte pour définir le choix des paramètres 

des stimuli et des électrodes de stimulation : l’amplitude, la fréquence et la durée du stimulus. 

Ces paramètres doivent réunir une charge « minimale » nécessaire à l’activation du neurone. 

Afin de garantir des temps nécessaires à la membrane du neurone pour se re-polariser, il est 

important d’apporter des temps de pause entre chaque stimulation. C’est pourquoi, dans notre 

protocole de stimulation qui dure 60 ms, nous introduirons des temps de pause de 10 ms entre 

chaque stimulation (Figure III. 28). Nous choisissons de stimuler 3 fois la même électrode afin 

d’établir une meilleure statistique des réponses enregistrées. 

 

 

 

Figure III. 28: Protocole de stimulation en tension : à 1V sur une électrode MEA. Un train de 3 stimulations séparées 

chacune de 10 ms est appliqué à chaque électrode stimulé. 

 

 

Pour évaluer la situation du réseau de l’hippocampe de rat dans le temps et afin de connaître 

son évolution spatiale, nous avons stimulé des électrodes de la MEA. Trois 

électrodes appartenant à la MEA : E53, E71 et E46 ont été stimulées aux DIV 28, DIV 34 et 

DIV 48, ces électrodes ont été choisies en fonction de leurs positionnements par rapport à 

l’implant, deux d’entre elles sont éloignées (E71 et E46) et une est à proximité de l’implant 

(E53). Le principe de la mesure de l’activité stimulée consiste à quantifier le nombre de fois 

auxquelles les électrodes du micro-dispositif (MEA et implant) ont répondu après les trois 

stimuli envoyés successivement aux électrodes E53, E71 et E46. 
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Sur la Figure III. 29 est affichée la réponse du réseau neuronal après la stimulation de l’électrode 

E53. Une zone active du réseau est visible sur la carte MEA, elle concerne les électrodes 

limitrophes à E53, cette activité est également ressentie par l’implant. Cela nous montre qu’il 

existe un groupe de neurones qui se développe dans cette zone : 2D et 3D. A DIV 34 et DIV 

48, on remarque qu’à des zones précédemment actives il y a une baisse de l’activité et de 

manière concomitante avec la MEA et l’implant. 

 

 

Figure III. 29: Mesure de la réponse de l’activité du réseau hippocampe de rat sur le micro-dispositif MEA-implant après 

stimulation de l’électrode E53 et en fonction du temps : (a, d) DIV 28, (b, e) DIV 34 et (c, f) DIV 48. (a, b, c) Carte des 

électrodes MEA avec la localisation de l’implant (rectangle rouge) à proximité de l’électrode 53. (d, e, f) Carte des 

électrodes de l’implant avec E1, E4 : les électrodes du haut et E2, E3 : les électrodes du bas. 

 

Nous continuons sur la stimulation avec cette fois-ci l’électrode E71 qui est stimulée dans les 

mêmes conditions que la E53. Sur la Figure III. 30 la stimulation de E71 montre une réponse 

du réseau bien plus dynamique que celle du réseau stimulé avec l’électrode E53. Des zones 

éloignées de l’électrode stimulée montrent des réponses dynamiques du réseau, cela nous 

montre bien que la croissance neuronale s’étend sur toute la surface de la MEA. En revanche, 

sur l’implant à DIV 28 il semble que le ou les neurones stimulés en E71 n’ai pas encore fait de 

connexions proche de l’implant. Il faudra attendre DIV 34 pour commencer à observer des 

réponses de l’implant. Cela peut nous montrer que le réseau évolue dans le temps au gré de la 

croissance de ses neurones. 
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Figure III. 30: Mesure de la réponse de l’activité du réseau hippocampe de rat sur le micro-dispositif MEA-implant après 

stimulation de l’électrode E71 et en fonction du temps : (a, d) DIV 28, (b, e) DIV 34 et (c, f) DIV 48. (a, b, c) Carte des 

électrodes MEA avec la localisation de l’implant (rectangle rouge). (d, e, f) Carte des électrodes de l’implant avec E1, E4 : 

les électrodes du haut et E2, E3 : les électrodes du bas. 

 

 

Pour terminer, nous avons stimulé une dernière électrode, la E46 et suite à cette stimulation des 

réponses sont observées aussi bien en surface (MEA) que sur l’implant (Figure III. 31). On 

pourra remarquer que les électrodes MEA ayant répondu à la stimulation aux DIV 28, DIV 34 

et DIV 48 sont quasiment les mêmes. Il semble que suite aux stimulations répétées de la E46, 

le réseau établisse des connexions préférentielles, c’est comme une forme d’apprentissage du 

réseau. Sur l’implant, les électrodes les plus basses c’est-à-dire la E2 et E3 semblent elles aussi 

répondre préférentiellement à la stimulation de E46 plutôt que les électrodes hautes.  
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Figure III. 31: Mesure de la réponse de l’activité du réseau hippocampe de rat sur le micro-dispositif MEA-implant après 

stimulation de l’électrode E46 et en fonction du temps : (a, d) DIV 28, (b, e) DIV 34 et (c, f) DIV 48. (a, b, c) Carte des 

électrodes MEA avec la localisation de l’implant (rectangle rouge). (d, e, f) Carte des électrodes de l’implant avec E1, E4 : 

les électrodes du haut et E2, E3 : les électrodes du bas. 

Pour conclure, la stimulation du réseau neuronal nous a permis de mettre en évidence que le 

réseau répondait aux stimuli quelle que soit sa configuration 2D ou 3D. Le réseau neuronal a 

montré qu’il s’étendait sur toute la surface de la MEA et sur le plan 3D. Nous avons pu observer 

que les réponses des neurones aux stimulations n’étaient pas quasi systématiques, des électrodes 

stimulées peuvent provoquer l’activité de certaines zones et d’autres non. Néanmoins lorsque 

les neurones répondent, ils nous offrent une visibilité des connectivités qu’ils peuvent établir 

dans le réseau.  

Pour être plus précis dans la cartographie du réseau, comme Shin et al11 l’ont fait, c’est de 

fournir les groupes de neurones actifs après la stimulation. Avec un algorithme identifiant les 

groupes de neurones actifs et avec un plus grand nombre d’électrodes, il serait possible 

d’analyser spatialement la connectivité de ces groupes. 

3.5 ETUDE DU VIEILLISSEMENT DES ELECTRODES MEA 

COMMERCIALES 
 

Il a été observé par la start-up Synaxys qu’un nombre considérable d’électrodes de la MEA 

commerciale vieillissent après quelques mois de mesure et produisent des signaux très bruités. 

Ceci empêche la mesure du signal du réseau sur le long terme, surtout lorsque le but des cultures 

neuronales 3D est d’étudier la croissance neuronale sur le long terme, à savoir 1 à 3 ans. Pour 

cela, un moyen pour réduire les bruits des électrodes consiste à utiliser comme discuté 

précédemment, un traitement des électrodes. De ce fait leurs impédances sont réduites ce qui 

permet d’améliorer la qualité de signal enregistré en augmentant le rapport signal sur bruit. 

Nous avons donc convenu d’établir un traitement des électrodes d’or d’une MEA commerciale 

avec du PEDOT:PSS, comme effectué avec les électrodes de l’implant. Nous proposons une 
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étude comparative entre des électrodes commerciales non traitées et traitées avec du 

PEDOT:PSS pour évaluer leurs vieillissements sur le long terme (9 mois). 

3.5.1 Protocole expérimentale 
 

Dans un premier temps nous réalisons une activation électrochimique des électrodes d’or dans 

un bain d’acide sulfurique (0,5M) pour deux MEA commerciales (ECO-MCS). Chacune d’elles 

comporte 60 électrodes d’or de diamètre 100µm (Figure III. 32). Les électrodes d’or sont 

nettoyées des impuretés organiques qui s’y déposent. Une fois l’activation terminée, les 

électrodes d’or sont rincées à l’eau DI et séchées.  

 

Figure III. 32 : CV d’une microélectrode d’or (d=100µm) cyclée entre -0,6V et 1,8 V vs Ag/AgCl à v=50mV/s dans H2SO4 

avant (noir) et après son activation (rouge). 

L’une des deux MEA est conservée pour les mesures électrophysiologiques, la deuxième MEA 

est quant à elle traitée avec du PEDOT :PSS sur l’ensemble des électrodes. Le dépôt 

PEDOT :PSS est donc réalisé par CV entre -0,7V et 1V vs Ag/AgCl à une faible vitesse de 

balayage de 10mV/s, sur deux cycles en suivant l’exemple du dépôt PEDOT:PSS sur implant. 

Malgré une plus grande surface des électrodes MEA, nous avons décidé de garder un dépôt de 

deux cycles afin d’optimiser le temps de dépôt pour les 60 électrodes (Figure III. 33), car un 

dépôt moyen de deux cycles pour une électrode dure 10 minutes.  
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Figure III. 33: Image au microscope optique d’une électrode MEA traité avec PEDOT:PSS. 

 

Par la suite, nous caractérisons les électrodes traitées avec du PEDOT :PSS par voltammétrie 

cyclique et par impédance. Nous notons une nette augmentation de la charge capacitive des 

électrodes après le traitement PEDOT:PSS (Figure III. 34. a). De même pour l’impédance, le 

traitement PEDOT:PSS montre une baisse de l’impédance à 1kHz : les 60 électrodes d’or non 

traitées ont une impédance moyenne égale à 90 kOhm alors que les électrodes traitées au 

PEDOT:PSS présentent une plus faible impédance de 48 kOhm (Figure III. 34. b-c). Une fois 

que les électrodes ont été traitées avec le PEDOT :PSS, elles sont rincées à l’eau DI et 

conservées en solution.  

 

 

Figure III. 34: Caractérisations électrochimiques d’une électrode MEA (d=100µm) avant et après traitement PEDOT:PSS 

dans un milieu PBS : (a) CV d’une électrode traité (rouge) et non traité au PEDOT:PSS (noir) entre -0,6 et 0,6 V vs 

Ag/AgCl, v=50mV/s, (b) Mesures EIS d’une électrode traité (rouge) et non traité au PEDOT:PSS (noir) dans une gamme de 

fréquences de 100 Hz à 10 kHz.(c) Impédance moyenne mesurée à f=1kOhm pour les 60 électrodes traitées au PEDOT:PSS 

(MEA PEDOT) et non traitées (MEA Or). 

 

3.5.2 Etude du signal enregistré avec les électrodes traitées et non traitées 

avec du PEDOT:PSS 
 

Une fois le traitement PEDOT :PSS achevé sur l’ensemble des électrodes de la MEA 

commerciale, nous établissons une culture neuronale 3D au cœur de la chambre MEA. Nous 

ferons de même avec la deuxième MEA commerciale non traitée. La culture 3D est basée sur 

le même protocole que celui établi avec le micro-dispositif MEA-implant, à savoir d’une culture 

hippocampale d’embryons de rat sur des micro billes de silice. 
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Dans un premier temps, nous avons étudié l’impact du traitement sur la mesure du signal. Pour 

cela, nous avons évalué la qualité de ce signal en nous concentrant sur le signal brut filtré. Sur 

la Figure III. 35, sont représentés à la première semaine de culture, des signaux bruts de 10 s de 

deux électrodes, l’une est non traitée (noir) et l’autre est traitée au PEDOT :PSS (rouge). Les 

valeurs crête à crête du signal brut enregistré par l’électrode traitée et non traitée ne sont pas les 

mêmes, l’électrode traitée présente un signal brut d’amplitude moyenne de 14 µV tandis que le 

signal brut de l’électrode non traitée présente une plus grande amplitude, soit 30 µV. On voit 

donc clairement que le traitement avec le PEDOT :PSS diminue l’amplitude du signal brut 

détecté. Cette diminution pourrait être causée par le traitement de l’électrode qui tend à 

diminuer le bruit de celle-ci.  

 

Figure III. 35: Signal brut (µV) enregistré sur 10 s d'une culture hippocampale d'une semaine. Mesure du signal brut (noir) 

d’une électrode non traitée et du signal brut (rouge) d’une électrode traitée avec PEDOT:PSS. 

Le signal brut enregistré tend vers une distribution gaussienne car d’après l’enregistrement, le 

signal représente un nombre important de facteurs indépendants dont l’influence est moindre 

par rapport à la valeur de la grandeur étudiée. La distribution gaussienne est principalement 

déterminée par les valeurs « µ » et « σ », correspondant respectivement à l’espérance et à 

l’écart-type (Equation III. 2). C’est une fonction continue qui décrit la probabilité d’obtenir la 

valeur aléatoire x en fonction µ et σ. 

 

Equation III. 2: Fonction de Gauss. 

Cette fonction de distribution va nous permettre d’avoir un modèle pour analyser nos résultats 

de mesure à savoir l’intervalle de confiance ou le signal est à 99,7 % détecté. Cet intervalle de 

confiance nous le définirons comme la valeur seuil où l’on pourra détecter notre signal. 

Par exemple, pour une distribution de Gauss, la probabilité de trouver x dans l’intervalle [µ-σ ; 

µ+σ] est égale à 68,3%, c'est-à-dire importante. La probabilité d'avoir un résultat compris dans 
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l'intervalle [µ- 3σ; µ+3σ] est de 99,7% (Figure III. 36). Par contre, la probabilité d’avoir un 

résultat en dehors de l'intervalle [µ-3σ; µ+3σ] est de seulement 0,3%. 

 

Figure III. 36: Distribution de Gauss. 

Dans le cas des électrodes traitées et non traitées, nous avons établi un système de comptage 

des signaux effectué sur 10 s. L’objectif est de déterminer l’écart type à laquelle nous pourrons 

détecter intégralement le signal brut et si celui-ci varie en fonction du traitement de l’électrode. 

Nous avons donc établi des histogrammes représentant le nombre de comptages des points en 

fonction de l’amplitude du signal brut (µV) détecté pour les électrodes traitées et non traitées. 

Une fois les histogrammes tracés, nous les linéarisons avec la fonction Gauss afin d’extraire 

leurs écart-type (σ) (Figure III. 37). 

Dans la Figure III. 37, sont représentés les écarts-types d’une électrode non traitée (Figure III. 

37. a) et d’une électrode traitée (Figure III. 37. b). L’écart- type pour l’électrode non traitée est 

de 5 µV alors que pour l’électrode traitée, il est de 3 µV. L’écart-type est calculé pour 

l’ensemble des électrodes des MEA traitées et non traitées qui sont représentés dans la Figure 

III. 37. c. On obtient un écart type moyen de 3 ± 0,4 µV pour les électrodes traitées et de 4,73 

± 0,6 µV pour les électrodes non traitées. L’écart type est donc plus faible dans le cas où 

l’électrode est traitée, l’intégrale de confiance dans laquelle le signal brut est détecté est ainsi 

réduite. Si celle-ci est réduite, cela signifie que les valeurs sont moins dispersées et donc nous 

obtenons une meilleure qualité du signal.  

 

Figure III. 37: Histogrammes représentants les comptages des points (signaux) en fonction de leurs amplitudes (µV) et 

linéarisation des histogrammes avec la fonction Gauss pour la détermination de l’écart-type (σ), pour (a) l’électrode non 

traitée et (b) l’électrode traitée au PEDOT:PSS. (c) Ecart-type moyen pour l’ensemble des 60 électrodes d’une MEA traitée 

avec PEDOT:PSS et non traitée. 

D’ailleurs nous avons analysé la qualité des signaux enregistrés en prenant compte des écarts-

types calculés en fonction du signal brut et des amplitudes des PA détectés par le logiciel MCS. 

La qualité du signal définie comme le rapport Signal/Bruit ou Signal to Noise Ratio (SNR) est 

calculé à partir du ratio de l’amplitude du signal détecté et de la composante bruit. Il renseigne 
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de manière générale sur la qualité du signal détecté : plus il est élevé et meilleure est sa qualité. 

Nous avons choisi de calculer le SNR à partir des amplitudes détectées par le logiciel MCS et 

à partir des écarts-types calculés en fonction du signal brut (bruit) (Equation III. 3). 

 

Equation III. 3: Fonction SNR. 

Sur la Figure III. 38. a sont relevées les valeurs d’amplitude des PA détectés par le logiciel 

MCS pour l’ensemble des électrodes qui composent la MEA traitée avec du PEDOT:PSS et la 

MEA non traitée. L’amplitude des signaux est d’environ 15 µV pour les électrodes traitées alors 

qu’ils sont de 35 µV en moyenne pour les électrodes d’or. Le traitement semble donc affecter 

l’amplitude des PA détectés. Néanmoins la qualité du signal semble quant à elle être améliorée 

avec le traitement (Figure III. 38.c), où les SNR calculés à partir de l’Equation III. 3 semblent 

plus élevés avec le traitement, soit de 4,8 ± 0,28 µV. Les SNR sont plus faibles avec les 

électrodes non traitées, soit de 3,9 ±0,4 µV. L’effet du traitement agit bien sur le rapport 

Signal/Bruit qui augmente. Le SNR est souvent associé à l’impédance de l’électrode, car en 

effet plus l’impédance est faible et plus le SNR augmente, ce que l’on peut observer sur la 

Figure III. 38. c, où le rapport Signal/Bruit est plus élevé pour les électrodes de faibles 

impédances. 

 

Figure III. 38: Evaluation du SNR des deux MEA : traitée au PEDOT:PSS et non traitée. (a) Amplitudes détectées à partir du 

logiciel MCS par les 60 électrodes d’une MEA traitée et non traitée. (b) Ecarts-types calculés à partir des fonctions 

gaussiennes pour MEA traitée et non traitée. (c) Evaluation du rapport Signal/Bruit en fonction des impédances des 

électrodes et du traitement. 

En conclusion, cette étude a montré que le traitement des électrodes avec le PEDOT :PSS 

permet de diminuer leurs impédances en affectant leurs signaux bruts qui sont de meilleurs 

qualités que  ceux des électrodes non traitées. Avec le calcul des écarts-types et du SNR, la 

qualité du signal enregistré est nettement améliorée avec le traitement des électrodes.  

Nous allons voir dans le prochain paragraphe si le traitement améliore le signal enregistré sur 

des études long terme. 

3.5.3 Etude du signal enregistré avec ou non traitement des électrodes 

commerciales sur le long terme 
 

Dans un premier temps nous évaluons qualitativement selon les connaissances de 

l'expérimentateur (Synaxys) de la fonctionnalité de l’ensemble des électrodes traitées et non 
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traitées des MEAs. Nous déterminons visuellement la fonctionnalité des électrodes à partir de 

la valeur du signal du bruit détecté par l’électrode. Si cette valeur est supérieure à la valeur 

moyenne des bruits des 60 électrodes de la MEA, alors celle-ci sera considérée qualitativement 

comme dysfonctionnelle. Pour cela, nous avons enregistré le signal des cultures neuronales 

pendant 35 semaines et nous avons évalué la fonctionnalité des électrodes sur cette durée pour 

les électrodes traitées et non traitées. Par exemple, sur la Figure III. 39. a, à partir des électrodes 

non traitées, sont représentés des signaux d’une culture neuronale d’hippocampe de rat datant 

de deux semaines. L’enregistrement est ici effectué sur une fenêtre d’une seconde. La valeur 

du bruit crête à crête est de ± 15-20 µV pour l’ensemble des électrodes, on considère que les 

électrodes sont à cet instant fonctionnelles. Mais si l’on prend les mesures effectuées à la 35ième 

semaine de culture (Figure III. 39. b), on observera que la valeur du bruit a augmenté (± 40 

µV), cela est probablement dû aux bruits présents dans le milieu de culture et au vieillissement 

des électrodes. Par contre certaines électrodes présentent un bruit  beaucoup plus faible à la 

semaine 35 (± 5-15µV) et comparables à l’électrode de référence (± 12µV) que nous 

considérerons alors comme dysfonctionnelles. Nous établissons la même analyse sur les 

électrodes traitées avec du PEDOT : PSS.  (Figure III. 40).  

 

 

Figure III. 39: Enregistrement sur 1s, du signal électrophysiologique d'une culture hippocampale de rat avec une MEA non 

traitée. (a) à la semaine 2 et (b) à la semaine 35. 
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Figure III. 40: Enregistrement sur 1s, du signal électrophysiologique d'une culture hippocampale de rat avec une MEA 

traitée. (a) à la semaine 2 et (b) à la semaine 35. 

On note qu’il y a un nombre considérable d’électrodes non fonctionnelles pour la MEA non 

traitée. Sur 60 électrodes, 52 électrodes sont encore fonctionnelles pour la MEA non traitée et 

59 pour la MEA traitée (Figure III. 41). 

 

Figure III. 41: Nombre d’électrodes fonctionnelles après 35 semaines de mesure d’une culture hippocampale de rat avec 

(rouge) MEA Or et (noir) MEA traitée avec PEDOT:PSS. 
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Bien que le nombre d’électrodes non fonctionnelles pour la MEA non traitée soit faible, il est 

important de garder une fonctionnalité de toutes les électrodes sur le long terme pour aboutir à 

des analyses fiables de la culture neuronale 3D. La MEA traitée avec PEDOT:PSS montre bien 

une meilleure fonctionnalité que la MEA non traitée. 

 

3.5.4 Conclusion 
 

Pour conclure, cette étude nous a apporté des éléments informatifs sur la qualité des signaux 

enregistrés par les électrodes traitées et non traitées sur le long terme (9 mois de mesure). Le 

traitement avec le PEDOT:PSS a permis de montrer que les signaux enregistrés étaient de 

meilleure qualité que ceux des électrodes non traitées. Le SNR est plus élevé avec les électrodes 

traitées, cela a un lien avec l’impédance de l’électrode qui est plus faible grâce au traitement. 

La MEA traitée avec du PEDOT:PSS montre une meilleure fonctionnalité que la MEA non 

traitée, notamment avec le nombre des électrodes encore fonctionnelles à la semaine 35. Il est 

important de rappeler que la culture neuronale 3D a pour but d’étudier la croissance neuronale 

sur le long terme, à savoir 1-3 ans. Il est donc primordial que l’état des électrodes soient 

fonctionnelles pour de telles durées de culture. 

3.6 CONCLUSION 
 

Les données parcellaires fournies par les MEAs 2D font obstacle à l’analyse du circuit neuronal 

de la culture neuronale se développant en 3D. Pour s’affranchir de cette barrière, nous avons 

développé un système miniaturisé qui permet l’enregistrement au quotidien d’une culture 3D 

in vitro. Ce micro-dispositif couple une MEA 2D et un implant qui permettent les mesures en 

3D. Ce micro-dispositif a permis l’investigation de la dynamique du réseau neuronal d’un 

modèle in vitro d’hippocampe de rat en temps réel sur une période de culture de 7 semaines. La 

stimulation électrique des électrodes a servi d’outil de vérification pour visualiser les 

connectivités 3D fonctionnelles entre neurones. 

Néanmoins quatre points restent encore à améliorer pour élaborer une cartographie du réseau13 

notamment avec le développement d’un algorithme qui permettrait d’identifier les groupes de 

neurones fonctionnels dans le réseau et donc d’établir une connectivité entre eux47,50. D’autre 

part, pour cartographier le réseau, il faudrait moduler l’activité de certains types de neurones 

afin de confirmer la connectivité d’une population de neurones. Pour cela, l’administration de 

médicaments permettrait de bloquer ou d’activer certains types de neurones8,49,51.  

Enfin, deux points plus techniques restent à améliorer pour aboutir à une meilleure mesure 

spatio-temporelle de la culture neuronal 3D in vitro, c’est l’augmentation du nombre 

d’électrodes dans l’implant. C’est pourquoi, nous avons commencé à développer une deuxième 

génération d’implant sous la forme d’une maille qui intègre entre 24 et 64 électrodes, cette 

maille a l’avantage d’être flexible et d’enrober la culture 3D52. La maille sera ensuite couplée à 

la MEA pour mesurer une activité du réseau neuronal sur tous les points de la culture 3D. 



Chapitre. 3 Mesures électrophysiologiques d’une culture hippocampe 3D sur MEA 

116 
 

Le dernier point technique à améliorer est le redimensionnement des électrodes des MEA. Les 

mesures effectuées dans ce chapitre ont été réalisées avec deux catégories d’électrodes, les 

électrodes de l’implant en PEDOT:PSS, de diamètre 40µm et les électrodes MEA en or, de 

diamètre 100µm. Il est ici impossible d’établir une cartographie du réseau neuronal si le 

dimensionnement des électrodes 2D et 3D est différent. Afin d’enregistrer des activités 

équivalentes, nous avons décidé de redimensionner la taille des électrodes à un même diamètre 

pour l’implant et pour la MEA. 

Pour terminer, nous avons vu que le PEDOT :PSS apportait à la mesure du signal, une réduction 

du bruit et donc à une meilleure qualité de signal. De plus la fonctionnalisation des électrodes 

avec le PEDOT :PSS a montré une amélioration de la durée de vie des électrodes. Il serait donc 

envisageable de fonctionnaliser les électrodes de la MEA et de l’implant avec le polymère 

conducteur.
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4 CHAPITRE. 4 INTEGRATION D’UN MICRO CAPTEUR SUR 

MEA POUR LA DETECTION DE PH DANS UNE CULTURE 

NEURONALE IN VITRO 

 

L'objectif de ce chapitre est de définir un protocole de fabrication d’un film d’oxyde d’Iridium (IrOx) 

sur MEA en vue de la réalisation d’un micro capteur pH intégrable au sein du micro-dispositif final. Ce 

chapitre démarre par une étude bibliographique de l’IrOx, notamment pour ce qui concerne sa 

sensibilité au pH ainsi que les méthodes de préparation. Une seconde étude est consacrée aux 

paramètres influençant les performances de stabilité du capteur IrOx pour des suivis long termes. 

4.1  VERS UNE STANDARDISATION DES CULTURES 3D 
 

Les cultures 3D d’organoïdes ont pour objectif de modéliser artificiellement des « organes 

humains de taille réduite » in vitro avec les mêmes fonctionnalités et structures que les organes 

in vivo. Ce sont des systèmes très similaires aux organes humains qui peuvent apporter une 

multitude d’informations sur le développement des organes1, sur les maladies humaines 

(génétique2, infectieuse3, cancers4) et sur l'efficacité de médicaments5 et leurs toxicités6. Il 

existe certaines pathologies dont l’origine restent encore inconnues, comme par exemple la 

maladie d’Alzheimer qui touche préférentiellement certaines zones du cerveau. Des cultures 

3D d’organoïdes cérébraux pourraient permettre d’identifier les groupes de neurones impliqués 

dans la pathologie7. Néanmoins un problème se pose encore dans les cultures 3D, c’est la 

standardisation des cultures 3D pour reproduire le même type d’organoïde et avec les mêmes 

conditions physiologiques. De manière générale la culture 3D d’organoïdes est basée sur la 

croissance cellulaire à travers un matériel support (hydrogel8, billes9, etc.). Cependant, ces 

supports peuvent poser des limites à la diffusion et introduire des gradients de concentration10 

d’oxygène, de pH ou de nutriments (glucose, lactate, etc.), ce qui peut augmenter 

l’hétérogénéité du système de culture et restreindre le développement de la culture. À cette fin, 

une grande variété de méthodes de détection in vitro pour mesurer les gradients de concentration 

de pH, d’oxygène, etc. sont développées42,43, comme les capteurs  électrochimiques ou optiques 

résumés dans le chapitre 1. Parmi eux figurent les capteurs pH en oxyde métallique, plus 

spécifiquement l’oxyde d’Iridium (IrOx). En raison de sa commodité à être intégrable dans une 

vaste gamme de supports et à être miniaturisable, l’IrOx se présente comme un matériau 

sensible au pH idéal pour notre type de dispositif biologique. 

Ce chapitre démarre par une étude bibliographique sur les méthodes de fabrication de l’oxyde 

d’Iridium et ses propriétés physico-chimiques. Des problèmes de stabilité seront abordés au 

cours de ce chapitre en proposant des solutions pour s’en affranchir ou en réduire l’impact sur 

le long terme. 
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4.2 LES OXYDES METALLIQUES 
 

4.2.1 Introduction 
 

Les oxydes métalliques sont depuis longtemps utilisés en métallurgie, ils sont extraits de 

minerais et présentent par leurs configurations électroniques à caractère semi-conducteur, une 

grande sensibilité à leurs environnements chimiques 50 ce qui les rend attractifs dans divers 

domaines d’applications comme le photovoltaïque, la catalyse, le traitement de surface, le 

magnétisme, la détection de gaz ou la mesure de pH.  

Dès 1923, Uhl et Kestranek51 ont développé le premier capteur pH à  base d’oxyde métallique : 

l’oxyde d’Antimoine (Sb2O3) qui est très sensible au pH du fait de sa configuration 

électronique, également d’autres oxydes métalliques semblables ont vu le jour comme le PtO2, 

W2O3, RuO2, IrO2, etc. L’émergence des microtechnologies a propulsé la miniaturisation et 

l’intégration des oxydes métalliques comme capteurs pH pour des milieux difficilement 

accessibles, notamment en biologie ou dans l’aérospatiale. Ils présentent d’autres avantages 

comme leurs faibles coûts de fabrication, leurs sensibilités et leurs portabilités. Leurs grandes 

sensibilités au pH résident principalement sur l’échange protonique entre la solution et la 

surface de l’oxyde. En effet, les oxydes peuvent présenter des défauts ponctuels liés à un 

désordre atomique où peuvent diffuser les ions hydroniums et créer une sensibilité au pH. Il 

existe différents types d’oxydes métalliques possédant ces propriétés et utilisés dans la 

littérature comme capteur pH52 : Antimoine(Sb/Sb2O3)
53,54, Tungstène (W/W2O3)

55, Ruthénium 

(Ru/RuO2)
56, Iridium (Ir/IrO2)

57, Platine (Pt/PtO2)
58 (Tableau IV.1). 

Type d’oxyde métallique Sensibilité Références 

Sb/Sb2O3 52 mV/pH Caflisch, 1978 

W/W2O3 53.5 mV/pH Yamamoto, 2003 

Ru/RuO2 77.74 mV/pH Lonsdale, 2017 

Ir/IrO2 75 mV/pH Marzouk, 1998 

Pt/PtO2 55 mV/pH Park, 2005 

Tableau IV. 1: Liste des oxydes métalliques utilisés comme capteurs pH avec leurs valeurs de sensibilité au pH. 

4.2.1.1 L’oxyde d’Iridium (IrOx) 

 

En 1803, Wollaston et Tennant, alors qu’ils décapent à l’eau régale un minerai de Platine, ils 

découvrent hasardément d’autres types de métaux : Iridium, Palladium, Osmium, Rhodium et 

bien plus tard le Ruthénium. Ces éléments rares appartenant à la famille des platinoïdes sont 

inertes et présentent des propriétés chimiques très intéressantes particulièrement pour 

l’industrie de la catalyse59,60 et du stockage d’énergie61,62.  

L’Iridium est un métal tellement résistant à la corrosion et aux températures extrêmes qu’il est 

devenu indispensable pour la fabrication des moteurs d’avions ou de pipelines en eau profonde. 

Il se distingue notamment par de multiples états d’oxydation, s’étalant de -2 à +9 ce qui le rend 

très attrayant dans l’industrie de la catalyse. Ses états d’oxydation les plus communs sont Ir(III) 

et Ir(IV). Les principales méthodes de fabrication peuvent être obtenues par quatre voies 
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différentes : thermique (Thermally-formed Iridium Oxide Film TIROF)63, pulvérisation 

cathodique (Sputtered Iridium Oxide Film, SIROF)64, activation anodique (Anodically formed 

IRidium Oxide Film AIROF)65 ou électrodéposition (Electrodeposited IRidium Oxide Film 

EIROF)49. Suivant ces différentes méthodes de fabrication, l’oxyde d’Iridium adoptera une 

structure cristallographique appropriée : cristalline ou amorphe. En ce qui concerne les TIROF 

et le SIROF, ils possèdent une structure cristalline de type rutile alors que les AIROF et EIROF 

possèdent une structure amorphe. La structure cristalline de l’ IrOx est thermodynamiquement 

stable66,67, alors que la structure amorphe de l’IrOx présente à sa surface des défauts 

stœchiométriques importants, et qui par suite constituent des sites d'adsorption privilégiés vis-

à-vis de l'oxygène et des groupements hydroxyles66,67. Ce type de structure amorphe présente 

donc une réactivité à son environnement (Figure IV. 1). Nous verrons par la suite, que la 

sensibilité au pH des IrOx amorphes est liée à la présence de ses défauts stœchiométriques66,68.  

 
Figure IV. 1: Les propriétés thermodynamiques de l'IrOx selon son type de fabrication19 

 

4.2.1.1.1 L’état cristallin 

 

L’oxyde d’Iridium ou IrO2 est de structure cristalline de type rutile où les cations Ir4+ sont 

entourés par six anions O2- en coordination octaédrique69 (Figure IV. 2).  

 
Figure IV. 2: Représentation cristallographique IrO2 
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Il est synthétisé principalement par traitement thermique (TIROF63,70), ou par pulvérisation 

cathodique magnétron (SIROF71,72). Ces techniques de fabrication produisent un oxyde 

d’Iridium aux propriétés électroniques intéressantes ainsi qu’une très bonne stabilité 

chimique70,73. C’est pour cela que les IrO2 sont en grande majorité employés pour le suivi 

biologique dans le domaine de l’électrostimulation72,74ou pour les mesures pH75,76. L’IrO2 dit 

anhydre 70suit d’après la relation de Nernst un potentiel linéaire en fonction du pH et sa 

sensibilité est de |59| mV/pH à 25 °C Eq (IV. 1). L’équilibre redox de cet oxyde formé peut 

être décrit selon l’équation73 Eq (IV. 2) :    

 

Equation IV. 1:Equation de Nernst des IrO2 cristallins avec E potentiel d’oxydoréduction du couple ox/réd (V), E0 le 

potentiel standard du couple ox/réd (V) et n le nombre d'électrons transféré pendant la réaction (T=25°C). 

 

Equation IV. 2: Equation d’oxydoréduction des IrO2 cristallins. 

 

En dépit de leurs stabilités, les oxydes d’Iridium cristallins restent très coûteux par leurs 

méthodes de fabrication. C’est la raison pour laquelle d’autres méthodes moins coûteuses ont 

émergé comme l’électrodéposition d’oxydes d’Iridium. 

 

4.2.1.1.2 L’état amorphe 

 

L’oxyde d’Iridium amorphe ou IrOx formé par voie chimique et plus particulièrement par la 

méthode électrochimique, est plus actif que l’IrO2 cristallin. Son activité est expliquée par la 

présence d’une couche d’oxy-hydroxyde d’iridium formée soit par oxydation de l’Iridium 

métal77 soit par électrodéposition49, ce qui augmenterait sa porosité et entrainerait la 

multiplication de sites actifs au sein du matériau78,79. L’IrOx a donc de ce fait un grand pouvoir 

catalytique très employé dans l’électrolyse de l’eau afin de produire soit du dioxygène 80 soit 

du dihydrogène81. Selon Juodkazyte80, la couche d’oxy-hydroxyde d’iridium formée 

présenterait plusieurs hydroxydes : IrO(OH)2 et Ir(OH)3 et d’états d’oxydations respectifs 

Ir(IV) et Ir(III). La présence de ces groupes hydroxydes serait la conséquence des mécanismes 

d’échanges ioniques de type protonique H3O
+ avec l’IrOx, lorsque celui-ci est plongé dans une 

solution aqueuse82.  

Par ailleurs, les IrOx amorphes83 présentent une plus grande surface active que les IrO2 

cristallins, c’est pourquoi de manière générale les IrOx sont plus sensibles au pH, autrement dit 

il s’effectue à la surface des IrOx un plus grand échange protonique avec la solution26,84,85. Bien 

que la stœchiométrie de l’IrOx reste inconnue, sa réaction redox est donnée dans l’équation Eq 

(IV. 3) ainsi que son équation de Nernst Eq (IV. 4) qui valide sa linéarité au pH estimée à 

|60| − |90| mV/pH (25 °C)52: 
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Equation IV. 3: Equation d’oxydoréduction des IrOx amorphes. 

  

Equation IV. 4: Equation de Nernst des IrOx amorphes avec x les valeurs stœchiométriques du couple IrOx amorphe. 

4.2.1.1.3 Stabilité des oxydes d’Iridium 

Comme expliqué précédemment, la stabilité de l’oxyde d’Iridium est impactée par les méthodes 

de fabrication utilisées. Celles-ci conduiraient à la formation d’une structure cristalline ou 

amorphe. Les structures cristallines souvent décrites comme anhydres présentent une meilleure 

stabilité70 alors que les structures amorphes décrites comme hydratées et poreuses présentent 

une moins bonne stabilité77. En revanche, les structures amorphes49 possèdent de nombreux 

sites catalytiques actives84 qui impactent sur la sensibilité du matériau aux mesures de pH. 

Le tableau ci-dessous résume les propriétés des différents types d’oxydes d’Iridium synthétisés 

par voie thermique (TIROF), pulvérisation cathodique (SIROF), activation anodique de 

l’Iridium (AIROF) et par électrodéposition (EIROF). Les TIROF et SIROF présentent une 

structure cristalline anhydre et sont donc moins actifs mais plus stables tandis que les EIROF 

et AIROF présentent une structure amorphe hydratée et ont donc une meilleure activité mais 

une moins bonne stabilité (Tableau IV.2). 

 Structure Cristalline Structure Amorphe 

 TIROF SIROF EIROF AIROF 

Hydratation Anhydre Anhydre Hydratée Hydratée 

Activité - - +++ +++ 

Stabilité +++ +++ - - - 
Tableau IV. 2: Caractéristiques des oxydes d’Iridium obtenus selon différentes techniques. 

4.2.2 L’Oxyde d’Iridium amorphe 
 

4.2.2.1 Méthodes de fabrication par voie électrochimique 

 

Dès les années 1980, Burke84, Yamanaka49 et Hitchman86 ont étudié les propriétés physico-

chimiques de l’oxyde d’iridium amorphe. Yamanaka a développé une méthode permettant de 

déposer par voie électrochimique un film d’IrOx ou EIROF à partir d’une solution alcaline. 

Burke et Hitchman, ont quant à eux étudié les propriétés d’oxydoréduction des films d’IrOx ou 

AIROF formés par oxydation électrochimique d’un métal d’Iridium. Nous allons aborder en 

détail les deux procédés de fabrication des IrOx amorphes.  
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4.2.2.1.1 Oxydation métallique de l’Iridium métal (AIROF) 

 

Des premiers travaux ont été effectués dans les années 1980 sur la formation d’oxyde d’AIROF 

par anodisation électrochimique. Conway65, Burke84 et Hitchman86 ont montré qu’il était 

possible de cycler par voltammétrie l’Iridium entre [0 – 1,5]V vs ESH (Electrode Standard à 

Hydrogène) dans une solution d’acide sulfurique (H2SO4) et de former un film d’oxyde 

d’Iridium hydraté. Selon Buckley et Burke87, la première couche d’oxyde formée est de nature 

compacte et anhydre de type IrO2 puis à mesure que l’on cycle dans H2SO4, l’IrO2 s’hydrate et 

devient par conséquent amorphe. Autrement dit, lors du cycle anodique il y a accumulation et 

production d’oxydes sur l’Iridium et lors du cycle cathodique celui-ci est réduit mais pas 

complétement avec adsorption d’atomes d’Hydrogène ce qui forme un oxyde d’Iridium hydraté 

amorphe (Figure IV. 3). 

 

 
Figure IV. 3 : Voltammétrie cyclique d’un film métallique d’Iridium dans une solution d’acide sulfurique 1M (H2SO4) et 

balayé à 40mV/s sur [0,56 – 1,5]V vs ESH pour former l’oxyde d’Iridium (AIROF) après 2500 cyclages88. 

 

Le fait que les AIROF soient amorphes et hydratés, cela leurs apportent des propriétés 

catalytiques et capacitives intéressantes. On retrouve les AIROF dans de nombreux domaines 

d’application, comme la catalyse89,90, les supercondensateurs65,91, les capteurs pH26 et 

électrochromes92, et l’électrostimulation93. Néanmoins, la demande et la rareté du métal 

d’Iridium rendent la fabrication des AIROF onéreuse. C’est donc, à partir de 1987, que 

Yoshino94 et Yamanaka49 proposent une autre méthode permettant la fabrication d’oxydes 

d’Iridium hydraté (EIROF).  
 

4.2.2.1.2 Electrodéposition des oxydes d’Iridium (EIROF) 

 

L’électrodéposition permet d’élaborer des couches minces d’oxydes d’Iridium par 

l’intermédiaire d’un courant électrique traversant l’électrolyte. Ce courant contrôle la vitesse 

des ions d’Iridium présents dans l’électrolyte. Cette approche offre la possibilité de contrôler la 

quantité du dépôt obtenue. 
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Contrairement aux AIROF, l’électrodéposition d’oxyde d’iridium offre de nombreux 

avantages, notamment dans le choix du substrat : métal (Ir, Au, Pt), oxyde d’indium d’étain 

(ITO). D’ailleurs les EIROF sont très utilisés comme vitrage électrochrome sur des substrats 

transparents comme l’ITO pour leurs propriétés optiques92,94. En effet, grâce à la présence de 

différents états redox, les EIROF peuvent changer de couleur lorsqu’ils subissent un transfert 

électronique et passent d’une couleur transparente au noir.  

Les champs d’utilisation des EIROF se sont multipliés en raison de leurs facilités d’intégration 

dans des substrats rigides ou souples et également grâce à la rapidité de leurs fabrications 

(quelques minutes). De plus leurs structures amorphes contiennent de nombreux sites actifs, 

rendant ainsi possible aux EIROF d’être employés comme des capteurs pH57,95 ou bien encore 

comme des électrodes stimulatrices au sein du cerveau96.  

Les EIROF sont principalement fabriqués en suivant le protocole de Yamanaka49, il existe 

d’autre protocoles comme celui proposé par Baur97. Le protocole de Yamanaka propose une 

solution alcaline où sont dissous des sels métalliques IrCl4.xH2O. Des oxalates sont également 

dissous dans le but de stabiliser la solution. Cette solution va alors former des complexes 

oxalates-Iridium capables de s’oxyder lors de l’électrolyse anodique et de former ainsi un oxyde 

d’Iridium hydraté ou EIROF. Bien que ce protocole de déposition reste le plus employé, il reste 

encore des questions quant à la méthode de préparation, par exemple Elsen98 a montré que les 

ions oxalates ne jouaient pas le rôle de stabilisateur sur la solution. 

4.2.2.1.3 Principe de détection du pH avec les AIROF et EIROF 

 

Comme précédemment énoncé, les AIROF et EIROF abritent de nombreux sites électro actifs 

sensibles au pH77,85. Sur le tableau ci-dessous (Tableau IV. 3) nous pouvons voir de nombreux 

oxydes et hydroxydes d’iridium formés par électrodéposition (EIROF) ou par oxydation 

anodique (AIROF) responsables de la sensibilité au pH. 

 
Tableau IV. 3: Formes possibles d’oxydes et d’hydroxydes d’Iridium formés par voie électrochimique. 

En principe, la mesure de pH consiste à évaluer la différence de potentiel entre une électrode 

de référence et l’IrOx à potentiel ouvert. L’IrOx adopte alors un potentiel propre à la solution 

de mesure et lorsque cette solution change de pH alors le potentiel change. Il change parce que 

l’état de surface de l’IrOx a été modifié. De manière générale, les IrOx synthétisés par voie 

électrochimique comportent de nombreux sites actifs et vont donc adsorber99 plus facilement à 

leurs surfaces des ions H3O
+, ce qui explique leurs grandes sensibilités au pH. Sur la Figure IV. 

4, on peut voir une modélisation de la sensibilité pH des IrOx décrite selon le mécanisme de 

Grotthuss100. Lorsque l’IrOx est plongé dans une solution aqueuse, des ions H3O
+ sont 

chimisorbés à la surface de l’IrOx puis apparaît ensuite un mouvement des protons à travers la 

surface d’IrOx. 
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Figure IV. 4: Modélisation de la sensibilité pH chez les IrOx selon le mécanisme de Grotthuss : (1) chimisorption de l’eau 

sur l’IrOx (2) puis mouvement des protons à travers la surface de l’IrOx99. 

 

D’après l’équation d’oxydoréduction Eq (IV. 5) établie par Burke85, les IrOx synthétisés par 

voie électrochimique ont une sensibilité de 88,5mV/pH Eq (IV. 6). C’est une réponse super-

Nernstienne comparée à la valeur de sensibilité obtenue pour l’oxyde d’Iridium 

cristallin/anhydre, qui est de 59 mV/pH.  

 

Equation IV. 5: Equation IrOx synthétisé par voie électrochimique 

 

Equation IV. 6: Equation de Nernst du couple IrOx synthétisé par voie électrochimique. 

Burke souligne comme hypothèse, que l’hydratation des oxydes d’Iridium synthétisés par voie 

électrochimique serait responsable de l’augmentation de la sensibilité au pH. En effet, il a 

démontré que les IrOx hydratés présentaient à leurs surfaces un plus grand transfert de protons 

que les oxydes d’Iridium anhydres. Le tableau IV. 4 ci-dessous compare les caractéristiques des 

oxydes d’Iridium anhydres et hydratés. 

Etat 

d’hydratation 

Anhydre 

 

Hydraté 

 

Technique de 

fabrication 

SIROF et TIROF 

 

AIROF et EIROF 

Réaction 

Redox 

2IrO2 + 2H+ + 2e- = Ir2O3 + H2O [IrO2(OH)2 . 2H2O]2- + 3H+ + 2e- =  

[Ir2O3(OH)3 . 3H2O]3- + 3H2O 

Sensibilité au 

pH 

Nernstienne 

E = E◦ - 59 pH (T=25°C) 

Super-Nernstienne 

E = E◦ - 88,5 pH (T=25°C) 
Tableau IV. 4 : Propriétés redox des IrOx anhydres et hydratés. 
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Olthuis26 émet une autre hypothèse et suggère que la hausse de sensibilité des IrOx hydratés a 

un lien avec le type d’oxyde formé. Pour le démontrer, il a oxydé à un potentiel constant dans 

un milieu acide et à différents temps (entre 2 et 10 minutes) des IrOx, il a relevé ensuite leurs 

sensibilités et leurs potentiels à pH=0. Sur le Tableau IV. 5 sont présentées les sensibilités des 

IrOx en fonction du temps d’oxydation, on peut noter que la sensibilité augmente lorsque l’IrOx 

subit un temps d’oxydation plus long. En parallèle, les potentiels des IrOx oxydés à (pH=0) en 

fonction du temps d’oxydation sont mesurés et il apparaît également que les potentiels 

augmentent avec le temps d’oxydation. Ces potentiels sont par ailleurs d’après l’équation de 

Nernst proportionnels au rapport stœchiométrique des oxydes formés (Eq IV.7). De ce fait, le 

rapport varie avec le temps d’oxydation et est responsable de la variation de la sensibilité pH 

des IrOx. Pour conclure, Olthuis démontre que la sensibilité de l’IrOx dépend étroitement de la 

valence des oxydes formés. 

 

Tableau IV. 5: Evolution de la sensibilité pH (mV/pH) et du potentiel E (pH=0) des AIROF en fonction de leurs temps 

d’oxydation en milieu acide. 

 

 

Equation IV. 7: Equation de Nernst d’un couple IrOx avec E potentiel d’oxydoréduction du couple ox/réd (mV), E0 le 

potentiel standard du couple ox/réd (V) et n le nombre d'électrons transféré pendant la réaction (T=25°C). 

 

4.3 ETUDE DU CAPTEUR PH EIROF OU IROX 
 

Le but de notre étude est de pouvoir suivre et de mesurer les faibles variations de pH dans une 

culture neuronale 3D avec l’aide d’une MEA. La MEA présentant un réseau d’électrodes où les 

surfaces sont de tailles micrométriques, il est donc important de choisir une méthode de dépôt 

où l’on peut contrôler la densité de dépôt de manière localisée. C’est pourquoi nous avons 

orienté notre choix vers la méthode de dépôt électrochimique de l’oxyde d’Iridium afin 

d’élaborer un capteur pH. En effet c’est une technique de fabrication où les dépôts sont 

reproductibles et permettent un contrôle in situ du type d’IrOx déposé. Nous mentionnerons 

dans cette partie les différentes voies de dépôt des films d’oxyde d’iridium électrodéposés 

(EIROF) avant de décrire la procédure de dépôt mise au point pour fabriquer des films d’oxyde 

d’iridium stables dans le temps. 
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4.3.1 Méthodes de dépôts électrochimiques des IrOx 
 

Avec les différentes techniques électrochimiques comme la voltammétrie cyclique, la 

chronoampérométrie ou la chronopotentiométrie, il est possible de déposer uniformément et de 

contrôler les dépôts de films d’EIROF à la surface de l’électrode. 

Le dépôt électrochimique est réalisé dans un bécher contenant des sels métalliques de 

tétrachlorure d’Iridium (IrCl4) dans lequel sont plongées trois électrodes : l’électrode de 

référence, la contre électrode et l’électrode de travail. Toutes sont reliées aux bornes 

d'un potentiostat. 

A la surface de l’électrode de travail, l’oxyde d’Iridium se dépose selon le mécanisme 

réactionnel suggéré par Yamanaka49 Eq (IV. 8): 

[𝐼𝑟(𝐶𝑂𝑂)2(𝑂𝐻)4]2− =  𝐼𝑟𝑂2 +  2𝐶𝑂2 +  2𝐻2𝑂 +  2𝑒−   (IV.8) 

D’après l’équation IV.8, lorsqu’un courant traverse la surface de l’électrode de travail, les 

ligands d’oxalates Ir(IV) présents en solution s’oxydent pour se déposer à la surface de 

l’électrode sous la forme d’oxyde d’Iridium (IrO2). On compte dans la littérature de nombreuses 

méthodes électrochimiques permettant le dépôt d’oxyde d’Iridium, par exemple le mode 

galvanostatique (courant constant), le mode ampérométrie (potentiel constant), le mode 

potentio-dynamique (balayage de potentiel) ou bien le mode pulsé (impulsion d’un courant 

anodique ou cathodique pendant un temps donné) (Tableau IV. 6). 

 

Tableau IV. 6: Les trois voies d’électrodéposition utilisés pour le dépôt d’IrOx. 

4.3.1.1 La Chronopotentiométrie (CP) 

 

La chronopotentiométrie à courant constant consiste à imposer à un système électrochimique 

un courant d’intensité constant et à mesurer l'évolution temporelle du potentiel E (Tableau IV. 

https://www.futura-sciences.com/sciences/definitions/physique-electrode-2669/


Chapitre. 4 Intégration d’un micro capteur sur MEA pour la détection de pH dans une culture 
neuronale in vitro 

135 
 

6. a). Les substances électro-actives en solution se déposent soit par réduction soit par oxydation 

sur l’électrode de travail. Suite à la modification de l’électrode, son potentiel varie au cours du 

temps et permet d’obtenir des informations qualitatives du dépôt101. Si des réactions parasites 

se produisent à la surface de l’électrode alors le potentiel varie, de même si un film peu stable 

de l’électrode se dissout, cela entraînera une baisse du potentiel de l’électrode. La CP permet 

de fixer la densité de charge contrôlant ainsi l’épaisseur du dépôt. C’est d’ailleurs parmi les 

différentes méthodes de dépôt celle qui est la plus rapide. 

4.3.1.2 La Chronoampérométrie (CA) 

 

La technique chronoampérométrie est similaire à la CP mais dans ce cas un potentiel constant 

est appliqué à l’électrode et c’est le courant qui varie au cours du temps, permettant de 

déterminer la charge électrique échangée (Tableau IV.6. b). La réaction d’électrode consomme 

en proportion faible des espèces électro-actives, par oxydation ou réduction avec apparition 

d’un courant qui est mesuré. Les conditions expérimentales sont adaptées pour que l’activité de 

l’espèce électro-active soit en relation directe avec le courant102. Le dépôt par CA permet de 

quantifier la quantité de matière déposée, c’est une technique où le dépôt s’effectue de manière 

rapide.  

4.3.1.3 La Voltammétrie Cyclique (CV) 

 

La CV consiste à imposer, entre l’électrode de travail et celle de référence, une variation de 

potentiel E (t) linéaire et à enregistrer l’évolution du courant I (t) qui circule entre l’électrode 

de travail et la contre électrode, durant l’électrolyse (Tableau IV. 6. c). Le courant d’électrolyse 

(I) correspondant au transfert électronique permet la réduction des ions métalliques à la surface 

de l’électrode. Il correspond à la somme de deux courants distincts : le courant faradique (If) et 

le courant capacitif (Ic) avec I = If + Ic. C’est le courant faradique qui résulte des réactions 

d’oxydoréduction à l’interface électrode/solution, de ce fait il permet d’identifier in situ la 

nature des oxydes formés lors de l’électrolyse. Cela nous permet de suivre et de contrôler in 

situ le dépôt. Par ailleurs, le dépôt par CV offre un contrôle de la vitesse de dépôt, en diminuant 

cette vitesse, le dépôt est plus uniforme, homogène et adhère mieux au substrat96,103. 

4.3.1.4 Chronoampérométrie à trains d’impulsions répétitives (CA à régime pulsé) 

 

L’électrodéposition pulsée diffère de l’électrodéposition classique, elle consiste à appliquer un 

potentiel interrompu à la place d’un potentiel continu et à mesurer le courant impulsionnelle en 

fonction du temps (Tableau IV. 6. d). Elle présente de nombreux avantages : une bonne 

uniformité du dépôt, une bonne adhésion au substrat et elle permet d’obtenir des particules de 

plus petite taille. En effet, c’est le temps impulsionnel qui va permettre de structurer de manière 

homogène le dépôt104,105. 

Dans le Tableau IV. 7 sont listées les principales techniques de dépôt de l’IrOx utilisées dans 

la littérature: 
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Tableau IV. 7: Récapitulatif des méthodes d’électrodéposition d’IrOx dans la littérature. 

 

Parmi les nombreuses méthodologies appliquées pour la fabrication de l’oxyde d’Iridium, on 

notera que la sensibilité est presque équivalente d’un dépôt à un autre. Par ailleurs, parmi les 

nombreuses techniques existantes pour l’électrodéposition d’IrOx, il apparaît que les oxydes 

formés sont les mêmes. Comme on peut le voir sur la Figure IV. 5, les caractérisations par CV 

des IrOx déposés par CA ou par CV ont similaires. On peut également identifier les deux 

couples d’oxydoréduction quasi-réversibles : Ir(III)/Ir(IV) à 0,7V vs NHE et Ir(IV)/Ir(V) à 1,2 

V vs NHE106 sur les deux dépôts.  

 
Figure IV. 5: Caractérisation par CV dans un milieu PBS (pH=7) à v=20mV/s vs NHE de deux IrOx électrodéposés par (a) 

CA et par (b) CV. 

Nous avons opté dans un premier temps pour le choix d’un dépôt par CP, parce que c’est une 

technique d’élaboration rapide et reproductible57,98. En outre, elle apporte des renseignements 

qualitatifs du film d’IrOx formé par le suivi du potentiel en fonction du temps ainsi 

l’identification de phénomènes se produisant à la surface du film d’IrOx comme sa dissolution, 

ou bien des réactions parasites qui peuvent être facilement identifiables et contrôlés. Quant à la 
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densité de courant utilisée pour électrodéposer l’oxyde à la surface des électrodes, elle est 

comprise entre 1,6x10-4 A/cm2 et 2 x10-4 A/cm2, sinon au-delà, le dépôt devient irrégulier. 

4.3.2  Dépôt électrochimique de l’IrOx 
 

Nous avons élaboré dans un premier temps des dépôts d’IrOx par trois méthodes distinctes, à 

savoir par CP, par CV et par CA pulsé. Nous comparerons les morphologies, sensibilités et 

stabilités des IrOx obtenus. Le système électrochimique est composé de trois électrodes 

connectées à un potentiostat (VMP3-Biologic) : une référence en Calomel (ECS), une contre-

électrode en fil de platine et une électrode de travail en or de surface géométrique S=0,04mm2. 

4.3.2.1 Protocole expérimental 

 

4.3.2.1.1 Préparation de la solution 

 

Une solution alcaline d’oxyde d’Iridium est préparée selon la méthode de Yamanaka49. Un sel 

métallique IrCl4 (4.45x10-3mol/L) et de l’acide oxalique (1.11 x10-1mol/L) sont dissous dans 

50mL d’eau auquel on ajoute 0,5mL de H2O2, puis la solution est ajustée à pH 10 par ajout de 

K2CO3. La solution doit reposer au moins deux jours pour qu’elle se stabilise, la couleur de la 

solution varie alors du brun au bleu. 

Pour que le dépôt de l’oxyde d’Iridium soit déposé uniformément, Yamanaka a noté que l’ajout 

de H2O2 était essentiel à la solution de dépôt. Il a également spécifié que l’ajout de l’acide 

oxalique dans la solution alcaline était indispensable afin que les ions d’Iridium ne soient pas 

complexés et qu’ils ne précipitent pas en solution. En ce qui concerne les conditions 

d’électrodéposition de la solution, il a été montré qu’une température égale à 15°-25°C était 

optimale pour un bon dépôt. Dans la Figure IV. 6 est représenté un schéma du dépôt d’oxyde 

d’Iridium par voie électrochimique avec une configuration à trois électrodes : électrode de 

référence, contre-électrode et électrode de travail. 

 
Figure IV. 6: Configuration d’un système à trois électrodes pour le dépôt d’IrOx : électrode de référence, contre électrode et 

électrode de travail connectés à un potentiostat. 
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4.3.2.1.2 Préparation du substrat 

 

Des électrodes d’or de surface S=0,04 cm2 seront d’abord utilisées dans le but d’optimiser les 

paramètres de dépôt de l’IrOx, puis une fois le dépôt optimisé nous réaliserons l’étude sur des 

microélectrodes d’or (d=100µm) avec une surface de S= 7,85x10-5 cm2.  

Dans un premier temps les électrodes d’or sont activées électrochimiquement dans un bain 

d’acide sulfurique (0,5M) pour éliminer des impuretés comme des résidus organiques ou des 

poussières. Cette électrode est connectée à une électrode de référence (ECS) et à une contre 

électrode (fil de platine). Un balayage en potentiel entre – 0,5 V et + 1,65 V à une vitesse de 

200mV/s est alors effectuée jusqu’à la stabilisation du courant de celle-ci. On observe alors la 

courbe caractéristique de l’or qui est exprimée en densité de courant (J) – potentiel (E) (Figure 

IV. 7). Cette densité de courant correspond au transfert électronique permettant la réduction des 

ions de l’or à la surface de l’électrode. On note après 30 cycles d’activation, une légère 

augmentation de densité de courant par rapport au 1er cycle ainsi qu’une distinction des pics 

d’oxydation de l’or. C’est une activation nécessaire afin d’assurer une bonne adhésion de l’IrOx 

à la surface de l’or, surtout lorsque la surface est de petite dimension (micrométrique). 

 
Figure IV. 7: Activation de la surface d’or (S=0.04 cm2) dans H2SO4 à 200mV/s vs ECS. 

  

4.3.2.1.3 Dépôt électrochimique de l’IrOx 

 

Les dépôts ont été réalisés avec trois méthodes distinctes : CP, voltammétrie cyclique (CV) et 

CA pulsé). Un premier dépôt est réalisé par CA suivant le protocole de Marzouk57, à savoir une 

densité de charge de 1 mA/cm2 pendant 8 min (Tableau IV. 8.a). Afin d’assurer une étude 

comparative relative à une même quantité d’IrOx déposé, nous caractériserons par CV en milieu 

PBS si la densité de courant est équivalente pour chacun des dépôts.  

Dans un deuxième temps, un dépôt est réalisé par CV suivant le protocole de Ges107 et 

Meyer96soit à une vitesse de balayage de 25 mV/s sur une fenêtre de potentiel de [-0,05 – 0,66] 
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V vs ECS pour 300 cycles (Tableau IV. 8.b). Enfin, un dernier dépôt par CA pulsé a été effectué 

selon le protocole de Carroll108, soit un dépôt pulsé entre 0 et 0,66 V vs ECS pendant 500 cycles 

et avec une fréquence impulsionnelle de 2Hz (Tableau IV. 8. c).  

Pour chacune des méthodes employées, la réaction se produisant à la surface de l’électrode est 

la suivante109 :   

2 [IrO2(OH)2.2H2O]2- + 3H+ + 2e- = [Ir2O3(OH)3.3H2O]3- + 3H2O. 

 
Tableau IV. 8: Dépôts caractéristiques d’IrOx sur macro électrode (S=0,04 cm2) par : (a) CP avec une densité de courant de 

1mA/cm2, (b) CV 300 cycles, à v=25 mV/s sur [-0,05 - 0,66] V vs ECS et (c) CA pulsé entre 0 et 0,66 V vs ECS avec une 

fréquence impulsionnelle de 2Hz sur 500 cycles. 

4.3.2.2 Caractérisation des dépôts 

 

4.3.2.2.1 Caractérisations électrochimiques 

 

Des tests de caractérisation des différents dépôts ont été réalisés par électrochimie et par 

Microscopie Electronique à Balayage (MEB) afin de comparer les propriétés redox, 

morphologiques et mécaniques des dépôts d’IrOx élaborés suivant les techniques employées. 

Enfin nous caractériserons par potentiométrie la sensibilité pH des IrOx. Les caractérisations 

par CV et par Spectroscopie d’Impédance Electrochimique (EIS) ont été réalisées sur les 

différents dépôts effectués en CP, CV et par CA pulsé. Ils ont été réalisés en milieu PBS (pH=7). 

Pour les mesures EIS, nous effectuons un balayage fréquentiel sinusoïdal à tension constante 

sur la plage [10 Hz-10 kHz] et nous relevons les valeurs d’impédance |Z| en fonction de la 

fréquence. 
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Figure IV. 8: Caractérisations électrochimiques en milieu PBS des différents dépôts IrOx réalisés. (a) Caractérisations par 

CV sur [-0,6V-0,8V] vs ECS, (v=50mV/s) pour de l’IrOx déposé par CP (noir), CV (rouge) et CA pulsé (bleu). (b) 

Caractérisations EIS des électrodes d’or nu (vert) et d’IrOx déposé par CP (noir), CV (rouge) et CA pulsé (bleu). 

Les caractérisations CV réalisées sur une fenêtre de [-0,6V-0,8V] vs ECS à une vitesse de 

balayage de 50mV/s pour les différents dépôts IrOx, montrent toutes une courbe caractéristique 

de l’IrOx (Figure IV. 8.a). En effet, nous observons la formation d’un pic étendu entre [0,15 ; 

0,4] V et son pic retour également étendu entre [0,2 ; -0,3] V correspondant au couple 

Ir(OH)x(III)/ IrO2(IV)110–112. Ces pics sont étendus du fait que l’IrOx formé est de forme hydraté 

et amorphe. Le deuxième pic que l’on peut également identifier à partir de 0,6 V est le couple 

Ir(V) / Ir(VI) qui est principalement responsable de la production d’oxygène (OER). Par 

ailleurs, ces CV montrent un comportement de l’IrOx identique pour chacune des techniques 

de dépôt. On remarquera que la CV du dépôt par CP est plus capacitive que les deux autres 

méthodes, ce qui pourrait expliquer une surface plus poreuse produit par la méthode CP. 

Des mesures d’impédances (EIS) ont ensuite été effectuées afin de contrôler la qualité du dépôt 

(Figure IV. 8.b). Le principe de l’EIS réside dans la mesure d’un courant sinusoïdal d’une 

électrode de travail suite à une perturbation sinusoïdale en potentiel. Sa réponse traduit un 

caractère résistif et/ou capacitif du circuit en fonction de la fréquence. L’avantage de la mesure 

EIS en fréquentiel est qu’elle permet de remonter à certains phénomènes ayant lieu sur 

l’électrode, comme la dégradation ou le changement des propriétés chimiques du matériau. 

Dans notre cas, nous nous intéressons principalement à contrôler la qualité du dépôt entre 

chacune des techniques de dépôt employées et les comparer à celle de l’or de surface identique, 

à une fréquence fixe de 1 kHz. On observe ainsi que l’impédance (Z) mesurée pour les trois 

dépôts IrOx diminue par rapport à celle mesurée pour l’or, ce qui signifie que l’IrOx déposé est 

bien conducteur et qu’il présente une surface active beaucoup plus grande que celle de l’or 

parce qu’il présenterait une structure plus rugueuse ou poreuse avec l’IrOx déposé par les trois 

méthodes. Pour terminer, l’impédance relevée pour chacun des dépôts est relativement proche, 

on compte respectivement 141 ± 8 Ohm , 139 ± 3 Ohm et 128 ± 9 Ohm pour les dépôts réalisés 

par CV, Pulsé et CP.  

Les électrodes d’IrOx sont par la suite conditionnées dans une solution tampon PBS 

(Phosphate-Buffered Saline) pendant deux jours afin de les stabiliser avant les mesures pH57. 

Ce conditionnement est très important car l’IrOx électro-déposé est de nature amorphe et 
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présente des groupes hydroxydes à sa surface qui échangent des ions protonique H+ avec le 

milieu dans lequel l’IrOx est immergé82. Lorsque l’IrOx est suffisamment hydraté, il se 

stabilise, comme on peut le voir sur la Figure IV. 9, où le potentiel standard de l’IrOx est mesuré 

en circuit ouvert par potentiométrie en milieu PBS. On constate que le potentiel diminue 

considérablement de 18 mV entre les jours 0 et 1,5. C’est durant cette période que l’IrOx 

s’hydrate et qu’il est par conséquent moins stable. Il redevient stable après 1,5-2 jours 

d’hydratation.  

 

Figure IV. 9: Mesure par potentiométrie (vs ECS), le potentiel standard de l’IrOx immergé dans un milieu PBS. 

 

Nous avons ensuite effectué des tests de sensibilité du capteur pH afin d’estimer la sensibilité 

pour chaque technique de dépôt utilisée. Les mesures de sensibilité ont été effectuées par 

potentiométrie qui consiste à mesurer dans une solution saline, la différence de potentiel entre 

une électrode de référence et une électrode de travail, à circuit ouvert (Figure IV. 10.a). Nous 

avons effectué les mesures pH dans une solution tamponnée au phosphate (PBS) que nous avons 

dilué avec une solution NaOH pour les pH basiques ou HCl pour les pH acides. 

Nous avons mesuré des sauts en potentiel du film d’IrOx lorsque celui-ci est plongé dans 

différentes solutions de pH de [2-12]. La Figure IV. 10.b montre la réponse linéaire des capteurs 

pH déposé avec les trois méthodes de dépôts : CP, CV et CA Pulsé. 
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Figure IV. 10: (a) Schéma du dispositif potentiométrique pour la mesure du pH, constitué d’une électrode de référence 

(AgCl) et d’une électrode de travail d’IrOx connectées à un potentiostat. (b) Mesures de sensibilité du capteur pH en fonction 

du mode de dépôt : CP (noir), CV (rouge) et CA pulsé (bleu). 

 

 

 

On note respectivement une sensibilité de -63,9 ± 2 mV/pH, -66,2 ± 1,5 mV/pH et -64,8 ± 3,4 

mV/pH pour les IrOx déposés par CP, CV et CA pulsé. Suivant la technique d’électrodéposition 

utilisée, il n’y a donc pas d’influence notable sur la sensibilité du capteur pH. Par ailleurs, nous 

pouvons observer que la réponse est linéaire avec le pH. Cette réponse est super-Nernstienne 

puisque les sensibilités mesurées sont bien supérieures à la sensibilité d’un capteur pH standard 

qui est de 59mV/pH. Cette réponse super-Nerstienne est caractéristique des oxydes métalliques 

qui peuvent se présenter sous la forme d’oxydes hydratés de type M(OH)x et induire une plus 

grande sensibilité au pH50.  
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4.3.2.2.2 Caractérisations MEB 

 

Des caractérisations MEB ont été réalisées sur des électrodes IrOx obtenues par CP, CV et 

CA pulsé afin d’identifier les différentes morphologies générées lors du dépôt (Tableau IV. 

9). 

 
Tableau IV. 9: Images MEB des différents dépôts d’IrOx réalisés par : (a) CP, (b) CV et (c) CA Pulsé. 

 

La CP permet d’obtenir un dépôt d’un film d’IrOx rugueux alors qu’avec la CV un dépôt d’IrOx 

uniforme et homogène est obtenu. La CA pulsé conduit à la formation d’un dépôt d’IrOx 

uniforme avec des aspérités à sa surface. Ce que l’on peut également noter, c’est la présence de 

craquelures à la surface de l’IrOx pour les trois méthodes, elles sont plus visibles pour les dépôts 

réalisés par pulsé et par CP. Néanmoins le dépôt par CV présente de légères fissures notamment 

sur le bord de l’électrode.  

Nous pouvons conclure que les trois modes de dépôts utilisés à savoir par CP, CV et CA pulsé 

présentent toute une sensibilité élevée et comparable. En revanche, en fonction de la technique 

de dépôt employé, celui-ci peut générer des craquelures, comme celles observées au MEB pour 

l’IrOx déposé par CP et par pulsé ce qui peut conduite à une instabilité du capteur. Meyer96 et 

Zea103 proposent d’utiliser les modes de dépôt telle que la CV à faible vitesse de balayage pour 

une meilleure stabilité mécanique et une bonne adhésion du dépôt d’IrOx. 

Afin de nous affranchir des problèmes d’instabilités mécaniques du capteur de l’IrOx, nous 

avons poursuivi sur des dépôts par CV à faible vitesse de balayage (v=25 mV/s).  

4.3.2.3 Mesure de sensibilité pH du dépôt IrOx  

 

Nous notons que le capteur IrOx répond très rapidement avec une grande sensibilité aux 

variations de pH (Figure IV. 11. a). Comme nous l’avons montré précédemment la mesure de 
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sensibilité du capteur IrOx déposé par CV à 25mV/s présente une grande sensibilité au pH 

voisine de -66,2 ± 1,5 mV/pH. 

Si nous nous intéressons aux sauts en potentiels mesurés à différents pH entre 2 et 12, on 

observe une dérive à mesure que l’on répète la mesure dans la même solution pH (Figure IV. 

11. b). Par exemple à pH 2, on remarque à 50 minutes d’intervalle entre la première et la seconde 

mesure du potentiel (OCV), une dérive d’environ 40 mV sur le potentiel mesuré. Par ailleurs, 

cette dérive est également observée avec les autres modes de dépôts d’IrOx.  

 

Figure IV. 11: (a) Mesure sensibilité pH de l’électrode d’IrOx sur un cycle sur une fenêtre pH de [2-12]. (b) Hystérésis 

calculé (dV) entre le début et la fin du cycle (pH=2). 

Huang113 attribue cette dérive sur l’IrOx aux changements de ses propriétés chimiques au cours 

de la mesure, les propriétés d’oxydoréduction de l’IrOx peuvent en effet être responsables de 

ce changement avec l’établissement d’un nouveau potentiel d’équilibre. Selon Olthuis26 ce 

phénomène est notamment plus prononcé pour les IrOx déposés électrochimiquement, car ils 

présentent une multitude de formes hydrates et peuvent subir une hydrolyse conduisant ainsi à 

une modification de leurs propriétés chimiques et à l’établissement d’un nouveau potentiel 

d’équilibre (Tableau IV. 10).  

 

Tableau IV. 10: Les différentes formes d’IrOx hydrates déposées par électrochimie26. 

Olthuis a montré que l’IrOx avait une sensibilité au pH et un potentiel d’équilibre différent 

selon son degré d’oxydation. Il a pour cela oxydé l’IrOx dans une solution d’acide sulfurique 

(H2SO4) et à différents temps d’oxydation. Il a pu constater que plus le temps d’oxydation 

augmentait et plus les propriétés l’IrOx changeaient. La sensibilité pH et le potentiel d’équilibre 

mesuré à pH=0 de l’IrOx ont été impacté par l’oxydation forcée de l’IrOx (Tableau IV. 11). Ce 
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phénomène permet d’expliquer la dérive de 40 mV observée sur notre électrode à pH 2 (Figure 

IV. 11. b) après 50 minutes de mesure. Bien que l’électrode n’ait pas subi ici d’oxydation forcée, 

on observe une variation du potentiel d’équilibre de l’IrOx à pH=2. Ceci pourrait s’expliquer 

par le passage successif de l’électrode dans plusieurs bains de pH (2-12). La nature hydratée de 

l’IrOx peut fragiliser sa stabilité et peut provoquer lorsque celui-ci est baigné dans plusieurs 

solutions pH, un changement de ses propriétés chimiques et donc un changement de son 

potentiel d’équilibre. 

 

Tableau IV. 11: Mesure de la sensibilité pH et du potentiel d’équilibre à pH=0 pour plusieurs états d’oxydation de l’IrOx. 

Une caractérisation par CV a été réalisée sur l’électrode d’IrOx après la mesure de sensibilité 

pH (Figure IV. 12), on peut observer une légère diminution de la charge capacitive de l’IrOx. 

Il est possible que la surface hydratée de l’Ir(OH)x ait subi des modifications de surface après 

son hydratation dans les différents bains de pH ce qui pourrait conduire à une légère 

diminution de sa charge capacitive et ainsi à une dérive du potentiel.  

 

  
Figure IV. 12: Caractérisations par CV d’une électrode d’IrOx en milieu PBS sur [-0.5V-0.7V] vs ECS, (v=50mV/s) avant 

les mesures de sensibilité pH (rouge) et après les mesures de sensibilité pH (noir). 
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Dans l’ensemble de la littérature des capteurs pH- IrOx, les dérives de potentiel ne sont pas 

mentionnées car les capteurs pH sont souvent utilisés sur des courtes durées (1-2 heures). 

Néanmoins certains auteurs ont étudié les facteurs induisant une instabilité du capteur pH- IrOx, 

nous les décrivons dans les paragraphes suivants.  

 

4.3.2.4 Facteurs d’instabilité du capteur pH 

 

Malgré les performances élevées des capteurs pH IrOx, leurs stabilités sur le long terme restent 

un défi majeur qui est peu abordé dans la littérature. En effet, il existe une dérive du capteur 

IrOx qui peut se présenter soit comme une dérive temporelle ou soit comme une perte de 

sensibilité pH. La dérive temporelle et la perte de la sensibilité pH dépendent intrinsèquement 

des propriétés du matériau qui vieillit au cours du temps en solution. L’accélération du 

vieillissement du matériau est dû aux groupements hydroxydes qui le composent et qui se 

dissolvent en solution, ce qui engendre un déséquilibre de ses états redox114 et à une instabilité 

du capteur avec la génération d’un nouveau potentiel d’équilibre 26,77,82,84,85. Semblablement à 

l’IrOx, l’oxyde d’antimoine est utilisé comme capteur pH et présente une instabilité à long 

terme du fait de sa corrosion par la présence d’oxygène dissous en solution115. De la même 

manière, des interférences ioniques52,82 peuvent être responsables du changement des propriétés 

d’oxydoréduction de l’IrOx comme les ions sodium 116 ou encore les ions oxalates, carbonates 

et phosphates50 qui complexent à la surface de l’IrOx. Pour d’autres, l’adhérence imparfaite des 

couches d’IrOx déposées électrochimiquement peut générer une instabilité mécanique et 

induire une instabilité du capteur pH à long terme96. Pour la plupart des articles traitant des 

capteurs pH IrOx, une grande majorité des articles traitent de l’efficacité du capteur pH pour 

des études de très courtes durées (de 1h à 6h). Seuls quelques articles présentent des mesures 

pH effectuées pour des mesures longs termes (de 10 jours à 1 an) sans pour autant aborder les 

problèmes d’instabilité du capteur pH (Figure IV. 13). 
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Figure IV. 13: Nombre d'articles traitant les capteurs pH IrOx pour des activités à court terme et à long terme. 

 

Dans le tableau ci-dessous sont représentées les seules études de stabilité long terme des 

capteurs pH- IrOx:   

 
Tableau IV. 12: Ensemble de la littérature ayant étudié la stabilité long terme des IrOx déposés électrochimiquement. 

 Il apparait clairement dans le Tableau IV. 12, qu’il y a bien une perte de sensibilité du capteur 

pH. Il existe cependant des solutions permettant de réduire la perte de sensibilité ou la dérive 

du capteur pH notamment l’utilisation d’une membrane perméable comme le Nafion permettant 

de limiter les interférences ioniques117–119. 

Sur le Tableau IV. 13, Fog82 résume les interférences ioniques subies par les différents oxydes 

métalliques. L’oxyde d’Iridium (IrO2) en fait partie, les ions comme les Cl-, Br- et I- produisent 

sur l’IrO2 des interférences et par conséquent des hystérésis du capteur sont relevés impliquant 

alors une dérive du capteur.  
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Tableau IV. 13: Liste des oxydes métalliques utilisés comme capteurs pH et subissant des instabilités à cause d’interférences 

ionique. 

Il y a également la technique de fabrication de l’IrOx qui peut jouer sur la stabilité mécanique 

de l’IrOx, comme constaté par Meyer96 les dépôts effectués par dépôt galvanostatique ou par 

potentiométrique peuvent générer des craquelures parce que ce sont des techniques de dépôts 

rapides. Il propose pour cela, un dépôt contrôlé et plus adhérent en utilisant de voies de dépôt 

moins rapide comme la voltammétrie cyclique. Enfin parmi les autres facteurs limitant la 

stabilité des capteurs pH- IrOx, on citera l’épaisseur du dépôt d’IrOx, qui selon Elsen98 produit 

un film fragile et non-uniforme si le dépôt est épais. 

Tous ces facteurs énumérés seront étudiés dans la suite de ce chapitre afin d’améliorer la 

stabilité du capteur pH pour un suivi long terme. 

 

4.3.3 Optimisation de la fabrication du capteur pH pour des suivis long 

terme 

4.3.3.1 Etude avec une membrane protectrice 

4.3.3.1.1 Nafion 
 

Le Nafion est un copolymère à base de tétrafluoroéthylène sulfonaté qui est chimiquement et 

thermiquement résistant. Il se compose de chaînes de squelette C-F avec une extrémité 

contenant des groupes SO3 -H
+ (Figure IV. 14). Le Nafion est en effet une membrane conduisant 

très facilement les ions cationiques et particulièrement les protons en raison de sa chimie de 

surface. En revanche sa membrane conduit difficilement les électrons et les anions tel que Cl-, 

OH-. De ce fait, le Nafion présente des propriétés remarquables tels que : une sélectivité des 

échange d’ions, une bonne tenue mécanique, une bonne stabilité chimique, thermique et 

électrochimique enfin une bonne conductivité protonique à des températures inférieures à 

80°1,2. Ce sont les raisons pour lesquelles le Nafion est très utilisé dans les piles à combustibles, 

les traitements de surface de métaux, l’électrolyse de l’eau et les capteurs.  

https://fr.wikipedia.org/wiki/Copolym%C3%A8re
https://fr.wikipedia.org/wiki/T%C3%A9trafluoro%C3%A9thyl%C3%A8ne
https://fr.wikipedia.org/wiki/Sulfonation
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Figure IV. 14: Structure du Nafion. 

Cette membrane protège les surfaces des oxydes métalliques contre certaines interférences 

ioniques et améliore la stabilité du capteur pH. Cette membrane sélective permet d’atténuer les 

effets oxydant ou réducteur à la surface des IrOx57,117,118. Comme l’a montré Kinlen117, la 

membrane Nafion atténue les effets d’oxydo-réduction des espèces anioniques sur la surface de 

l’IrOx. Sur la Figure IV. 15, nous observons que des anions comme les ferri- ou ferrocyanures 

modifient les sensibilités pH des électrodes IrO2 non traitées au Nafion avec une variation non 

linéaire. En revanche, les électrodes IrO2 sur lesquelles une membrane de Nafion a été déposée 

permettent d’obtenir une réponse linéaire au pH. Ces résultats montrent que le Nafion est une 

membrane sélective, capable de contrer des ions tels que les ferri- ou ferrocyanures favorisant 

une variation linéaire du potentiel mesuré avec le pH.  

 

Figure IV. 15: Réponse pH sur des électrodes IrO2 traitées (carré vide) et non traitées au Nafion (carré plein) dans un bain 

(a) 0.01M ferricyanure de potassium et dans un bain de (b) 0.01M de ferrocyanure de potassium. 

4.3.3.1.2 Caractérisation du dépôt avec une couche de Nafion 
 

A la suite d’une électrodéposition du film IrOx par CV (v=25mV/s), nous déposons 0,5µL de 

Nafion (5%) sur la surface de l’IrOx (0,04 cm2). Nous laissons sécher l’électrode une journée57 

et mesurons l’épaisseur de Nafion déposé au profilomètre et qui est évalué à 2µm d’épaisseur 

(Figure IV. 16). 
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Figure IV. 16: Image au microscope du dépôt de Nafion sur le film IrOx. 

 

Une fois le Nafion séché, nous avons caractérisé en milieu PBS par CV et par impédance 

électrochimique l’électrode avant et après le dépôt de Nafion. On peut noter que les pics Ox/Red 

sont moins visibles avec l’IrOx -Nafion, probablement dû à l’effet capacitif qu’induit le Nafion 

comme polymère sur l’électrode d’IrOx (Figure IV. 17. a). On remarque également par analyse 

d’impédance que l’IrOx -Nafion adopte un comportement résistif par rapport à l’IrOx seul 

(Figure IV. 17. b) ce qui pourrait s’expliquer par le fait que le Nafion est moins conducteur et 

qu’il recouvre bien l’ensemble de l’électrode.  

 

 

 
Figure IV. 17: Caractérisation en milieu PBS de l’électrode d’IrOx avant et après dépôt du Nafion : (a) CV à v=50mV/s vs 

ECS de : IrOx (noir), IrOx-Nafion (rouge) ; (b) EIS IrOx (noir), IrOx-Nafion (rouge). 

 

4.3.3.1.3 Mesure de la sensibilité et de la stabilité du capteur IrOx avec une 

membrane Nafion 

 

Une fois la couche de Nafion séchée, les électrodes IrOx -Nafion et IrOx sont hydratées dans 

un milieu PBS pendant 2 jours. Dans un second temps, nous avons effectué des mesures de 

sensibilités pH pour les électrodes d’IrOx et IrOx-Nafion dans les milieux PBS concentrés à 1X 

et 10X. La différence entre ces deux milieux est que le milieu PBS 10X est 10 fois plus 

concentré en ions Na+, Cl-, K+ et HPO-
4.  



Chapitre. 4 Intégration d’un micro capteur sur MEA pour la détection de pH dans une culture 
neuronale in vitro 

151 
 

La composition du milieu PBS (1X)  est la suivante: 137mM NaCl, 2,7mM KCl, 10mM 

Na2HPO4, 1,8mM KH2PO4 et PBS (10X) : 1,37M NaCl, 27mM KCl, 100mM Na2HPO4, 18 

mM KH2PO4. 

Nous vérifierons par cette méthode si le Nafion fait barrière aux ions responsables des 

dérives/hystérésis observées précédemment. Les mesures sont réalisées en circuit ouvert avec 

une électrode Calomel (ECS) comme référence et l’électrode d’IrOx et IrOx -Nafion comme 

électrode de travail. Nous avons évalué la sensibilité de ces électrodes pour des pH : 6,5 , 7 et 

7,5. Pour ce faire, les électrodes sont d’abord plongées une minute en solution avant la mesure 

du potentiel. 

 

 
Figure IV. 18: Mesures de sensibilité pH dans des solutions tampons PBS dilué et concentré pour des électrodes d’IrOx 

traitées et non traitées au Nafion. Mesure du potentiel de l’électrode en circuit ouvert dans des solutions pH 6,5, 7 et 7,5. (a) 

Electrode IrOx non traitée plongée dans une solution PBS dilué (1X), (b) électrode IrOx non traitée plongée dans une 

solution PBS concentré (10X), (c) électrode IrOx traitée avec Nafion plongée dans une solution PBS dilué (1X) et (d) 

électrode IrOx traitée avec Nafion plongée dans une solution PBS concentré (10X). 

 

Tout d’abord, nous observons sur la Figure IV. 18 une sensibilité similaire entre les électrodes 

d’IrOx et d’IrOx -Nafion, qui est de |69-70|mV/pH. Il n’y a donc pas de diminution de 

sensibilité en présence de la membrane de Nafion sur l’IrOx. Nous avons ensuite évalué les 

sauts en potentiel des électrodes en présence des deux milieux de PBS : 1X et 10X. Nous 

observons dans le milieu 1X, une nette stabilisation des sauts pour l’IrOx -Nafion (Figure IV. 

18. c) alors que pour l’IrOx, on observe une légère dérive de quelques millivolts (Figure IV. 18. 

a). Cette dérive est encore plus prononcée dans le milieu 10X (Figure IV. 18. b), ceci pourrait 
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s’expliquer par la forte présence d’ions en solution perturbant le film d’IrOx. Néanmoins dans 

le milieu concentré (10X), l’IrOx -Nafion (Figure IV. 18. d) présente également une légère 

dérive à des pH 7 et 7,5. Ceci confirme l’hypothèse que le Nafion agit bien comme une couche 

barrière à l’IrOx réduisant la migration des anions de la solution vers la couche d’IrOx. 

Cependant l’apparition d’une dérive pour l’IrOx -Nafion en milieu concentré (10X) démontre 

que cette barrière n’est pas parfaite. 

Nous avons poursuivi les mesures de pH avec l’électrode IrOx-Nafion en milieu PBS (1X) 

(Figure IV. 19. a). Nous avons effectué plusieurs cycles de mesure sur 140 minutes, afin 

d’évaluer si le Nafion agit comme une barrière protectrice tout au long de la mesure. En effet, 

les sauts en potentiels sont observés lorsqu’il y a changement de pH mais une légère dérive 

commence à s’installer dès le premier cycle, cette dérive devient de plus en plus importante à 

mesure que l’on avance dans le temps. De ce résultat nous pouvons émettre l’hypothèse que 

l’IrOx -Nafion a subi des perturbations ioniques à sa surface qui ont probablement changé les 

propriétés chimiques du film d’IrOx. Ces modifications apparaissent clairement lorsque l’IrOx 

-Nafion est caractérisé par CV en milieu PBS (1X) (Figure IV. 19. b) avec l’apparition d’un 

nouveau pic à -0,4V vs ECS et un léger décalage du pic d’oxyde de l’IrOx situé à 0,4V. Par 

définition, le Nafion agit comme une membrane stoppant uniquement la diffusion des anions et 

laissant passer les cations, il est probable que les cations comme Na+ ou K+ ne sont pas bloqués 

et agissent à la surface de l’IrOx. 

 

 
Figure IV. 19: (a) Mesures pH avec l’électrode IrOx-Nafion en milieu PBS 1X sur plusieurs cycles de mesure répartis sur 

140 minutes. (b) Caractérisation CV (v=50mV/s) de l’électrode IrOx-Nafion en milieu PBS (1X) avant les mesures de 

sensibilités pH (rouge) et après les mesures de sensibilités pH (bleu). 

 

Par la suite nous avons procédé à des mesures de stabilité des électrodes IrOx et IrOx -Nafion 

dans un milieu PBS (1X) avec un pH fixé à 7,4, dans le but d’observer si le Nafion agit 

véritablement comme une membrane protectrice et s’il permet de mieux stabiliser le potentiel 

OCV de l’IrOx.  

Nous avons mesuré alors le potentiel OCV (mV) pour chacune des électrodes en fonction du 

temps, c’est un système de mesure à deux électrodes où l’électrode d’IrOx est connectée à une 

électrode de référence en Calomel (ECS). Une fois la mesure terminée nous remesurons le pH 
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de la solution qui ne devrait pas bouger car la solution PBS est un milieu tamponné. Les 

électrodes sont chacune plongées en milieu PBS avec respectivement une électrode de référence 

(ECS), la solution et les électrodes sont couvertes d’un capuchon permettant le maintien de la 

solution sans évaporation pendant le suivi long terme.  

Nous avons ensuite évalué les dérives des électrodes d’IrOx et d’IrOx -Nafion en effectuant des 

mesures du potentiel dans une même solution (PBS 1X, pH=7,4) pendant 10 jours. Comme 

nous pouvons l’observer sur la Figure IV. 20. a, les électrodes présentent des perturbations sur 

leurs mesures de potentiel OCV, ces potentiels varient arbitrairement. On linéarisera les courbes 

obtenues afin d’estimer la pente de la dérive émanant des électrodes d’IrOx et IrOx -Nafion. 

Comme on peut le voir sur cette figure, les pentes sont décroissantes pour les deux électrodes, 

mais elles sont aussi croissantes pour d’autres échantillons déposés dans les mêmes conditions. 

On pourra noter que pour ces deux échantillons, la pente de la dérive reste tout de même 

importante : 5,3 mV/ jour pour l’IrOx -Nafion et 3,1mV/jour pour l’IrOx (Figure IV. 20. a), 

contrairement à ce qu’a obtenu Ges107 avec l’IrOx -Nafion, soit 3 mV / mois. La dérive est tout 

de même plus importante pour l’électrode d’IrOx avec Nafion (Figure IV. 20. b). Comme on 

peut l’observer, la membrane de Nafion n’agit pas remarquablement sur la stabilité du capteur, 

il semblerait qu’un autre élément plus déterminant puisse être à l’origine des dérives observées. 

 
Figure IV. 20: (a) Evolution du potentiel des électrodes d’IrOx traitées avec Nafion (rouge) et non traitées (noir) sur 10 

jours de mesures en continue dans un milieu PBS (1X, pH=7,4). (b) Dérive moyenne du potentiel évaluée sur une dizaine de 

jours pour les électrodes d’IrOx traitées au Nafion (rouge) et non traitées (noir). 

  
 

4.3.3.1.4 Conclusion 

 

Nous pouvons conclure que le Nafion permet de réduire la dérive du potentiel de l’IrOx à court 

terme. En revanche à long terme, cette dérive évolue comme celui de l’électrode d’IrOx sans 

Nafion. Cela pourrait avoir un lien intrinsèque avec le matériau comme on a pu l’observer sur 

la Figure IV. 19.b où une légère dérive anodique se produisait sur le pic de l’oxyde d’Iridium 

juste après les mesures pH. Un changement de structure de la surface de l’IrOx pourrait 

expliquer cette dérive d’autant plus que cette dérive reste non prévisible aussi bien pour l’IrOx 

que pour l’IrOx -Nafion. Pour conclure sur cette étude, le Nafion n’apporte pas d’amélioration 
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sensible sur la stabilité du capteur IrOx. Afin d’étudier les autres paramètres permettant 

l’optimisation du capteur IrOx et de comprendre les autres facteurs d’instabilité, nous n'avons 

pas utilisé le Nafion pour la suite de nos expériences. 

Il est possible que l’instabilité du capteur d’IrOx puisse provenir d’une instabilité mécanique 

du capteur d’IrOx comme l’a identifié Elsen49. Il explique que l’électrodéposition du film 

d’IrOx par une grande densité de courant génère une plus grosse épaisseur ainsi qu’une plus 

grande porosité qui induit par conséquent une instabilité mécanique du capteur pH. Nous allons 

dans le paragraphe suivant étudier l’effet de l’épaisseur de l’IrOx sur sa stabilité sur le long 

terme. 

 

4.3.3.2 Etude sur l’épaisseur d’IrOx déposée 

 

L’épaisseur peut induire une instabilité du capteur d’IrOx. Comme observé par MEB, les IrOx 

déposés par CP, CV ou pulsé présentent des craquelures à la surface (Tableau IV. 9), celles-ci 

peuvent apparaître après le dépôt, lorsque la solution électrolytique s’évapore de la surface de 

l’oxyde d’Iridium121,122. Si l’épaisseur était plus fine alors ces phénomènes d’IrOx craquelés 

seraient moins prononcés123 ce qui pourraient probablement améliorer la stabilité du capteur 

IrOx. Elsen98 a utilisé pour cela des dépôts par CV afin de mieux contrôler les épaisseurs de 

film d’IrOx, les dépôts fins varient entre 50nm et 320nm.  

Dans notre cas, les dépôts d’IrOx étudiés précédemment avaient pour épaisseur 1µm avec une 

densité de courant de 0,5C/cm2, semblable aux conditions de dépôts d’IrOx dans la littérature 

et présentent des craquelures (Figure IV. 21). Nous allons au cours de ce paragraphe diminuer 

la densité de courant du dépôt d’IrOx, de façon à diminuer l’épaisseur de l’IrOx et diminuer les 

fissures observées sur les bords de l’électrode.  

 
Figure IV. 21: Observation MEB d’un dépôt IrOx réalisé par CV (0,5C/cm2) avec observation de craquelures à la surface de 

l’électrode d’IrOx. 
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4.3.3.2.1 Dépôt d’IrOx avec différentes densités de courant 

 

Les dépôts sont réalisés sur des électrodes de surface identiques de 0,04 cm2, les électrodes sont 

préalablement nettoyées par CV dans un bain H2SO4 durant plusieurs cycles. Par la suite, les 

dépôts ont été réalisés par CV à une vitesse de balayage de 25 mV/s entre [-0,05-0,66] V vs 

ECS avec quatre densités de charges : 25, 50, 100 et 200 mC/cm2 (Tableau IV. 14) 

 
Tableau IV. 14: Résumé récapitulatif des différentes densités de charges appliquées avec leurs épaisseurs correspondantes 

pour l’électrodéposition d’IrOx à la surface des électrodes d’or de 0,04 cm2. 

Ces densités de charge sont comparées à celles utilisées précédemment c’est-à-dire 0,5C/cm2. 

Sur la Figure IV. 22. a, nous pouvons observer les différents dépôts réalisés par CV ainsi que 

leurs caractérisations en milieu PBS (1X) (Figure IV. 22. b). Nous pouvons clairement 

distinguer l’augmentation de la charge capacitive des IrOx lorsque les densités de charge de 

dépôt augmentent. Par ailleurs, pour chacune des densités de courant nous avons mesuré 

l’épaisseur des IrOx déposés à l’aide d’un profilomètre, ces épaisseurs sont de 40nm, 100nm, 

180nm, 400nm et 1µm d’épaisseur pour des densités de charge respectives de 25, 50, 100, 200 

et 500 mC/cm2. Ces résultats sont bien en accord avec leurs caractérisations par CV. Il est 

également possible d’estimer ces différentes épaisseurs par microscopie optique, la couleur des 

dépôts varie en effet en fonction de l’épaisseur. Ainsi pour un dépôt fin on obtiendra un film 

d’IrOx transparent et pour des dépôts plus épais l’IrOx vire au bleu. 

 

 
Figure IV. 22: (a) Electrodéposition IrOx par CV (v=25mV/s) sur [-0,05-0,66] V vs ECS pour les épaisseurs suivantes : 

40nm (noir), 100nm (rouge), 180nm (bleu), 400nm (vert) et 1µm (violet). (b) Caractérisations CV en milieu PBS (1X) à 

50mV/s vs ECS des électrodes d’IrOx d’épaisseurs : 40nm (noir), 100nm (rouge), 180nm (bleu), 400nm (vert) et 1µm (violet). 
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4.3.3.2.2 Mesure sensibilité et stabilité du capteur IrOx avec différentes 

épaisseurs 

 

Dans la suite des analyses, nous avons plongé les électrodes dans un milieu PBS afin qu’elles 

s’hydratent. Nous avons d’abord mesuré leurs sensibilités et ensuite évalué leurs stabilités sur 

le long terme (10 jours).  

Les mesures de sensibilité ont été réalisées en milieu PBS à des pH de : 6 ; 6,5 ; 7 ; 7,5 et 8 

(Figure IV. 23). 

On note que, quelle que soit l’épaisseur de l’IrOx, il existe une linéarité de la réponse du capteur 

en fonction du pH. Néanmoins, une plus grande sensibilité est obtenue pour les capteurs 

présentant une plus grande épaisseur d’IrOx, soit avec 400nm et 1µm. Cette plus grande 

sensibilité peut être expliqué par la présence d’une plus grande surface active d’IrOx comme 

observé sur les CV IrOx (Figure IV. 22. b). 

 

 
Figure IV. 23: Mesures de sensibilité pH [6-8] avec les électrodes IrOx de différentes épaisseurs. 

 

Par la suite nous avons procédé à des mesures de stabilité des électrodes IrOx et évalué leurs 

dérives en fonction de leurs épaisseurs. Les mesures ont été effectuées en milieu PBS à pH 7,4. 

Nous avons mesuré le potentiel OCV (mV) pour chacune des électrodes en fonction du temps, 

c’est un système de mesure à deux électrodes où l’électrode d’IrOx est connectée à une 

électrode de référence en Calomel (ECS). Les deux électrodes sont plongées en milieu PBS. 

L’ensemble est couvert d’un capuchon permettant le maintien de la solution sans évaporation 

pendant le suivi long terme.  

Dans un premier temps, nous avons observé des variations du potentiel pour chacune des 

épaisseurs, nous avons évalué les dérives par linéarisation de leurs potentiels en fonction du 

temps (Figure IV. 24. a). En effet, les pentes obtenues pour chaque épaisseur montrent une plus 

grande dérive pour l’électrode de 400 nm d’épaisseur qui est de |6,84| mV/ jour, alors que pour  
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les plus faibles épaisseurs, les dérives sont moins importantes. Elles présentent des dérives 

(mV/jour) de |1,68| ; |1,27| et |0,81| pour les épaisseurs respectives: 180nm, 40nm et 100nm. 

Les mesures ont été répétées pour plusieurs échantillons (Figure IV. 24. b) et montrent des 

résultats équivalents, excepté pour les échantillons avec des épaisseurs de 180nm et 400nm qui 

possèdent une plus grande disparité des dérives qui peut être expliquée par la présence d’une 

contrainte mécanique plus importante pour ces grandes épaisseurs, les conduisant à être plus 

instables.  

 

 

 
Figure IV. 24: (a) Mesures en continu sur 10 jours du potentiel OCV des électrodes IrOx avec différentes épaisseurs. (b) 

Dérive moyenne évaluée sur une dizaine de jours pour les électrodes d’IrOx d’épaisseurs 40, 100, 180 et 400 nm. 

 

 

Nous avons ensuite observé par MEB les morphologies des IrOx après les mesures OCV 

(Figure IV. 25). On constate pour l’épaisseur de 400nm, la présence de craquelures et de 

délamination de l’IrOx (Figure IV. 25. a). Quelques légers défauts apparaissent à la surface des 

électrodes IrOx pour des épaisseurs de 180nm (Figure IV. 25. b) et de 100nm (Figure IV. 25. 

c). Seule l’électrode IrOx d’épaisseur 40nm (Figure IV. 25. d) montre un dépôt lisse et 

homogène. La présence de craquelures et de délamination sur l’électrode d’IrOx d’épaisseur 

400nm pourrait expliquer son importante dérive relevée dans les mesures OCV par rapport aux 

autres épaisseurs (Figure IV. 24). 
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Figure IV. 25: Observation MEB des échantillons IrOx après suivi en milieu PBS pendant 10 jours. (a) 400nm, (b) 180nm, 

(c) 100nm et (d) 40nm. 

 

Par ailleurs, d’autres réponses peuvent être apportées sur la question de la dérive. L’IrOx formé 

électrochimiquement est de structure hydratée par la présence de groupements OH sur Ir, soit -

IrIII-OOH59 et il se présente comme un oxyde métallique poreux. D’après Kasian59 l’IrOx 

hydraté et poreux développe lors de sa formation des lacunes sur sa structure, celles-ci peuvent 

être comblées par des molécules d’eau lorsque l’IrOx est immergé en solution. Ces nouvelles 

liaisons avec les molécules d’eau peuvent affaiblir les liaisons -IrIII-OOH préétablies et 

dissoudre par conséquent l’Iridium en solution. Les -IrIII-OOH peuvent être identifiés par CV, 

on pourra donc identifier le pic d’oxydation Ir(III)OOH -> Ir(IV)O2 à 0,2 V vs ECS et son pic 

retour à -0,3 V vs ECS (Cf. flèche Figure IV. 26. a), ces pics ne sont pas réversibles 

probablement dû à la présence des OH sur l’IrOx 111. Lorsque nous comparons les 

caractérisations CV des électrodes d’IrOx (Figure IV. 26) juste après leurs électrodépositions 

et après leurs suivis long terme en milieu PBS (10 jours), nous constatons que le pic à -0,3V 

diminue fortement pour l’ensemble des électrodes de 40, 100, 180 et 400nm. Ce pic pourrait 

correspondre à -IrIII-OOH et diminuerait donc après le suivi de l’IrOx en milieu PBS, comme 

évoqué précédemment les liaisons Ir(III) et OH se rompent avec le vieillissement de l’IrOx en 

solution entraînant alors la dissolution de l’Iridium. Ceci conduit à une dérive qui apparaît sur 

l’ensemble des OCV des différentes épaisseurs d’IrOx (Figure IV. 24).  
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Figure IV. 26: Caractérisations CV des électrodes IrOx dans un milieu PBS (1X) à v=50mV/s avant (trait pointillés)  et après 

leurs suivis long terme en milieu PBS (trait plein), pour les épaisseurs : (a) 40nm, (b) 100nm, (c) 180nm et (d) 400nm. 

 

La sensibilité pH semble elle aussi impactée lorsque des mesures de sensibilité ont été réalisées 

après les 10 jours de suivi en milieu PBS (Tableau IV. 15). Sur le tableau ci-dessous on peut 

noter une diminution de la sensibilité pour l’ensemble des épaisseurs. Par analyse comparative, 

il y a vraisemblablement un lien entre la perte de sensibilité et la diminution du pic situé à -

0,3V présenté dans les CV IrOx (Cf. flèche Figure IV. 26). 

 
Tableau IV. 15: Evaluation de la perte de sensibilité des électrodes IrOx après leurs suivis long terme. 
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4.3.3.2.3 Conclusion 

 

Pour conclure sur la stabilité des capteurs IrOx en fonction de leurs épaisseurs : les dérives sont 

importantes et apparaissent pour des épaisseurs élevées, comme observé pour 1µm et 400nm. 

Ces dérives peuvent être causées par une instabilité mécanique du film d’IrOx déposé et par 

l’apparition des craquelures lorsque la densité de charge de dépôt est élevée. Néanmoins, la 

dérive reste présente pour toutes les épaisseurs étudiées, elle est probablement dû au 

vieillissement de l’IrOx qui en raison de sa structure hydrate et amorphe peut conduire à la 

dissolution de l’Iridium.  

4.3.3.3 Conclusion sur l’optimisation de la stabilité du capteur pH IrOx 

 

Pour conclure sur l’étude de l’optimisation de la dérive des capteurs IrOx pour des suivis long 

terme, il apparait que la dérive peut être impactée par plusieurs paramètres notamment par la 

présence des craquelures qui réduisent fortement sur la stabilité du capteur. Ces craquelures 

peuvent être supprimées en faisant le choix de déposer l’IrOx par CV à faible vitesse de 

balayage avec une faible densité de charge. On a pu établir que les dépôts à faible densité de 

charge produisaient des films d’IrOx plus fins et mécaniquement plus stables. Nous avons en 

effet observé par MEB que les dépôts étaient restés adhérents au substrat après un long suivi en 

milieu PBS. En revanche, la dérive est continuellement présente pour toutes les épaisseurs 

d’IrOx dont les propriétés chimiques intrinsèques changent à cause de son vieillissement rapide 

en solution. En outre, le dépôt d’une couche de Nafion n’a pas permis de supprimer ce 

vieillissement intrinsèque de l’IrOx. Il est donc important de calibrer la dérive du capteur IrOx 

avec un grand panel d’échantillons avant de débuter des mesures pH. C’est ce que nous allons 

aborder dans le paragraphe suivant.  

 

4.4 TRANSFERT DU CAPTEUR PH IROX SUR MEA 
 

Bien que discuté dans les parties précédentes du réel problème de dérive du capteur pH IrOx 

sur le long terme, nous intégrerons le capteur pH IrOx sur MEA en prenant en compte cette 

dérive, en procédant à des étapes de calibrations du capteur. Le dépôt IrOx est effectué sur des 

microélectrodes MEA dans le but de suivre le pH du milieu de croissance de la culture 

neuronale in vitro. 

 

4.4.1 Electrodéposition et caractérisation du capteur pH sur MEA 
 

En considérant l’optimisation des paramètres d’électrodéposition du film IrOx sur macro 

électrodes nous avons choisi d’établir un dépôt IrOx sur MEA avec une faible densité de charge 

de 25mC/cm2 et à une faible vitesse de dépôt de 25 mV/s. Nous avons utilisé ces conditions de  
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dépôt sur microélectrodes d’or d’une MEA commerciale (MEA ECO MultiChannelSystems 

MCS) avec un diamètre de 100µm. Le dépôt d’IrOx a été réalisé à partir d’une solution alcaline 

d’oxyde d’Iridium, préparée selon la méthode de Yamanaka49. La MEA contient un puit dans 

lequel la solution d’oxyde d’Iridium est contenue, c’est dans cette chambre que seront immergés 

deux électrodes connectées à l’électrode de travail. Avec la microélectrode d’or de la MEA 

comme électrode de travail, la Réf Ag/AgCl comme électrode de référence et l’électrode de 

platine comme contre électrode, toutes ces électrodes sont connectées à un potentiostat (VMP3-

BIOLOGIC) (Figure IV. 27). 

 

 

Figure IV. 27: Principe de dépôt IrOx sur microélectrode MEA (d=100µm). (a) Schéma du montage avec un système à trois 

électrodes connectées au potentiostat : l’électrode de platine comme CE, l’électrode de Référence Ag/AgCl comme Réf et la 

microélectrode MEA comme WE. (b) Image du montage avec la MEA connectée à la plateforme d’acquisition du signal. 

 

Dans un premier temps la microélectrode d’or est activée électrochimiquement dans une 

solution d’acide sulfurique (H2SO4) (0,5M) par CV à grande vitesse de balayage (v=200mV/s) 

et sur une fenêtre [-0,5 ; 1,7] V (Figure IV. 28. a). Dans un deuxième temps, nous rinçons 

l’électrode à l’eau DI et nous introduisons dans la chambre la solution alcaline d’oxyde 

d’Iridium pour le dépôt. L’électrodéposition de l’IrOx est réalisé par CV, à faible vitesse de 

balayage, soit v=25mV/s sur une fenêtre de [-0,05, 0,66] V vs AgCl. Sur la Figure IV. 28. b, on 

peut voir l’électrodéposition du film IrOx sur la microélectrode MEA dont la surface est de 

7850µm2. Le dépôt est stoppé lorsque la charge surfacique atteint 25mC/cm2 (Figure IV. 28. c).  



Chapitre. 4 Intégration d’un micro capteur sur MEA pour la détection de pH dans une culture 
neuronale in vitro 

162 
 

  

 

 

Figure IV. 28: (a) Activation par CV de la surface d’or d’une microélectrode MEA dans un milieu H2SO4 (0,5M). (b) 

Electrodéposition IrOx par CV (v=25mV/s) sur [-0,05, 0,66] V vs AgCl avec (c) pour une charge équivalente 25 mC/cm2. 

 

Sur la Figure IV. 29, la microélectrode IrOx est d’abord imagée par microscopie optique puis 

par MEB. On note que le dépôt est bien localement déposé sur la surface de la microélectrode, 

l’observation MEB montre que le dépôt IrOx est rugueux et bien adhérent à la surface. 

 

 

 

 
Figure IV. 29: (a) Image au microscope optique de la microélectrode IrOx (d=100µm), (b) image MEB de la surface de la 

microélectrode IrOx. 

Une fois le dépôt terminé, la microélectrode est caractérisée par CV dans un milieu PBS (Figure 

IV. 30). Nous pouvons identifier les deux couples redox quasi-réversibles : Ir(III)/Ir(IV) à -

0,3V vs AgCl et Ir(IV)/Ir(V) à 0,2 V vs AgCl124 à la surface de la microélectrode IrOx. 



Chapitre. 4 Intégration d’un micro capteur sur MEA pour la détection de pH dans une culture 
neuronale in vitro 

163 
 

   
Figure IV. 30: Caractérisation par CV en milieu PBS de la microélectrode IrOx. 

 

4.4.2 Calibration du capteur pH sur MEA 
 

L’une des difficultés majeures qui se pose aujourd’hui avec notre capteur pH IrOx, c’est le fait 

de suivre le pH sur le long terme d’un milieu de culture sans possibilité de le pré-calibrer. En 

effet, nous avons vu dans la partie précédente que malgré une optimisation des conditions de 

dépôts de l’IrOx pour améliorer sa stabilité dans le temps, les propriétés intrinsèques du 

matériau IrOx pouvaient varier sensiblement ce qui rend la calibration laborieuse en vue 

d’obtenir la valeur pH du milieu de la culture neuronale sur du long terme. Nous avons donc 

établi deux calibrations du capteur pH: la sensibilité et la stabilité, avec une statistique obtenue 

sur dix échantillons. Les mesures ont été répétées sur plusieurs électrodes afin d’établir une 

moyenne de la dérive du capteur IrOx. 

Nous effectuons des mesures de sensibilité pH par potentiométrie (OCV) aux jours : 0, 5 et 10. 

Pour cela, les électrodes restent continuellement hydratées deux jours en milieu PBS (1X, 

pH=7,4) pour éviter la fragilisation mécanique du film IrOx. Les mesures de sensibilité sont 

effectuées dans des solutions préalablement préparées aux pH: 6 ; 6,5 ; 7,0 ; 7,5 ; 8.  

Les mesures OCV des capteurs IrOx présentent bien une linéarité au pH (Figure IV. 31. a). 

Celle-ci équivaut en moyenne à 79 ± 3 mV/pH au jour 0 et diminue au cours du temps jusqu’à 

atteindre au 10ième jour une sensibilité moyenne de 61± 3 mV/pH (Figure IV. 31. b). Ces 

mesures nous montrent que bien que les capteurs IrOx soient très sensibles au pH, les capteurs 

présentent une forte perte de sensibilité sur les 10 jours de mesure. Soit la sensibilité moyenne 

sur les 10 jours de mesure est de 69,3 ± 9 mV/pH avec un écart type relatif de 13% autour de 
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la moyenne. L’écart type étant élevé, il produirait sur cette période de mesure une erreur de 

l’évaluation du pH de 0,1 unité.  

Selon Hitchman86, plus le dépôt d’oxyde d’Iridium est fin et plus la perte de la sensibilité pH 

est visible car le film IrOx est constamment en contact avec l’électrolyte, ce qui peut l’amener 

à se corroder puis à se dissoudre plus rapidement qu’un film épais. Les films IrOx 

électrodéposés sur la MEA présentent une épaisseur fine, en moyenne 40nm. C’est la raison 

pour laquelle on observe une diminution rapide de la sensibilité pH dans le temps.  

 

Figure IV. 31: (a) Mesure de la sensibilité du capteur pH IrOx aux jours 0, 5 et 10. (b) Mesures statistiques des sensibilités 

pH aux jours 0, 5 et 10  (relevées pour10 échantillons).  

 

Pour compléter la calibration des capteurs pH, nous avons étudié par OCV, la dérive moyenne 

des capteurs IrOx sur une durée de 10 jours. Le suivi est effectué dans un milieu tamponné de 

PBS où le pH est fixé à 7,4. Le système de mesure comprend deux électrodes, une référence en 

Ag/AgCl et l’électrode d’IrOx comme électrode de travail, ces électrodes sont connectées en 

circuit ouvert à un potentiostat. Les mesures OCV sont relevées chaque jour pendant 10 jours. 

Afin d’éviter l’évaporation du milieu, la chambre MEA est fermée à l’aide d’un capot imprimé 

en 3D. Celui-ci va également servir pour fixer l’électrode de référence Ag/AgCl (Figure IV. 32. 

a).  

Nous avons noté que les potentiels libres des dix échantillons qui sont d’ailleurs mesurés dans 

les mêmes conditions ne sont pas les mêmes malgré des conditions de dépôt identiques réalisés 

le même jour et hydratés dans les mêmes conditions. Les phénomènes à l’origine des 

variabilités des potentiels libres des capteurs IrOx sont encore mal identifiés dans la littérature. 

Il pourrait s’agir d’une mauvaise adhérence entre l’IrOx et le substrat MEA (or) qui conduirait 

à une variabilité du potentiel libre de l’IrOx. Sur la Figure IV. 32. b sont représentés les 

potentiels libres d’un capteur IrOx en fonction du temps. Les écarts types moyennés sur la 

totalité des dix échantillons sont calculés et représentés sur le graphe. On observe sur le graphe 

Figure IV. 32. b une dérive du potentiel du capteur IrOx mais également pour l’ensemble des 

autres échantillons, soit la dérive moyenne sur les 10 jours de mesure est de 2,53 ± 0,4 mV / 

jour. Nous constatons que cette dérive est quasi linéaire dans le temps pour l’ensemble des 

échantillons avec un coefficient de régression linéaire R2 de 0,82. En prenant en considération: 
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la valeur moyenne de la sensibilité du capteur pH (69,3 ± 9 mV/pH) et la dérive moyenne du 

capteur pH sur les 10 jours de mesure (2,53 ± 0,4 mV/jour), nous obtenons une dérive de 0,04 

unité de pH/jour (Figure IV. 32. c). Bien que le plan d’expérience ait été dessiné avec les 

calibrations du capteur pH IrOx pour sa mise en route dans le milieu cellulaire, il nous a été 

malheureusement impossible d’effectuer des tests pH in vitro par un manque de temps.  

 
Figure IV. 32: (a) Image du dispositif MEA avec le capot qui referme la chambre de culture. Dans la chambre MEA se 

trouvent : le milieu de mesure, l’électrode IrOx et l’électrode Réf : Ag/AgCl. (b) Mesure par OCV du potentiel libre de l’IrOx 

dans une solution tamponnée PBS (pH=7,4) en fonction du temps avec un système à deux électrodes :  la Réf et l’électrode 

IrOx (WE). (c) Tableau récapitulatif des dérives moyennes des capteurs IrOx sur les 10 jours de mesure. 

 
 

4.5 CONCLUSION ET PERSPECTIVES 
 

Dans ce chapitre, nous avons étudié la sensibilité et la stabilité du capteur pH Oxyde d’Iridium 

(IrOx) en fonction des différentes techniques d’électrodépositions.  

Dans la première partie, nous nous sommes intéressés aux choix du mode de dépôt de l’IrOx, à 

savoir des dépôts par CP, CV et par CA Pulsé. Nous avons observé que la sensibilité pH est peu 

dépendante de la méthode de dépôt. En revanche, suivant la méthode de dépôt employée, des 

craquelures peuvent apparaître conduisant à une instabilité du capteur pH. Nous avons montré 

que le dépôt par CV à faible vitesse de balayage (v=25mV/s) générait moins de craquelures. 

Nous avons donc privilégié cette approche pour fabriquer nos capteurs d’IrOx. 

Dans une deuxième partie, nous avons étudié l’influence du Nafion sur la stabilité de l’IrOx. 

Nous avons vu que la sensibilité n’était pas impactée en présence du Nafion. Cependant la 

stabilité du capteur IrOx sur du long terme (10 jours) n’était pas notablement améliorée. 
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Dans une dernière étude, nous avons étudié l’influence de l’épaisseur déposée sur les électrodes. 

Nous avons pu montrer que pour des épaisseurs élevées de 1µm et 400nm, il apparaissait des 

dérives importantes du capteur, nous avons conclu que cette dérive était très probablement liée 

à la présence de craquelures qui dégradent la stabilité du capteur. Néanmoins, une dérive reste 

également présente pour les faibles épaisseurs sans qu’il n’y est une présence de craquelures. 

Nous avons émis l’hypothèse qu’il s’agissait d’un vieillissement de l’IrOx qui conduisait à un 

changement des propriétés intrinsèques du matériau. 

Pour terminer, nous avons repris les meilleures conditions de dépôt d’IrOx que nous avons 

intégré sur une MEA commerciale. Nous avons procédé à une calibration avec un grand panel 

d’échantillons pour calibrer la dérive du capteur pH IrOx. La calibration a pris en compte la 

variation de la sensibilité pH et la dérive du potentiel libre sur une dizaine de jours. Bien que la 

sensibilité du capteur diminue dans le temps et que la dérive soit toujours présente après les 

optimisations effectuées en première partie de ce chapitre, nous prendrons en compte ces 

paramètres de calibrations avant les mesures pH dans la culture neuronale 3D. Nous 

envisageons d’intégrer de manière non invasive un deuxième capteur pH optique afin de 

consolider les mesures observées avec le capteur pH IrOx. Le dispositif pH optique consiste à 

mesurer la fluorescence du milieu de culture grâce à un film optique (PreSens)125 positionné 

dans la chambre transparente de la MEA. A l’aide d’une fibre optique, une lumière est envoyée 

vers le film pour mesurer la teneur en analytes H3O
+ présents en solution. Le capteur optique 

fonctionne sur un intervalle pH de 5,5 – 8,5 avec une résolution de 0,01 pH (Figure IV. 33). 

 

Figure IV. 33: Montage du capteur pH optique sur le micro-dispositif. Mesure du pH optique en parallèle avec la mesure du 

pH potentiométrique (électrodes IrOx et Réf). 

 

Bien que l’oxyde d’Iridium soit utilisé comme capteur pH du fait de sa grande sensibilité, sa 

stabilité doit être fortement améliorée pour des études long terme. L’IrOx est intéressant comme 

capteur pH pour des suivis court terme (1-2heures). Il est cependant indispensable de revoir les 

modalités de dépôt du capteur IrOx. En effet, la structure amorphe induite par le dépôt 



Chapitre. 4 Intégration d’un micro capteur sur MEA pour la détection de pH dans une culture 
neuronale in vitro 

167 
 

électrochimique conduit le matériau à une instabilité sur le long terme. Les causes de cette 

instabilité sont encore partiellement identifiées dans la littérature, la grande majorité des 

publications ne traite que de mesures pH effectuées sur des suivis de courte durée de quelques 

heures à quelques jours au maximum. D’autres pistes doivent être explorées pour améliorer les 

performances des capteurs pH IrOx. 

Comme nous l’avons vu, la méthode de préparation de l’oxyde d’Iridium influe fortement sur 

sa stabilité et son activité électro-catalytique68,126. Deux types d’oxydes avec des morphologies 

très différentes subsistent chez l’oxyde d’Iridium: cristalline et amorphe. La morphologie 

amorphe est celle que l’on a étudié tout au long de ce chapitre, elle est obtenue lorsque l’IrOx 

est déposé électrochimiquement. C’est une morphologie amorphe parce qu’elle possède à sa 

surface des hydroxydes, créant ainsi des défauts qui la rendent plus électro-active et moins 

stable66. D’autres IrOx de morphologie cristalline subsistent plus stables de par leur 

réarrangement atomique. La principale méthode de fabrication des IrOx cristallins, consiste à 

oxyder thermiquement l’Iridium métal, méthode décrite dans la littérature sous la dénomination 

de TIROF (Thermally-formed Iridium Oxide Film). C’est en effet, l’oxydation thermique à des 

températures élevées de 400 à 600°C de l’Iridium qui va former un IrOx cristallin. Geiger70 a 

montré qu’en oxydant l’Iridium déposé par voie physique EBPVD (Electron Beam Physical 

Vapor Deposition), une cristallisation de type rutile (IrO2) apparaissait à des températures 

avoisinant les 400-500°C. Par ailleurs, il existe une autre méthode pour former un IrOx 

cristallin, qui consiste à recuire thermiquement un IrOx amorphe ou HIROF (Hydrous Iridium 

Oxide Film) à des températures élevées. Durant ce processus de recuit, l’IrOx amorphe va 

d’abord subir une déshydratation des hydroxydes (100-300°C), puis à partir de 400°C la 

cristallisation de l’IrOx amorphe va s’amorcer (Figure IV. 34).  

 

Figure IV. 34: Principaux procédés thermiques intervenant sur l’Iridium déposé électrochimiquement (HIROF) et sur 

l’Iridium déposé par la voie physique (EBPVD). 

Geiger a démontré notamment que la stabilité et l’activité de l’IrOx dépendaient étroitement de 

la phase IrOx formée : amorphe ou cristalline. Pour cela, il a analysé l’activité et la stabilité de 

l’IrOx amorphe (HIROF) et de l’IrOx cristallin (EBPVD). Dans un premier temps, Geiger a 

analysé l’activité des IrOx par CV, il a sondé l’amplitude du courant pour chacun des IrOx : 

HIROF et EBPVD en fonction de la température. Il en a déduit que les courants étaient plus 
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élevés pour l’HIROF et EBPVD ayant subi un faible traitement thermique (25°C) (Figure IV. 

35. a et b). En revanche, lorsque le traitement thermique dépasse les 400°C, l’HIROF et 

l’EBPVD présentent des amplitudes de courant très faibles. De cette première analyse il 

constate que l’activité de l’IrOx amorphe est meilleure que celui de l’IrOx cristallin. Quant à la 

stabilité, il évalue par intégration de la charge des voltammogrammes une importante 

dissolution de l’Iridium pour l’IrOx amorphe (Figure IV. 35. c). L’IrOx cristallin présente une 

plus faible dissolution d’Iridium, ce qui l’amène à conclure que le l’IrOx cristallin conduit à 

une meilleure stabilité que l’IrOx amorphe. En d’autres termes, il serait plus intéressant et plus 

pertinent d’utiliser des capteurs pH stables pour des suivis à long terme en s’intéressant à 

produire des IrOx de type cristallin. 

 

Figure IV. 35: Influence du traitement thermique sur les CV (50 mV/s) pour EBPVD (a) et HIROF (b). (c) Analyse de la 

stabilité et de l’activité de l’HIROF en fonction de la température de recuit. Mesure de l’activité de l’HIROF avec 

l’évaluation de la densité de courant à 1,5 V RHE et mesure de la stabilité de l’HIROF avec l’évaluation de la dissolution de 

l’Iridium en intégrant la charge des voltammogrammes. 

 

Pour réduire l’instabilité des IrOx, il serait donc préférable d’utiliser des IrOx de type cristallin. 

Ceux-ci peuvent être obtenus par le biais d’une oxydation thermique de l’Iridium (TIROF) ou 

bien par un recuit de l’IrOx amorphe. Cette dernière méthode semblerait fastidieuse puisqu’elle 

nécessiterait d’abord de faire un dépôt électrochimique de l’IrOx puis d’effectuer un recuit 

thermique à des températures élevées allant jusqu’à 600°C ce qui serait incompatible avec le 

procédé de fabrication de notre micro-dispositif MEA. On peut envisager, pour obtenir un 

oxyde d’iridium plus stable dans le temps de remplacer le dépôt d’or initialement prévu pour la 

MEA avec un dépôt d’Iridium et de l’oxyder thermiquement par la suite.
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CONCLUSIONS GENERALES ET PERSPECTIVES DE 

RECHERCHE  

Les travaux présentés dans ce mémoire de thèse avaient pour but de concevoir et de fabriquer 

un micro-dispositif électrophysiologique 3D pour le suivi de l’activité neuronale d’un 

organoïde cérébral in vitro. Cette nouvelle stratégie technologique s’est présentée sous la forme 

d’un couplage de deux micro-dispositifs : une matrice planaire de microélectrodes afin de 

recueillir l'activité électrique sur un plan et d’un implant capable d’échantillonner spatialement 

et en profondeur la culture 3D neuronale. En parallèle, des travaux de recherche ont été 

effectués pour intégrer un capteur pH au sein du micro-dispositif. 

A partir d’un état de l’art aussi complet que possible, présenté au début de ce manuscrit dans le 

Chapitre 1, nous avons exploré les différentes méthodes de développement des systèmes 

organoïdes auto-organisés en trois dimensions qui récapitulent la structure et la fonctionnalité 

cellulaire des organes in vivo. Nous avons montré que les nouveaux modèles d’organes conçus 

in vitro pouvaient apporter des réponses sur le développement des organes in vivo, comme les 

organoïdes cérébraux qui sont capables de modéliser à long terme le développement d’une 

une ou plusieurs régions du cerveau dans sa version normale ou pathologique comme par 

exemple l’autisme, Alzheimer, Parkinson ou encore l’épilepsie. Avec le développement des 

organoïdes, durant cette dernière décennie, des technologies comme la microfluidique ou 

l’impression 3D ont permis de garantir aux cultures d’organoïdes des conditions de 

développement optimales, presque semblable à celui d’un environnement in vivo. Il existe des 

outils capables de suivre leurs développements, dans le cas des organoïdes cérébraux des outils 

optiques permettent de caractériser la structure du cerveau et des outils comme 

l’électrophysiologie permettent de caractériser la fonctionnalité des neurones. Il existe 

notamment des matrices de microélectrodes (MEA) qui se positionnent au contact de la 

structure biologique afin de recueillir l'activité électrique et en simultané des neurones 

positionnés dans différents endroits de la culture. Le développement de ces systèmes multi-

électrodes est crucial pour la recherche fondamentale en Neurosciences. Cependant, une des 

limitations importantes des systèmes MEA actuels est l'échantillonnage spatial des points de 

mesure de la culture 3D. En effet, aucun système ne permet encore un échantillonnage 3D des 

activités électriques neuronales. Parvenir à développer des systèmes d'enregistrement 3D pour 

des systèmes de culture cellulaires 3D, constituerait certainement un verrou majeur pour les 

défis de la neuroscience. Dans ce contexte, le premier objectif de ces travaux de recherche a été 

de concevoir et de tester une nouvelle technologie tridimensionnelle, couplant une MEA 

planaire et un implant capable de mesurer l’activité extracellulaire en 3D d’une culture 

neuronale 3D. Une telle technologie n'existe pas encore et permettra d'explorer réellement 

l'activité électrique du système cellulaire 3D en 3 dimensions. 

Il existe par ailleurs d’autres données à considérer dans la culture des organoïdes pour assurer 

leurs standardisations et leurs viabilités sur le long terme. Il s’agit d’assurer aux organoïdes des 

conditions de cultures semblables aux conditions in vivo, où le suivi des paramètres 

physiologiques tels que le taux d’oxygène dissous, le pH ou encore les concentrations des 

nutriments (glucose, lactate, etc.) est essentiel pour assurer un bon développement cellulaire 
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pendant les premiers stades de développement du tissu nerveux. Nous avons donc étudié le 

développement d’un capteur pH potentiométrique au sein du micro-dispositif MEA-

implant.  

Dans le Chapitre 2 a été exposé la méthode de fabrication du micro-dispositif MEA-implant 

avec la mise en place des connectiques électriques. Pour des problèmes de reproductibilité des 

cultures neuronales 3D, une MEA commerciale a été utilisée se composant de 60 

microélectrodes en or (d=100µm) réparties sur une surface de 0,3 cm2. La stratégie de couplage 

de la MEA et de l’implant a consisté à plonger l’implant dans le puit de culture de la MEA avec 

l’aide d’un capot qui recouvre le puit et fixe en même temps l’implant. Il a donc été possible 

de positionner les 4 microélectrodes (d=40µm) de l’implant perpendiculairement au plan 

de la MEA. 

Dans le Chapitre 3, nous avons mesuré l’activité extracellulaire d’une culture 3D 

d’hippocampe de rat en temps réel et de manière synchronisée avec le micro-dispositif MEA-

implant. Avec l’aide du logiciel MCS, il a été possible de détecter l’activité du réseau tous le 

long de la culture, à savoir pendant 7 semaines. En terme d’activité spontanée du réseau, les 

enregistrements sur implant et MEA ont montré qu’il y avait bien un réseau dynamique 

établi sur les trois plans de la culture : 2D et 3D. Pour visualiser la connectivité du réseau au 

sein du micro-dispositif, nous avons stimulé certaines électrodes de la MEA et observé les 

réponses d’une population de neurones qui s’établit dans les trois plans de la culture. Dans une 

autre étude, nous avons comparé sur la qualité du signal enregistré avec des électrodes en or et 

des électrodes traitées avec du PEDOT : PSS sur 35 semaines de mesure d’une culture 

d’hippocampe de rat. L’étude a été réalisée sur deux MEAs commerciales, l’une a été traitée et 

l’autre non. Cette étude nous a montré que le bruit de l’électrode se réduisait avec le 

traitement et qu’il augmentait le rapport Signal/Bruit. En analysant la viabilité des 

électrodes sur les 35 semaines de mesure, la MEA traitée avec PEDOT : PSS a montré un 

meilleur vieillissement que celle qui n’a pas été traitée. Cette performance peut être très utile 

lorsque les électrodes sont amenées à mesurer des activités extracellulaires sur le très long 

terme : 1-3 ans. 

Dans le Chapitre 4, l’étude sur le capteur pH potentiométrique a été basée sur un film d’oxyde 

d’iridium électro déposé (EIROF ou IrOx). Ce choix s’est orienté sur la facilitée à intégrer 

l’IrOx sur des microélectrodes, sa grande sensibilité au pH et sa biocompatibilité avec les 

systèmes biologiques. Le capteur IrOx présente quelle que soit sa méthode de dépôt 

(voltammétrie cyclique, chronopotentiométrie ou chronoampérometrie à train d’impulsion 

répétitives) une sensibilité voisine des 74mV/pH. Bien qu’il existe dans la littérature de 

nombreux articles décrivant son utilisation sur des courtes périodes (1h), il existe peu de 

références qui décrivent son utilisation sur le long terme et donc peu de références sur les 

problèmes de dérive dont il peut faire face. C’est d’ailleurs cette problématique qui s’est posé 

à nous, des recherches ont donc été menées pour améliorer la stabilité du capteur durant 

les suivis long termes. De possibles facteurs influençant la stabilité du capteur ont été 

étudié : 

i) La méthode de dépôt de l’IrOx (voie électrochimique) 

ii) La protection du film IrOx avec une membrane perméable 
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iii) L’épaisseur IrOx déposée 

En fonction de la méthode de dépôt utilisée, celle-ci a révélé que les modes de dépôt rapide : 

chronopotentiométrie et par chronoampérometrie à train d’impulsions pouvaient générer des 

craquelures à la surface du film IrOx déposé et donc à son instabilité mécanique. Le dépôt par 

voie moins rapide comme la voltammétrie cyclique à faible vitesse de balayage v=25 mV/s 

a montré un dépôt plus homogène de l’IrOx avec moins de craquelures. Néanmoins, l’IrOx 

déposé par CV a tout de même montré une dérive du capteur dans le temps.  

Des études sur le vieillissement de l’IrOx ont montré que la présence des ions Cl- en solution 

produisaient sur l’IrOx des interférences impliquant alors une dérive du capteur1,2. C’est 

pourquoi nous avons utilisé une membrane perméable en Nafion qui protège l’oxyde 

métallique des sels interagissant à sa surface. Le Nafion a permis de réduire cette dérive à 

court terme, en revanche à long terme, cette dérive évolue et n’apporte pas d’amélioration 

sur la stabilité du capteur.  

Des études menées par Elsen3 ont suggéré que les épaisseurs des IrOx pouvaient entraîner des 

instabilités mécaniques du capteur et mener donc à des dérives. Nous avons donc étudié la 

dérive du capteur pH en fonction de l’épaisseur IrOx déposé. Cette étude nous a montré 

que des dérives importantes étaient présentes pour des épaisseurs supérieures à 400nm. 

Néanmoins, une faible dérive du capteur pH reste tout de même présente pour les faibles 

épaisseurs : 100nm et 40 nm. Leur dérive moyenne est comprise entre 0,81mV/jour et 

1,27mV/jour. 

Pour terminer, nous avons repris les meilleures conditions de dépôt d’IrOx et l’avons 

intégré sur une MEA commerciale. Nous avons procédé à une calibration avec un grand 

panel d’échantillons pour calibrer la dérive du capteur pH. La calibration a pris en compte 

la variation de la sensibilité pH et de la dérive du potentiel libre sur une dizaine de jours. Ces 

paramètres seront pris en compte pour évaluer le pH lors sa mise en culture dans la culture 

neuronale. 

Perspectives 

A court terme, nous envisageons de travailler d’une part, dans la continuité de l’étude sur 

l’activité extracellulaire de l’organoïde cérébral avec une plus grande densité d’électrodes sur 

l’implant afin d’améliorer la résolution cartographique du réseau 3D. Nous avons déjà 

commencé à développer une deuxième génération d’implant sous la forme d’une maille qui 

intègre entre une vingtaine et soixantaine d’électrodes. Cette maille a l’avantage d’être flexible 

et d’être au contact avec la surface globale de la culture. La maille sera après couplée à la MEA 

pour mesurer une activité du réseau neuronal dans tous les points de la culture 3D. 

Pour terminer, nous avons vu que le PEDOT : PSS apportait à la mesure du signal, une réduction 

du bruit et donc à un meilleur rapport signal/bruit. De plus on a vu que la structuration montrait 

une amélioration de la durée de vie des électrodes. Nous envisageons de structurer les électrodes 

de la MEA et de l’implant avec du PEDOT : PSS. 
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Concernant le suivi du pH, nous envisageons de faire prochainement des tests in vitro dans le 

milieu de culture neuronale avec les capteurs à base d’IrOx. Bien que le capteur IrOx ait été 

pré-calibré, des dérives du capteur surviennent pour les suivis long termes. Nous envisageons 

donc d’utiliser un deuxième capteur pH qui contrôlera avec plus de précision les mesures pH 

effectuées avec le capteur IrOx. Ce deuxième capteur pH est de type optique et il est basé sur 

le principe de fluorescence. Grâce à un film optique (PreSens)4 positionné dans la chambre 

transparente de la MEA, il y aura en parallèle à la mesure pH effectuée par le capteur IrOx, une 

deuxième mesure pH. 

Pour des études plus approfondies sur les capteurs IrOx, les causes des dérives du capteur pH 

restent encore partiellement non identifiées dans la littérature. Il serait nécessaire d’étudier le 

vieillissement de l’IrOx, comme on a pu l’observer par voltammétrie cyclique où le pic de 

réduction : IrIII-OOH se réduisait après 10 jours de mesure en continue en solution. Ce 

changement est intrinsèquement lié aux propriétés physico/chimiques de l’IrOx qui 

changeraient à mesure que le matériau vieillirait. Il serait donc intéressant d’étudier le 

vieillissement de l’IrOx en solution et d’analyser ses propriétés de surface par Spectrométrie 

Photoélectronique X (XPS) pour analyser les types d’oxydes formés à sa surface ou bien aussi 

par Diffraction aux Rayons X (DRX) pour nous tenir informés des propriétés 

cristallographiques de l’IrOx. 

D’autre part, à plus long terme, nous prévoyons de travailler sur d’autres voies de dépôt 

de l’IrOx pour améliorer la stabilité du capteur pour des mesures sur le long terme. Dans 

la littérature, il est observé que la méthode de préparation de l’oxyde d’Iridium influe fortement 

sur sa stabilité5,6. Deux types d’oxydes avec des morphologies très différents subsistent chez 

l’oxyde d’Iridium: cristalline et amorphe. La morphologie amorphe est celle que l’on a étudié 

tout au long de ce chapitre, elle est obtenue lorsque l’IrOx est déposé électrochimiquement et 

elle est moins stable thermodynamiquement. Alors que l’IrOx cristallin est 

thermodynamiquement plus stable. Il serait donc plus intéressant dans notre cas d’adopter un 

IrOx de type cristallin pour effectuer des mesures pH sur le long terme. Deux possibilités de 

déposition s’offrent à nous : 

- Une première méthode consiste à oxyder thermiquement l’Iridium métal à des 

températures élevées de 400 à 600°C, méthode décrite dans la littérature sous la 

dénomination de TIROF (Thermally-formed Iridium Oxide Film)7. 

 

- Une autre méthode moins coûteuse pour former un IrOx cristallin, consiste à recuire 

thermiquement un IrOx déposé par voie électrochimique à des températures voisines 

des 500-600°C.  

Cette dernière méthode semblerait fastidieuse puisqu’elle nécessiterait d’effectuer un recuit 

thermique à des températures élevées allant jusqu’à 600°C ce qui serait incompatible avec le 

procédé de fabrication de notre MEA. On peut envisager, d’adopter la première méthode, en 

remplaçant le dépôt d’or par un dépôt d’Iridium et de l’oxyder thermiquement par la suite. 
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ANNEXES 

Fiches process de fabrication des micro-dispositifs : 

MEA 

Etapes du process Voie de 

réalisation 

Caractéristiques Equipement 

Préparation du 

substrat et des 

masques 

Nettoyage 

substrat verre 4’’ 

(AF32) 

Plasma O2 P=800W, t=15 min Diener 

Nettoyage des 

masques 

Solution piranha t=2min30 

 

 

Métallisation du 

substrat verre 

4’’ 

 PVD Ti (50nm) / Au(200nm) 

 

Alliance EVA 

600 

 

Structuration 

des motifs 

 

Photolithographie 

 

Résine ECI 1 µm 

 

 

t = 30sec, a=5000 rpm/sec 

v = 3600rpm 

Recuit 45s à 90°C 

Gyrset SUSS 

Microtec 

or PIST 

Exposition UV 

 

Hard contact 175mJ/cm2, 

λ=405 nm 

Recuit 90s à 110°C 

 

Süss Microtec 

Développement Solution MFCD26, 3min 

Recuit 2min à 115°C 

 

Gravure chimique 

 

Gravure Or 

 

Bain KI (iodure de potassium), 

t=2 min 

 

Gravure Titane 

 

Bain HF 5% (acide 

fluorhydrique), t=20 s 

 

Passivation des 

pistes 

Photolithographie Plasma O2 pour 

l’adhésion 

P=400W, t=5 min Diener avec la 

cage de 

Faraday 

Dépôt résine SU8 

3005 2,5µm 

t= 30sec, v=2000rpm 

Recuit 3min à 95°C 

Gyrset SUSS 

Microtec 

or PIST 

Exposition UV 

 

Hard contact 130mJ/cm2, 

λ=405nm 

Recuit 3min à 95°C 

Süss Microtec 

Développement SU8 developer, t= 4min30  

Recuit résine avec 

montée en 

température 

T=125°C, t=3min 

(rampe :5°C/min en montée et 

rampe :2°C/min en descente) 

SU8 hotplate 

(F-FRAI) 

Découpe de la 

MEA 

Application d’une 

résine de 

protection 

Résine AZ-4562 

10μm 

v=2000rpm, t=30sec 

Recuit 1min à 90°C 

Gyrset SUSS 

Microtec 

or PIST 

Découpe au laser Scie diamanté  DISCO 

Lift off résine Bain d’acétone t=1min  
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Implant 

Etapes du process Voie de 

réalisation 

Caractéristiques Equipement 

Préparation du 

substrat et des 

masques 

Nettoyage 

substrat Silicium 

4’’ (SiP) 

Plasma O2 P=800W, t=5min 
 

Diener 

Nettoyage des 

masques 

Solution piranha t=2min30  

Dépôt 1ière couche 

de Parylène 

(23µm) 

 

 

 

CVD 
 

m=62g, t=3h30, tchambre = 30°C 

tpyrolyse = 670°C 

Pmax = 60x10-3 mbar 

Comelec 

Structuration des 

motifs 

 

Photolithographie Plasma O2 pour 

l’adhésion 

P=200W, t=30s Diener avec 

cage Faraday 

Dépôt résine 

AZ-nLOF 2035 

5μm 

t=30s, a=5000 rpm/s 

v=1300rpm 

Recuit 90s, 110°C 

Gyrset SUSS 

Microtec 

or PIST 

Exposition UV Vaccum contact 150mJ/cm2, 

λ=405 nm 

Recuit 1min30 à 110°C 

Süss Microtec 

Développement MFCD-26, t=2min30  

Métallisation des 

motifs 

PVD Ti (50nm) / Au(200nm) Alliance EVA 

600 

Lift off Bain acetone t=3h  

Passivation des 

pistes avec 2ième 

dépôt d’une 

couche de 

Parylène (1,3µm) 

 

 

 

 CVD   
 

m=3g, t=45min, tchambre = 30°C, 

tpyrolyse = 670°C, 

Pmax = 60x10-3 mbar 

Comelec 

Traitement 

thermique 

T=100°C, t= 16 h 

(rampe :1°C/min) Gaz : N2 

Four AET 4’’ 

Gravure couche 

de passivation 

 

Photolithographie 1er dépôt de résine 

AZ-ECI 3027 

2,5µm 

t=30s, a=5000 rpm/s, v=3600 

rpm 

Recuit 45s à 90°C 

Gyrset SUSS 

Microtec 

or PIST 

2ième dépôt de 

résine AZ-ECI 

3027 

2,5µm 

t=30s, a=5000 rpm/s, v=850 

rpm 

Recuit 90s à 90°C 

 

Gyrset SUSS 

Microtec 

or PIST 

Exposition UV 

 

Vaccum contact 300mJ/cm2, 

λ=405 nm 

Recuit 1min15 à 110°C 

Süss Microtec 

Développement MFCD-26, t=35s  

Gravure plasma 

 

Plasma O2 T=10°C, flux O2=20 sccm, 

P=20 mmHg, PICP=500W, 

Pbias=10W t=4min40 

ICP3 -Avisa 

Technology 

Omega 201 

Lift off résine Bain d’acétone t=30s  

Gravure de 

libération des 

implants 

 

 

Photolithographie Plasma O2 pour 

l’adhésion 

P=200W, t=30s Diener avec 

cage Faraday 

Dépôt résine BPN 

50µm 

t=30s, a=5000rpm/s, v=350rpm 

Recuit 6min30 à 120°C 

Gyrset SUSS 

Microtec 

or PIST 

Exposition UV 

 

Soft contact 

2,55J/cm2, λ=405 nm 

Recuit 1min30 à 110°C 

Süss Microtec 

Développement MFCD-26, t=5min30  

Gravure plasma Plasma O2 et C4F8 T=10°C, flux O2=20 sccm, 

P=20 mTorr, PICP=500W, 

Pbias=10W t=18min 

(O2)+1min(C4F8)+7min(O2) 

Alcatel P4 

 

Libération des 

implants 

Eau DI t=2h  

Lift off résine NF52 T=70°C, t=7min30  

Rinçage des 

implants 

Eau DI t=15min  
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Principe d’une mesure EIS 

La Spectroscopie d’Impédance Electrochimique (abrégée par SIE ou EIS en anglais) est un outil 

puissant pour l’étude de la structure et des caractéristiques électriques de l’interface 

électrochimique. La technique consiste à mesurer le courant circulant dans la cellule 

électrochimique après l’application d’un potentiel modulé sinusoïdal. On l’appelle 

«spectroscopie » parce que la modulation de potentiel se fait sur une certaine gamme de 

fréquences et constitue, un spectre de fréquence (Figure . 1). Dans ces conditions, il est ainsi 

possible d’obtenir une réponse électrique fiable correspondant à l’état du système au moment 

de la perturbation1. 

 

 

Figure . 1: Signal caractéristique d'une perturbation électrochimique aux bornes d'un accumulateur. 

Dans la pratique, il s’agit d’appliquer une perturbation sinusoïdale en potentiel (PEIS : 

Potentiostatic Electrochemical Impedance Spectroscopy) de quelques millivolts d’amplitude 

autour de la tension d’équilibre du système.  

Signal d’entrée : 𝐸𝑊𝐸 = E + 𝑉𝑎 sin(ωt)     avec ω = 2πf   (Eq . 1) 

La réponse sinusoïdale de sortie sera obtenue en courant et accompagnée d’un déphasage 

dépendant des éléments électriques présents dans le système (Figure. 2). 

Signal de sortie :   𝐼𝑊𝐸 = I +  𝐼𝑎 sin(ωt + φ)     (Eq . 2) 
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Figure . 22: Déphasage entre la perturbation électrique en potentiel d'entrée et signal de sortie en courant. 

L’impédance électrochimique correspond alors au rapport du signal d’entrée sur le signal de 

sortie. 

 

𝑍 =
𝐸𝑊𝐸

𝐼𝑊𝐸
=

E+𝑉𝑎 sin(ωt)

I+ 𝐼𝑎 sin(ωt+φ)
= 𝑍0 

sin(ωt)

sin(ωt+φ)
   (Eq . 3) 

Il est généralement de coutume de l’exprimer sous forme complexe : 

𝑍(ω) =
𝐸𝑊𝐸

𝐼𝑊𝐸
= 𝑍0 ejφ = 𝑍0 + (cos φ + j sin φ)  (Eq . 4) 

En reportant sur un graphique la partie imaginaire (Z’’) en fonction de la partie réelle (Z’) il est 

possible de représenter le spectre d’impédance dans le plan de Nyquist (Figure. 3). 

𝑍′ = |𝑍| cos(φ)  (Eq . 5) 

𝑍′′ = |𝑍| sin(φ)  (Eq . 6) 

 

 

Figure . 3: Diagramme de Nyquist. 
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Cette mesure, valable pour une seule fréquence, va alors être répétée sur toute une gamme 

fréquentielle afin de pouvoir avoir une image complète du système électrochimique étudié. 

L’ensemble des points obtenus constitue ainsi le diagramme d’impédance électrochimique. 

Avec cette représentation, il est possible d’extraire les valeurs des différents composants du 

circuit de l'interface électrode/solution comme la composante Faradique de la composante non 

Faradique (Figure. 4). Ce circuit appelé "circuit Randless" est constitué d'une capacité de la 

double couche électrique (Cd), d’une résistance de transfert de charge (Rp), de la composante 

de diffusion de Warburg modélisant le processus de diffusion en spectroscopie et d’une 

résistance de l’électrolyte (Rs). 

 

Figure . 23: Image schématique de a) l’interface électrode/solution et b) du circuit de Randless associé. 

D’autres types de représentations peuvent également être utilisés. Par exemple en coordonnées 

polaires, puisque  

𝑍(ω) = 𝑍0 ejφ . 

Cette représentation est plus connue sous le nom de diagramme de Bode et qui a été 

principalement rapporté dans ce manuscrit. 
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