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Introduction 

Le corps humain est composé de plus de 600 muscles différents ce qui en fait l’organe le plus important 

en poids à hauteur de 40% de la masse totale. Il participe à la plupart de nos fonctions végétative 

essentielles, au maintien de l’homéostasie (transport de l’oxygène grâce à l’appareil cardio-

respiratoire, digestion des aliment) et permet de s’adapter et d’interagir avec le milieu environnant 

(thermorégulation, déplacement). Des travaux remontant à l’Antiquité et notamment à l’époque 

d’Aristote portent sur le muscle et constituent le point de départ de la myologie. Les premiers écrits 

complets ("Historia animalium") (1) datent du XVIe siècle et sont considérés comme la première base 

de la zoologie moderne. Mais ce n’est qu’au XVIIe siècle et plus précisément en 1669 que l’anatomiste 

et géologue danois Niels Stensen présente Elementorum Myologiae Specimen (2), un ouvrage dans 

lequel le muscle est défini et présenté selon quarante-quatre définitions et cinq hypothèses avec 

notamment un intérêt particulier sur la contraction musculaire. Ces travaux ont été complétés 

quelques années plus tard par le médecin et physiologiste anglais Robert Boyle. Cependant les 

premières découvertes significatives sur la physiologie du muscle datent du XIXe siècle sous l’impulsion 

du physiologiste français Claude Bernard qui a notamment mis en évidence le rôle du glycogène dans 

les muscles et a établi le principe de l'homéostasie (3) qu’il définit comme la tendance de l’organisme 

à réguler les constantes physiologiques (température, débit sanguin, tension artérielle) de telle sorte 

à ce qu’elles ne s’écartent pas trop de la normale. La recherche sur le muscle est alors devenue 

extensive en se basant principalement sur l’utilisation de nombreux modèles animaux (la souris, le 

cochon, le lapin, le chien, le hamster, le mouton et le rat) (4). Cette approche in vivo grâce aux modèles 

animaux, a permis d’explorer les mécanismes physiologiques et pathologiques qui gouvernent le 

fonctionnement des tissus musculaires au sein d'un organisme vivant. Elle a permis d'observer et de 

décrire comment les muscles se contractent, se développent, se régénèrent et s’adaptent aux divers 

stimuli inhérents au variation de leur environnement. Elle joue un rôle essentiel dans de multiples 

domaines, notamment la médecine sportive, la rééducation après des lésions musculaires, et la 

recherche sur les maladies musculaires.  

Les modèles animaux partagent de nombreuses caractéristiques anatomiques et physiologiques avec 

les humains, ce qui en fait des sujets d'étude précieux :  

• Les souris et les rats sont parmi les modèles animaux les plus utilisés en recherche biomédicale 

en raison de leur taille modeste, de leur cycle de reproduction court et de leur similitude 

physiologique avec les humains. Ils sont souvent utilisés pour étudier divers aspects du muscle, 

tels que la régulation de sa masse ou sa fonction métabolique aussi bien en situation normale 
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que dans les pathologies neuro-musculaires acquises ou congénitales. Grâce aux nombreuses 

avancées en biotechnologie autour du génome, et notamment l’émergence de l’outil CRISP-

Cas9, les rats et souris peuvent facilement être modifiés génétiquement pour évaluer le rôle 

et la modulation de l’expression d’un gène d’intérêt dans les différentes fonctions du muscle. 

Cela a permis par exemple de mieux aborder les différents mécanismes fondamentaux de la 

myogenèse (5,6). 

• Les primates, tels que les singes macaques, sont les plus proches des humains sur le plan 

génétique et physiologique. Ils peuvent être utilisés pour des études plus avancées sur le 

muscle, notamment dans le cadre d’essais de thérapies en près clinique, avant le passage chez 

l’homme (7).  

• Le poisson zèbre est un modèle de recherche beaucoup plus récent en biologie musculaire. En 

effet, sa transparence sa capacité à se régénérer rapidement font de cet animal un modèle 

particulièrement efficace pour étudier la régénération musculaire (8). Une transparence que 

l’on retrouve aussi dans des modèle de Caenorhabditis elegans, un ver d’un millimètre environ 

et non parasitaire (9). 

• Les porcs partagent aussi de nombreuses similitudes anatomiques et physiologiques avec les 

humains, ce qui en fait un modèle précieux pour les recherches précliniques. Ils sont utilisés 

pour tester des traitements potentiels et des implants musculaires, ainsi que pour étudier 

l’efficacité d’une thérapie cellulaires ou génique à visée musculaire (10). 

Bien que les modèles animaux du muscle soient extrêmement utiles pour la recherche biomédicale, ils 

présentent également des inconvénients et des limites qu'il est important de prendre en compte : 

• L'utilisation de modèles animaux est coûteuse en termes de financement, de personnel et de 

ressources. L'élevage, le logement et les soins aux animaux, ainsi que la gestion des 

installations expérimentales, nécessitent des ressources importantes. 

• L'utilisation d'animaux dans la recherche soulève des préoccupations éthiques en matière de 

bien-être animal. Les chercheurs doivent respecter les normes éthiques strictes leur 

permettant de minimiser toute souffrance animale.  

• Les cycles de vie des animaux de laboratoire peuvent être beaucoup plus courts que ceux des 

humains. Cela peut rendre difficile l'étude de maladies qui se développent lentement au fil du 

temps, notamment pour les maladies chroniques à tropisme musculaire. 

Malgré ces inconvénients, les modèles animaux restent un outil précieux et omniprésent en recherche 

dans le domaine de la myologie, en particulier pour les études préliminaires, l'identification de 

mécanismes biologiques clés et le développement initial de thérapies potentielles. Cependant, il est 

important de les compléter par d'autres approches, telles que la recherche in vitro en utilisant par des 
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cellules humaines pour obtenir une compréhension complète et applicable des maladies musculaires 

et de leur traitement. Les modèles à partir de cellules humains ont l’avantage de garder le contexte 

génétique des patients, ce qui constitue un aspect important pour la physiopathologie. 

La modélisation in vitro utilise des cellules progénitrices afin de reconstituer sur la paillasse, un tissus 

reproduisant si possible la pathologie du donneurs de cellules, afin d’étudier les processus biologiques 

impliqués. Les applications de la modélisation in vitro sont vastes, allant de la recherche fondamentale 

en biologie cellulaire et moléculaire à l’identification de cibles thérapeutiques permettant de tester 

des biomolécules d’intérêt, en passant par la toxicologie et la recherche sur les thérapies géniques. Si 

à ce jour il n’existe aucun modèle in vitro suffisamment différencié pour reproduire la complexité du 

muscle in vivo, les dernières avancées, notamment avec l’émergence des organoïdes, s’en rapprochent 

de plus en plus. Cependant, la plupart des modèles actuels n’ont pas cet objectif en tête mais plutôt 

de se concentrer sur certains paramètres pour reproduire au mieux la physiologie du muscle. Parmi 

ces paramètres on retrouve la culture en 3D pour mimer les interactions environnantes aux fibres 

musculaires ; l’alignement des fibres musculaires qui est une caractéristique géométrique retrouvée 

naturellement dans le muscle ; la coculture avec d’autres types cellulaires que l’on retrouve dans 

l’environnement du muscle tel que les cellules endothéliales et les cellules nerveuses ; l’application de 

différents stress (chimique, électrique, mécanique) que l’on retrouve en permanence dans le muscle 

in vivo. 

La problématique autour de ce projet de thèse est de mettre en place un modèle de culture de 

myoblastes primaires humains, c’est-à-dire directement issus de biopsies de patients, avec l’objectif 

principal de mimer in vitro les contraintes mécaniques d’étirement appliquées sur les fibres 

musculaires au cours de leur différenciation in vivo. Ainsi, pour représenter au mieux ces contraintes 

mécaniques, il est important d’obtenir au cours de la différenciation des myotubes, alignés afin que 

l’étirement uni-axial soit comparable à celui appliqué au muscle lors d’une contraction musculaire. 

Pour cela, des supports flexibles en PDMS (Polydimethylsiloxane), un silicone largement utilisé dans le 

domaine biomédical) ont été microstructurés, c’est-à-dire que des lignes ont été formées par-dessus 

le silicone pour créer une topographie en 3D. Cette microstructuration a été effectuée par 

photolithographie d’un polymère hybride organique-inorganique déposée à la surface du silicone ce 

qui permet de produire des supports avec une précision de l’ordre du micromètre et avec une grande 

répétabilité. Des myoblastes primaires humains ont été alors ensemencés sur ces supports 

biocompatibles pour se déposer naturellement, par effet de pesanteur, sur toute la surface du silicone 

et donc certains entre les microstructures. Avec l’objectif d’étirer ces supports pour appliquer un stress 

mécanique aux myotubes (l’intermédiaire entre le myoblaste et la fibre musculaire) sans risque de 

décollement, le silicone a été biofonctionnalisé en utilisant une séquence peptidique connue pour 
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favoriser l’adhésion cellulaire. Ainsi, lorsque les myotubes sont bien adhérents au support, ceux-ci sont 

aussi stimulés quand le support microstructuré est étiré. Enfin, un protocole d’étirement a été optimisé 

de telle sorte à obtenir une réponse favorable à l’étirement mécanique des myotubes alignés sur le 

support microstructuré. 

Le manuscrit de thèse se divise donc en deux parties :  

• Dans un premier temps, une revue bibliographique a été effectuée afin de mieux comprendre 

les enjeux autour du projet. Le chapitre 1 fait une présentation du muscle dans son ensemble, 

afin de mieux comprendre, pour les non-biologistes cellulaires, l’importance des 

caractéristiques du support que l’on cherche produire dans notre modèle de culture cellulaire. 

Ensuite, le chapitre 2 est un état de l’art est effectué pour illustrer les différentes techniques 

développées pour produire des modèles in vitro en 3D et en 2D. Dans la foulée, le chapitre 3 

fait un focus sur les différents stimuli que l’on peut appliquer dans les modèles in vitro afin 

d’améliorer la différenciation. Pour terminer cette partie, le chapitre 4 se concentre sur la mise 

en place de notre modèle et notamment sur la fabrication des supports microstructurés. 

• Dans un second temps, la partie Résultats et Discussion regroupent les principaux résultats 

obtenus durant les 3 années de thèse. Pour commencer, le chapitre 1 se focalise sur la 

fabrication des supports microstructurés. Ensuite, le chapitre 2 présente les étapes 

d’optimisation de la topographie du support pour une réponse optimales des myoblastes 

primaires humains dans le but d’obtenir des myotubes alignés. Ensuite, le chapitre 3 se 

concentre sur la biofonctionnalisation du silicone afin d’assurer une adhésion des myoblastes 

et une bonne adhérence des myotubes sur les supports microstructurés. Enfin, le chapitre 4 

est centré sur la mise en place d’un protocole d’étirement permettant d’améliorer la 

croissance des myotubes. 

 

Enfin, la conclusion expose les caractéristiques essentielles au modèle in vitro développé durant le 

projet de thèse. Elle met en avant les propriétés topographiques idéales du support, la méthode de 

biofonctionnalisation la plus performante pour les myotubes humains et le protocole d’étirement 

présentant les meilleurs résultats en termes de réponse des myotubes. Cette conclusion est 

complémentée de plusieurs perspectives mettant en avant les principales directions de recherche à 

optimiser pour valoriser encore plus le modèle.  
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Revue bibliographique. 

L’ingénierie tissulaire spécialisée pour le muscle reçoit un regain d’attention depuis plusieurs 

décennies notamment grâce aux différentes avancées technologique telles que l’impression 3D, la 

microfluidique et les nanotechnologies. Les modèles sont de plus en plus avancés et tentent de 

reproduire in vitro toutes les interactions existantes in vivo. A ce jour, la complexité du muscle dans 

son ensemble fait qu’il n’existe toujours pas de modèle in vitro de muscle dans son entièreté. La plupart 

des projets de recherche se focalisent sur des problématiques particulières : l’alignement des fibres 

musculaires et la production de matrice extracellulaire pour mimer au mieux la physiologie naturelle 

du muscle (11) ; la jonction neuromusculaire qui est la zone de communication entre le nerf et le 

muscle à l’origine de la contraction suite à une impulsion de l’influx nerveux (12) ; le continuum muscle-

tendon-os pour prendre en compte la tension passive exercée en continu sur le muscle (13) ; la 

fabrication de modèle en 3D pour obtenir des système en multicouche et ainsi reproduire les 

interactions cellules-cellules (14) ; la coculture avec d’autres types cellulaires (cellules endothéliales, 

macrophages, fibroblastes) (15) ; la culture sous flux dynamique sur puce microfluidique pour simuler 

le renouvellement naturel du milieu environnant et connecter différents organes entre eux (16). 

Chaque modèle est optimisé afin de répondre à différents objectifs : l’implantation (ou greffage) de 

tissus musculaires suite à une lésion ou une opération, la compréhension fondamentale de pathologies 

musculaires et les mécanismes moléculaires impliqués, le « screening » de biomolécules, la médecine 

personnalisée afin d’adapter le traitement à chacun en fonction de son efficacité testé in vitro. D’autres 

objectifs en dehors du monde de la médecine sont aussi en vue tel que l’optimisation de 

l’entrainement chez le sportif dans le but d’adapter le programme d’entrainement en fonction des 

capacités de résistance au stress mécanique et de régénération des fibres musculaires de chaque 

athlète. Ainsi, le développement de modèles de culture de fibre musculaire obtenue à partir de cellules 

du patient, reproduisant sa pathologie musculaire observée est un objectif porté par un grand nombre 

d’équipes de recherche tant les retombées thérapeutiques sont prometteuses.  

Chapitre 1 : Le muscle et son étude in vivo. 

Du faite du charactère transdisciplinaire de cette thèse, impliquant des disciplines en interface 

(physique des matériaux, chimie et biologie cellulaire), nous avons fait le choix de présenter une 

première partie théorique relativement généraliste facilement accessible aux non spécialistes. 
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Le muscle est divisé en trois grandes catégories : le muscle lisse, le muscle strié squelettique et le 

muscle cardiaque (Figure 1). Les muscles lisses sont présents dans les parois des organes internes 

comme l’estomac, l’intestin et les vaisseaux sanguins et sont composés de cellules mononucléées. Le 

muscle cardiaque, ou myocarde, est lui constitué de cellules mononucléées ou binucléées qui se 

différencient de celles du muscle lisse par la présence de striations à l’échelle microscopique. Ces deux 

types de muscles ont une activité contractile sous la dépendance du système nerveux végétatif. Enfin, 

le muscle strié squelettique regroupe le reste des muscles du corps humain. Il est attaché aux os par 

des tendons et est composé de fibres multinucléées, longues et cylindriques. Celles-ci possèdent des 

stries qui représentent l’organisation régulière des protéines contractile. Le muscle strié squelettique 

est contrôlé par le système nerveux volontaire.  

Le muscle strié squelettique est caractérisé par 4 propriétés fonctionnelles :  

- L’excitabilité qui est la capacité à reconnaitre un stimulus et à pouvoir y répondre, 

- La contractilité qui consiste à pouvoir générer de la force en se contractant suite à un stimulus, 

- L’élasticité et l’extensibilité qui représentent la capacité des fibres musculaires à revenir à leur 

état initial après avoir subi un étirement ou une contraction, 

- La plasticité qui caractérise sa faculté à modifier sa forme et sa composition selon le travail et 

l’effort qu’il effectue.  

 

Figure 1 : Schéma et observation au microscope des différents types de muscle : Le muscle cardiaque, le muscle strié 
squelettique, le muscle lisse.  

Adapté de stileex.xyz 
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A) La physiologie et la structure du muscle strié squelettique  

Le muscle squelettique est un organe complexe composé de nombreux types cellulaires formant 

différents types de tissu. On retrouve des fibres musculaires, du tissu conjonctif, des vaisseaux 

sanguins et des nerfs (Figure 2). Le muscle est composé de plusieurs faisceaux qui sont maintenus dans 

l’épimysium et inséré sur l’os par l’intermédiaire du tendon. Autour de chaque faisceau se trouve le 

périmysium dans lequel on retrouve les veines, les artères et les nerfs. A l’intérieur de chaque faisceau, 

plusieurs fibres musculaires sont maintenues alignées entre elles par l’endomysium, un tissu conjonctif 

majoritairement constitué de collagène qui participe au microenvironnement de chaque fibre 

musculaire, qui, en interagissant avec elle, module sa prolifération et différenciation. En moyenne, 

l’Homme possède environ 500 000 fibres musculaires dans 1 cm² de muscle, nombre qui diminue 

constamment au cours de la vie (17). Ainsi, lorsqu’on observe une augmentation de la taille du muscle, 

cela n’est généralement pas représentatif d’une augmentation du nombre de fibres mais d’une 

augmentation de leur diamètre et de leur longueur.  

Le diamètre des fibres est compris entre 10 et 200 µm pour une longueur maximale d’environ 12cm. 

Cependant, ces deux propriétés physiques dépendent à la fois du muscle en question et de l’individu. 

En effet, il est courant de classer les fibres musculaires en deux types (I et II) qui se distinguent par leur 

Figure 2 : Structure du muscle, de l'os jusqu'au sarcomère.  
Adapté de zestedesavoir.com et annabac.com 
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métabolisme. Les fibres de type I, plus fines et plus longues, sont caractérisées par une contraction 

lente et prolongée. Elles nécessitent beaucoup d’oxygène pour se contracter et fonctionnent donc en 

aérobie. On les retrouve dans la plupart des muscles posturaux et en majorité chez les sportifs 

d’endurance (coureur de fond, cycliste). A l’inverse, les fibres de type II, plus larges et plus courtes, 

sont caractérisées par une contraction rapide et puissante. Cette catégorie est divisée en 3 sous-

catégories (IIa, IIb et IIx) chacune variant par la vitesse de contraction dépendamment du ou des type(s) 

d’isoforme(s) de chaine de myosine exprimé(s). Ces fibres peuvent générer la force la plus importante 

mais elles se fatiguent aussi plus rapidement. En particulier, les fibres IIb fonctionnent grâce à l’apport 

de glucides pour produire l’énergie nécessaire à la contraction. Ces fibres ont souvent un diamètre 

plus important et on les retrouve notamment chez les bodybuilders et les sprinteurs. Si certains 

muscles sont connus pour être de type I (le trapèze) ou de type II (le triceps brachial), la plupart sont 

constitués d’un mélange des deux type de fibres et les proportions varient en fonction de l’activité 

physique de chaque individu. A l’échelle cellulaire, chaque fibre musculaire est composée de 

myofibrilles entourées par du cytosol, la phase liquide que l’on retrouve dans chaque cellule. Sa 

caractéristique est également la présence de multiples noyaux dont chacun assure la synthèse 

protéique dans son environnement proche. Les myofibrilles sont composées d’un enchainement de 

sarcomères qui est la plus petites unité contractile du muscle. Le sarcomère mesure environ 2 µm avec 

comme composants protéiques principaux : la titine, l’actine et la myosine. Leur arrangement dans 

l’espace est à l’origine de la striation observée au microscope avec des motifs en Z à chaque extrémité 

du sarcomère (Figure 3). Le phénomène de contraction musculaire a été initialement étudié par Hugh 

et Andrew Huxley (18). Ils ont mis au point la « théorie des filaments glissants » selon laquelle la 

longueur du sarcomère varie entre un muscle relaxé et un muscle contracté. Lors de la contraction, la 

zone H (Figure 3) disparait et la bande I se raccourcie, base d’une diminution de longueur de la fibre et 

donc du mouvement à l’échelle du muscle. Ce processus complexe met en jeu l’ATP (adénosine 

triphosphate), le nucléotide fournissant l’énergie nécessaire au fonctionnement du muscle, les chaines 

lourdes de myosines (MHC) et l’hélice d’actine.  
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La force de contraction générée lors d’une stimulation électrique sous forme d’un potentiel d’action, 

est dépendante de la longueur initiale du sarcomère, sous la dépendance de la tension passive 

appliquée à la fibre (Figure 4). Il existe un niveau de tension passive permettant d’obtenir une longueur 

du sarcomère menant à une force maximale suite à une stimulation électrique (2 µm dans l‘exemple 

de la figure 4). Cette tension passive in vivo est exercée de façon continue par les tendons.  

 

 

Figure 3 : Organisation du sarcomère et sa position dans la myofibrille. 

Figure 4 : Evolution de la force en fonction de la longueur du sarcomère. A droite, la simulation de la conformation du 
sarcomère aux différents points clés de la courbe de gauche. (issu de Rassier 1999) 
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B) La myogenèse 

Le muscle est un organe qui possède la capacité de s’auto-régénérer (19,20). Il possède en son sein 

une réserve de cellules souches dites cellules satellites situées en périphérie de la fibre et qui s’activent 

lorsque ces fibres sont lésées (Figure 5).  

Dans un premier temps, la fibre musculaire lésée va être le siège  d’une réponse inflammatoire médiée 

par des protéines solubles appelés chémokines qui vont avoir un rôle d’attraction vis à vis des cellules 

inflammatoires comme les globules blancs (neutrophiles) et les macrophages (21). Elle active alors des 

facteurs de transcriptions myogénique tels que Myf5 et MyoD. En effet, sans lésion, ces cellules 

satellites sont dans un état quiescent. A ce moment-là, Myf5 est bloqué au niveau de l’ARN ce qui 

l’empêche de produire les protéines correspondantes. Une fois les cellules satellites activées par la 

réponse inflammatoire, elles sortent de leur de leur quiescence et migrent vers la zone lésée ce qui 

induit une expression rapide de Myf5 (22). De façon tout à fait intéressante, lors de la prolifération 

(multiplication par division cellulaire) et devenant des myoblastes, une partie se différencient pour 

donner par la suite, après fusion, des myotubes, alors qu’une autre partie retourne à l’état de 

quiescence pour être disponible plus tard, permettant de préserver le pool de cellules quiescentes, 

indispensables à la myogenèse. A la suite de la prolifération arrive la différenciation, processus 

irréversible de la sortie du cycle cellulaire. Les myoblastes s’allongent et expriment d’autres facteurs 

de transcription tels que Myogenin et MyoD (23,24). C’est d’ailleurs ce dernier facteur de transcription 

qui, lorsqu’il est surexprimé, force le myoblaste à sortir du cycle cellulaire. Les différents facteurs de 

transcriptions s’activent en cascade et leur expression est résumée dans la Figure 6. Les cellules 

s’organisent alors au niveau moléculaire avec l’alignement des filament d’actine les uns par rapport 

aux autres. Une fois différenciés, plusieurs myoblastes entrent en fusion pour former un myotube 

grâce à un remodelage de la membrane plasmique et l’activation de facteurs de transcriptions tels que 

Myomaker et Myomixer (25). Le myotube se transforme enfin en fibre musculaire par le processus de 

Figure 5 : Schéma du processus de régénération musculaire après une lésion et les facteurs de transcriptions impliqués. 
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maturation. Pendant cette période le système contractile se forme avec l’organisation du sarcomère, 

la jonction neuromusculaire se met en place pour permettre de détecter le relargage des 

neurotransmetteurs et les noyaux se déplacent en périphérie de la fibre. Pendant toute cette période 

de maturation, plusieurs protéines contractiles sont exprimées comme MHC (Myosin Heavy Chain), 

Acta1 (Actin alpha 1) et MCK (Muscle creatine kinase) (26). C’est ce genre de biomarqueurs que nous 

avons utilisé dans nos travaux inhérents à cette thèse, pour évaluer le niveau de maturation de nos 

cellules musculaires en culture.  

C) La matrice extracellulaire 

La Matrice Extracellulaire (MEC) est un réseau complexe de molécules qui entourent et soutiennent 

les cellules dans les différents tissus. Elle est caractéristique à chaque tissu mais la plupart de ces 

matrices sont composées de collagène, d’élastine, de laminine, de fibronectine, et d’autres protéines 

matricellulaires. La MEC joue un rôle dans chaque étape du développement musculaire, de la 

prolifération des myoblastes à la maturations des myofibres (27) mais peut aussi influencer la mort 

cellulaire (28). Dans le cas des tissus musculaires, la MEC contenue dans l’endomysium présente une 

forte proportion de collagène, de laminine et de fibronectine. Le collagène apporte la résistance 

mécanique aux tissus indispensable à leur différenciation et orientation, la laminine joue un rôle 

important dans la jonction neuromusculaire ainsi que dans l’adhésion cellulaire et la fibronectine 

participe grandement à structure tridimensionnelle de la MEC et à la migration des cellules satellites 

(29). Ainsi, la MEC peut se résumer en 4 caractéristiques principales : la composition biochimique, la 

rigidité, la porosité et l’alignement (30). Il est entendu par composition biochimique l’ensemble des 

facteurs de croissance présents naturellement dans la matrice qui améliorent la prolifération et la 

Figure 6 : Modèle d'expression des différents facteurs de croissance myogénique pendant le processus de 
prolifération et de différenciation. 
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différenciation des myoblastes et qui assurent donc le développement tissulaire (31). Concernant la 

rigidité, il est maintenant convenu que pour un développement optimal des myoblastes et myotubes, 

le milieu environnant doit avoir des propriétés mécaniques avec un module de Young autour de 12kPa, 

valeur correspondant à la rigidité du collagène présent dans la MEC (32). La porosité quant à elle 

favorise la diffusion des nutriments et des facteurs de croissance (33). Enfin c’est l’anisotropie de la 

MEC qui permet de guider les myoblastes vers une différenciation parallèle les uns des autres 

produisant ensuite des myotubes alignés, un paramètre primordial pour une génération optimal  de 

force de contraction (34). C’est la fibronectine, une glycoprotéine fibreuse présente dans la MEC qui 

apporte cette structure anisotropique guidant les cellules lorsqu’elles prolifèrent pour qu’elles se 

positionnent les unes à côtés des autres pour induire ensuite l’alignement (35). La MEC apporte aussi 

des sites d’adhésion grâce notamment à la laminine, un ensemble de glycoprotéines qui sont 

reconnues par  des récepteurs d’adhésion cellulaires comme les intégrines (36). Les intégrines sont des 

protéines transmembranaires qui permettent de faire le lien entre l’extérieur et l’intérieur de la cellule, 

notamment dans le cadre de l’adhésion de la cellules à son milieu environnant.  Elles activent alors des 

voies de signalisation intracellulaires qui régulent la prolifération, la migration et la différenciation des 

myoblastes. Les altérations de l'adhésion cellulaire peuvent affecter l'expression des gènes impliqués 

dans la différenciation des myoblastes, entraînant ainsi des anomalies du développement musculaire. 

Ainsi dans nos travaux de cette thèse, nous avons tenté d’optimiser les conditions de culture des 

progéniteurs myogéniques, afin de mimer au mieux les propriétés de cette matrice extracellulaire. Le 

but a été d’obtenir des fibres musculaires représentant au mieux le phénotype musculaire du donneur 

c’est à dire bien différenciés et alignés selon un axe principal.   

D) Les modèles d’étude in vivo 

Plusieurs modèles animaux ont été développés pour mieux appréhender la physiologie du muscle 

(4,37). Ils ont généralement deux objectifs distincts :  

a) Permettre de modéliser une myopathie   afin de mieux appréhender les différents mécanismes 

physiologiques à l’origine du phénotype musculaire des patients, 

b) Permettre l’évaluation de nouvelles approches thérapeutiques avant le passage chez 

l’homme. 

Même si ces modèles animaux ne sont pas représentatifs de la complexité de la pathologie étudiée 

chez l’Homme, de nombreux animaux sont utilisés pour leur similarité physiologique avec l’humain sur 

certains aspects. Les modèles les plus utilisés sont les rongeurs, les cochons ou le chien ((10,38). La 

souris reste néanmoins omniprésente dans les modèles puisqu’elle possède une très grande similarité 

génétique avec l’Homme et reste très facile d’accès avec un très grand panel de modèles d’inhibition 



21 
 

ou d’activation d’un ou plusieurs gènes d’intérêt (5). L’utilisation de modèles animaux soulèvent aussi 

de nombreux problèmes éthiques sur le bien-être animal et devient rapidement très couteux au niveau 

de l’achat et de l’entretien des animaux. C’est pourquoi d’autres modèles utilisant uniquement des 

cellules et non l’animal entier se sont développés : c’est le début de la modélisation in vitro.(5)  
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Chapitre 2 : La modélisation musculaire in vitro 

La modélisation musculaire in vitro est une approche qui vise à reproduire, dans un environnement 

contrôlé en laboratoire, les caractéristiques physiques et physiologiques des muscles chez l’Homme. 

Elle permet de moduler de façon plus précise des paramètres expérimentaux, tels que le taux 

d’oxygène et de CO2 dans le milieu environnant, la composition du milieu de culture et la température. 

Elle offre ainsi de nombreuses possibilités pour étudier et comprendre les mécanismes fondamentaux 

des muscles, ainsi que pour développer de nouvelles thérapies et techniques de régénération tissulaire 

(39). La modélisation musculaire in vitro est aussi très efficace pour évaluer l’effet des traitements 

pharmacologiques et des thérapies géniques (40). Cela permet de tester des cibles thérapeutiques et 

des biomolécules d’intérêt chez l’Homme, sans passer par les modèles pré-cliniques (41). Une fois le 

modèle musculaire in vitro validé comme représentatif de la pathologie musculaire du donneur, une 

variété de techniques d'analyse peut être utilisée pour évaluer sa fonctionnalité et son comportement 

face à une sollicitation donnée. Cela peut inclure des mesures de la contractilité musculaire, de 

l'excitabilité électrique, de la résistance à un stimulus mécanique, ainsi que des analyses histologiques 

et biochimiques pour étudier la structure et la composition des tissus musculaires. Même si les 

résultats obtenus in vitro ne peuvent représenter la totalité du comportement musculaire in vivo, cette 

alternative au modèle pré-clinique est à la fois plus rapide, moins onéreuse et en pleine expansion 

depuis la prise en considération du bien-être animal. La comparaison entre les avantages (en vert) et 

les inconvénients (en orange) des modélisations in vivo et in vitro sont récapitulés dans le Tableau 1. 

Tableau 1: Comparaison des avantages et désavantages entre les études in vivo et in vitro. 

 In vivo In vitro 

Prix et 

préparation 

Prix élevé car les animaux doivent 

être achetés et entretenus. 

Considérations éthiques sur le 

bien-être animal 

Il existe des lignées cellulaires 

commerciales purifiées qui ont une durée 

de vie infinie ce qui rend toute la procédure 

relativement peu chère et répétable 

Temps Long, plusieurs mois, voire années Court, quelques jours à semaines 

Résultats Détaillés et spécifiques Précis mais nécessite souvent une 

confirmation in vivo 

Règlementation 
Stricte car utilisation d’êtres 

vivants 

Plus simple sauf pour certains cas 

particuliers avec les cellules primaires 

humaines 
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A) Les principes de la culture in vitro 

LES PARAMETRES QUE L’ON RECHERCHE A REPRODUIRE 

Il existe deux objectifs distincts à la modélisation in vitro. Le premier a pour but de créer un tissu 

musculaire fonctionnel pouvant ensuite être greffé in vivo pour favoriser la régénération tissulaire 

après une blessure ou une opération. Le second objectif est plus fondamental et vise à reproduire au 

mieux le milieu naturel des cellules in vivo pour pouvoir ensuite comprendre les mécanismes 

moléculaires derrières certaines pathologies ou l’effet de molécules bioactives. Reproduire les quatre 

caractéristiques de la MEC (composition chimique, rigidité, porosité, alignement) est le point crucial 

pour obtenir, par culture, des fibres musculaires représentatives de la pathologie du donneur. Pour 

mimer au mieux cet environnement, de nombreux biomatériaux sont utilisés. Dans la plupart des cas, 

on retrouve une matrice sur un support dont la structure 2D ou 3D et la composition favorisent la 

prolifération et la différenciation des cellules musculaires. Il faut différencier matrice et support (Figure 

7) : La matrice sert à biofonctionnaliser le support, en interagissant avec les récepteurs d’adhésion des 

cellules en cultures. Cette matrice peut également être biodégradable dans un but d’implantation des 

fibres musculaires obtenues dans un site lésé chez l’Homme.  Le support, qui est souvent non-

biodégradable a une utilité plus fondamentale. Il sert d’armature à la matrice sur laquelle les cellules 

se développent.  

Dans les muscles du corps, les fibres musculaires sont alignées selon un axe spécifique, ce qui leur 

confère une fonctionnalité optimale pour la contraction et la génération de force (34). Il permet aussi 

l’optimisation de la différenciation des myoblastes qui est dirigé selon deux paramètres : la fin de la 

prolifération et leurs positions relatives les uns à côté des autres pour pouvoir fusionner (42). 

L’alignement permet aux fibres musculaires, grâce à l’homogénéisation des contraintes mécaniques 

sur un seul axe, de répondre de façon optimale à l’étirement sans phénomènes lésionnels. In vitro cet 

alignement des fibres permet de modéliser au mieux l’application d’une contrainte mécanique selon 

un seul axe d’étirement en culture 2D et 3D. Ainsi l’obtention de myotubes en cultures alignés, dont 

l’organisation et la structure s’approcheraient le plus possible du modèle in vivo, a nécessité une 

Figure 7 : A gauche, la matrice 3D avec des cellules dispersées à l’intérieur, au centre, un support solide avec des cellules 
dessus, à droite, un support solide avec une matrice par-dessus. 
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optimisation des supports avec plusieurs pistes méthodologiques qui seront présentés dans les 

chapitres suivants. C’est ce que nous avons voulu faire dans les travaux de cette thèse.  

LE CHOIX DES CELLULES 

Lorsque l’on fait de la culture in vitro, le choix des cellules à utiliser est un facteur primordial (43). Dans 

le cas des modèles musculaires, on retrouve dans la littérature cinq types cellulaires majoritaires : les 

lignées humaines et animales (C25, C2C12, L6...), les cellules primaires issues d’animaux (rat, souris, 

poulet...), les cellules primaires humaines après biopsie puis purification et les cellules souches 

pluripotentes induites (iPSC). Les cellules C2C12, provenant d’un clone de souris sont très largement 

plébiscitées lorsqu’il s’agit de la modélisation in vitro du muscle car cette lignée est parfaitement 

caractérisée et possède un fort taux de prolifération tout en produisant des myotubes assez matures 

pour se contracter (44). Il n’existe cependant à ce jour pas d’étude comparant le processus et la durée 

de chaque étape de myogenèse pour chaque type cellulaire, mais certains ont déjà été comparé de 

manière individuelle. Les lignées cellulaires ne réagissent pas de la même manière que les cellules 

primaires à leur environnement 2D ou 3D (45). En effet, on sait que les cellules issues de lignées 

animales, notamment les cellules C2C12, ne se développent pas au même rythme que les cellules 

primaires humaines (46,47). Plusieurs théories sont émises pour justifier cette différence de 

comportement mais la plus reconnue s’appuie sur la différence entre le cycle cellulaire humain et 

murin (48). Puisque l’humain vit 30 à 50 fois plus longtemps que la souris, cela signifie que chez 

l’Homme, il y aura plus de division cellulaire que chez la souris. Ainsi, si les cellules humaines se 

développaient au même rythme que celles des souris, le risque de mutation menant à un cancer serait 

très élevé. Sachant qu’il augmente en fréquence chez les personnes plus âgées (49) ce ralentissement 

de prolifération et de différenciation chez l’Homme comparé à la souris serait une régulation naturelle 

du corps pour se protéger contre les pathologies dues au vieillissement. Il faut donc toujours être 

conscient qu’en fonction du type de cellules utilisées les résultats peuvent varier, ce qui peut introduire 

un biais. 

LE CHOIX DE LA MATRICE 

Depuis le début du XIXe siècle, les polymères sont au cœur de toutes les recherches tant pour leurs 

grandes variétés que pour leur stabilité chimique. Parmi eux, les hydrogels ont permis des avancées 

significatives dans le domaine biomédical avec notamment la culture de myoblastes en 3 dimensions 

permettant de tendre vers la mise au point d’organoïdes (24). Les hydrogels possèdent une nature 

hydrophile qui permet de stocker de grandes quantités d'eau et de fluides biologiques dans un réseau 

3D (jusqu’à 90% de la masse totale). Ils bénéficient aussi de propriétés biomimétiques intéressantes 
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avec notamment une rigidité comparable à celle observée in vivo permettant d’optimiser la 

prolifération et la différenciation des progéniteurs myogéniques, la biocompatibilité, la non-toxicité, 

la biodégradabilité et la possibilité de les fonctionnaliser chimiquement pour apporter des propriétés 

supplémentaires. Les hydrogels sont donc majoritairement utilisés en tant que matrice pour 

reconstituer en 3D la MEC. De plus, la composition chimique de l’hydrogel ainsi que les variations de 

concentrations permettent de faire varier sa structure et ainsi apporter de nouvelles propriétés 

intrinsèques spécifiques à chaque application comme une meilleure adhésion cellulaire et une porosité 

contrôlée (51–54). Ces propriétés, notamment l’adhésion cellulaire, peuvent avoir un effet direct sur 

la prolifération des myoblastes et la maturation des myotubes (53) mais aussi sur la force de 

contraction (54). Parmi les hydrogels naturels les plus couramment utilisés dans la culture cellulaire 

musculaires, on retrouve le collagène (53,55–59), la fibrine/fibrinogène (51,60–68), deux composants 

de la MEC du muscle et le Matrigel® (48,54,69–71). Le Matrigel® est un hydrogel commercialisé issu 

de la membrane basale d’une tumeur provenant d’une queue de souris. Cette provenance rend la 

matrice particulièrement riche en protéines extracellulaire et en facteurs de croissance ce qui explique 

une meilleure efficacité sur le rendement de culture cellulaire par rapport aux autres hydrogels. Grefte 

et al. (72) ont notamment montré qu’en culture 2D, le Matrigel® améliore significativement la 

prolifération et la différenciation des cellules C2C12 par rapport au collagène. Ils ont aussi observé la 

même différence en culture 3D : les myotubes cultivés dans le Matrigel® sont plus larges, plus longs et 

possèdent plus de branches, comparés à ceux dans le collagène qui paraissent plus arrondis. Ces 

résultats seraient expliqués par une meilleure adhésion au Matrigel® par rapport au collagène puisqu’il 

contient des intégrines issues de la laminine-111, un composant naturel de la MEC. Cette hypothèse 

est aussi émise par Hinds et al. (54). Ils ont comparé deux solutions commerciales de Matrigel®, l’une 

avec les facteurs de croissance et l’autre où ils ont été retirés. Leurs résultats montrent que dans les 

deux matrices, la force de contraction reste la même. Dans ce cas-là, l’apport nutritif du Matrigel® 

semble être secondaire comparé à son apport structurel. L’avantage procuré par la provenance du 

Matrigel® constitue cependant l’un de ses plus gros inconvénients puisque la tumeur est en 

permanente évolution ce qui induit un manque de répétabilité entre chaque « batch » (73). Ainsi, d’un 

flacon vendu à l’autre, il est possible que la quantité de facteurs de croissance ainsi que la structure 

3D du gel soient différentes ce qui peut impacter directement la réponse cellulaire. Même si de plus 

en plus d’équipe cherchent à trouver une alternative (74) pour s’exempter de ce biais de répétabilité, 

le Matrigel® reste l’un des hydrogels le plus utilisé dans la recherche grâce à ses capacités à former 

une matrice en 3D avec de très bons résultats in vitro. Les différents hydrogels peuvent aussi être 

mélangés pour cumuler chacune de leurs propriétés avantageuses (30,75–77). Wells-Cembrano et al. 

(75) ont par exemple préparé un hydrogel à base de fibrinogène, Matrigel® et thrombine pour former 

des organoïdes musculaires en 3D à partir d’une lignée humaine. Ce mélange d’hydrogel permet de 
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créer une synergie entre les différents hydrogels en combinant la solidité structurelle du fibrinogène 

transformé en fibrine grâce à la thrombine avec les capacités nutritives et d’adhésion du Matrigel®. 

Engler et al. ont également montré que la rigidité jouait un rôle primordial sur la prolifération et la 

différenciation des myoblastes (32). Il est maintenant reconnu que pour un développement idéal des 

myotubes, l’environnement doit présenter une rigidité comprise entre 10 et 15 kPa ce qui correspond 

à la rigidité naturelle de la matrice extracellulaire (78–80). Or, en culture cellulaire 2D, les substrats de 

base comme le polystyrène des boites de Petri sont souvent largement plus rigide que la MEC et c’est 

cet écart de rigidité qui expliquerait en partie la faible striation des myotubes ainsi que l’organisation 

peu avancée du système contractile (32). Il est intéressant de noter que lorsque la rigidité du support 

ne correspond pas à celle retrouvée in vivo, les myotubes ont tendance à produire leur propre MEC 

(81). Ainsi, plutôt que de moduler la rigidité du support, certaines études ont utilisé une première 

couche de cellules, souvent des fibroblastes qui se comportent mieux en présence de substrats plus 

rigides, sur lesquels sont ensuite ensemencés les myoblastes, ce qui favorise l’adhésion cellulaire 

(82,32,83–85). Ce n’est cependant pas la liaison directe avec les fibroblastes qui favorise le 

développement des myoblastes  mais bien les molécules sécrétées par les différents types cellulaires 

pendant la prolifération (84,85).  

LE CHOIX DU SUPPORT 

En parallèle, d’autres polymères synthétiques sont utilisés en tant que support physique pour la culture 

des myoblastes. Parmi eux, on retrouve le polyuréthane (PU) (86), le poly(ethyleneglycol) (PEG) (87) 

et le poly(ε-caprolactame) (PCL) (88–90). Les avantages de ces polymères résident dans le fait qu’ils 

sont facilement synthétisables et fonctionnalisés, c’est-à-dire chimiquement modifiés pour répondre 

à des besoins précis (groupements chimique en extrémité, structure 3D, poids moléculaire, etc.). 

Néanmoins, on retrouve très rarement ce genre de support seul mais plutôt en mélange avec des 

hydrogels naturels (86–90). Ergene et al. (86) ont par exemple synthétisé un polyuréthane dont les 

extrémités de chaine ont été fonctionnalisées avec du fibrinogène. Ils ont ainsi pu produire des films 

d’élastomère sur lesquelles des cellules C2C12 ont été ensemencées pour ensuite générer des 

myotubes fonctionnels. Ce mélange polymère synthétique / polymère naturel permet de modifier 

certaines propriétés comme l’hydrophobicité et la rigidité. L’hydrophobicité est définie par le degré 

d’affinité du support avec l’eau. Un matériau hydrophile aura tendance à créer des liaisons hydrogènes 

avec l’eau tandis qu’un matériau hydrophobe va repousser l’eau qui ne pourra pas s’étaler. L’eau étant 

le premier composant des milieux de culture, un support hydrophobe complique la culture cellulaire. 

Les intégrines en surface des cellules sont également sensibles à cette hydrophilie ce qui explique 

qu’en cas de matériaux très hydrophobe, les cellules n’y adhèrent pas. En pratique, pour déterminer 
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l’hydrophobicité d’un matériau, la technique la plus utilisée est la mesure de l’angle de contact θ. Pour 

cela, une goutte d’eau est déposée sur le matériau et une photo est prise de telle sorte à mesurer 

l’angle θ entre le support et le bord de la goutte. La mesure de l’angle se calcule en utilisant la loi de 

Young-Dupré (Figure 8) : 

𝛾𝑆𝐿 + 𝛾𝐿𝑉 cos 𝜃 = 𝛾𝑆𝑉  ↔  cos 𝜃 =
𝛾𝑆𝑉 − 𝛾𝑆𝐿

𝛾𝐿𝑉
 

Avec γSL, γLV et γSV les énergies d’interface respectivement solide-liquide, liquide-vapeur et solide-

vapeur qui varient en fonction de chaque liquide et θ l’angle de contact à l’équilibre. 

Si cet angle est inférieur à 90°C, on considère que la surface est hydrophile, si l’angle est supérieur à 

90°C elle est hydrophobe.  

Perez-Puyana et al. (89) ont par exemple fonctionnalisé du PCL avec de la gélatine ou du collagène et 

ont mesuré des angles de contact significativement plus petits en présence de gélatine (55°), comparé 

au collagène (105°). Les auteurs expliquent cette différence par le fait que la gélatine a tendance à se 

réorganiser de telle sorte à présenter plus de groupement glycine (et donc plus de possibilités de 

liaisons hydrogènes) en surface. Cette différence a été confirmée en culture cellulaire puisque le 

support présentant le meilleur développement des myoblastes L6 est celui à base de 4% de gélatine.  

Dans une autre expérience, Yeo et al. (90) ont produit un support à base de fibres de 

poly(caprolactone-co-L-lactide) sur laquelle ils ont ensuite déposé une couche de collagène pour 

favoriser le développement des cellules musculaires. Ils se sont focalisés sur l’effet de la structure du 

Figure 8 : Mesure de l'angle de contact. En haut le calcul de l’angle de contact selon la loi de Young-
Dupré, en bas, la différence entre surface hydrophobe et hydrophile sur l'angle de contact. 
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support sur la réponse des progéniteurs myogéniques. Les auteurs montrent que les structures en 

forme de fibres collées les unes aux autres jouent un rôle direct sur l’adhésion cellulaire et donc sur la 

prolifération et la différenciation. C’est donc un exemple de l’effet du support et plus précisément de 

sa topographie sur le développement cellulaire.  

COMMENT CARACTERISER LES MYOTUBES OBTENUS IN VITRO ? 

Parmi les techniques les plus utilisées pour visualiser les fibres musculaires obtenues et évaluer leur 

niveau de différenciation, on retrouve l’immunofluorescence. C’est une méthode de microscopie qui 

joue sur l’interaction antigène/anticorps. Elle comprend deux techniques similaires : 

l’immunofluorescence directe et indirecte. Dans les deux cas, le principe est de fixer un agent 

fluorochrome sur la molécule d’intérêt afin de pouvoir l’observer au microscope (Figure 9). Dans le cas 

du muscle, il existe une multitude de molécules d’intérêt allant de la protéine membranaire aux noyaux 

cellulaires en passant par toutes les protéines du système contractile ou certains composants du 

cytosol. La différence entre les deux techniques réside dans le nombre d’anticorps utilisé. Pour 

l’immunofluorescence directe, l’anticorps est directement conjugué au fluorochrome puis va interagir 

avec l’antigène d’intérêt et la fluorescence peut alors directement être observée au microscope après 

stimulation. Dans le cas de l’immunofluorescence indirecte, un anticorps intermédiaire simple est 

utilisé, il se fixe sur l’antigène et un second anticorps contenant le fluorochrome est alors introduit 

pour induire la fluorescence après stimulation. La seconde technique est la plus répandue car les 

anticorps sont des molécules complexes donc souvent très encombrées (importante gène stérique) et 

la fonctionnalisation avec un fluorochrome peut réduire sa sélectivité avec l’antigène d’intérêt. Elle 

permet aussi de fixer plusieurs anticorps secondaires au même anticorps primaire, ce qui peut 

apporter un effet d’amplification qui augmente significativement la sensibilité.  

A partir des images capturées au microscopes à fluorescence, il est possible de quantifier avec un 

logiciel de traitement d’images de nombreuses caractéristiques comme l’alignement des fibres, leur 

diamètre, leur longueur et le taux de fusion, leur niveau de striation. Le taux de fusion est le rapport 

entre les noyaux présents dans les myotubes et le nombre totale de noyaux sur l’image. Il est un 

marqueur préférentiel de la différenciation. 

Figure 9 : Schéma du principe d'immunofluoresence directe et indirecte. 
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Une autre méthode d’analyse des modèles est la RT-PCR (Reverse Transcriptase Polymerase Chain 

Reaction). Elle consiste à mesurer la quantité d’une séquence d’ARN (Acide RiboNucléique) contenue 

dans une solution. Pour cela, les ARN sont isolés des myotubes puis ils sont mélangés avec une 

transcriptase, une molécule ayant la faculté de synthétiser le brin d’ADN complémentaire à un brin 

d’ARN, avec une amorce pour démarrer le processus de transcription. Le brin d’ADN obtenu est alors 

analysé par qPCR, méthode qui consiste à amplifier par cycle consécutif le brin d’ADN (le matériel 

génétique est doublé entre chaque cycle). Cette amplification est suivie par spectroscopie UV à l’aide 

d’un marqueur fluorescent. On observe alors 3 phases : le bruit de fond qui correspond au moment où 

la quantité d’ADN est trop faible pour permettre la détection, la croissance exponentielle suite à la 

réplication rapide de l’ADN (doublement à chaque cycle) et le plateau qui intervient lorsque le milieu 

s’appauvrit en certains éléments nécessaires (Figure 10). C’est le signe que l’analyse est terminée. Pour 

comparer deux conditions, on détermine le Ct (Cycle Threshold) qui caractérise le début de la 

polymérisation en chaine et donc plus le Ct arrive tôt, plus cela signifie que la quantité initiale en ADN 

(et donc en ARN) est importante (Figure 10).  

Figure 10 : Principe de la méthode de qPCR 
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B) La modélisation 2D du muscle 

La modélisation in vitro 2D consiste à cultiver des myoblastes sur un support solide, créant alors une 

monocouche de cellules qui vont ensuite proliférer, se différencier et produire des myotubes les un à 

côtés des autres sur un même plan. En 2D, les manipulations sont plus simples et il est plus aisé de 

contrôler l’environnement cellulaire (milieu, CO2, oxygène) car les supports sont souvent simples et 

facile d’accès. Il est aussi plus facile d’observer les cultures lorsqu’elles forment une seule couche. En 

modélisation 2D, l’un des facteurs primordial pour la culture est le choix du support. Il est possible de 

jouer sur plusieurs paramètres qui vont avoir un impact direct sur la culture cellulaire et ces 

paramètres sont ceux que l’on retrouve précédemment dans la MEC : composition chimique, rigidité, 

porosité et anisotropie. Ce sont ces propriétés que nous allons maintenant aborder :  

FAVORISER L’ADHESION CELLULAIRE PAR LA COMPOSITION CHIMIQUE ET LA POROSITE DU SUPPORT 

Il a été montré précédemment que l’adhésion joue un rôle primordial sur la survie des myoblastes. 

Une bonne adhésion implique une bonne prolifération ce qui est la première étape d’une myogenèse 

réussie en culture. Si, dès le départ, les cellules ont du mal à s’accrocher au support, elles vont se 

rétracter et risquent même d’entrer en apoptose. Pour favoriser l’adhésion, il est important de jouer 

sur la composition chimique du support ainsi que sur sa porosité. Pour cela, l’utilisation de polymères 

biocompatibles est la solution la plus simple. Une boite de Petri par exemple ou une lame de verre 

suffisent pour créer des attaches solides avec les intégrines présentes à la surface des myoblastes. 

Cependant, le verre en lui-même ainsi que les plastiques sont inertes, ce qui ne favorise pas le 

développement et la différenciation des cellules sur le long-terme. Ainsi, une technique 

particulièrement utilisée pour créer des supports qui augmentent l’adhésion cellulaire est 

l’électrospinning. L’électrospinning est une technique de production de supports à base de fibres très 

fines d’un polymère (Figure 11). Le polymère liquide est inséré dans une seringue dont l’extrémité est 

chargée électriquement. Le liquide est alors versé sous la forme d’un jet très fin sur une plaque chargée 

de manière opposée à la seringue. Cette différence de charge crée une force électrostatique qui guide 

les fibres vers la plaque permettant alors de créer des supports de différentes formes et tailles en 

faisant varier la forme de l’aiguille, la vitesse de projection, et la forme de la plaque. Dans l’objectif de 

créer des supports dont les fibres du polymère sont parallèles entre elles, la plaque du dessous est 

remplacée par un cylindre qui, lorsqu’il est mis en rotation, permet de contrôler la forme et la taille 

des supports en faisant bouger la seringue latéralement (88,91–93). Cette méthode permet de 

produire des fibres de polymères dont le diamètre est compris entre quelques nanomètre et plusieurs 

micromètres, ce qui est particulièrement utile dans la création de matériaux poreux notamment dans 

le domaine du biomédical (94). L'électrospinning offre une grande souplesse dans la sélection des 
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polymères utilisés, ce qui permet de concevoir des supports sur mesure pour des applications 

spécifiques (95). On retrouve par exemple le poly(ε-caprolactone) (PCL) (88,90,96,91,97), le 

polyuréthane (PU) (98) mais aussi des polymères plus complexes tels que la cellulose (99), la fibrine 

(61,100) et la matrice extracellulaire décellularisée (92) qui est une matrice issu de muscles d’animaux 

dans laquelle les cellules ont été retirées ne gardant ainsi que la structure et la composition chimique 

de la MEC. De plus, la texture en fibres des supports crée une porosité importante, ce qui amène plus 

de sites d’adhésion possibles avec les myoblastes. Santos et al. (99) ont électrospinné des supports en 

acétate de cellulose qu’ils ont ensuite fonctionnalisés avec une molécule bioactive (extrait de roucou, 

un colorant alimentaire jaune). Ils ont produit des supports dont les fibres sont disposées de manière 

anarchiques (Figure 11) et ils ont montré qu’en fonctionnalisant leur cellulose, ils ont réduit l’angle de 

contact (50° contre 77°) synonyme d’une meilleure hydrophilie favorisant l’adhésion des cellules. Ils 

ont aussi remarqué que la taille des fibres avait un impact sur la viabilité cellulaire. Lorsque les fibres 

sont plus larges, elles sont moins denses pour un même volume donné. Il en résulte une plus grande 

porosité qui favorise l’adhésion des myoblastes et leur différenciation. Mohd Razali et al. (101) ont 

créé des supports avec différentes formes géométriques (demi-sphères, pyramides, demi-cylindres 

parallèles entre eux, prismes triangulaires parallèles entre eux) en créant un moule en PDMS sur lequel 

sont déposées des membranes en PCL pour obtenir des films microstructurés (Figure 12). Les 

myoblastes ont tendance à mieux se développer sur des microstructures avec des angles droits plutôt 

qu’arrondis. Cela s’explique par une plus grande surface d’adhésion pour les cellules progénitrices, 

paramètre primordial pour leur bon développement. C’est pourquoi, lorsque les myoblastes peuvent 

s’attacher à deux microstructures assez proches l’une de l’autre, ils ont tendance à mieux adhérer et 

prolifèrent mieux.  

Figure 11 : Au gauche, schéma d’un système d’électrospinning. A droite, nanofibres produites par électrospinning. 



33 
 

IMPACT DE LA RIGIDITE DU SUPPORT 

La rigidité du support joue aussi un rôle très important sur la prolifération et la différenciation des 

myoblastes. Dans leur environnement naturel, les myoblastes prolifèrent dans un milieu dont la 

rigidité est de l’ordre de la dizaine de kPa. Le module élastique d’une lame de verre ou une boite de 

Petri compris entre 5 et 70 GPa peut donc en partie expliquer les différences de maturation des 

myotubes observées entre les études in vivo et les premières in vitro. Ainsi, la méthode la plus rapide 

et la plus simple pour obtenir une rigidité plus favorable pour les myoblastes est de recouvrir les 

supports solides avec une matrice, la plupart du temps à base d’hydrogel, ce qui crée un 

environnement plus souple pour les cellules. Boonen et al. (102) ont mis en place un set d’expérience 

Prolifération

Différenciation

Maturation

Prolifération

Différenciation

Maturation

Prolifération

Différenciation

Maturation

Prolifération

Différenciation

Maturation

Prolifération

Différenciation

Maturation

Poly-D-lysine

Laminine

                                  Support        

Matrice   

Matrigel

Entactine-

Collagène-

Laminine

Collagène

Lamelle en verre Gel à 3kPa Gel à 21kPa Gel à 80kPa

Tableau 2: Comportement des myoblastes sur les supports de différentes élasticités en fonction des 
coatings. En vert les conditions sont très favorables, en vert pâle les conditions sont favorables mais 
ne donnent pas les meilleurs résultats, en orange les résultats sont non significatifs et en rouge 
défavorables. Issu de (99). 

Figure 12 : Images SEM des moules en PDMS (a-d) et des films de PCL correspondants (e-h). 
Issu de (98) 
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ayant pour but de trouver la meilleure combinaison support / matrice pour la prolifération, la 

différenciation et la maturation des myoblastes de souris. Leurs résultats sont résumés dans le tableau 

2.  

Comme on peut le remarquer, des conditions qui favorisent la prolifération (Matrigel sur un gel à 

21kPa) peuvent avoir un effet délétère sur la maturation. De même la différenciation des myoblastes 

est très bonne sur un gel à 3kPa avec un dépôt de poly-D-lysine mais présente un défaut de maturité 

ensuite. Ainsi, de manière plus générale, les auteurs montrent que les meilleurs résultats cumulés de 

prolifération, différenciation et maturation sont retrouvés sur des support en verre qui présentent une 

rigidité bien plus élevée que celle suggérée par Engler et al. (32). Ces résultats mettent en avant la 

grande variabilité des études sur les modèles in vitro musculaire. Dans une autre étude sur la rigidité 

des supports, Comelles et al. (103) ont utilisé la technique du moulage pour créer des supports en poly 

(acrylamide) (PA) avec plusieurs rigidités différentes. Le moulage est une technique très commune qui 

nécessite la préparation d’un master par photolithographie (Figure 13). Un substrat est recouvert 

d’une résine photosensible (a) qui est polymérisée suite à une insolation UV (b) à travers un masque 

disposé entre la source de lumière et la résine afin de produire des figures géométriques désirées. La 

résine non activée est ensuite solubilisée dans un solvant approprié (c). Le master obtenu est alors lavé 

et une solution de polymère est déposée par-dessus pour prendre la forme du master (d). Le moule 

en polymère est enfin méticuleusement retiré du master pour obtenir un moule avec la topographie 

désirée (e).  

Cette technique leur a permis de créer des supports en PA dont la rigidité peut être contrôlée en 

modifiant la concentration en polymère. Plus celle-ci est élevée, moins le gel pourra absorber d’eau et 

donc plus il sera rigide. Les auteurs ont ainsi pu montrer que leur modèle produisait des myotubes 

dont la différenciation était hautement dépendante de la densité cellulaire ainsi que de la rigidité des 

supports. Plus la densité est importante, plus les myoblastes sont proches les uns des autres et ont 

Figure 13 : Moulage d'un support polymère à l'aide d'un master créé par photolithographie 
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ensuite tendance à fusionner entre eux. Lorsque le support présente une rigidité proche de celle de la 

MEC (12kPa), les myoblastes y prolifèrent également plus facilement et produisent un plus grand 

nombre de myotubes alignés. 

INDUIRE L’ALIGNEMENT DES MYOTUBES 

L’alignement est le troisième paramètre à prendre en compte pour une modélisation in vitro avancée. 

Lorsque l’on ensemence les myoblastes sur une boite de Petri recouverte avec un hydrogel, les cellules 

vont se multiplier et fusionner mais de manière totalement anarchique. En l’absence de guide ou de 

tension passive favorisant leur organisation en fibres alignées, les myotubes occupent tout l’espace et 

ce dans toutes les directions. Plusieurs modèles se focalisent donc sur la géométrie de leur support 

pour induire un alignement des myotubes.  

Altomare et al. (104) ont moulé un film de copolymère poly-L-lactide/trimethylene carbonate (PLLA-

TMC) sur un master en silice microstructuré afin d’obtenir des films de polymère avec différentes 

largeurs de sillons (de 5 à 100µm) tout en jouant aussi sur la profondeur (de 0,5 à 5µm). Les myoblastes 

C2C12 ont tendance à s’aligner et à proliférer en plus grand nombre lorsque les sillons sont étroits (5 

et 10µm) et profonds (5µm). Mais ensuite, les myotubes se sont différenciés de manière préférentielle 

sur les supports avec une largeur supérieure à 25µm et des profondeurs plus faibles (0,5 et 1µm). Ils 

en concluent que la topographie du substrat joue des rôles différents pendant la prolifération et 

pendant la différenciation. D’autres études ont également montré que la taille des sillons, mais 

également leur forme (lignes droites ou pointillées), jouent un rôle clef sur le développement des 

myoblastes (101,104–109).  

Smoak et al. (92) ont synthétisé par électrospinning une matrice décellularisée reproduisant une 

structure musculaire dont l’orientation des fibres est contrôlée par la vitesse de rotation du support 

(cylindrique dans ce cas). Ils ont montré qu’en augmentant la vitesse de rotation les nanofibres 

produites avaient tendance à s’aligner (Figure 14). En ensemençant des myoblastes C2C12 sur ce 

support, ils ont observé un alignement dans le sens de celui des nanofibres. Choi et al. (91) ont montré 

que l’alignement des nanofibres augmentait la longueur moyenne des myotubes (1 mm sur le support 

électrospinné aligné contre 0,45 mm sur celui dont l’orientation des fibres est aléatoire) sans pour 

autant avoir d’effet sur le diamètre moyen (22µm dans les deux cas).  
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Beldjilali-Labro et al. (96) et Cha et al. (97) ont tenté de combiner la technique d’électrospinning avec 

un dépôt par-dessus d’un hydrogel à base de PEG pour favoriser l’adhésion et le guidage avec une 

rigidité idéale pour le développement des cellules progénitrices. Le support, composé de nanofibres 

de PCL alignées d’environ 600 nm de diamètre, est recouvert d’une fine couche d’or pour réduire 

l’hydrophobicité puis d’un hydrogel de PEG dont des lignes ont été dessinées par polymérisation UV. 

L’épaisseur des lignes était fixée à 40µm et la largeur était variable entre 50 et 100µm. Les auteurs ont 

montré qu’en couplant des guides à la fois au niveau nanométrique et micrométrique, les myoblastes 

C2C12 s’alignaient de manière plus efficace pour se différencier en myotubes. Pour connaitre plus 

précisément l’importance relative de ces deux paramètres nano vs micro, des lignes d’hydrogel ont 

été créées perpendiculairement aux nanofibres. Les mêmes auteurs ont observé un alignement dans 

le sens des nanofibres et donc dans le sens perpendiculaire des lignes d’hydrogel. Ils ont ainsi mis en 

avant une prédominance de l’effet nanométrique sur celui micrométrique. Cette hypothèse est 

confirmée par plusieurs autres études (71,110,111). Cela met clairement en évidence l’importante de 

l’effet de guidage qui ne sert pas à forcer les myotubes à s’aligner en les restreignant mais plutôt à les 

inciter à s’aligner en les guidant. 

L’impression 3D par fabrication additive peut aussi être utilisée pour modéliser et créer des supports 

présentant une topographie qui favorise l’alignement des myotubes. Abdalkader et al. (112) ont utilisé 

le polyéthylène téréphtalate glycol (PETG) pour fabriquer des sillons parallèles avec une largeur et une 

hauteur contrôlées et ont notamment montré qu’une largeur supérieure à 200µm était nécessaire 

pour induire l’alignement des myoblastes C2C12 (Figure 15a). Rimington et al. (113) ont imprimé des 

lignes parallèles pour 4 polymères différents (polylactic acid (PLA), acrylonitrile butadiene styrene 

(ABS), polyethylene terephthalate (PET) and polycarbonate (PC)) et ont ainsi pu induire une 

prolifération et une différenciation des myoblastes C2C12 selon un axe longitudinal (Figure 15b). Ils 

ont également montré qu’en réduisant l’espace entre les lignes, le diamètre des myotubes était réduit 

en conséquence. Lorsque les sillons sont plus étroits, le nombre de myoblastes entre les lignes est 

Figure 14 : Effet de la vitesse de rotation du cylindre sur l’alignement des nanofibres. Images au microscope confocal de A) 
des fibres orientées aléatoirement et de fibres produites sur un cylindre en rotation à B) 1000 rpm et C) 3000 rpm.  

Issu de (89) 
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réduit et donc le taux de fusion diminue. Le taux de fusion est le rapport entre les noyaux présents 

dans les myotubes et le nombre total de noyaux dans la matrice.  

Enfin, une technique émerge depuis quelques années pour regrouper à la fois le guidage 

topographique et la faible rigidité : le « microcontact printing » (µCP). Cette méthode utilise un moule 

en PDMS sur lequel une matrice est déposée de telle sorte à prendre la forme du moule. Celle-ci est 

alors redéposée sur un support solide tel qu’une boite de Pétri pour former des lignes parallèles 

d’hydrogel (56,114) (Figure 16). Bajaj et al. (34) ont par exemple utilisé le µCP pour microstructurer 

des boites de Petri avec une solution de fibronectine. Les auteurs ont préparé des lignes de 

fibronectine par µCP puis ont utilisé le Pluronic F-127, un tensio-actif connu pour ses propriétés très 

Figure 15 :  Impression 3D de construits qui induisent l’alignement des myotubes. A) Design, fabrication et caractérisation 
des construits en PETG. B) Fabrication et schéma de la culture de myoblastes dans des construits en PET et PLA. 
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hydrophobes et qui est sélectif au substrat par rapport à la fibronectine, pour s’assurer que les cellules 

restent sur les lignes de fibronectine plutôt que de se développer sur la boite de Pétri en dessous. Ils 

ont pu produire des échantillons de différentes formes (lignes droites, disques) avec des tailles plus ou 

moins larges. Cette expérience leur a permis de montrer que la géométrie idéale est la ligne avec une 

largeur assez importante (100µm) pour permettre la prolifération des myoblastes en nombre tout en 

favorisant leur fusion en myotubes alignés.  

Khadpekar et al. (115) ont aussi utilisé la µCP pour produire des lignes de collagène fonctionnalisé avec 

de la FITC (isothiocyanate de fluorescéine) et ont montré qu’en passant du cercle à la ligne, ils ont 

induit l’alignement des myotubes C2C12.   

Toutes ces études montrent que la topographie du support joue un rôle important dans l’alignement 

des myotubes. Pour autant, il n’existe actuellement pas de dimensions parfaites. Certains ont montré 

qu’une épaisseur de quelques nanomètres était suffisante (71,111) tandis que d’autres ont obtenu des 

myotubes alignés avec des sillons dont la hauteur dépasse 30µm (116). L’espacement entre les sillons 

joue également un rôle important même si un alignement a été observé à la fois pour des petits 

espacements (<25µm) (104,116) et des espacements plus larges (>100µm) (105,117).  

Afin d’évaluer l’impact de l’organisation du réseau cellulaire sur la croissance des progéniteurs 

myogéniques, Smith et al. (58) ont comparé la culture de myoblastes en 2D versus 3D. Les principaux 

résultats mettent en avant que le niveau de différenciation des myotubes est équivalent dans les deux 

systèmes mais avec un retard dans le cas de la 3D. Ce résultat peut s’expliquer par le fait que les cellules 

se déplacent selon 3 axes et ainsi nécessitent plus de temps pour fusionner. Cependant, la densité des 

myotubes est souvent plus importante en 3D, ce qui rend les modèles plus proches de la physiologie 

humaine. Le plus gros inconvénient de la culture 2D est la tendance des myotubes à se décoller 

Figure 16 : Schéma de préparation des supports microstructurés par µCP. 
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lorsqu’ils sont en fin de développement rendant la période de maturation très courte. Même si une 

partie de ce problème est surmonté en 3D (63,118), on retrouve là aussi des amas de cellules qui se 

détachent de la matrice et qui provoquent par réaction en chaine la réduction en taille du construit. 

En 3D, la visualisation des construits est bien plus délicate puisqu’elle nécessite des appareils de 

microscopie plus onéreux avec des durées d’analyse beaucoup plus longues. Cependant, de plus en 

plus d’études se focalisent sur la modélisation in vitro 3D qui se veut plus représentative des conditions 

retrouvées in vivo. 

C) La modélisation 3D du muscle 

En modélisation 3D, les hydrogels ont une place préférentielle pour créer des matrices et des construits 

qui permettront le développement des cellules progénitrices musculaires. On définit construit comme 

le support produit par bioimpression 3D qui contient à la fois une matrice et les cellules dans le même 

ensemble. La plupart des hydrogels utilisés dans la culture cellulaire musculaire ont des propriétés qui 

sont dépendantes de la température. A basse température (<10°C) ils sont suffisamment liquides pour 

être manipulés avec des pipettes et versés dans des boites de Petri ou sur des moules servant de 

support. Lorsqu’ils sont disposés dans les incubateurs à 37°C, ils ont tendance à se solidifier et prendre 

la forme d’un gel. Or, déposer une couche d’hydrogel sur une boite de Pétri ne vas pas favoriser 

l’arrangement anisotropique des myoblastes comme on le retrouve dans la MEC du muscle puisque le 

gel prendra uniquement la forme de la boite et les cellules s’y disperseront de manière aléatoire. C’est 

pourquoi lorsque les cellules se développent naturellement dans des hydrogels, elles le font de 

manière anarchique puisqu’il n’y a aucun élément structurel pour les guider. Pour parer à ce défaut 

plusieurs techniques existent :  

L’ANCRAGE D’HYDROGELS 

Cette technique est très utilisée pour induire l’alignement des fibres. Elle consiste à fixer l’hydrogel 

entre deux points fixes de telle sorte à créer une contrainte de tension lorsqu’il se solidifie. Au départ, 

le gel formé ne subit pas de tension particulière mais au fil de la culture, les myotubes vont se créer et 

produire leur propre matrice extracellulaire. Le gel initialement constitué de myoblastes va se 

contracter au même rythme que les myotubes fusionnent, ce qui crée une tension passive dans le 

système, similaire à celle observé in vivo avec le tendon et l’os. Par conséquent, une fois que la tension 

est apparue, les autres myotubes fusionnent alignés les uns aux autres par un effet de guidage naturel 

(57,58,60,64–67,69). Smith et al. (58) ont déposé un hydrogel de collagène contenant des cellules 

primaires de rats et fixé entre deux pinces en polyéthylène sur chaque extrémité (Figure 17.1). Ils ont 

observé qu’au fur et à mesure des jours de culture, l’hydrogel se cintrait en devenant plus fin au centre 
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par rapport aux extrémités créant ainsi une tension passive. Les auteurs expliquent cela par un 

remodelage de la matrice extracellulaire sous l’effet de la tension passive et des contractions 

spontanées des fibres musculaires. Concernant l’alignement, les auteurs ont observé une différence 

significative entre la culture dans le collagène sous tension (Figure 17.1A) et la culture en boite de Petri 

(Figure 17.1B) retrouvant presque l’alignement naturel des fibres dans le tissu natif (Figure 17.1C). 

Huang et al. (67) ont fixé un hydrogel de fibrine entre deux sutures. L’hydrogel s’est là aussi réduit en 

surface pour former un ballot avec ses fibres à l’intérieurs qui se sont alignées naturellement (Figure 

17.2). D’autres techniques inspirées de l’ancrage se sont développées, permettant en particulier une 

mesure de la force contractile après stimulation.  

Vandenburgh et al. (74) ont mis au point une méthode pour produire des micro-puits contenant deux 

piliers espacés de quelques millimètres. Une solution hydrophobe est versée dans les puits pour 

s’assurer que les cellules ne s’accrochent pas au fond puis un gel de fibrinogène/thrombine contenant 

les myoblastes est déposé de telle sorte qu’il se polymérise et s’accroche sur la partie supérieure des 

piliers. Là aussi, lorsque le mélange d’hydrogel se gélifie, il se contracte ce qui induit une tension entre 

les deux piliers formant un véritable “pont suspendu” (119–124) (Figure 18). La tension passive 

implique alors une réorganisation des protéines de fibrines qui s’alignent dans le gel. C’est cet 

alignement de fibrine qui sert ensuite de guidage pour les myoblastes qui fusionnent en myotubes 

alignés.  

 

Figure 17 : Production de fibres alignées par contrainte de tension sur l’hydrogel 1) L’hydrogel de collagène est fixé entre 
deux pinces et les fibres produites sont alignées (A), contrairement à la culture sur boite (B), un alignement que l’on retrouve 
in vivo (C) Les flèches représentent la direction des myotubes. 2) L’hydrogel de fibrine est fixé entre deux fils de sutures pour 

induire l’alignement. 
1) issu de (55) et 2) issu de (64) 
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Les exemples précédents mettent en avant l’auto-organisation des myoblastes pour fusionner en 

myotubes alignés. Cependant, comme dans la modélisation in vitro en 2D, il est possible d’induire cet 

alignement en guidant les cellules et notamment en construisant des modèles par impression 3D.  

LES MODELES CONSTRUITS PAR IMPRESSION 3D  

a) LA FABRICATION ADDITIVE 

L'impression 3D, également connue sous le nom de fabrication additive, est une technique de 

production qui permet de créer des objets en trois dimensions à partir d'un modèle numérique en 

superposant des niveaux successifs de matériaux. Cette technique a révolutionné la manière dont de 

nombreux produits sont conçus et fabriqués, et est de plus en plus utilisée dans le domaine biomédical 

(125). L'impression 3D permet de produire des modèles anatomiques, des implants sur mesure, des 

prothèses, des tissus et même des organes artificiels (126). L'impression 3D permet également de 

réduire les coûts de fabrication, d'accélérer le développement de nouveaux produits, et d'offrir une 

alternative personnalisée à la fabrication de masse. Dans le domaine de la modélisation musculaire, 

l’impression 3D peut être utilisée pour créer des construits en 3D avec des géométries contrôlées. Ils 

sont ensuite déposés dans des boites de Petri sur lesquelles sont déposées les cellules mélangées dans 

le milieu de culture. Dans ce cas-là, les cellules ont tendance à rester en surface plutôt que de 

Figure 18 : Organoïde bioartificiel de muscle dans plaque 96-micropuits. A gauche, la vue du dessus des micropuits 
contenant les piliers, à droite, l’organoïde musculaire dans un hydrogel de fibrine vue de côté (distance entre les piliers 2,5 

mm et hauteur des piliers 4mm).  
Issu de (74) 
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s’introduire dans le construit (56) sauf si l’on introduit une porosité dans les construits (127) qui permet 

de laisser pénétrer le milieu de culture et ainsi d’augmenter la surface de contact possible entre le 

construit et les cellules. Camman et al. (30) ont par exemple déposé des cylindres de collagène dense 

de telle sorte à former un construit en 3D à l’intérieur duquel les myoblastes C2C12 ont été 

ensemencés à l’aide d’une solution de Matrigel® (Figure 19). Cela a permis d’obtenir des myotubes 

parallèles les uns aux autres, qui se sont différentiés le long de l’axe des interstices entre les cylindres 

de collagène (Figure 19c).  

b) LA BIO-IMPRESSION 3D 

La bio-impression 3D est un cas particulier de l’impression 3D où les cellules sont introduites dans un 

hydrogel, dont l’ensemble cellule-hydrogel est appellé bio-encre, puis directement sont imprimées en 

tant que construit. Les cellules sont directement déposées par couches et cela permet de maitriser 

encore plus précisément leur localisation. De plus en plus de matériaux biocompatibles sont 

développés pour être utilisés en bio-impression 3D que ce soit des polymères synthétique 

(112,113,118,128) ou issus du vivant (30,55,87,129). Le choix de l’hydrogel et son impact sur la 

viscosité de la bio-encre sont primordiaux car celle-ci doit être suffisamment liquide pour être 

imprimée mais suffisamment résistante pour protéger les cellules du cisaillement induit par le procédé 

d’une pression qui peut leur être fatal si les forces appliquées sont trop importantes. Les paramètres 

d’impression (température, vitesse de dépôt) sont aussi à maitriser pour s’assurer de la viabilité des 

cellules dans l’hydrogel (130). Dans les cultures 3D avec un seul type d’hydrogel, les cellules ont 

tendance à se déplacer laissant des zones vacantes autour, ce qui altère dans le temps la structure 

(131). C’est pourquoi la rigidité de l’hydrogel doit être suffisamment faible pour permettre aux 

Figure 19 : Fabrication des cylindres de collagène empilés les uns sur les autres. A) Principe du système 
d’impression 3D B) Vue 3D des construits, C) vue latérale des construits 3D avec les flèches qui indiquent les 

interstices dans lequel passe la solution de Matrigel® contenant les myoblastes C2C12. 
Issu de (27) 
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myoblastes de bouger et se rapprocher les uns des autres pour fusionner (132). La structure du gel 

peut être préservée dans le temps en ajoutant un matériel “sacrificiel” ou résorbable (133). Kim et al. 

(134) ont bio-imprimé des cylindres de gélatine et de fibrine contenant les cellules humaines primaires 

(Figure 20). En alternant la gélatine et la fibrine cellularisée grâce à une seringue à 3 axes, les auteurs 

ont pu produire un construit suffisant solide pour supporter la culture pendant 8 semaines. La 

disposition 3D des cylindres en quinconce permet là aussi d’assurer le renouvellement du milieu de 

culture entre les interstices et donc l’apport constant en nutriments pour les myoblastes. De manière 

encore plus originale, Kim et al. (55) ont bio-imprimé une solution de collagène cellularisée contenant 

des nano-fils d’or. Une fois la bio-impression terminée, un champ électrique a été appliqué autour du 

construit afin de les orienter sur un seul axe forçant ainsi les myoblastes à s’aligner.  

Enfin Kim et al. (129) ont développé une nouvelle technique permettant de mieux maitriser les 

dimensions de la microstructuration pour induire l’alignement des myoblastes (Figure 21). Ils ont pour 

cela, bio-imprimé un hydrogel à base de matrice extracellulaire décellularisée et fonctionnalisé par des 

groupements méthacrylate en bout de chaines (dECM-MA). Ces groupements sont polymérisables 

sous irradiations UV. Du poly (vinyl alcohol) (PVA) est aussi ajouté dans la solution en tant que 

polymère résorbable. Le PVA ayant une température de transition vitreuse égale à 85°C, à 20°C, les 

chaines de PVA s’alignent avec l’effet de cisaillement de la buse puis les UV sont appliqués pour 

solidifier le gel de dECM-MA. En versant de l’eau sur le construit, le PVA se dissout et crée des 

Figure 20 : Procédé de fabrication des construits 3D. A) Set up du système d’impression avec les 3 seringues, la première 
contenant le PCL qui assure la structure du construit, celle contenant la bio-encre et celle contenant la gélatine sacrificielle. 

B) Modélisation 3D du construit. C) Photographie et composition du construit 3D. 
Issu de (131) 
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interstices sous forme de cavités alignées à l’intérieur du gel de dECM-MA. Ces cavités permettent de 

produire des myotubes parallèles entre eux. 

La bio-impression 3D ouvre donc les portes vers de nombreuses possibilités pour produire des 

construits cellularisée. Certains modèles sont mêmes assez développés pour pouvoir mélanger 

plusieurs types cellulaires dans un même construit afin de simuler la vascularisation (135) et 

l’innervation (136). Ce sont les premiers pas vers les organes sur puce et vers le greffage de tissus 

musculaires issus directement de cellules d’un patient. 

Il existe donc plusieurs techniques in vitro pour produire des myotubes différenciés et alignés. Que ce 

soit en 2D ou en 3D, les nombreux modèles proposés ont permis de mieux appréhender les 

déterminants de la myogenèse liés au microenvironnement. Une liste non-exhaustive de ces travaux 

est résumée dans le Tableau 3. Cependant, tous ces modèles permettent d’obtenir des myotubes avec 

un faible niveau de différenciation. Leur optimisation nécessite d’aborder les différentes stimulations 

que les fibres musculaires subissent au cours de leur développement, et qui devront être modélisées 

également en culture pour améliorer le niveau de maturation des myotubes obtenus.  

  

Figure 21 : Schéma du principe de construction du construit d'ECM-Ma aligné. 
Issu de (126) 
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Tableau 3: Tableau récapitulatif des modèles 2D et 3D induisant l'alignement des myotubes. 

Fabrication du modèle Composition 

du support 

Composition 

de la matrice 

Cellules 

utilisées 
Observations Ref 

Dimensions Méthode 

3D 

Ancrage hydrogel / Collagène 
Primaires 

murines 

Remodelage de la matrice extracellulaire induite par la tension passive 

appliquée à l’hydrogel par l’ancrage 
(58) 

Moulage hydrogel / PEG C2C12 Alignement favorisé pour les sillons les plus étroits (40µm). Les sillons 

plus larges permettent la culture en multicouches 
(117) 

Impression 3D 

additive 

PETG Collagène C2C12 Alignement observé pour les sillons les plus larges (>200µm) (112) 

PLA / ABS / 

PET / PC 
/ C2C12 Réduction du diamètre lorsque les sillons sont trop étroits (<250 µm). Pas 

d’effet de la nature du polymère sur la différenciation 
(113) 

Bio-impression 3D / 

Collagène et 

nanofils d’or 
C2C12 Alignement induit par l’organisation parallèle des nanofils d’or (55) 

dECM-MA et 

PVA 
C2C12 Le polymère sacrificiel (PVA) permet de créer des interstices dans la 

matrice qui améliore l’approvisionnement en nutriments pour les cellules 
(129) 

2D 

µCP 

Boite de Petri Fibronectine C2C12 Meilleure différenciation sur les lignes le plus larges (100µm) (34) 

Lamelle en 

verre 
Collagène C2C12 Alignement induit par la forme de la matrice (ligne contre cercle) (115) 

Electrospinning 

PCL et 

collagène 
/ 

Primaires 

humaines 

L’alignement des fibres du support augmentent la longueur moyenne des 

myotubes 
(91) 

PCL PEG C2C12 Effet nanométrique prédominant sur le micrométrique pour induire 

l’alignement 
(96) 

Moulage polymère 

PCL Fibronectine C2C12 Les formes à angles droits (rectangle, triangle) favorisent l’adhésion 

cellulaire par rapport au formes arrondies. 
(101) 

PLLA-TMC / C2C12 Meilleure adhésion sur des sillons étroits (5µm) et meilleure 

différenciation sur des sillons plus larges (>25µm) 
(104) 
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Chapitre 3 : Les différents types de stimulation modélisables in vitro  

Que ce soit en 2D ou en 3D, les fibres musculaires obtenues après culture de myoblastes restent 

éloignées de ce que l’on retrouve in vivo chez l’Homme. En effet, quand bien même les fibres créées 

sont alignées entre elles, sur un support biofonctionnalisé favorisant l’adhésion et avec une rigidité 

idéale pour le développement des myoblastes, leur différenciation et maturation n’atteint pas l’état 

final observé dans les biopsies (63,102). De fait, dans son état naturel, la fibre musculaire est soumise 

à de nombreux stimuli de manière harmonieuse entre des stimulations chimiques, électriques et 

mécaniques. Ces stimuli jouent un rôle crucial à chaque étape du développement musculaire, de 

l’activation des cellules satellites à la maturation finale des myofibres. Il est ainsi primordial de 

connaitre l’importance de ces différents stimuli et notamment leur influence sur chaque étape du 

développement musculaire pour tendre vers un modèle le plus représentatif du vivant. 

A) Stimulation chimique 

Lorsque l’on parle de stimulation chimique, il faut différencier plusieurs catégories de molécules qui 

se distinguent par leur intérêt pour les myoblastes et myotubes. On retrouve dans un premier temps 

tout un ensemble de facteurs de croissances comme l’IGF-1 (Insuline-like Growth Factor 1) (137), le 

FGF (Fibroblast Growth Factor) (138) bien connus pour stimuler la prolifération des myoblastes ou le 

TGF-β (Transforming Growth Factor β) (139) qui régule la différenciation. On retrouve par ailleurs, un 

mélange de ces facteurs de croissance dans la plupart des milieux de culture cellulaire musculaire. Mais 

d’autres stimulations chimiques sont possibles pour induire une réponse des myoblastes mais aussi 

des myotubes plus tard dans la myogenèse. L’hypoxie est un exemple simple de stress chimique 

impliquant une réponse adaptative de la fibre musculaire qui dépend de la concentration en oxygène 

(140,141). Dans le cas de normoxie (3-6% d’O2) qui est un niveau intracellulaire normalement 

rencontré au cours d’un exercice, les myoblastes prolifèrent et les auteurs ont observé une 

hypertrophie des myotubes, participant ainsi à l’effet global de l’exercice sur la masse musculaire. Mais 

lorsque l’hypoxie est sévère (< 1% d’O2), une dysfonction mitochondriale est observée à la base d’un 

stress oxydant, liée à une baisse du niveau d’expression de la plupart des facteurs de transcription 

myogénique (Myf5, MyoD, Myogenin), impliquant une réduction de la prolifération et de la 

différenciation (142). Dans le même ordre d’idée, un stress oxydant peut être appliqué aux cellules en 

ajoutant des molécules comme H2O2 (peroxyde d’hydrogène) dans le milieu et en observant la réponse 

cellulaire à ce stress. Pan et al. (143) ont montré l’efficacité anti-oxydante de la Baicaline, un composé 

actif naturel que l’on retrouve dans certaines plantes chinoises, en induisant un stress aux cellules 

C2C12 avec du H2O2. Des études similaires ont été mises en place pour évaluer les effets anti-oxydant 

du Maca (144), une plante péruvienne, du Jakyakgamcho-Tang (145), une herbe médicinale japonaise 
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et du Phloroglucinol (146), un composé synthétique prescrit pour atténuer les spasmes musculaires à 

l’origine de troubles digestifs. Le glucose peut également inhiber ou activer la prolifération et la 

différenciation, en fonction de sa concentration dans le milieu (147,148). D’autres molécules naturelles 

extraites de plantes (Matrine, Carnosol, Triptolide) peuvent également être utilisées pour inhiber 

certaines voies de signalisation et ainsi induire l’atrophie ou l’hypertrophie (Figure 22) (41,149,150). 

L’acétylcholine est un neurotransmetteur naturellement présent chez l’Homme qui a un effet 

excitateur au niveau de la jonction neuromusculaire. La stimulation à l’acétylcholine est souvent 

utilisée pour déterminer le niveau de maturation des fibres musculaires avec notamment la formation 

et l’organisation des récepteurs à acétylcholine (70,116,151,152). La caféine est aussi un stimulateur 

chimique reconnu pour ses effets d’aide ergogénique c’est-à-dire susceptible d’améliorer le travail 

musculaire (153). Si la caféine est couramment utilisée dans des études in vivo (153,154), elle l’est 

aussi in vitro, notamment en combinaison avec l’électrostimulation. Alave Reyes-Furrer et al. (69) ont 

bio-imprimé un construit 3D contenant des cellules primaires humaines et ont stimulé électriquement 

les myotubes formés en présence ou non de caféine dans le milieu. Ils ont ainsi montré une 

augmentation de la force (+ 43%) et de la durée (+ 413%) de la contraction en présence de caféine. 

Néanmoins, la caféine peut aussi avoir un effet délétère (155,156), notamment en trop grande 

concentration (157). Il existe donc une multitude de molécules chimiques pouvant être utilisées pour 

générer un stress et améliorer le développement des myoblastes. Leur combinaison avec d’autres 

stimulations, notamment électriques, présente un intérêt vers la possibilité de mise au point d’un 

modèle de cuture musculaire le plus proche possible de l’in vivo.  

Figure 22 : Effet du carnosol sur le développement in vitro des fibres musculaires humaines. 
Issu de (38) 
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B) Stimulation électrique  

La stimulation électrique fait référence à l'application contrôlée de courants électriques pour induire 

des contractions musculaires. Elle vise à reproduire le courant électrique transmis à la cellule 

musculaire par un motoneurone, l’intermédiaire de la jonction neuro-musculaire (158). Il y a déjà plus 

de 25 ans, il a été observé chez des patients paraplégiques une récupération de leur masse musculaire 

avec augmentation de le taille des myofibres suite à 2 séances de stimulations musculaire de 20 mn/j 

pendant 8 mois (159). La stimulation électrique est donc logiquement considérée comme une des 

possibilités pour améliorer le développement et la maturation des fibres musculaires in vitro simulant 

les effets de l’innervation retrouvée in vivo (69,160). Les montages d’électrostimulation varient en 

fonction de chaque laboratoire mais le principe reste le même : les cellules sont cultivées dans des 

boites de Petri en 2D ou en 3D et des électrodes en carbone ou en platine sont insérées de telle sorte 

à créer des impulsions électriques de faible intensité. Les protocoles sont généralement divisés en deux 

catégories : ceux qui cherchent à simuler un exercice court et intense et ceux qui cherchent à simuler 

un exercice plus régulier sur le long terme. En pratique, les impulsions sont produites avec une 

intensité contrôlée de telle sorte à activer la contraction appelée secousse musculaire selon le principe 

de la loi du « tout ou rien ». En effet, une fois que l’intensité seuil est atteinte, une contraction est 

induite mais en augmentant cette intensité, on n’augmente pas la force de la contraction. Il est au 

contraire fréquent d’observer une diminution de la force produite due à l’induction de microlésions 

sur les fibres  créées par la chaleur locale produite par le courant (161). Les fréquences de stimulation 

peuvent aller de 1 Hz à 100 Hz pendant quelques minutes à plusieurs jours. Si l’ampérage possède une 

cohérence physiologique puisqu’on mesure in vivo un intensité de contraction (20 à 70 mA), il est 

difficile de mesurer la valeur exacte de la résistance des tissus musculaires, ce qui ne permet pas de 

convertir en tension. Néanmoins, la plupart des appareils d’électrostimulation se règle en tension et il 

est nécessaire de connaître la résistance pour trouver l’équivalent en intensité. C’est pourquoi on 

retrouve souvent des modèles d’électrostimulation qui évoquent une pulsation en tension sans 

préciser l’équivalent en intensité ce qui rend la reproduction des expériences souvent impossible. 

Nikolic et al. (162) ont par exemple modélisé les deux types d’exercices en stimulant des myotubes 

issus de myoblastes primaires d’un côté à basse fréquence (30V, 1Hz pendant 2j) et de l’autre à haute 

fréquence (30V, 100Hz pendant 1h). Le premier exercice induit des changements fonctionnels avec 

une amélioration des indicateurs du métabolisme aérobie comme le ferait un exercice d’endurance in 

vivo. Dans le second, on retrouve in vitro, à l’instar de ce que l’on observe in vivo lors d’un exercice 

plus explosif, une augmentation de la glycolyse anaérobie avec l’apparition d’acide lactique. Donnelly 

et al. (161) ont développé un bioréacteur en mettant en place différentes électrodes de telle sorte à 

pouvoir électrostimuler à la fois des cultures en 2D dans des boites de Petri mais aussi des organoïdes 
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3D. Les auteurs ont tout d’abord observé une différence entre la stimulation de culture 2D et 3D 

puisqu’en 2D, notamment en utilisant la lignée C2C12, les cellules étaient peu réactives à basse 

fréquence et ont commencé à présenter des contractions et une synthèse protéique accrue pour une 

fréquence de 100Hz. Khodabukus et al. (163) ont aussi montré un effet de la fréquence puisqu’ils ont 

observé une hypertrophie ainsi qu’une sarcomérisation accéléré des myotubes stimulés à 10Hz 

pendant 1h (Figure 23).  

Ces résultats sont moins significatifs lorsqu’ils sont stimulés à 1Hz montrant alors un effet direct de la 

fréquence des pulsations sur la maturation des myotubes. Fujita et al. (164) ont montré qu’après 8 

jours de différenciation, une stimulation à 1Hz pendant 2h à 40V suffisait pour que les myotubes issus 

de cellules C2C12 présentent une activité contractile avec une augmentation significative de la 

striation marquée à l’α-actinine et à la titine. Mais les auteurs ont cependant eu du mal à garder cette 

activité contractile dans le temps puisqu’elle a commencé à se réduire dès 4h. Ils ont également 

montré l’importance de la biofonctionnalisation du support, avec notamment les des peptides issus de 

la matrice extracellulaire, ce qui suggère l’importance de l’environnement des myotubes et plus 

précisément leur ancrage à la matrice extracellulaire permettant une transmission mécanique du 

raccourcissement de leur longueur, induite par la contraction. Cependant, l’électrostimulation ne 

donne pas les mêmes résultats en fonction du type cellulaire. Langelaan et al. (76) ont observé une 

maturation supérieure pour les cellules primaires comparées à la lignée animale C2C12. Cette 

hétérogénéité des réponses à la stimulation électrique se retrouve aussi parfois dans le même type 

cellulaire puisque Scheler et al. (165) ont développé un protocole simulant in vitro un entrainement en 

Figure 23 : Effet de l'électrostimulation sur la différenciation des myotubes C2C12. 
 Issu de (160) 
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endurance sur des fibres musculaires isolés de sujets sains afin d’évaluer la réponse des cellules 

musculaires ainsi que leur sécrétion de cytokines inflammatoires. Ils ont observé que la réponse 

cellulaire au stress électrique en termes de sécrétion de cytokines, la quantité de protéines produites 

et même de taux de fusion des myotubes, est différente d’un individu à l’autre, avec une probable 

forte dépendance vis-à-vis de facteurs épigénétiques. Langelaan et al. (76) ont aussi mis en avant un 

point très important dans le protocole : le moment où démarre la stimulation. En effet, ils ont obtenu 

des résultats optimaux lorsque les stimuli débutaient au bout de 2 jours de différenciation comparé à 

une stimulation dès le premier jour de différentiation. Cela s’explique par le fait que pour observer une 

contraction des myotubes, il est nécessaire que ceux-ci soient suffisamment fusionnés et proches les 

uns des autres pour être synchronisés. Dans un tout autre contexte, Sciancalepore et al. (166) ont 

utilisé un électromyogramme pour déterminer un modèle d’électrostimulation à partir de contractions 

naturelles in vivo du muscle et ont trouvé que la libération de Ca2+ est la plus importante lorsque le 

régime est asynchrone. Cela suggère donc que, pour réellement modéliser une contraction musculaire, 

il faudrait mettre au point un protocole spécifique aux cellules et à leur environnement, ce qui va à 

l’encontre d’une homogénéisation des protocoles. Certaines études ont aussi associé la stimulation 

électrique avec un étirement mécanique (51,98,167,168) et notamment Marcinczyk et al. (51) qui ont 

montré un effet synergétique. D’après leur étude, l’électrostimulation seule n’apporte pas d’effet 

bénéfique. La stimulation mécanique accélère la prolifération mais lorsque les deux sont appliquées, 

un alignement des myoblastes dans le sens de l’étirement est observé en plus de l’accélération de 

prolifération. Cependant il faut noter que toutes les études concernant la stimulation électrique ne 

donnent pas exclusivement des résultats positifs et certains n’ont pas observé de réponse significative, 

voire même parfois cela provoquerait un ralentissement du développement des myotubes (68,112).  

Le Tableau 4 récapitulatif permet de montrer qu’il existe un nombre très important de protocoles 

différents en fonction de ce que l’on veut exprimer ou produire sur les myoblastes et les myotubes. 

Cependant, cette variabilité est aussi un gros inconvénient puisque cela rend difficile la réplication de 

certaines expériences. Ainsi la mise au point de chaque modèle de stimulation est souvent longue et 

fastidieuse sachant que chaque paramètre (type cellulaire, amplitude / fréquence / durée de 

stimulation, moment du début de la stimulation, environnement extracellulaire) peut avoir un impact 

sur la réponse cellulaire. 
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Tableau 4 :  Liste non-exhaustive d’études utilisant l’électrostimulation. 

Cellules 

utilisées 

Paramètre d’électrostimulation 
Résultats Ref 

Amplitude Fréquence Durée 

C2C12 1V 2Hz 24h 
Pas d’effet de l’électrostimulation mais synergie avec l’étirement mécanique 

qui induit l’alignement des cellules 
(51) 

C2C12 10V / Une seule stimulation L’électrostimulation a permis d’observer la contraction des myotubes formés (55) 

Primaires 
rat 

6.8mA 0,25Hz Quelques pulsations Effet négatif sur la différenciation (dérégulation de MyoD) (68) 

C2C12 et 
primaires 

souris 
4V 2Hz 48h 

Maturation supérieure pour les cellules primaires. Importance du moment où 
est démarré la stimulation : idéal avec des myotubes bien différenciés 

(76) 

C2C12 5/10V 1Hz 3h 
A 10V détachement des cellules mais augmentation de la maturation à 5V 

(augmentation de l’expression de MYH) 
(112) 

Primaires 
humaines 

30V 1 / 100Hz 2 jours / 1h 
Résultats après stimulation similaire à ceux observés in vivo pour modéliser 

l’entrainement court et intense et l’exercice d’endurance 
(169) 

Primaires 
humaines 

70mA 1 / 10Hz 
1h stimulation 7h repos 

pendant 7j 
Maturation accélérée à 10Hz avec formation plus avancée du sarcomère (163) 

C2C12 40V 0,5 / 1Hz 8h 
Activité contractile maximale après 2h puis diminution progressive jusqu’à 8h + 

Effet de la matrice extracellulaire : stimulation plus efficace lorsque les 
myotubes ont plusieurs sites d’accroche 

(164) 

Primaires 
souris 

1 à 6V 1 à 45 Hz Quelques pulsations 
Leur programme de stimulation simulant les résultats observés en ECM 

présente les meilleurs résultats niveau différenciation et maturation 
(166) 

Primaires 
humaines 

11,5V 1Hz 24h 
Les auteurs ont réussi à modéliser in vitro un entrainement de 12 semaines de 

vélo en observant les mêmes expression de gènes qu’in vivo. 
(170) 

Primaires 
humaines 

14V 5Hz 2 à 24h 
Très grande variabilité des réponses à l’électrostimulation entre les différents 
patients expliqué par les possibles facteurs épigénétiques propres à chacun. 

(165) 

Primaires 
rat 

4V 100Hz 
1s pulsation, 99s repos 

pendant 12h 
Régulation d’un facteur de croissance (TGF-β) à l’origine de la prolifération, de 

la différenciation et de l’apoptose. 
(171) 

C2C12 1,25 à 5V 10 / 100Hz 3h / 30min pendant 7j 
Effet de l’amplitude et de la fréquence sur les myotubes : la force spécifique est 

maximale à 2,25V et 100Hz 
(161) 
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C) La stimulation mécanique 

Le stress mécanique imposé au progéniteur myogénique tout au long de son développement peut être 

modélisé in vitro par l’application d’un étirement constant dit passif, ou périodique dite active, c’est-

à-dire dont l’amplitude varie avec une fréquence donnée. Le stress mécanique qui va stimuler la 

prolifération et la différenciation des progéniteurs a été particulièrement bien documentée pour 

plusieurs types cellulaires (myoblastes, ostéoblastes, fibroblastes, ténocytes etc.) et représente les 

différentes tensions que l’on retrouve in vivo. La stimulation mécanique peut aussi être utilisée pour 

modéliser des pathologies musculaires caractérisées par une faible résistance au stress mécanique, 

comme la dystrophie musculaire de Duchenne.  Elle est alors utilisée dans le but de mieux appréhender 

les mécanismes sous-jacents de la pathologie ou de tester l’efficacité de nouvelles thérapies.  

Dans le muscle, plusieurs types de contraintes de tension sont présentes. La contrainte de tension 

passive par exemple se retrouve au niveau de la jonction muscle-tendon-os et permet de fixer le 

muscle au reste du corps. On retrouve aussi une contrainte de tension active à chaque contraction de 

nos muscles que ce soit à la suite d’un stimulus nerveux pour le muscle squelettique ou de manière 

autonome pour les muscles lisses et cardiaques. Introduire un stress mécanique aux différents 

modèles in vitro permet donc de simuler au mieux les tensions appliquées au muscle in vivo. Les 

modèles de stress mécanique reposent sur 5 paramètres principaux :  

- Les propriétés mécaniques du support sur lequel sont ensemencées les myoblastes et sa 

biofonctionnalisation. Le support doit être suffisamment flexible pour être étiré mais aussi 

suffisamment résistant aux contraintes mécaniques. De plus, les cellules doivent adhérer au support 

pour que les forces exercées leur soient transmises. 

- Le moment où démarre le protocole de stimulation : il est théoriquement possible de 

démarrer la stimulation à n’importe quel moment de la culture, de quelques heures après 

l’ensemencement lorsque les myoblastes commencent tout juste à adhérer (172–175), jusqu’à 

plusieurs jours voire semaines après la différenciation des myotubes lorsqu’ils atteignent un certain 

stade de maturation (86,176–178).  

- L’amplitude de l’étirement : il est nécessaire d’adapter l’amplitude de la stimulation en 

fonction du type de cellule et de sa résistance au stress mécanique. Il existe pour chaque type de fibre, 

une intensité optimale qui va stimuler la myogenèse, qui se situe à mi-chemin entre l’absence d’effet 

et la présence d’effet délétère. Ceci rappelle la loi de Straling, qui lie la force produite par un muscle à 

la longueur du sarcomère avant stimulation (179). Le pic de force est atteint lorsque le sarcomère est 
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à la longueur de repos (notée L0) et la force diminue lorsque cette longueur est dépassée (Chapitre 1, 

Figure 4).  

- La fréquence de l’étirement : Elle a aussi une importance puisqu’à très basse fréquence on 

se rapproche de l’étirement passif que subit le muscle dans le continuum os-tendon-muscle et à plus 

grande fréquence on peut simuler un stress mécanique induit par un exercice (174,180–182). 

 - La durée de l’étirement : Si, in vivo, les muscles sont en permanence sous contrainte, il est 

plus complexe de la modéliser in vitro puisque l’environnement des fibres n’est pas le même. Il faut 

donc là aussi adapter la durée d’étirement en fonction du modèle que l’on veut développer. Une 

longue durée avec une faible fréquence peut simuler un développement lent et naturel du muscle 

(48,86,183,184), tandis qu’une durée plus courte avec une fréquence plus élevée peut par exemple 

simuler un exercice physique (177,178,185,186). 

Il existe plusieurs systèmes d’étirement sur le marché et certaines équipes ont même développé leur 

propre appareil (Figure 24) (62,152,161,176).  

En tête de liste on retrouve le FX-6000 de Flexcell International qui applique une contrainte de tension 

radiale sur le support par un effet d’aspiration (Figure 24a). Les cellules sont cultivées sur du silicone 

avec un revêtement biologique, puis un pilier vient se poser sous les membranes et un système de vide 

sur les côtés permet d’étirer les membranes. Ce système d’étirement radial permet de maitriser la 

Figure 24 : Différents appareils d'étirements mécanique. A) Système d'aspiration de FlexCell, B) le ST-1900 de Strex, C) le 
MCT-6 de CellScale, D) le système développé par Aguilar-Agon et al. (173) et E) celui développé par Scott et al.(149). 
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fréquence, la durée et l’amplitude d’étirement de la membrane. La compagnie japonaise Strex propose 

aussi plusieurs appareils d’étirement longitudinaux (Figure 24b). Là aussi les cellules sont cultivées sur 

des membranes en silicone ayant la forme d’un moule avec des encoches permettant à deux attaches 

de venir s’insérer afin de pouvoir étirer en largeur ou en longueur les membranes et donc les cellules. 

Ce système a même été développé pour être adaptable sur un microscope de telle sorte à pouvoir 

observer en direct le comportement des cellules face à un stimulus mécanique. La compagnie CellScale 

propose aussi un appareil d’étirement longitudinal avec la MCT-6 qui consiste à fixer le support entre 

une attache fixe et un bras motorisé qui va faire des allers-retours de manière contrôlée (Figure 24c). 

Ce système permet l’utilisation d’une plus grande variété de supports puisqu’il suffit de le pincer entre 

deux mors pour pouvoir l’étirer. C’est en utilisant ce même principe que la plupart des appareils « faits 

maison » sont développés (Figure 24d-e). 

EFFET DE L’ETIREMENT SUR LA PROLIFERATION 

De nombreuses études ont montré que l’étirement mécanique avait un impact positif sur la 

prolifération des myoblastes et expliquent cela par l’activation et la modulation des facteurs de 

transcription myogénique. Lorsque l’on parle d’impact sur la prolifération, il s’agit de l’augmentation 

du nombre de myoblastes sur le support ou dans le construit 3D. La méthodologie générale des études 

qui se sont intéressées à ce sujet, consiste à ensemencer des myoblastes sur un support flexible, pour 

ensuite mettre en place un étirement mécanique, longitudinal ou radial, dans les premiers jours de 

culture, c’est-à-dire avant la période de différenciation. Un tableau non exhaustif d’exemples d’études 

sur l’effet de l’étirement mécanique sur la prolifération résume les différents protocoles (Tableau 5). 

Comme précisé précédemment, quatre paramètres principaux sont relevés et on peut observer qu’il 

n’existe pas de protocole normalisé de stimulation mécanique. Ainsi, Tatsumi et al. (187) ont mis en 

avant la production de facteurs de croissance des hépatocytes (HGF) pendant 36h induit par 

l’étirement de cellules primaires issues de rats 12h après l’ensemencement. HGF est un facteur de 

croissance naturellement présent dans la matrice extracellulaire et ses effets sur l’activation des 

cellules satellites quiescente a déjà été démontré (188). L’étirement mécanique induit aussi la 

production de facteur de croissance de l'insuline 1 (IGF-1). Fu et al. (189) ont pu impliquer l’activation 

de kinases de type MAPKs (Mitogen-Activated Protein Kinases) dans la production d’IGF-1. Ils ont 

également observé de façon intéressante, une réduction de la quantité d’IGF-1 dans le milieu lorsque 

ces kinases étaient inhibées. Ces mêmes auteurs ont observé sur des cellules L6, une lignée de 

myoblastes du rat, un effet de l’amplitude de l’étirement sur la prolifération. A 15% d’étirement, avec 

une fréquence de 0,5Hz, la prolifération est augmentée, tandis qu’en passant à 20% elle est 

considérablement diminuée.  
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Ces résultats sont en concordance avec d’autres études utilisant des C2C12 (190,191). Ces derniers 

montrent un effet de l’amplitude d’étirement sur la prolifération. En étirant à 5% ou 15%, (0,5Hz), ces 

auteurs n’ont pas observé d’effet sur la prolifération, alors qu’en étirant à 10%, la prolifération était 

améliorée et en étirant à 20% la prolifération était réduite due à la production d’espèces oxydées 

radicalaires (ROS) dans le milieu menant ensuite à la mort cellulaire. Pour expliquer l’effet de 

l’étirement mécanique sur la prolifération, plusieurs études ont évalué l’activation de différentes voies 

cellulaires d’intérêts par suite à stress mécanique. Otis et al. (192) se sont intéressé à COX2 (une 

cyclooxygenase) qui, lorsqu’elle est activée, permet la synthèse de médiateurs chimiques de 

l’inflammation, les prostaglandines, à partir d’un substrat, l’acide arachidonique. Ils ont alors inhibé 

COX2 dans des myoblastes primaires murins et ont observé une diminution de la prolifération suite à 

l’étirement, par rapport au contrôle. 

Néanmoins, il est à noter que dans cette étude, les auteurs ont étiré leurs myoblastes à 25% tout en 

observant une bonne prolifération pour les contrôles, ce qui va à l’encontre des études mentionnées 

précédemment, et met en avant la difficulté d’homogénéisation des protocoles. Les mêmes auteurs 

ont observé également un effet inhibiteur de l’étirement après 12h sur l’expression de myogénine, un 

facteur transcriptionnel impliqué dans la myogenèse et plus précisément de la différenciation. Kumar 

et al. (193) ont stimulé mécaniquement par un protocole d’étirement, des myoblastes C2C12 pendant 

1h par jour sur une durée de 5 jours et ont observé une augmentation du nombre de cellules dès les 

premières 24h. Ils ont montré qu’en inhibant NF-κB, (un facteur de transcription impliqué dans la 

réponse immunitaire qui joue un rôle dans la survie de la cellule lorsqu’elle est soumise à un stress 

avec l’activation de la transcription de gènes anti-apoptotiques) la prolifération était impactée dès la 

première heure d’étirement. C’est aussi ce facteur de transcription qui est mis en avant par Hua et al. 

(182) après avoir montré un effet de la fréquence d’étirement sur la prolifération. Ces auteurs ont étiré 

à 10% des myoblastes C2C12 24h après les avoir ensemencés à des fréquences croissantes de 0,125Hz 

à 0,5Hz pendant 2h par jour. Contrairement aux résultats précédemment observés sur l’effet de 

l’amplitude, ici, seule la fréquence de 0,125Hz présente un effet positif sur la prolifération. Il y a donc 

un effet couplé de la fréquence et de l’amplitude sur la réponse des cellules à l’étirement. Song et al. 

(194) se sont intéressés à la durée de l’étirement. Ils ont stimulé les myoblastes C2C12 après 2 jours 

de prolifération et ont observé qu’à partir de ce moment-là, plus l’étirement durait, plus les cellules 

entraient en apoptose. Cette mort cellulaire est due à une activation de la caspase‐12 une protéase 

qui va ensuite induire un stress du réticulum endoplasmique. Ainsi, l’étirement mécanique et plus 

précisément ses paramètres de durée, fréquence et intensité, doivent être contrôlés pour obtenir un 

effet positif sur la myogenèse. Néanmoins, l’effet de l’étirement sur la prolifération est largement 

moins documenté que sur la différentiation ou la maturation. Ceci peut être expliqué par le fait 
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qu’améliorer la prolifération ne semble pas une étape indispensable pour le développement des 

myoblastes et notamment pour la fusion en myotubes. En effet, contrairement à la logique qui 

voudrait qu’une augmentation de la prolifération implique une fusion facilitée, plusieurs études ont 

observé qu’une prolifération améliorée pouvait provoquer une moins bonne différenciation (193,195–

197). Il faut noter toutefois que ces résultats sont contredits par d’autres équipes (198). 
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Tableau 5 Liste non-exhaustive d’études évaluant l’effet de l’étirement mécanique sur la prolifération. 

Cellules 

utilisées 
Etirement 

Paramètres d’étirement 
Résultats Réf. 

T0 Amplitude Fréquence Durée 

Primaires 
rat 

Radial 
12h après 

ensemencement 
25% 

7s pour 
monter à 
25% et 5s 

en statique 

12 à 36h 
Activation des cellules satellites 

dès 2h d’étirement 
(187) 

C2C12 Radial 
24h après 

ensemencement 
17% 1Hz 

1h par jour 
pendant 5 jours 

Augmentation de la prolifération 
dès le premier jour 

(193) 

Primaires 
souris 

Longitudinal 
18h après 

ensemencement 
25% 0,5Hz 5h Augmentation de la prolifération (192) 

C2C12 Longitudinal 
A 85% de 

confluence 
9% statique Jusqu’à 24h 

Augmentation de la prolifération et 
activation de la myogenèse 

(198) 

C2C12 Radial A confluence 10% 
2s 

étirement 
2s repos 

1h par jour 
pendant 5j 

Les cellules continuent de 
proliférer 

(196) 

C2C12 Radial 
24h après 

ensemencement 
10% 

0,125/0,25
/0,5Hz 

2h par jour 
pendant 4j 

Augmentation de la prolifération à 
0,125Hz mais pas d’effet pour les 

autres 
(182) 

C2C12 Radial 
24h après 

ensemencement 
15/20% 0,5Hz 6/8h 

Augmentation de la prolifération à 
15% mais diminution à 20% 

(190) 

L6 Radial 
24h après 

ensemencement 
15/20% 0,5Hz 6h 

Augmentation de la prolifération à 
15% mais diminution à 20% 

(189) 

C2C12 + 
L6 

Radial 
A 60% de 

confluence 
5/10/15/20% 0,5Hz 12/24h 

Apoptose à 20% résultats similaires 
entre C2C12 et L6 avec une 

amplitude idéale à 10% 
(191) 

C2C12 Radial 
A 80% de 

confluence 
20% 0,5Hz 12/24/36h 

Augmentation de l’apoptose avec 
le temps 

(194) 
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EFFET DE L’ETIREMENT SUR LA DIFFERENCIATION  

Dans la majorité des articles retrouvés dans la littérature, la stimulation mécanique est utilisée pour 

favoriser le développement des myotubes du début de la différenciation jusqu’à la maturation avec 

l’apparition du système contractile. En effet c’est à partir de ce moment-là que ce genre de stimulus a 

le plus de pertinence puisqu’il entre en jeu lorsque les sarcomères commencent à apparaitre ou plus 

tard commencent à se positionner les uns après les autres de telle sorte à former les stries en Z 

caractéristiques du muscle squelettique.  

Les premiers marqueurs qui ont été mesurés pour évaluer l’effet de l’étirement mécanique sur la 

différenciation des myoblastes sont les MRFs (Myogenic Regulatory Factors). Ces facteurs de 

transcriptions sont exprimés en cascade durant la prolifération et la différenciation et permettent de 

suivre l’avancée de la myogenèse (Chapitre 1, Figure 6). 

Moustogiannis et al. (199) ont tenté de mettre au point un protocole d’étirement pour optimiser au 

maximum le développement des myoblastes C2C12. Pour cela, ils ont utilisé l’appareil d’étirement de 

FlexCell à différentes amplitudes (2 / 10 / 15 %), différentes fréquences (0,25 / 1 Hz) pendant 15 min / 

1h ou 24h. Les myotubes ont été étirés 10 jours après avoir changé le milieu de culture pour forcer la 

différenciation. Ils ont mesuré l’expression de MyoD, MyoG et MRF4 par PCR et ont observé un effet 

prononcé de l’étirement notamment à basse fréquence (0,25Hz) sur l’expression des trois facteurs de 

transcription. Ces auteurs ont observé logiquement une expression de MRF4 et Myog qui semble être 

augmenté par l’étirement puis réduite. Cependant ils rapportent que MyoD est en constante 

augmentation. Cette surexpression de MyoD à l’étirement n’est pas un cas isolé puisque d’autres 

études ont observé les mêmes résultats (174,180,200,201). Les auteurs les expliquent par une réponse 

différente de chaque facteur de transcription à un type d’étirement et plus particulièrement au 

moment où a lieu la stimulation mécanique. Pour aller dans le même sens, Abe et al. (172) ont eux 

aussi étiré des myoblastes C2C12 sur l’appareil FlexCell mais 24h après avoir ensemencé les cellules et 

ont observé une surexpression significative des 4 facteurs de transcription à la suite de l’étirement dès 

les 12 premières heures. Cependant, à l’inverse de Moustogiannis et al. (199), les 4 facteurs de 

transcription en tendance à diminuer leur expression au fil du temps, jusqu’à pratiquement disparaitre 

au bout de 48h. Ces résultats montrent donc un profil de développement différent. Cela peut être 

expliqué par le fait qu’au moment de l’étirement, les myoblastes de Abe et al. (172) n’étaient pas 

encore différenciés ni fusionnés comme ceux de Moustogiannis et al. (199) qui pourtant exprimaient 

déjà les marqueurs Myog et MRF4. Ces deux études en parallèles suggèrent donc de manière générale 

que les 4 facteurs de transcription sont surexprimés suite à l’étirement mais que leur expression varie 

dans le temps en fonction notamment du moment où le stress mécanique est appliqué. A contrario, 
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plusieurs modèles d’étirement mécanique ont montré, une sous-expression de ces facteurs de 

transcription suite à l’étirement (195,196,202,203). Parmi ces modèles, Boonen et al. (203) ont stimulé 

des myoblastes C2C12 et primaires murins après un jour de différenciation selon un protocole en deux 

parties. Dans un premier temps, les membranes étaient progressivement étirées pour atteindre 2% 

d’étirement en deux jours. Ensuite, un cycle de 3h d’étirement est mis en place à 1Hz et 6% en 

alternance avec 3h de repos. Ils ont tout d’abord montré que le pré-étirement sur les deux premiers 

jours n’avait aucun effet sur les cellules, voire même un effet inhibiteur sur l’expression de MyoD, 

Myog et MRF4 que ce soit pour les C2C12 ou les myoblastes primaires. Ces résultats négatifs pourraient 

être expliqués par un défaut du complexe d’adhésion qui n’est pas assez développé pour résister aux 

contraintes de tension appliquées. Pour Kook et al. (195,196) qui ont utilisé des cellules C2C12 et des 

cellules primaires bovines, l’étirement mécanique a directement bloqué la différenciation des 

myoblastes au profit de la prolifération malgré le changement de milieu de culture. Ce blocage de 

différenciation est montré par la présence de myotubes fusionnés lorsqu’ils ne sont pas étirés et des 

myoblastes non fusionnés lorsqu’ils ont été soumis à un étirement mécanique (Figure 25).  

Au niveau des facteurs de transcription, l’expression de MyoD et Myf5 est retrouvée dans les deux 

paramètres mais Myog et MRF4 sont absents lorsque les myoblastes ont été étirés, ce qui justifie 

Figure 25 : Influence négative de l'étirement sur la différenciation des myotubes bovins.  
Issu de (192) 
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l’absence de différenciation dans les myoblastes étirés. Les auteurs expliquent ces résultats par 

l’activation des MAPKs qui sont censés induire un signal qui enclenche la différenciation. Pourtant, 

comme explicité dans un précédent chapitre (189), ces kinases peuvent aussi être à l’origine d’une 

production d’IGF-1, un facteur de croissance favorisant la prolifération. Ainsi, si l’expression des MRFs 

semble donc donner des résultats parfois contradictoires, c’est aussi le cas pour l’activation des MAPKs 

et plus particulièrement la kinase p38 qui jouerait un rôle primordial dans le passage à la 

différenciation pour les myoblastes soumis à un stress mécanique. En effet, l’étirement peut activer 

p38 sur des C2C12, mais aussi l’inhiber chez les cellules primaires bovines (195). Ces résultats 

contradictoires mettent en avant la variabilité des réponses à l’étirement entre les différents types 

cellulaires. 

Pourtant, cette variabilité de réponse n’a pas été observée par Cheng et al. (48) qui ont eu une réponse 

similaire à l’étirement pour des myotubes C2C12 et des myotubes issus de cellules primaires humaines. 

C’est cependant une autre caractéristique qui est mise en avant par leur étude : la composition du 

milieu. Ils ont observé un impact de la quantité de sérum dans le milieu sur l’effet de l’étirement en 

mesurant l’expression de certaines microARN associés à la prolifération et à la différenciation (miR-1, 

miR-133a et miR206). Ils ont montré que dans un milieu plus concentré en sérum, l’étirement avait 

tendance à augmenter l’expression des microARN tandis que dans un milieu moins concentré, 

l’étirement a un effet opposé, avec une réduction de l’expression des microARN.  

Un autre paramètre simple pour évaluer l’effet de l’étirement sur la différenciation des myotubes est 

de mesurer le diamètre des fibres créées et de quantifier la fusion des myoblastes. Pour cela la 

méthode la plus utilisée est l’observation au microscope et la quantification à l’aide de logiciels 

d’analyse d’image. Powel et al. (77) ont fabriqué un construit 3D à base de cellules primaires humaines 

qu’ils ont étirées et ont observé une augmentation du diamètre moyen des fibres ainsi que de leur 

nombre d’embranchements. Ces deux résultats sont caractéristiques d’une hypertrophie suite à 

l’étirement. En plus de l’effet mécanique de l’étirement sur les fibres, les auteurs mettent aussi en 

avant la diffusion à travers la MEC des différents facteurs de croissance présent dans le milieu qui 

favorise ainsi le meilleur développement des fibres. Cette augmentation significative du diamètre a 

été observée dans de nombreuses équipes (204–208) mais ce n’est pas le cas pour toutes. Liao et al. 

(98) ont étiré des myotubes deux jours après la mise en différenciation et ils ont observé qu’un 

étirement sinusoïdal, même à faible amplitude (5%) induisait une production globale de protéines mais 

pas celles inhérentes au sarcomère et ont émis l’hypothèse que l’étirement avait provoqué des lésions, 

réactivant le processus de prolifération cellulaire. Une diminution du diamètre a aussi été observé par 

Ilaiwy et al. (209) mais cette fois-ci directement après l’arrêt de l’étirement. En effet, ils ont appliqué 

un stress mécanique à des myotubes C2C12 pendant 6h puis les ont retiré du système d’étirement et 
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ont observé leur évolution dans les 12h qui ont suivi. Après 6h d’étirement, une hypertrophie a été 

observée par rapport aux contrôles non stimulés. Mais dès 3h après la suspension de l’étirement, une 

atrophie a été notée. Cette atrophie s’est amplifiée pendant les 9h qui ont suivies. Les auteurs ont 

observé une augmentation des amino-acides dans le milieu, pouvant témoigner d’une dégradation des 

protéines du sarcomère à la base de l’atrophie. Une autre équipe met en avant la production d’espèces 

oxydantes suite à l’étirement générateur d’atrophie par stimulation de la protéolyse, après l’arrêt de 

la stimulation (210). Le tableau 6 regroupe les différentes études présentés ci-dessus ainsi que leurs 

principaux résultats.
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Tableau 6: Liste non-exhaustive d’étude évaluant l’effet de l’étirement mécanique sur la différenciation. 

Cellules 

utilisées 
Etirement 

Paramètres d’étirement Résultats Réf. 

T0 Amplitude Fréquence Durée   

C2C12 Radial 
24h après 

ensemencement 
15% 0,5Hz 2 jours 

Surexpression de MyoD, Myf5, Myog et MRF4 

mais diminution dans le temps 
(172) 

C2C12 et 

primaires 

souris 

Radial 
J1 de 

différenciation 
6% 1Hz 

3h 

étirement, 

3h repos 

Sous-expression de MyoD, Myog et MRF4 pour 

les deux types cellulaires, en 2D et en 3D 
(203) 

C2C12 et 

primaires 

bovins 

Radial 
J0 de 

différenciation 
10% 0,25Hz 

1h par jour 

pendant 5 

jours 

Sous-expression de Myog et MRF4. La 

différenciation est inhibée au profit de la 

prolifération 

(195,

196) 

C2C12 Radial 
J10 de 

différenciation 
2/10/15% 0,25/1Hz 

15min/1h/

24h 
Surexpression de MyoD, Myog, MRF4  (199) 

Primaires 

humaines 
Longitudinal 

J5 de 

différenciation 

5% puis 

10% puis 

15% 

3x5 étirements, toutes les 

30 minutes 

Augmentation du diamètre des fibres et de la 

quantité de myotubes dans le construit 
(77) 

C2C12 Radial 
J2 de 

différenciation 
15% 1Hz 6h 

Les myotubes s’atrophient immédiatement 

après l’arrête de l’étirement 
(209) 

C2C12 Longitudinal 
J3 de 

différenciation 
5/10% 1Hz 

1h 

étirement, 

5h repos 

pendant 12 

jours 

Décollement des fibres même à plus faible 

amplitude (5%) 
(98) 
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EFFET DE L’ETIREMENT SUR LA MATURATION  

Une fois que les myoblastes se sont différenciés et que le processus de fusion est entamé, des 

myotubes se forment sur le support. Cependant, ces premières fibres sont encore loin de ressembler 

à celles que l’on retrouve in vivo. Si en apparence au microscope optique elles ressemblent à des 

myofibres, l’organisation du sarcomère, la clustérisassions des récepteurs à acétylcholine, la migration 

des noyaux vers la périphérie de la fibre ne sont pas présents. Ainsi, l’étirement mécanique pourrait 

également avoir tout son intérêt pour favoriser la maturation des myotubes une fois la différenciation 

bien avancée de telle sorte à stimuler des myotubes et non les myoblastes. La limite entre l’étape de 

différenciation et de maturation est assez floue ce qui explique que plusieurs études considèrent leurs 

myotubes matures dès lors qu’une hypertrophie est observée notamment avec un élargissement du 

diamètre (176,208,211–213). Aguilar-Agon et al. (176) ont aussi observé une hypertrophie suite à 

l’étirement mécanique et ont observé que lorsque les myotubes C2C12 ont été stimulés 

mécaniquement, leur force contractile mesurée au cours d’une stimulation électrique, était 

significativement augmentée ainsi que la tension passive. L’un des marqueurs les plus utilisés pour 

évaluer la maturation des fibres est l’expression des myosines, qui sont composées de deux chaines 

lourdes d’acides aminées. Parmi les isoformes les plus documentés, on retrouve la MHC-I, -IIa, -IIb, -IIx 

ainsi que les MHC embryonnaire et néonatal. Sakiyama et al. (214) ont observé une augmentation de 

l’expression de MHC IIa et IIb suite à l’étirement par rapport aux contrôles non-stimulés, des résultats 

que l’on retrouve aussi dans d’autres études (86,172,215–217). Kurokawa et al. (218) ont mis en avant 

un effet de la fréquence d’étirement sur l’expression des différents isoformes de MHC, avec une 

augmentation de l’expression des différent type de MHC lorsque les myotubes C2C12 sont étirés. Mais 

en modifiant la fréquence d’étirement, ils ont montré qu’à basse fréquence, c’est l’expression des 

MHC-IIb qui est favorisé. A l’inverse à fréquence plus importante, c’est l’expression des MHC-IIa qui 

devient majoritaire. Ces résultats montrent qu’un changement de fréquence peut induire une 

adaptation des fibres musculaires sur le même principe de ce qu’on peut observer in vivo entre un 

entrainement en endurance ou en force. Il peut aussi y avoir une interversion entre l’expression de 

MHC-I et MHC-II synonyme d’une adaptation vers une fibre endurante ou explosive (200). Candiani et 

al. (183) ont quant à eux obtenu des résultats plus mitigés puisqu’ils n’ont pas observé d’effet sur 

l’expression des MHC après 3 jours d’étirement mais plutôt après 7 jours d’étirement. A l’inverse, dans 

la continuité de leurs résultats obtenus sur les facteurs de transcription, Kook et al. (195,196) ainsi que 

Kumar et al. (193) ont observé un effet inhibiteur de l’étirement sur l’expression des MHC. Dans ce 

cas, l’étirement agit uniquement comme un activateur des cellules progénitrices par une surexpression 

de cdk2, un régulateur du cycle cellulaire. Ceci se fait alors au détriment de la fusion puisque les cellules 

reçoivent des signaux contradictoires qui les insitent d’un côté à se diviser et de l’autre à fusionner 
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avec les cellules voisines. Somers et al. (217) ont évalué le degré de striation des myotubes par 

immunofluorescence. Dans leur cas, ils ont marqué les myotubes à la MHC mais d’autres marquages 

sont aussi utilisés comme l’α-actinine (98,167) et la Troponine T (219). Les auteurs ont observé que 

l’instant où démarrait la stimulation avait une influence sur les résultats. En effet en débutant 

l’étirement au 3e jour de culture, la différence entre étiré et non étiré n’était pas significative et le 

devenait au 5ème jour. A partir du 5ème jour, la striation est plus développée, avec une organisation en 

forme de Z, caractéristique de la forme d’un sarcomère mature. En utilisant le même marquage 

fluorescent, Chen et al. (220) ont montré qu’en augmentant l’amplitude d’étirement, ils augmentaient 

l’hypertrophie de leurs myotubes ainsi que la longueur du sarcomère. Pour évaluer la maturation des 

fibres, suite à un étirement des fibres, l’expression de myostatine est un paramètre intéressant 

(221,222). La myostatine est un facteur de croissance connu pour limiter la croissance musculaire et 

utilisé parfois dans le milieu sportif en tant que dopant. En effet, l’inhibition de la myostatine dans le 

corps induit une hypertrophie musculaire rapide (223). Moustogiannis et al. (199) ont noté une 

inhibition de la myostatine après un étirement à 1Hz dès la première heure et une inhibition encore 

plus importante lorsque la fréquence est réduite à 0,25Hz pendant 12h. Enfin, parmi les techniques les 

plus utilisées pour déterminer le degré de maturation des fibres, on retrouve l’évaluation de 

l’homéostasie calcique par microscopie confocale qui mesure l’activité des canaux calciques, 

permettant la contraction musculaire suite à une excitation électrique. Ainsi une activité normale des 

canaux calciques est un paramètre quantifiable du niveau de maturation de la fibre musculaire. 

Ortuste Quiroga et al. (224) ont mesuré l’homéostasie calcique dans des myotubes qui avaient 

bénéficié d’un protocole de stimulation mécanique. Ils ont noté que la quantité de calcium libérée 

dans le cytoplasme lors d’une stimulation électrique était significativement augmentée par rapport au 

contrôle. Ils ont aussi mis en avant l’implication de Piezo1 qui est un canal ionique activé par la 

déformation de la membrane plasmique (225). Il agit ainsi comme un mécano-transducteur, c’est-à-

dire qu’il convertit un stimulus mécanique par un message biologique tel que l’afflux d’ions sodium ou 

calcium. Enfin, Scott et al. (152) ont observé une agglomération des récepteurs d’acétylcholine suite à 

un étirement mécanique. Ils mettent aussi en avant la forme de ces clusters qui, en culture 2D, ont 

tendance à former des agrégats elliptiques éloignés les uns des autres tandis que dans ce modèle, les 

clusters sont interconnectés les uns aux autres. Le tableau 7 regroupe les différents exemples cités 

précédemment. 
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Tableau 7: Liste non-exhaustive d’études évaluant l’effet de l’étirement mécanique sur la maturation. 

Cellules 

utilisées 
Etirement 

Paramètres d’étirement Résultats Réf. 

T0 Amplitude Fréquence Durée   

C2C12 Radial 
24h après 

ensemencement 
15% 0,5Hz 5 jours 

Augmentation de la prolifération et expression 

plus importante de MHC-IIb 
(214) 

C2C12 Longitudinal 
5j après 

ensemencement 
6% 0,5Hz 

10min 

étirement 

et 30min 

repos 

Effet de l’étirement après 7 jours avec la 

surexpression de MHC mais rien avant 
(183) 

C2C12 Longitudinal 
3 ou 5j après 

ensemencement 
10% 

Statique ou 

0,5Hz 

6h par 

jours 

pendant 7 

jours 

Lorsque l’étirement est démarré au 3e jour, pas 

d’effet sur la morphologie des myotubes. Au 5e 

jour par contre myotubes plus larges et plus 

striés 

(217) 

Primaires 

souris 
Longitudinal 

Après 3j de 

différenciation 
3/6/9% 1min étirement  

Augmentation de l’activité calcique qui est 

absente lorsque Piezo1 est inhibé. 
(224) 

C2C12 Longitudinal 
Après 14j de 

culture 

Progressif jusqu’à 15% pendant 1h puis 

2h statique à 15% 

Hypertrophie et augmentation de la force 

contractile 
(176) 

C2C12 Radial 
24h après 

ensemencement 
15% 

0,1/0,5/0,9

Hz 
1/3/5 jours 

Transition vers MHC-IIb à basse fréquence et 

vers MHC-IIa à haute fréquence 
(218) 

Primaires 

rats 
Longitudinal 

Après 1j de 

différenciation 
10% 0,1Hz 

5min par 

heure 

pendant 5 

jours 

Clustérisassions des récepteurs à l’acétylcholine (152) 
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EFFET DE L’ETIREMENT MECANIQUE SUR L’ALIGNEMENT 

L’étirement passif est couramment utilisé pour induire l’alignement (62,66,86,184,220,226–228) 

notamment avec le principe d’ancrage des hydrogels (expliqué en Chapitre 2C). Heher et al. (62) ont 

moulé des supports à base de fibrine dans lesquels des cellules C2C12 sont introduites puis étirées de 

manière prolongée à 10% pendant 6h et 3% pendant les 18h suivantes. Dans cette étude, l’étirement, 

a commencé 3 jours après l’ensemencement et la différenciation induite après le 4e jour. Les auteurs 

ont observé une augmentation du diamètre, des fibres plus longues que celles non-stimulées 

(impliquant une hypertrophie) et surtout un alignement naturel dans le sens de l’étirement. Chen et 

al. (220) ont développé un système manuel d’étirement où un gel à base de gélatine fonctionnalisée 

est fixé sur des piliers imprimés avec une résine photostructurable. L’un des piliers reste fixe tandis 

que le second peut être déplacé de telle sorte à augmenter l’espacement entre les deux et ainsi créer 

une contrainte de tension dans l’hydrogel. En ensemençant des cellules C2C12 dans leur gel et en 

appliquant un étirement dont l’amplitude est comprise entre 4 et 45%, les auteurs ont observé une 

diminution du diamètre et une augmentation de la longueur lorsque l’amplitude d’étirement 

augmentait (expliquée par la conservation du volume), mais surtout un alignement marqué dans le 

sens de l’étirement lorsque l’amplitude d’étirement était supérieure à 25%. En dessous, il semblerait 

que les myotubes aient tendance là aussi à s’aligner mais avec un angle entre 30° et 45° par rapport à 

l’axe d’étirement. Cet angle n’est pas anodin. Ahmed et al. (229) ont mis au point un système 

d’étirement d’une cuve en PDMS sur laquelle ils ont déposé par µCP des lignes de fibronectine formant 

3 angles différents : à 0°, 45° et 90° par rapport à l’axe d’étirement (Figure 26). Les auteurs ont tout 

d’abord observé sur des supports non fonctionnalisés que la stimulation mécanique là aussi induisait 

une déviation par rapport à l’axe d’étirement en expliquant cela par la présence de forces de 

compression perpendiculaires à l’axe d’étirement (230). Mais en utilisant ensuite leur support avec la 

fibronectine, les auteurs ont observé une réorganisation des filaments d’actine en fonction de l’angle 

des lignes de fibronectine. Lorsqu’elles étaient parallèles au sens d’étirement, l’actine déviait avec un 

angles de 47°, lorsque les lignes étaient perpendiculaire au sens d’étirement, l’actine suivait l’angle de 

ces lignes à 90° et enfin lorsque les lignes de fibronectine étaient disposées à 45°, l’actine suivait là 

aussi cet angle de 45° mais avec une variabilité plus grande ce qui met en avant la compétition entre 

l’étirement et la topographie pour induire l’alignement. Les auteurs mettent donc ici en avant une 

réorganisation de l’actine dans le sens perpendiculaire de l’étirement, une conclusion que l’on 

retrouve aussi dans d’autres études (231,232). Si la tension passive est un outil communément utilisé 
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pour induire l’alignement des myotubes, des protocoles d’étirement périodique ont aussi parfois été 

mis au point avec succès (216,231–233). Néanmoins, les résultats sont contradictoires puisque certains 

observent un alignement des fibres dans le sens de l’étirement (216,233) et d’autres 

perpendiculairement à l’étirement (231,232). Pour en partie expliquer cela, un modèle mathématique 

a été mis en place par Wang et al. (234). Celui-ci prédit que, lors d’un étirement mécanique, les 

filaments d’actine présents dans les myotubes se réorganisent de telle sorte à s’aligner dans la 

direction où la force de contrainte est la plus faible, cela correspondant à l’endroit sur le substrat subit 

la plus faible déformation.  

 

La stimulation, qu’elle soit chimique, électrique ou mécanique a un effet sur le développement des 

cellules musculaires. In vivo, toutes ces interactions ont lieux dans un timing précis, parfois en même 

temps, ce qui rend la modélisation in vitro d’autant plus complexe. Cette partie montre qu’il existe 

énormément de protocoles de stimulation, notamment au niveau de l’étirement et qu’à ce jour il n’y 

a pas de standardisation qui permet d’obtenir des résultats répétables entre chaque équipe. Il est donc 

important de bien comprendre son propre modèle et d’adapter toutes les stimulations pour répondre 

aux hypothèses de travail. Dans le cadre du projet, l’étirement mécanique a été considéré comme 

premier choix pour favoriser la différenciation et la maturation des myotubes produits. 

Figure 26 : Système d'étirement développé par Ahmed et al. (226). 
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Chapitre 4 : Mise en place du modèle in vitro 

L’objectif initial du projet de thèse est de produire un support permettant de guider les myotubes pour 

qu’ils s’alignent entre eux tout en présentant un bonne différenciation, reproduisant la physiologie 

naturelle du muscle. Ce support doit aussi posséder des propriétés mécaniques particulières puisqu’il 

est envisagé de l’étirer afin de simuler un exercice physique in vivo. Pour cela, le matériau doit être 

suffisamment flexible pour être étiré tout en restant assez résistant pour ne pas se déchirer. 

Il existe plusieurs techniques pour induire l’alignement des myotubes comme l’ancrage d’hydrogels, 

l’électrospinning, la bio-impression 3D et la microstructuration par photolithographie. Les avantages 

et les inconvénients de chaque méthode sont résumés dans le tableau 8.  

Tableau 8 : Avantages et inconvénients des différentes méthodes induisant l'alignement des myotubes in vitro. 

Technique Avantages Inconvénients 

Ancrage hydrogel 

Très bonne biocompatibilité, rigidité 

proche de celle in vivo, grande 

variété d’hydrogels et 

fonctionnalisables, possibilité de 

l’implanter in vivo 

Faible résistance au stress mécanique 

induit par l’étirement 

Electrospinning 

Grande variété de polymères 

naturels et synthétiques pouvant 

être biofonctionnalisés, contrôle de 

la forme du construit, génération 

une porosité favorisant l’adhésion 

cellulaire 

Process de fabrication très long lorsque 

les construits dépassent le cm3 (235), 

faible résistance au stress mécanique 

induit par l’étirement (89) 

Bio-impression 3D 

Structure 3D précise et contrôlée, 

utilisation d’hydrogels (et donc les 

avantages qui vont avec) 

Faible résistance au stress mécanique 

induit par l’étirement 

Microstructuration 

par 

photolithographie 

Grandes précisions et 

reproductibilité, utilisation 

d’hydrogels et de polymères pour 

une plus grande variété de supports 

Systèmes complexes et onéreux 
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Si l’on se réfère au cahier des charge explicité au-dessus, seule la microstructuration par 

photolithographie produit des supports suffisamment résistants pour subir une contrainte mécanique. 

De plus, la technique est applicable sur de nombreux matériaux comme par exemple le PDMS que nous 

allons voir dans la prochaine partie. 

A) Le PDMS 

Le PolyDiMéthylSiloxane (PDMS), ou silicone, est un polymère organo-minéral de la famille des 

siloxanes (Figure 27a) composé d’un enchainement de groupements O-Si(CH3)2. Il est 

commercialement vendu sous la forme d’une base et d’un agent durcissant qui, lorsqu’ils sont 

mélangés, engendrent une réaction de polymérisation menant après dégazage à un élastomère. La 

base contient des oligomères de différentes longueurs donc les extrémités présentent des 

groupements vinyles (Figure 27b). L’agent durcissant est composé d’un mélange d’autres oligomères 

similaires chimiquement, ainsi qu’un activateur (un anion, un cation ou un catalyseur métallique selon 

le produit commercial) qui vont réagir avec les groupements vinyles et réticuler pour former le PDMS 

sous sa forme solide.  

Il est possible de jouer sur le ratio entre la base et l’agent durcissant pour modifier la rigidité du PDMS. 

Dans la plupart des cas, celle-ci se situe entre 3 et 4 MPa mais certaines études ont réussi à descendre 

à 0,5MPa (236,237) voire même 12kPa (238). Il est connu pour être hydrophobe en raison la présence 

de groupements méthyl en surface qui ne favorisent pas les liaisons hydrogène avec l’eau. Le PDMS 

Figure 27 : Le polydiméthylsiloxane. A) Forme linéaire du PDMS B) Mécanisme de réticulation du PDMS 
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est aussi biocompatible, transparent avec peu d’auto-fluorescence (pratique pour observer les cellules 

déposées dessus), peu onéreux et très facile à mouler (239).  

Lorsque l’on associe microstructuration et PDMS il est important de différencier deux principes : la 

microstructuration du PDMS et la microstructuration sur PDMS. Dans le premier cas, il s’agit d’une 

modification physique du PDMS par « micro-wrinkling » (81,240), par gravure au laser qui va creuser 

le silicone (241,242) ou par moulage comme expliqué dans le deuxième chapitre. Le micro-wrinkling 

consiste à étirer une pièce de PDMS et l’installer sous tension dans une chambre à plasma. Le 

traitement plasma est un processus qui expose la surface du PDMS à des gaz ionisé, généralement de 

l'oxygène ou de l'air. Le plasma est généré en appliquant un champ électrique de haute fréquence à 

basse pression sur le gaz, ce qui provoque la dissociation des molécules de gaz et la formation 

d'espèces réactives, telles que des radicaux et des ions, qui interagissent avec la surface du matériau. 

Cette méthode va permettre d’oxyder la surface du silicone, ce qui va générer une anisotropie de 

propriété mécanique. En relâchant lentement la tension, des plis de quelques micromètres de large se 

créent sous en forme de vagues (Figure 28).  

Cette technique permet de maitriser la largeur (de 1 à 10 nm) et la hauteur (de 100 nm à 2 µm) des 

plis en modifiant les paramètres du plasma, l’amplitude d’étirement sur PDMS et le temps de 

relaxation du support. En pratique néanmoins, la répétabilité devient vite un frein car les plis sont 

dépendants du traitement plasma et celui-ci ne provoque pas toujours exactement les mêmes 

modifications de surface pour deux protocoles d’activation plasma identiques (240). Le principe de la 

gravure au laser consiste à envoyer des micro-pulsations sur la surface du PDMS suivant des motifs 

préalablement défini et l’energie apportée par le laser fait fondre les zones irradiées ce qui permet de 

creuser des formes avec une précision de l’ordre du micromètre. Les meilleurs résultats ont été 

Figure 28 : Représentation schématique et observation AFM des gradients topographiques créés par micro-wrinkling du PDMS 
Issu de (78) 
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obtenus par Alshehri et al. (242) en produisant des microsillons d’une largeur de 10 µm. Les myoblastes 

peuvent alors s’accrocher de part et d’autre du sillon et le suivre pour former des myotubes alignés.  

Dans le cas de la microstructuration sur PDMS, un autre polymère est déposé sur le silicone et c’est ce 

polymère qui est ensuite microstructuré mais le PDMS en lui-même n’est pas modifié.  

B) La photolithographie additive 

La photolithographie additive est une « technique permettant de projeter une image sur une résine 

photosensible à l'aide d'une source lumineuse et à travers des objectifs, afin de l'y imprimer ». 

(Définition Le Robert, 2023). Cette technique, largement utilisée dans le domaine des semi-

conducteurs et de la microfluidique (243), est connue pour être extrêmement reproductible avec une 

précision pouvant atteindre le nanomètre. Ses applications ne cessent de se diversifier notamment 

dans le domaine biomédical. En règle générale, la lumière ultraviolette est utilisée pour transférer un 

dessin géométrique d'un masque optique sur une résine sensible à la lumière déposée sur le substrat. 

La résine photosensible se décompose (résine positive) ou durcit (résine négative) lorsqu'elle est 

exposée à la lumière. Le film à motifs est ensuite créé en éliminant les parties non-polymérisées du 

revêtement à l'aide de solvants appropriés, également connus sous le nom de développeurs (Figure 

29).  

Ce processus de photolithographie peut aussi se faire par un laser qui reproduit un motif 

préalablement dessiné dans un logiciel de modélisation. Cela permet d’offrir une plus grande variété 

dans les motifs photolithographiés. Pour la microstructuration sur PDMS par photolithographie 

directe, il est nécessaire d’utiliser des résines à base d’agents de couplage hybrides qui d’un côté ont 

une partie inorganique à base de siloxanes (R2SiO) et de l’autre une partie organique à base 

Figure 29 : Schéma du principe de la photolithographie. 
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notamment d’époxydes ou de groupements vinyles. La partie inorganique présente des groupements 

chimiques proches de ceux du PDMS, ce qui permet de créer des liaisons covalentes entre la résine et 

le support en PDMS qui améliorent l’adhésion du polymère sur le silicone. Cette partie inorganique 

peut aussi se polymériser entre elle avec des étapes d’hydrolyse et de condensation. Ce mécanisme 

de polymérisation est expliqué plus en détail dans la partie suivante. Dans la partie organique, les 

groupements époxydes et vinyles peuvent eux aussi se polymériser entre eux et former un réseau 

suffisamment dense pour se durcir. Ils peuvent aussi réagir avec les groupement oxydés en surface de 

PDMS après traitement plasma, ce qui améliore d’autant plus l’adhésion du polymère sur le silicone. 

Parmi les hybrides couramment utilisés, on retrouve le VEPTES (4-vinyl ether-

phenyltriethoxysilane)(244), le GPTMS (3-Glycidoxypropyltrimethoxysilane)(82,245), le MAPTMS 

(methacryloxy-propyl-trimethoxysilane)(246) et l’EETMOS (2-(3,4-

epoxycyclohexylethyltrimethoxysilane))(247,248). Leur dépôt nécessite au préalable une activation de 

la surface du PDMS par un traitement plasma.  

La plupart des recherches indiquent que l’exposition au traitement plasma provoque l’apparition d’une 

couche monomoléculaire composée de groupement silanol (Si-OH) en surface au détriment des 

méthyls (-CH3) (249–252). Si le mécanisme précis de cette réaction est encore mal connu, de 

nombreuses études ont caractérisé les couches produites par le traitement plasma grâce à plusieurs 

techniques comme la Spectroscopie Photoélectronique X (XPS) (250,251), la Microscopie à Force 

Atomique (AFM) (253), la Spectroscopie Infrarouge à Transformée de Fourier (FITR) (250) et la 

Microscopie électronique à balayage (MEB) (252). Cette réduction de l’hydrophobicité est toutefois de 

courte durée puisqu’au bout de quelques heures le matériau retrouve ses propriétés initiales (250). Ce 

processus de rétablissement n’est lui non plus pas encore totalement compris et expliqué mais 

plusieurs hypothèses sont couramment acceptées dans le domaine (254): le déplacement des 

groupements polaires (hydrophiles) vers le centre du matériau au profit d’espèces non oxydées 

présentes dans le cœur du matériau, la condensation des groupements silanols en surface et la perte 

d’espèces fortes en oxygène vers l’environnement extérieur. Le traitement plasma peut également 

modifier la topographie de la surface du PDMS. Les espèces réactives du plasma peuvent provoquer la 

formation de microstructures, de nanostructures ou de rugosités sur la surface du matériau, ce qui 

peut avoir des effets significatifs sur les propriétés d'adhésion (255).   

Après le dépôt, la solution contenant le précurseur hybride est activée par photolithographie ce qui 

crée une couche solide adhérente au PDMS. Cette couche est alors en 3D allant de la centaine de 

nanomètre jusqu’à plusieurs centaines de micromètre. Il est ainsi possible de créer toutes les formes 

imaginables sur la surface du PDMS avec des épaisseurs contrôlées et de manière répétable.  
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La plupart de ces hybrides sont très sensibles aux conditions de synthèse (température, acidité) et la 

méthode de synthèse doit donc être précautionneusement sélectionnée. Le procédé sol-gel, une 

méthode de synthèse de chimie douce, est en règle générale utilisée puisqu’elle permet notamment 

de travailler dans des conditions de température relativement basses permettant d’influer 

directement sur la polymérisation de la partie inorganique.  

C) Le procédé sol-gel 

Le procédé sol-gel est une méthode de synthèse permettant la polymérisation de molécules 

inorganiques ou hybrides organiques-inorganiques pour former un réseau polymérique, souvent à 

base de silice, grâce à la succession de deux réactions chimiques : l’hydrolyse et la polycondensation. 

Dans la plupart des cas, un alkoxyde couplé à un métal est utilisé comme précurseur (M-OR). En 

présence d’eau, le précurseur s’hydrolyse (M-OH) (Figure 30a). Ce sont ces espèces hydrolysées qui 

peuvent réagir entre elles pour former par polycondensation des réseau polymérique (Figure 30b).  

Le procédé peut être catalysé en fonction du pH ce qui aura un impact direct sur la structure du gel 

final. En effet, en milieu acide, l’hydrolyse est favorisée et ainsi les molécules hydrolysées réagissent 

peu entre elles. A l’inverse, en milieu basique, c’est la polycondensation qui est favorisée et les 

premières molécules hydrolysées peuvent soit réagir entre elles (2 M-OH -> M-O-M + H2O), soit réagir 

avec le précurseur non-hydrolysé (M-OH + M-OR -> M-O-M + R-OH). Ceci à un impact sur la cinétique 

de la réaction mais aussi sur la texture de la solution finale. En effet, il a été montré qu’en milieu acide, 

les chaines de polymère créées avaient tendance à être linéaires alors qu’en milieu basique, les chaines 

sont plus ramifiées ce qui produit des gels plus denses (Figure 31)(256). En milieu acide, l’hydrolyse 

produit une espèce électrophile et sa réaction avec les molécules voisine est guidée par la gêne 

stérique. Ainsi, l’espèce réactive va attaquer la zone la plus libre, généralement en extrémité de chaine 

ce qui explique la formation de polymères linéaires. A l’inverse, en milieu basique, suite à l’hydrolyse, 

une espèce nucléophile est produite et elle va favoriser l’attaque vers laquelle l’intermédiaire de 

Figure 30 : Mécanisme de réaction du procédé sol-gel. a) hydrolyse et b) polycondensation d’un précurseur de silice. 
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réaction est le plus stable, donc celui où la charge peut se propager, généralement la macromolécule 

la plus ramifiée. En jouant sur le pH de la solution et la quantité d’eau dans le milieu, il est possible de 

créer des gels colloïdaux formés de particules distinctes les unes des autres (257). 

 

D) Photolithographie de l’EETMOS 

L’EETMOS est le précurseur choisi pour être microstructuré dans la suite du projet. Pour pouvoir le 

déposer sur le PDMS et l’insoler sous forme de motif, l’EETMol doit être synthétisé. L’EETMol 

représente le produit de la synthèse par procédé sol-gel de l’EETMOS en présence d’eau dans un milieu 

acide. Si l’EETMol a entamé sa première polymérisation lors de la polycondensation, la polymérisation 

de sa partie organique, les époxydes, n’est pas directement enclenché lors du passage du laser UV. En 

effet, l’époxyde a besoin d’une espèce réactive (radicalaire, cationique ou anionique) pour entamer sa 

polymérisation. Le principe du photoamorceur est le même pour la génération des trois espèces 

réactives : la molécule absorbe un photon qui va interagir avec le nuage électronique et faire passer 

Figure 31 : Croissance polymérique et formation du gel en fonction du pH du milieu. 
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un électron de son état fondamental vers un état excité. Si la molécule interagie avec d’autres 

molécules contenant des fonctions réactives (amines, sels d’iodonium...) le retour à l’état fondamental 

se fait par l’intermédiaire d’une réaction chimique à l’origine de l’espèce réactive (Figure 32).  

L’espèce réactive, un cation ici, peu alors réagir avec l’époxyde, menant à une ouverture de cycle qui 

va produire une molécule cationique, elle-même à l’origine d’une seconde ouverture de chaine ce qui 

génère in fine le polymère (Figure 33).  

 

E) La biofonctionnalisation du PDMS 

Le PDMS est un matériau polymère connu pour son hydrophobicité intrinsèque, c'est-à-dire sa capacité 

à repousser l'eau. Cela pose des défis pour la culture cellulaire. Les cellules ont besoin d'une surface 

compatible pour adhérer et se développer correctement. De ce fait, sur le PDMS, les cellules adhèrent 

mal ce qui entraine une prolifération limitée. Pour surmonter ces limitations, la biofonctionnalisation 

du PDMS est souvent réalisée. La biofonctionnalisation du PDMS consiste à modifier chimiquement sa 

surface afin de le rendre plus compatible avec les cellules. Cela implique généralement le revêtement 

de la surface du PDMS avec des substances biocompatibles, telles que des peptides, des protéines ou 

des polymères extracellulaires. Ces revêtements bioactifs imitent les composants de la matrice 

extracellulaire naturelle et favorisent l'adhérence, la prolifération et la différenciation cellulaires.  

Figure 32 : Génération d'un cation (H+) par l'activation UV d'un photoamorceur (PA) avec l’aide d’un intermédiaire réactif (RI+). 

Figure 33 : Mécanisme d'ouverture de cycle et de polymérisation cationique d'un époxyde sans tenir compte de la 
stéréochimie. 
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LES REVETEMENTS A BASE D’HYDROGELS 

La technique la plus simple et la plus répandue est le revêtement avec des protéines de la matrice 

cellulaire. Le PDMS est enduit de protéines telles que la fibronectine (258), la laminine (259), le 

collagène (82,260,261) et le Matrigel® (48,71,77) afin de créer une matrice en surface favorisant 

l’adhésion des myoblastes en les éloignant du PDMS et de ses propriétés hydrophobes. Ces protéines 

sont connues pour favoriser le développent des myoblastes et notamment leur différenciation en 

myotubes. Comme expliqué précédemment, les hydrogels de manière générale offrent de 

nombreuses possibilités pour faire varier leur épaisseur, leur composition et leur rigidité (51). 

Cependant, dans le cas du collagène, la plupart des revêtements utilisés in vitro ne reproduisent pas le 

microenvironnement naturel des fibres musculaires puisqu’ils sont en général bien moins concentrés 

( <10 mg/mL contre 30 mg/mL dans la MEC du muscle) (262). De plus, cette faible concentration 

implique des propriétés mécaniques plus faibles avec risque de déchirement lors de l’application d’un 

stress mécanique induit par un système d’étirement (263). Il y a aussi le risque que, lors de l’étirement, 

le silicone soit étiré mais l’hydrogel se décolle ne subissant alors aucune contrainte mécanique à 

transmettre à la cellule musculaire mise en culture. Pour pallier ce décollement, une étape 

supplémentaire est régulièrement introduite avec notamment la présence d’une molécule 

intermédiaire qui va créer un lien covalent entre le PDMS et son revêtement. C’est ce que l’on retrouve 

chez Völcker et al. (258) qui ont immobilisé de la fibronectine sur du PDMS en utilisant 2 groupes 

d’intermédiaires différents : l’acide métacrylique qui forment en surface des groupements acides 

Figure 34 : Immobilisation de la fibronectine sur une membrane en silicone par l'acide métacrylique (en haut) et le 
métacrylate de glycidyle (en bas) 
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carboxylique et le méthacrylate de glycidyle qui génère des groupements époxy. Ces deux 

fonctionnalisations étant favorables à la liaison covalente avec la fibronectine (Figure 34).  

Deux autres intermédiaires souvent utilisés sont l’APTES et le polyéthylène-glycol. Ces revêtements 

génèrent respectivement des fonctions amines et hydroxyles en surface qui peuvent ensuite réagir 

avec de nombreux bio-composés (82,260,264). Siddique et al. (260) ont moulé un support en PDMS à 

l’aide d’un substrat microstructuré par photolitographie (résine SU-8) et ont ensuite collé le silicone 

coté sillon sur une lame de verre permettant de former un canal microfluidique (Figure 35). Ce système 

est ensuite activé par traitement plasma et enduit de collagène avec ou sans traitement à l’APTES, 

l’APTES étant déposé par trempage du système dans une solution diluée dans l’acétone. Pour tester la 

capacité d’adhésion cellulaire et la conséquence sur leur prolifération, ainsi que l’adhésion du 

collagène sur le PDMS, les auteurs ont fait passer du PBS dans les canaux à différents débits. Les 

résultats ont montré une meilleure prolifération sur le collagène avec APTES et une meilleure 

résistance au cisaillement induit par le flux de PBS dans le cas du collagène lié de manière covalente 

au PDMS.  

LES SEQUENCES PEPTIDIQUES ISSUES DU VIVANT 

Une autre méthode de biofonctionnalisation du PDMS consiste à greffer des peptides présents dans la 

matrice extra-cellulaires qui ont été reconnus comme favorisant l’adhésion des cellules. Pour cela, à 

l’image des hydrogels, il existe plusieurs techniques de fonctionnalisation (265):  

a) L’adsorption qui consiste à déposer le peptide en surface. Yu et al. (266) ont activé le silicone 

par un traitement plasma puis ont déposé par dip coating une solution de peptides (Ala-Glu-

Ala-Glu-Ala-Arg-Ala-Arg)2) et ont laissé évaporer la solution pour obtenir une fine couche en 

surface. Le dip-coating est une technique de revêtement qui consiste à tremper un substrat 

dans un liquide à une vitesse contrôlée afin de maitriser l’épaisseur de la couche en surface en 

Figure 35 : La fonctionnalisation du PDMS par un hydrogel lié grâce à l’APTES.  
Issu de (257) 
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fonction de la viscosité du coating. C’est une méthode très simple, répétable et qui permet 

d’obtenir des revêtements homogènes et sur des substrats de différentes formes et tailles. 

b) Le greffage covalent à l’aide d’une molécule intermédiaire. Pinese et al. (267) ont synthétisé 

un peptide hybride contenant la séquence Palm-Arg-Arg-NH2 connue pour ses propriétés 

antibactériennes et une terminaison silylée pour une application d‘optimisation du 

revêtement des dispositifs médicaux implantables. Ainsi, après activation par traitement 

plasma du PDMS, les silanols formés en surface peuvent réagir librement avec les terminaisons 

silylées de l’hybride et ainsi former des liaisons covalentes Si-O-Si et fixant de ce fait le peptide 

en surface. Cette technique a été utilisée pour biofonctionnaliser un cathéter et les auteurs 

ont montré une activité antibactérienne prolongée sur 4 semaines. 

c) La synthèse du PDMS contenant directement le peptide dans la base. Martin et al. (268) ont 

synthétisé un PDMS contentant directement soit la séquence peptidique RGD (Arg-Gly-Asp) 

connue pour favoriser l’adhésion cellulaire soit un peptide ayant des propriétés 

antibactériennes. Les auteurs ont montré l’homogénéité de la distribution du peptide dans 

l’huile de silicone synthétisée en fonction de la concentration grâce à une hybridation avec la 

fluorescéine. En faisant varier la concentration en peptides dans l’huile, les résultats obtenus 

ont montré un niveau satisfaisant des propriétés antibactériennes du PDMS créé mais aussi 

une très bonne adhésion des fibroblastes sur le PDMS biofonctionnalisé avec la séquence RGD. 

Les trois méthodes de fonctionnalisation grâce aux peptides sont illustrées en Figure 36. 

Figure 36 : Les méthodes de biofonctionnalisation du PDMS avec des peptides d'adhésion.  
Issu de (265) 
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Parmi les peptides les plus couramment utilisés, on retrouve donc la séquence RGD (Arg-Gly-Asp) 

(259,269–273), mais aussi la séquence YIGSR (Tyr-Ile-Gly-Ser-Arg-Cys) (259,272,274) et la séquence 

IKVAV (Ile-Lys-Val-Ala-Val) (273,275,276). La séquence RGD reste la plus employées et beaucoup 

d’étude ont été développées pour synthétiser des dérivés de plus en plus efficaces en complétant la 

séquence peptide avec d’autres acides aminés ou en modifiant la stéréochimie des ligands (277–279).  

La concentration des séquences peptidiques utilisées joue également sur le niveau de 

biofonctionnalisation qui module l’adhésion cellulaire et la différenciation des myoblastes (270,278). 

Ainsi, Rowley et al. (270) ont biofonctionnalisé des gels d’alginates avec la séquence RGD et ont 

paradoxalement montré un effet négatif de la concentration sur la qualité de la biofonctionnalisation. 

En effet, cette étude a montré que plus la concentration des peptides RGD est importante, moins les 

myoblastes C2C12 ont la possibilité de se propager dans la matrice. Il semblerait que la réponse à la 

modulation d’intensité du réseau cellulaire, induit par des concentrations différentes de peptides soit 

dépendante du type cellulaire. En effet, des études antérieures sur hépatocytes et des cellules 

endothéliales montrent une réponse opposée face à l’augmentation de la densité peptidique (280). Le 

type cellulaire n’est pas seul en cause. L’hydrogel utilisé intervient également dans cette réponse 

cellulaire à différent niveau de concentration de peptides (106).  

En accord avec ces constations, Santos et al. (278) , ont fait varier la densité de peptides RGD dans 

leurs gels d’alginate et ont montré qu’une trop grande densité de peptide, bien qu’elle permette aux 

cellules de s’allonger grâce à l’augmentation des points d’attache, pourrait avoir un impact négatif sur 

la prolifération. Dans le modèle idéal, la densité des peptides RGD serait donc différente entre l’étape 

de prolifération et de différenciation, ce qui, expérimentalement, est difficile à mettre en place.  
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Partie expérimentale 

L’objectif principal du projet est de mettre en place un modèle musculaire in vitro permettant 

d’évaluer l’effet de l’étirement sur les myotubes humains. Le projet est subdivisé en 3 sous-objectifs : 

le premier consiste à la production d’un support flexible en silicone présentant des microstructures en 

surface. Ces microstructures servent ensuite de guide pour les myoblastes afin qu’ils se différencient 

et fusionnent en myotubes alignés entre eux. Le deuxième sous-objectif consiste à s’assurer que les 

myotubes aient une bonne adhérence sur le support microstructuré. Ceci avec l’objectif que les 

myotubes soient suffisamment accroché au silicone pour ne pas se décoller lors de l’étirement 

mécanique. Enfin le dernier sous-objectif est la mise en place d’un protocole d’étirement en contrôlant 

les différents paramètres (amplitude, fréquence, durée) de telle sorte à avoir un effet sur la 

différenciation et la maturation des myotubes.  

Matériels et Méthodes  

Purification et culture des myoblastes humains primaire 

Les myoblastes primaires humains nécessaires et cette étude ont été isolés et mis en culture à partir 

de biopsies de quadriceps d’adultes jeunes sans pathologie musculaire et suivis au CHU de Montpellier 

(France) après accord du comité d’éthique. Les biopsies musculaires (environ 50 µg) ont ensuite été 

découpées et mises en boites de culture recouvertes avec du Matrigel®. Les tissus ont ensuite été 

purifiés selon un protocole classiquement utilisé dans l’équipe de PhyMedExp grâce au tri cellulaire 

magnétique en ciblant le marqueur CD56+  afin d’obtenir une solution de cellules satellites musculaires 

humaines (281). Ce pool de cellule est alors mélangé dans une solution de sérum de veau fœtal (SVF) 

dilué dans du DMSO (diméthysulfoxide) et congelé progressivement à -80°C (Mr. Frosty™, Nalgene 

Scientific, Pittsburgh, PA, USA). Avant chaque culture cellulaire, les myoblastes sont préalablement 

décongelés et ensemencés dans une boite de Petri recouverte avec du collagène. Les membranes 

microstructurées sont nettoyées à l’éthanol, déposées dans des boites de Petri et stérilisées sous 

exposition aux rayons UV pendant 15 min. Dans un premier temps, les cellules sont cultivées sur des 

membranes déposées dans des boites de Petri de 35mm avec une concentration de 105 cellules par 

boites. Dans un second temps, des boites de 12 puits sont utilisées en gardant la concentration de 105 

cellules par puits. Les cellules sont cultivées dans du DMEM/F12 (Dulbecco's Modified Eagle 

Medium/Nutrient Mixture F-12) avec 10% de SVF, 0,2% d’Ultroser G et 0,2% de facteur de croissance 

humain à 37°C dans un air humidifié à 95% et une teneur en CO2 de 5%. Après 3 jours la confluence 

est généralement atteinte et le milieu de culture est renouvelé avec une solution de DMEM/F12 et 5% 
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SVF pendant 3 à 5 jours. Dans le cadre de ce travail, lorsque les membranes sont soumises à un 

étirement mécanique, afin de stimuler la différenciation des myoblastes primaires humains, le milieu 

DMEM/F12 et 5% SVF est renouvelé. 

Coatings avec du Matrigel® 

Pour favoriser l’adhésion cellulaire, les supports microstructurés peuvent être recouverts d’un 

hydrogel. Pour cela, 4 mL une solution de Matrigel® (Corning, New York, NY, USA) à 5µg/mL est versée 

sur les membranes préalablement déposées dans une boite de Petri de 35mm de diamètre. La boite 

est introduite dans un incubateur pendant 4h de telle sorte à former théoriquement une couche de 

quelques micromètres en surface des membranes microstructurées. Cette couche reste cependant 

plus fine que les microstructurations c’est-à-dire inférieure à 10µm.  

Immunofluorescence 

Les myotubes obtenus par culture sur support microstructuré sont lavés dans une solution de PBS à 

1% BSA et fixés dans une solution de paraformaldéhyde à 2%, puis perméabilisés dans une solution de 

PBS + 0,25% Triton X-100 à température ambiante. Les myotubes sont ensuite incubés avec un 

anticorps de souris monoclonal anti-Troponin T (1/200 ; Sigma-Aldrich) ou anti-α-actinine (1/200 ; 

Sigma-Aldrich) ou anti-desmine (1/200 ; Sigma-Aldrich) pendant 3h. Les myotubes sont ensuite 

incubés avec des anticorps secondaires de chèvre/singe/âne anti-souris avec un marqueur fluorescent 

(350 / 647 nm) (1/100 ; Thermo Fisher Scientific). Les noyaux sont marqués au DAPI (4,6-diamidino-2-

phénylindole) qui se lie aux bases adénine et thymine de l’ADN et les myotubes sont figés puis observés 

au microscope à épifluorescence Zeiss. 

Analyse d’image 

L’analyse des images d’immunoflurescence est effectuée sur le logiciel ImageJ. Les noyaux positifs au 

marqueur DAPI sont comptés sur chaque image ayant toutes la même taille pour comparer chaque 

condition. Le marquage à la Troponine T révèle la présence de protéines structurelles à l’intérieur du 

myotube. Ce marquage permet donc de montrer les myotubes différenciés pour ensuite déterminer 

le diamètre et la densité des myotubes, correspondant à la surface totale occupée par les myotubes 

sur chaque image. On définit l’index de fusion comme le rapport entre le nombre de noyaux présents 

dans les myotubes marqués à la troponine T par le nombre de noyaux totaux sur chaque image. L’angle 

d’orientation des myotubes est, quant à lui, mesuré en comparant l’axe de chaque myotube avec un 

axe vertical représenté par les microstructures qui sont naturellement fluorescente dans l’UV. 

Test statistique 
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Le nombre de noyaux, l’index de fusion, la densité de myotubes et le diamètre de ces derniers sont 

soumis à un t-test de student pour une distribution non-paramétrique car il se base sur la comparaison 

de moyennes entre deux groupes statistiques. Les résultats sont présentés en moyenne ± l’écart-type 

sur l’ensemble des valeurs mesurées. La significativité est définie avec un p-value < 0,02 (soit un risque 

de 2%). 

Extraction de l’ARN et RT-qCRP 

Les membranes sur lesquelles se sont développées les myotubes sont lavées au PBS et 1mL de TRIzol 

est rajouté permettant de déprotéiner et ainsi isoler l’ARN. Après plusieurs cycles de centrifugation (3 

min,10 000g, température ambiante), le surnageant est récupéré puis mélangé avec 0,2mL de CHCl3. 

L’Eppendorf est agité vigoureusement et centrifugé une nouvelle fois (15min, 10 000g, 4°C). Dans le 

tube, deux phases se sont formées, au-dessus la phase aqueuse contenant l’ARN, en dessous la phase 

organique contenant l’ADN et les autres composants cellulaires et à l’interface se situent les protéines. 

La partie supérieure est donc récupérée sans polluer la solution avec les protéines et 0,5mL 

d’isopropanol sont introduit pour précipiter les ARNs. La solution est incubée pendant une nuit à -20°C 

pour favoriser le processus de précipitation qui forme un culot blanc au fond du tube. Le surnageant 

est enlevé et 1mL d’éthanol à 75% est ajouté pour laver les ARNs puis la solution est centrifugée (5min, 

7500g, 4°C). L’éthanol (= le surnageant) est alors retiré et l’ARN est séchée à l’air libre sous hotte 

pendant 1h. Les ARNs sont enfin solubilisés dans 20µL d’eau ultrapure pendant 4h à 4°C. La solution 

est congelée à -20°C si le dosage d’ARN n’est pas effectué dans la foulée. Le procédé de transcription 

inverse est réalisé sur 500 ng d’ARN en utilisant un kit Takara (Takara Bio Europe, France) et la RT-qPCR 

est effectuée dans le LightCycler® 480 SYBR Green I Master (Roche Applied Science, France). 

Les ARNs sont amplifiées en utilisant les amorces regroupées dans le tableau 9.  

Tableau 9: Séquence nucléotides des amorces utilisées durant le projet de thèse. 

Nom du gène Séquence de l’amorce 

Sens Anti-sens 

MHC Ib GCCGAGTCCCAGGTCAACAAG TGAGCAGATCAAGATGTGGCAAAG 

MHC IIa TTTGTGCCTGTCTTCAGTCATTCC TTGCTGAGTCCCAGGTGAACAA 

MHC IIx CTGAGGGTGAAGAGCAGGGAGGT TTTTCACATTTTGTGCATTTCTTTGG 

MyoG ACCCCGTTCTATGATGG ACACCGACTTCCTCTTACACA 

Acta1 GACTTCTCAGGACGACGAATC CATTTTCTTCCACAGGGCTT 

 

Synthèse et Greffage des peptides 
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La synthèse des peptides est résumée dans un article de Pinese et al. (267) et présentée en annexe 

(Annexe 1). Brièvement, par un enchainement de protections et de déprotections de groupements 

chimiques, des acides α-aminés sont liés entre eux dans un ordre précis pour former des 

macromolécules en 3D. Une fois le peptide formé, ils sont fonctionnalisés avec des groupements silylés 

Les différentes séquences peptidiques sont ensuite silylées en extrémités de chaines pour permettre 

l’adhésion avec le PDMS. Une fois synthétisés, les peptides silylés sont conservés sous vide pendant 

quelques jours. En présence de l’humidité dans l’air, les groupements Si-OR peuvent se condenser 

entre eux produisant des liaisons Si-O-Si et former des agrégats insolubles en milieu acide. Dans ce cas, 

il est nécessaire de resolubiliser les peptides dans une solution basique et de les faire précipiter pour 

obtenir des peptides à nouveau solubles en milieu acide. 

Les peptides sont pesés et solubilisés dans une solution d’eau à 1% d'acide trifluoroacétique (TFA) / 

éthanol (15/85) de telle sorte à obtenir une concentration de 2 et 15 mmol/L pour les solutions de 

différents peptides. Le peptide RGD sélectionné pour le reste des expériences, a été préparé en 

plusieurs concentrations de 1, 10, 20 mg/mL soit respectivement 0,97, 9,7 et 19,3 mmol/L. Les 

membranes en silicones ont été ensuite activées par traitement plasma (100% O2 ; 0,6 mbar ; 13,56Hz ; 

80W ; 1 min) et greffées par le processus de dip-coating (montée et descente à 5cm/min). Les 

membranes fonctionnalisées ont été ensuite laissées à 50°C pendant 24h pour accélérer la création 

des liaisons covalentes entre les peptides et le PDMS. L’excédent de peptide a été retiré en les 

nettoyant avec une solution d’eau/éthanol (30/70). Ces membranes peuvent être conservées plusieurs 

jours puisqu’une liaison covalente est créée entre les peptides et le silicone. 

Méthode de caractérisation des couches de peptides 

Les images AFM ont été obtenues sur le Step 700 équipé un système AFM (Anton Paar GmbH, Autriche) 

en mode contact sur une surface d’analyse de 40x40µm². Chaque échantillon a été analysé en 3 points 

distincts à l’intersection entre la partie biofonctionnalisée et nue des membranes.  

Les analyses XPS ont été effectuées par l’équipe BIND de Vincent HUMBLOT au CNRS de Besançon. Les 

6 échantillons ont été envoyés et analysés selon la méthode décrite en Annexe 2. 

  



85 
 

Résultats et Discussion 

La mise en place du modèle in vitro s’est faite pour en tenter de répondre à plusieurs problématiques 

à la fois. La première concerne la microstructuration et les outils disponibles pour produire des 

supports qui sont à la fois flexibles et biocompatibles. La deuxième se focalise sur les caractéristiques 

topographiques optimales de ces supports pour favoriser au mieux l’alignement des myotubes 

humains obtenus en culture. La troisième porte sur l’optimisation de l’adhésion des myoblastes 

humains sur leur support microstructuré afin d’éviter tout décollement lors d’une application d’un 

stress mécanique de tension. Enfin, la dernière problématique évalue l’effet d’un étirement 

mécanique sur la prolifération et la différenciation des myoblastes primaires humains.  

Chapitre 1 : Comment microstructurer un support flexible ? 

Le choix du PDMS en tant que support de base a été choisi pour ses propriétés de biocompatibilité, de 

résistance mécanique, c’est-à-dire qu’il peut soutenir des forces suffisamment importantes pour être 

étiré sans rompre, tout en gardant une certaine flexibilité et de stabilité chimique permettant de le 

fonctionnaliser.  

Il existe plusieurs techniques pour microstructurer le PDMS comme le micro-wrinkling et la gravure au 

laser (Etude bibliographique, Chapitre 4). Cependant, la première technique présente souvent des 

problèmes de reproductibilité et la seconde nécessite du matériel de pointe. Dans le cadre d’un 

prototypage, la mise au point d’un support par ces techniques est onéreuse pour changer les différents 

paramètres topographiques. La gravure pourrait être plutôt envisagée une fois que le modèle est 

optimisé et qu’il faut produire des supports en masse. Une autre méthode consiste en un dépôt sur le 

PDMS d’un second polymère qui vient se greffer de façon covalente sur ce dernier et qui peut être 

microstructuré selon la topographie voulue. Cette seconde technique a été choisie et mise en place 

avec l’utilisation de l’EETMOS, un précurseur organominéral hybride qui présente une partie organique 

qui peut se solidifier par polymérisation et une partie minérale à base de silicium qui peut se lier de 

façon covalente avec le PDMS lorsqu’il est activé par traitement plasma et qu’il présente en surface 

des groupements -OH. Mais l’EETMOS en tant que tel ne peut pas être utilisé directement pour être 

microstructuré sur le PDMS. Il doit être activé par synthèse sol-gel pour former un sol, l’EETMol, dans 

lequel est ajouté un mélange de photoamorceurs pouvant ensuite être activé par un laser. Cette 

activation va polymériser la solution selon des motifs précis par photolithographie et est à la base de 

la microstructuration.  
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A) Synthèse de l’EETMol par procédé sol-gel 

L’EETMol représente le produit de synthèse sol-gel de l’EETMOS (2-(3,4 

epoxycyclohexylethyltrimethoxysilane) en milieu acide. Le protocole de synthèse est décrit dans un 

brevet de Ballet et al. (282). L’amorceur hybride est dilué dans une solution d’éthanol anhydre à 50% 

en masse puisqu’il n’est pas soluble dans l’eau. Une solution d’acide chlorhydrique à 0,1N est ensuite 

ajoutée goutte à goutte dans la solution pour activer le processus d’hydrolyse du précurseur hybride 

(création des groupements Si-OH). Ce mécanisme est poursuivi grâce à la présence d’eau dans la 

solution d’acide avec un ratio moléculaire [EETMOS : eau] = [1 : 10]. La solution est ensuite chauffée à 

60°C en milieu fermé et maintenue à cette température pendant 4h sous agitation pour catalyser la 

réaction. En parallèle de l’hydrolyse, l‘étape de condensation a lieu (Figure 37).  

Enfin, la solution contenant les précurseurs condensés entre eux est concentrée pour faire évaporer 

les solvants les plus volatiles. La pression est réduite en passant de 1 bar (pression atmosphérique) à 

75 mbar en utilisant un rotavapor avec un bain à 60°C. Cette étape permet d’obtenir des solution dont 

la concentration atteint 75% en masse d’EETMol. La concentration a un effet sur la viscosité et donc 

sur la capacité d’application de la couche par spin coating. Maitriser la concentration, c’est aussi 

s’assurer de la répétabilité de la solution entre chaque synthèse. En parallèle de cette réaction, 

Omnirad CPTX et Omnicat 250, les deux photoamorceurs, sont solubilisés dans du Dowanol® à 

respectivement 1.5% et 5% en masse de la quantité d’EETMOS, rendant ainsi ce polymère sensible à 

Figure 37 : Mécanisme de synthèse de l'EETMol par procédé sol-gel. 

EETMOS 
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la lumière UV. Le premier est un photosensibilisateur qui va être activé en présence d’une source UV 

à 375nm générant ainsi des radicaux en solution. Le second est un photo-initiateur qui va réagir avec 

ces radicaux pour former des acides (Figure 38a) à l’origine de la polymérisation des groupements 

époxydes de l’EETMOS (Figure 38b). La solution est mélangée sous ultrasons pendant 30 min à 50°C 

puis 4h sous agitation à température ambiante. Une fois que la solution d’EETMol est concentrée et 

refroidie, 35% en masse d’EETMOS de la solution de photoamorceurs est ajouté pour obtenir un 

produit liquide jaune visqueux. La solution d’EETMol peut être conservée à -15°C pendant plusieurs 

jours. Une fois la solution d’EETMol produite, elle doit ensuite être déposée sur le PDMS. Pour cela, ce 

dernier doit tout d’abord être activé par un traitement plasma pour permettre l’adhésion avec le 

polymère. 

B) Activation plasma du PDMS et dépôt de l’EETMol 

Figure 38: Mécanisme d'activation de la polymérisation de l'EETMOS. 1) Activation du premier photoinitiateur par 
énergie UV puis transfert du radical vers le second photoinitiateur qui produit un acide. 2) Polymérisation des 

groupements époxydes en milieu acide. 
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Le PDMS utilisé est une membrane Flexer® (Flexcell Company). La membrane en silicone est nettoyée 

à l’éthanol puis introduite dans une chambre à plasma Diener Electronic. Un flux à 100% d’oxygène est 

introduit à une pression partielle de 0,6 mbar. Un champs magnétique avec une fréquence de 13,56Hz 

est imposé avec une puissance de 80W. Les membranes sont activées pendant 1 minute, ce qui est 

suffisant pour générer des groupements -OH en surface (Figure 39). Puisque le processus d’activation 

du PDMS est réversible, la solution d’EETMol est immédiatement déposée sur la membrane par spin 

coating (Suss Microtec).  

Les paramètres de spin coating, ont été précédemment optimisé durant le projet de thèse d’Aurélien 

Flatres (283) pour obtenir une couche homogène d’environ 10 µm. L’épaisseur de la couche dépend 

de 2 paramètres : la vitesse de rotation et la viscosité de la solution. Plus la rotation sera élevée, plus 

le film sera fin. A l’inverse, plus la solution sera visqueuse, plus la couche sera épaisse. (Figure 40). 

Dans l’hypothèse de départ, les microstructures ont pour objectif de guider les myoblastes pour qu’ils 

s’alignent entre eux afin de fusionner en myotubes parallèles les uns aux autres. Il n’y a donc pas la 

nécessité de les restreindre en produisant des murs plus épais qu’un noyau cellulaire. C’est pourquoi, 

l’épaisseur moyenne de la couche initiale a été fixée entre 8µm et 10µm, ce qui correspond au 

diamètre moyen d’un noyau cellulaire. 

Quelques gouttes d’EETMol sont déposées sur la membrane en silicone et celle-ci est alors mise en 

rotation à 3250 tours/min pendant 20 secondes (accélération en 3 secondes et décélération 7 

secondes). Le film d’EETMol est alors préchauffé à 50°C pendant 5min. Cette étape de « soft-bake » a 

pour objectif de faire évaporer une partie du solvant comprise dans la couche et d’améliorer l’adhésion 

Figure 40: Principe de fonctionnement du dépôt par spin-coating. Quelques gouttes de solution sont déposées sur le 
substrat. Celui-ci est mis en rotation avec une vitesse contrôlée et par effet centrifuge, l’excès de solution est éjecté sur les 
côté pour finalement obtenir une couche homogène avec une épaisseur contrôlée. Une fois cette couche créée, le substrat 

est introduit dans un four pour une étape de « soft-bake » qui permet de faire évaporer les traces de solvant. 

Figure 39 : Activation du PDMS par un plasma d'oxygène. 
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sur le silicone en favorisant la création de liaison covalentes Si-O-Si. Une fois la solution déposée sur le 

silicone, l’EETMol peut être microstructuré par photolithographie.  

 

C) Photolithographie UV de l’EETMol 

La photolithographie UV se fait grâce à une machine d’écriture laser (Dilase 650, KLOE France) (Figure 

41).  Le système consiste en un ensemble de miroirs servant à focaliser le laser en un point précis tout 

en permettant de visualiser la trace à travers un microscope pour que l’utilisateur puisse s’assurer du 

bon fonctionnement de la machine. Le substrat est quant à lui déposé sur un plateau motorisé qui peut 

être contrôlé selon les axes x et y. Il est important que l’échantillon reste bien en place pendant 

l’écriture, c’est pourquoi un système d’aspiration est appliqué à travers le plateau motorisé. 

Dans un premier temps, des lignes parallèles d’une longueur et d’un espacement désiré sont 

modélisées grâce à un logiciel de DAO (Dessin Assisté par Ordinateur, KLOE SA software). Ce dessin est 

ensuite transféré directement à la Dilase pour être reproduit sur le dépôt. Le système est équipé d’un 

laser d’une longueur d’onde de 375nm avec une intensité de 100mW et un diamètre de 2µm. Lors de 

la photolithographie sur le dépôt d’EETMol (et sur tous les dépôts de manière générale), il est 

nécessaire de prendre en compte plusieurs paramètres pour obtenir des motifs précis et répétables. 

Dans un premier temps, la hauteur du point focal joue un rôle sur la résolution du motif, c’est-à-dire 

pour s’assurer que le diamètre du laser (ici 2 µm) soit au mieux reproduit sur le dépôt. Pour obtenir un 

motif le plus résolu possible, le point focal du laser doit se trouver au centre de l’épaisseur du film 

Figure 41 : Principe de fonctionnement de la Dilase 650. 
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(Figure 6). Sur cette figure, des croix ont été modélisées grâce au logiciel de DAO et le motif a été écrit 

avec la Dilase en faisant varier la hauteur du point focal de Δz.  

Si ce point focal est situé en dessous du film, le dessin présentera une forme en  (partie gauche de la 

Figure 42) tandis que si le point focal est situé au-dessus du film, celui-ci présentera une forme  (partie 

droite de la Figure 42). Ces formes sont cependant théoriques et dans la plupart des cas un simple 

élargissement des motifs est observé (extrémités de la frise jaune de la Figure 42).  

L’autre paramètre est la dose d’énergie appliquée au point focal. Ce paramètre se contrôle par la 

vitesse d’écriture (Figure 43a) et la puissance du laser (Figure 43b). Lorsque la vitesse est faible, le laser 

reste plus longtemps sur la zone du motif ce qui, par effet de dispersion de la lumière, active une partie 

plus large du motif. Le diamètre d’un faisceau laser est dépendant de la densité de puissance. Plus 

celle-ci sera importante, plus le diamètre sera large, ce qui explique les lignes plus épaisse alors que le 

point focal en z n’est pas changé.  

Figure 42 : Effet de la hauteur du point de focus sur la résolution du motif. 

Figure 43 : Effet (A) de la vitesse d'écriture et (B) de la puissance du laser sur la résolution du motif. 
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La synthèse sol-gel suit un protocole précis et cadré mais une très légère modification des conditions 

environnementales (taux d’humidité, température extérieure) peut avoir des conséquences sur la 

solution finale d’EETMol comme la viscosité car cela peut impacter les étapes d’hydrolyse et de 

condensation. Ainsi, pour s’assurer que l’écriture au laser reste la plus précise possible, un essai de 

mise au point pour déterminer les valeurs optimales de hauteur de focus, de vitesse d’écriture et de 

puissance du laser est effectué. Une fois ces paramètres optimisés, le motif est dessiné sur le dépôt et 

le support est introduit dans un four à 80°C pendant 15min pour favoriser la polymérisation des 

chaines époxydes qui viennent d’être activées et donc de favoriser la solidification du polymère. Les 

membranes sont enfin plongées dans un bain d’isopropanol de telle sorte à graver les échantillons. 

L’EETMol non-polymérisé est soluble dans ce solvant ce qui permet d’obtenir des lignes d’EETMol 

polymérisé sur une membrane en silicone nu (Figure 44).  

D) Observation au microscope des premiers supports microstructurés 

L’avantage principal d’utiliser la microstructuration sur PDMS par photolithographie laser est de 

pouvoir modifier facilement l’épaisseur et l’écartement des parois composant les sillons longitudinaux. 

Ainsi, avec cette technique, il est possible de créer un support « sur-mesure », de sillons longitudinaux, 

dont la géométrie est optimisée afin d‘obtenir, à partir d’une culture de myoblastes primaires humains, 

des myotubes bien alignés avec une différenciation de bonne qualité. Les supports microstructurés 

ont été caractérisés par simple observation au microscope optique équipé d’un système d’acquisition 

numérique (VHX-7000, Keyence). Il est alors possible de visualiser les microstructurations pour 

mesurer les dimensions géométriques (longueur, espacement) mais aussi d’obtenir une vue 

topographique en 3D des supports pour mesurer la hauteur des microstructurations. La toute 

première étape, afin d’obtenir des microstructures avec une bonne résolution pour avoir une largeur 

autour de 10 µm, consiste à effectuer un test de focus et de puissance du laser qui va insoler la résine 

d’EETMol préalablement déposée sur le support de silicone. Pour cela, la puissance du laser est variée 

entre P = 20% et P = 100% avec un pas de 20 (Figure 45), la hauteur entre 4,39 et 4,43 mm avec un pas 

Figure 44: Photolithographie UV du film d'EETMol sur le PDMS. Après dépôt du film d’EETMol sur la membrane en PDMS par 
spin coating (à gauche), il est activé par photolithographie UV (au centre) et après un passage à 80°C pendant 15min et un 

lavage dans un bain d’isopropanol, les microstructures d’EETMol sont révélées (à droite). 
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de 0,01 mm et une la vitesse d’écriture est fixée à 2 mm/s. Nous avons décidé de ne pas modifier le 

paramètre vitesse et uniquement modifier la puissance du laser pour atteindre la dose optimale.  

Lorsque la puissance est trop importante (P=100), il n’y a plus de lignes distinctes mais uniquement un 

seul bloc dont l’interligne est difficile distinguer et pratiquement impossible à dissoudre avec un 

solvant pour obtenir des lignes séparées les unes des autres. Cela signifie que l’énergie fournie par le 

laser s’est propagée au-delà du motif et les espèces acides ont diffusées dans les zones avoisinantes. 

A l’inverse, lorsque la puissance est plus faible (P=60), les lignes qui constituent les parois entre 2 

sillons, sont plus distinctes, et à plus faible puissance (P=20) la largeur des lignes est plus fines, ce qui 

est le but recherché. Il est nécessaire de trouver le bon compromis entre une lignes suffisamment fine 

et précise sans pour autant qu’elle se décolle du PDMS car en diminuant la largeur des lignes, nous 

diminuons aussi la surface de contact entre l’EETMol et le PDMS ce qui rend les microstructures plus 

sensibles au flux de solvant lors du lavage à l’isopropanol. En ce qui concerne la hauteur du laser, on 

observe qu’en positionnant le laser à 4,37 mm, on obtient les lignes les plus fines (Figure 46). En 

descendant encore plus bas, on arrive à la zone ou l’épaisseur des lignes augmente signifiant que l’on 

est à la hauteur de focus idéale pour la résine. 

Figure 45 : Variation de la puissance du laser de 20% à 100% et son effet sur la résolution des motifs. 
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Une fois les paramètres optimaux trouvés (hauteur du focus, puissance, vitesse), les lignes peuvent 

être tracées en faisant varier leur espacement (Figure 47).  

Figure 46 : Effet de la hauteur du point de focus du laser sur la largeur des microstructures. 

Figure 47: Microstructuration du PDMS avec des lignes d'EETMol espacées entre 30 et 100µm. 
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E) La viabilité des myoblastes primaires humains sur les supports 

microstructurés 

Une fois les membranes microstructurées, il faut s’assurer que le système est viable pour que les 

myoblastes primaires humains puissent y adhérer et proliférer. En effet, les deux photoamorceurs 

peuvent avoir des propriétés cytotoxiques en fonction de leur concentration, et il faut donc trouver le 

bon équilibre entre une bonne efficacité de photolithographie et la survie des myoblastes. Pour 

s’assurer que les quantités utilisées dans le protocole sont bonnes, un Pierce LDH Cytotoxicity Assay 

Kit (Thermo Scientific) est utilisé. Son principe se base sur le dosage du lactate-déshydrogénase (LDH), 

une enzyme naturellement présente dans la plupart des cellules. Si la membrane plasmique des 

cellules est endommagée par une substance cytotoxique, le LDH est libéré dans le milieu et le kit 

permet de doser la quantité de LDH présent dans le milieu à l’aide d’une réaction enzymatique qui 

produit après deux réactions chimiques du Formazan, une molécule détectable à une longueur d’onde 

de 490 nm. Ainsi, plus la quantité de LDH dans le milieu est importante, plus la production de Formazan 

est importante et donc plus il sera détecté au spectromètre UV. Pour évaluer cette viabilité, un 

contrôle négatif contenant le Formazan a été utilisé (Ctrl -), et le milieu de culture après 3 jours de 

prolifération sur une membrane en PDMS non-microstructurée (PDMS) et microstructurée (PDMS + 

EETMol) a été récupéré, centrifugé et testé selon le protocole du kit. Les résultats sont résumés dans 

la figure 48a. On observe que le contrôle négatif à une absorbance proche de 1 ce qui signifie que le 

Formazan est présent en grande quantité. Les deux autres échantillons sont significativement plus bas 

ce qui montre la viabilité du PDMS à la fois microstructuré et non-microstructuré. En parallèle, les 

cellules ont été fixées, marquées au DAPI et analysées par immunofluorescence pour évaluer la 

prolifération (Figure 48b). Après 3 jours de prolifération, le nombre de cellule est sensiblement égal 

dans les deux conditions ce qui démontre que les supports microstructurés sont viables pour la culture 

de myoblastes primaires humains. 

  

Figure 48 : Viabilité des myoblastes primaires humains sur un support en PDMS microstructuré avec de l'EETMol 

A B 
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Chapitre 2 : Quel topographie favorise au mieux l’alignement ? 

Il est donc maintenant important de faire varier les dimensions des microstructures en termes de 

hauteur et d’espacement afin d’obtenir des myotubes les plus alignés possibles avec un impact négatif 

minimum sur leur morphologie naturelle, dans un but de se rapprocher des conditions des fibres 

musculaires in vivo.  

A) Impact de la microstructuration en sillon longitudinal du support sur la 

culture cellulaire des myoblastes primaires humains.  

Pour évaluer l’effet des microstructurations sur le développement myogénique, des myoblastes 

primaires humains ont été ensemencés sur une membrane avec des microstructurations espacées 

dans un premier temps de 50 µm, l’espacement considéré comme optimal dans la thèse d’Aurélien 

Flatres (283). Le support est recouvert d’une fine couche d’environ 5µm de Matrigel® pour améliorer 

la prolifération et la différenciation des myoblastes. La concentration en Matrigel® reste suffisamment 

faible pour ne pas former une matrice en 3D englobant les microstructures, et ce dans le but de 

s’assurer de ne pas perdre l’effet de guidage des microsillons. Les myoblastes sont mis en prolifération 

pendant 3 jours puis en différenciation pendant 4 jours. Les myotubes sont ensuite fixés et marqués 

pour révéler la troponine T, l’α-actinine et les noyaux cellulaire (Figure 49).  

On observe sur la Figure 49a, sans microstructuration, que les myotubes sont orientés de manière 

totalement aléatoire, qu’ils ne sont pas homogènes au niveau de leur diamètre et semblent courts. A 

l’inverse, on remarque que la présence d’une microstructuration augmente la quantité de Troponine 

T (en rouge), induit un alignement des myotubes entre eux, et augmente leur longueur (Figure 49b). 

On remarque même que, pour certaines fibres, leurs extrémités se situent en dehors du champ. Enfin 

leur diamètre est plus homogène.  

On remarque sur la figure 49c qu’à l’extrémité des sillons, lorsque les myotubes ne sont plus guidés, 

ils reprennent leur direction aléatoire ainsi qu’un diamètre hétérogène, en accord avec une 

précédente étude sur culture cellulaire C2C12 (284). Ces résultats s’expliquent par le fait qu’en 

absence de guidage, les myotubes peuvent s’allonger dans toutes les directions du plan, tandis qu’avec 

un guide, ils ont tendance à le suivre par effet de bord. Cet effet s’explique par le fait que les 

myoblastes peuvent s’accrocher à la fois sur la surface du PDMS mais aussi aux microstructures en 

EETMol. Ainsi, ils ont plus de points d’accroche, ce qui est recherché pour favoriser leur prolifération. 

Le marquage troponine montre donc l’effet positif direct de la microstructuration sur la différenciation 

des myotubes humains.  
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Compte tenu de l’incertitude, nous avons remarqué que la microstructuration, ne semble pas modifier 

significativement le nombre de noyaux. Des mesures ont été effectuées sur 5 images par conditions et 

960 ± 125 noyaux par images de 1388x1040 µm² ont été comptés pour le contrôle non-microstructuré 

contre 995 ± 60 noyaux par images 1388x1040 µm² pour l’échantillon microstructuré. Cela montre que 

les microstructures n’ont pas d’effet négatif sur la prolifération des myoblastes. Cependant, cette 

topographie en microsillons longitudinaux trouve son intérêt au moment de la différenciation pour 

deux raisons distinctes :  

- Elle favorise l’adhésion des myoblastes, qui se retrouvent en plus grande concentration dans 

les zones microstructurées ce qui réduit l’espace entre chacun favorisant alors leur fusion (109) (Figure 

49c).  

- Elle induit un effet de guidage, permettant aux myoblastes de fusionner avec leurs voisins 

selon un seul axe longitudinal, augmentant ainsi la longueur des myotubes. En effet, lorsque la 

membrane est non-microstructurée, les myotubes ont tendance à se développer dans le sens de la 

largeur en essayant d’augmenter leur surface d’adhésion avant ensuite de prendre en volume (285). 

Figure 49: Effet de la microstructuration sur l'alignement et la quantité des myotubes produits. (Ici, espacement de 50µm) 
En bas, l’extrémité des microstructures (en bleu). 

C 
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Ces résultats sont conformes à la littérature (71,109,240,286) et mettent en avant l’effet de la 

topographie sur la différenciation des myotubes humains. 

B) Impact de géométrie des microstructures sur la différenciation des 

myoblastes primaires humains 

Cette étude est divisée en deux parties. La première consiste à évaluer l’effet de l’espacement entre 

les microstructures et la seconde permet d’évaluer l’effet de la hauteur des microstructures sur la 

différenciation des myoblastes primaires humains.   

EFFET DE L’ESPACEMENT DES MICROSTRUCTURES  

Pour cette première partie d’étude, 4 échantillons dont les espacements sont respectivement de 25 

µm, 50 µm, 75 µm et 100 µm ont été produits avec une hauteur de 8 µm. L’échantillon contrôle 

représente une membrane en PDMS non-microstructurée. Les 5 échantillons ont ensuite été 

recouverts d’une couche de 5µm Matrigel® puis mis en prolifération pendant 3 jours suivi d’une 

différenciation pendant 4 jours. Les myotubes ont été ensuite fixés et marqués pour révéler la 

troponine T, l’α-actinine et les noyaux cellulaire. Les paramètres évalués pour chaque écartement ont 

été le diamètre moyen des fibres, le taux de fusion (rapport entre le nombre de noyaux dans les fibres 

et le nombre de noyaux totaux), la quantité de myotubes produits (aire des myotubes) et la répartition 

en fonction de leur alignement suivant l’axe principal des microsillons. Les mesures d’aire et le calcul 

du taux de fusion sont effectuées sur 3 images par condition. La manipulation a été répétée deux fois. 

Les mesures de diamètre sont effectuées sur environ 6x30 myotubes par condition, ce qui représente 

près de 180 mesures. Une condition est considérée significative lorsque p < 0,02 (test de student). 

La figure 50 montre une nouvelle fois l’effet d’un support microstructuré sur la quantité de myotubes 

produits, et le taux de fusion par rapport un support non-microstructuré. De plus, on remarque une 

diminution de la quantité de myotubes avec une aire qui passe de 1,37 ± 0,70 mm² à 1,06 ± 0,84 mm² 

quand on passe respectivement de 25 à 100 µm d’écartement entre les parois des microsillons (p = 

0,000003). On retrouve aussi la même tendance pour le taux de fusion avec une diminution de 79 ± 2 

% à 68 ± 1 % respectivement quand on passe de 25 µm à 100 µm d’écartement (p = 0,00008).  
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Ces premiers résultats suggèrent qu’il y a une corrélation négative entre l’espacement des parois des 

sillons et la quantité de myotubes produits et le taux de fusion (Figure 51), qui sont 2 paramètres qui 

décrivent le même phénomène : plus les microstructures sont espacées, moins il y a de myotubes 

produits.  

Ces résultats sont en accord avec d’autres études qui suggèrent qu’en réduisant l’espacement  entre 

les parois des microsillons, la distance entre deux myoblastes est elle aussi réduite ce qui favorise leur 

fusion et augmente la densité des myotubes (42,63). Il est à noter qu’en utilisant des canaux d’hydrogel 

pour favoriser l’alignement, l’effet de la largeur est inverse puisque les taux de fusion les plus hauts 

ont été observés dans les canaux les plus larges (287,288).  

Figure 51 : Corrélation négative entre l'espacement et, à gauche, la quantité de myotubes produits, à droite, le taux de 
fusion. 

Figure 50: Effet de l'espacement des microstructurations sur la quantité de myotubes et le taux de fusion. Les mesures 
d’aire et le calcul du taux de fusion sont effectuées sur 3 images par condition, la manipulation a été répétée deux fois. 

Dans les deux graphiques, p<0,02 pour le Ctrl par rapport aux 4 autres conditions. 

* 

* 
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A l‘inverse des 2 précédents paramètres, comme la figure 52 le montre, on observe par rapport au 

contrôle, que le support microstructuré avec un espacement de 25 µm produits des myotubes ayant 

un diamètre moyen significativement plus faible un effet négatif sur le diamètre moyen des fibres, qui 

est statistiquement significatif pour l’écartement le plus faible avec un diamètre de 19,3 ± 0,7 µm pour 

l’échantillon à 25µm et 23,7 ± 0,8 µm pour l’échantillon à 50µm (p = 0,00003). On remarque également 

que la dispersion des mesures représentée par l’écart type du diamètre moyen des fibres est le plus 

importante pour les écartements des sillons les plus grands tout en restant inférieur à celui obtenu 

pour la culture sur le contrôle avec des valeurs passant de 0,7 à 1,9 µm pour des écartements de 25 à 

100 µm, et une valeur à 2,8 µm pour la culture sur support lisse.  

Ces résultats montrent que par effet de contrainte, lorsque les microstructurations sont trop proches 

les unes des autres, elles créent une contrainte stérique qui limite la croissance sur un axe transversal 

des fibres musculaires en culture, avec réduction de leur diamètre. Une étude justifie cette diminution 

du diamètre par une diminution du nombre de cellules ensemencées dans les sillons, induisant, après 

fusion, un nombre de noyaux plus faible dans chaque myotube (113). L’effet de contrainte stérique de 

la microstructuration apporte également une distribution en taille des diamètres plus étroite, ce qui 

peut présenter un intérêt important dans l’évaluation de l’effet d’une pathologie ou d’une 

thérapeutique sur la fonction de régénération des cellules satellites obtenues par biopsie et mise en 

culture. En s’assurant que le diamètre des myotubes est homogène dans la condition, sans que cela 

soit induit par le support (dans le cas du 25µm), cela permet de comparer les cellules provenant d’un 

patient sain et d’un patient atteint d’une pathologie et d’observer une différence dans la valeur du 

diamètre moyen. 

Figure 52: Effet de l'espacement entre les microstructurations sur le diamètre moyen des myotubes. Les 
mesures de diamètre sont effectuées sur environ 6x30 myotubes par condition, ce qui représente environ 

180 mesures. Dans les deux graphiques, p<0,02 pour le 25µm par rapport aux 4 autres conditions. 

 

* 
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Enfin, l’effet de l’espacement sur la qualité de l’alignement des myotubes a été aussi évalué. Pour cela, 

pour chaque myotube, l’angle entre sa direction et celle du microsillon a été mesuré sur ImageJ. Les 

myotubes ont été ensuite réparties dans différent groupe en fonction de son angle de déviation par 

rapport à l’axe principale du microsillon. Chaque groupe représente une variation d’angle de 5° ([- 30° 

: - 25°] ; [- 25° : - 20°] ; […] ; [20° : 25°] ; [25° : 30°]). Pour chaque groupe la fréquence d’apparition a 

été calculée et les résultats sont présentés dans la Figure 53. Chaque mesure d’angle a été effectuée 

sur environ 6x30 soit 180 myotubes par conditions. On peut noter que plus les sillons sont larges, plus 

les myotubes ont tendance à dévier de l’axe principal de la microstructure (jusqu’à 25° pour 100µm 

contre 10° au plus pour 25µm). 

Ainsi nos résultats sur l’effet de l’écartement des parois de microsillons gravés sur un support de 

culture cellulaire, montrent que ces microstructurations favorisent la différenciation des myotubes 

humains. L’espacement joue aussi un rôle directe sur le taux de fusion et la quantité de myotubes 

produits puisque plus l’espacement est large, moins il y a de myotubes et à l’inverse, c’est lorsqu’il est 

le plus étroit que le taux de fusion et la quantité de myotubes sont les plus élevés.  

Concernant le diamètre des fibres obtenues, nos résultats montrent un effet de contrainte limitant la 

croissance des fibres sur leur axe transversal, réduisant leur diamètre de façon significative, pour un 

écartement de 25 µm. Cela indique qu’avec cet espacement, l’objectif de produire des myotubes avec 

une morphologie la plus proche de celle retrouvée naturellement in vivo n’est pas atteint. Enfin, nous 

Figure 53: Effet de l'espacement sur l'alignement des fibres. A) le diagramme de dispersion des myotubes en fonction de leur 
déviation par rapport à l’axe principal du microsillon. B) les images d’immunofluorescence comparatives entre 25µm et 

100µm. Les cercles jaunes représentent les déviations significatives. Chaque mesure d’angle a été effectuée sur environ 6x30 
soit 180 myotubes par conditions. 

200 µm 
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100µm 
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montrons également que pour obtenir un alignement satisfaisant des myotubes, l’espacement entre 

la paroi des microsillons doit être inférieur à 100 µm.  

Le domaine le plus favorable se situe donc entre 50 µm et 75 µm. Pour la suite des expériences 

(Chapitre 3c et 4), le diamètre est fixé à 75 µm afin de laisser assez de place aux myotubes pour se 

développer normalement tout en guidant leur alignement.  

EFFET DE LA HAUTEUR DES MICROSTRUCTURES 

Nous avons précédemment effectué un choix de hauteur des microstructures suite aux travaux de 

thèse d’Aurélien Flatres (283). Cette partie est consacrée à la validation de ce choix. Plusieurs études 

ont montré que l’effet de guidage pouvait avoir lieu au niveau nanométrique et micrométrique (91,96), 

il est important de vérifier si, dans notre modèle, la hauteur des microstructures joue un rôle sur la 

différenciation et la morphologie des myotubes humains produits. cellulaire. Cette épaisseur a été 

confirmée par un profil topographique effectuée grâce au microscope optique couplé avec un logiciel 

de modélisation 3D (Figure 54).  

Il est possible de faire varier l’épaisseur de la couche d’EETMol en réduisant la quantité de solvant dans 

le sol permettant d’obtenir des épaisseurs pouvant aller jusqu’à 30µm pour la vitesse de rotation de 

spin-coating la plus faible. Des membranes ont été produites en faisant varier l’épaisseur des 

microstructures entre 2 µm et 30 µm pour un même écartement choisi de 75 µm, puis mises en culture 

pendant 3 jours de prolifération et 4 jours de différenciation. A la fin de la culture, les myotubes sont 

fixés et marqués en immunofluorescence pour révéler la Troponine T et les noyaux cellulaires. Le taux 

Figure 54: Profil topographique d'un support microstructuré. 
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de fusion est alors calculé et l’aire des myotubes ainsi que leur diamètre sont mesurés à l’aide d’un 

logiciel de traitement d’images. 

Le tableau 10 montre l’effet de la hauteur des microstructures sur le taux de fusion et sur le diamètre 

moyen des myotubes. La hauteur n’a donc pas d’effet significatif sur la différenciation des myotubes 

humains. Nous avons donc décider de rester sur l’hypothèse de base avec une hauteur située entre 8 

µm et 10 µm car cette hauteur est proche de celle du diamètre du noyau qui peut s’accrocher tout le 

long de la paroi et augmenter ainsi son adhésion. Une hauteur plus élevée aurait aussi été possible 

mais ces hauteurs sont plutôt retrouvés dans les modèles possédant plusieurs couches cellulaires 

(289). 

Tableau 10: Effet de la hauteur sur la différenciation des myotubes humains 

Hauteur Diamètre moyen (µm) Taux de Fusion Aire des myotubes (mm²) 

2µm 23,7 ± 0,9 72 ± 4 % 1,00 ± 0,74 

8µm 23,9 ± 0,6 74 ± 1 % 1,18 ± 0,84 

20µm 22,9 ± 1,2 74 ± 2 % 1,19 ± 0,48 

30µm 23,9 ± 1,1 71 ± 2 % 1,04 ± 0,80 

 

L’espacement ainsi que la hauteur des microstructures ont donc été optimisés pour obtenir une 

quantité maximale de myotubes, alignés, avec un diamètre homogène autour de 23 µm. Les 

dimensions choisies pour la suite sont donc un espacement de 75 µm et une hauteur autour de 8 µm.  
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Chapitre 3 : Comment améliorer l’adhésion des myoblastes sur le 
support PDMS-EETMol microstructuré ? 

Le PDMS étant hydrophobe, il est indispensable de le biofonctionnaliser pour s’assurer d’une bonne 

adhésion des myoblastes, puis des myotubes pour garantir qu’ils ne se détachent pas de leur support 

lors de l’étirement.  

A) Le greffage de peptides d’adhésion 

Au cours de ma thèse, une collaboration avec l’IBMM et l’équipe de Gilles Subra a vu le jour. Ils 

produisent des peptides bioactifs dont la particularité est qu’ils sont fonctionnalisés en leurs 

extrémités avec des groupements siloxanes (-Si-(OEt)3) ce qui leur confère la possibilité de créer des 

liaisons covalentes avec le PDMS oxydé en sufrace. Deux peptides favorisant l’adhésion cellulaire 

(259,269,271) et présentant les séquences GRGDSP (Gly-Arg-Gly-Asp-Ser-Pro) (Figure 55) et GYIGSR 

(Gly-Tyr-Ile-Gly-Ser-Arg) (Figure 56) ont été synthétisés.  

Parmi les trois méthodes de biofonctionnalisation mentionnées dans la partie bibliographique (Etude 

bibliographique, Chapitre 4). L’adsorption ne produisant pas de liaisons covalentes avec le support et 

utilisant des membranes en silicone industrielles prêtes à l’emploi le greffage a été choisi. Les supports 

en silicone, préalablement activés par traitement plasma, sont trempés par dip coating dans une 

solution contenant les peptides de concentration connue. La partie silylée est hydrolysée en milieu 

Figure 55 : Peptide GRGDSP silylé. Entourée en rouge, la séquence d'intérêt RGD. 

Figure 56: Peptide GYIGSR silylé. Entourée en rouge, la séquence d'intérêt YIGSR. 
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acide pour présenter des liaisons Si-OH qui réagissent avec les -OH en surface du PDMS pour former 

par condensation des liaisons covalentes SI-O-Si, tout comme dans le procédé sol-gel. La synthèse des 

peptides et leur greffage sur le PDMS sont abordés dans un paragraphe méthodologique. 

B) Effet de la séquence peptidique greffés au PDMS sur la prolifération des 

myoblastes primaires humains en culture 

L’effet des peptides sur la prolifération a d’abord été évaluée en comparant l’impact sur le nombre de 

noyaux obtenus en culture. Deux types de peptides (RGD ou YIGSR) ont été étudiés par rapport à une 

membrane en PDMS seule (Ctrl -) ou recouvert par du Matrigel® (Ctrl +). Pour cette expérience aucune 

membrane n’était microstructurée. Les résultats après 3 jours de prolifération sont illustrés en Figure 

57 et résumés dans la Figure 58. 

On n’observe pas de différence significative entre les 4 conditions (p = 0,09 et 0,27 pour RGD par 

rapport à respectivement Ctrl+ et Ctrl- ; p = 0,023 et 0,14 pour YIGSR par rapport à respectivement 

Ctrl+ et Ctrl- ; p = 0,27 entre RGD et YIGSR). L’adhésion des myoblastes aux supports biofonctionnalisés 

(RGD ou YIGSR) n’est pas meilleure que sur le PDMS nu, ce qui peut être expliqué par deux hypothèse : 

soit la biofonctionnalisation n’a pas réussi, soit les peptides n’ont pas d’effet particulier sur la 

prolifération des myoblastes primaires humains. Cependant, il convient de noter que l’on observe 

certaines zones avec une forte densité de myoblastes (en jaune) et d’autres zones où il n’y en a pas 

Figure 57: Visualisation par immunofluorescence de l'effet des peptides sur la prolifération. En jaune 
les clusters de myoblastes et en vert les zones vides. 
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(en vert) ce qui suggère que les myoblastes se développent par agglomérats. Ce phénomène amène 

l’hypothèse selon laquelle les peptides ne seraient pas déposés de manière homogène sur la surface 

de la membrane mais plutôt par grappes qui présentent alors une plus grande densité de séquences 

peptidiques favorisant l’adhésion des myoblastes dans ces zones-là puisque les cellules reconnaissent 

naturellement la séquence RGD. Ces grappes pourraient être dûes à une gène stérique du peptide qui 

empêche la réaction de condensation avec le PDMS lorsque le côté silylé est pas ou peu accessible. 

Dans ce cas, le peptide n’est pas accroché au support et est retiré au moment du lavage post-greffage. 

Il est aussi possible que certains peptides se condensent entre eux plutôt qu’avec le PDMS ce qui réduit 

alors la quantité de peptides disponibles pour se greffer au support.  

Ensuite, la Figure 59 montre que le taux de fusion, et le diamètre moyen des myotubes ne sont pas 

impactés par le greffage des peptides ou le Matrigel®.  

Figure 59: Effet de la biofonctionnalisation sur le taux de fusion et le diamètre moyen des myotubes humains. Le calcul du 
taux de fusion est effectué sur 3 images par conditions, la manipulation a été répétée deux fois. Le diamètre a été mesuré 

sur environ 6x30 soit 180 myotubes par conditions. 

Figure 58: Quantification de la prolifération en fonction de la biofonctionnalisation du support. 
Le nombre de noyaux a été compté sur 3 images de 1388x1040 µm² par conditions et la 

manipulation a été répétée deux fois. 
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Cependant, on observe un impact direct du peptide RGD sur la production de myotubes puisque l’aire 

des myotubes est significativement plus importante par rapport à la membrane nue (Figure 60) 

impliquant un nombre de myotubes plus important.  

Cette production de myotubes est même plus importante que la membrane recouverte de Matrigel®. 

Ces résultats préliminaires suggèrent donc que les peptides et plus précisément la séquence 

peptidique RGD pourrait être une alternative viable au Matrigel® pour la culture de myotubes humains.  

C) Effet combiné de la biofonctionnalisation par greffage de peptide et du 

revêtement de Matrigel® sur la prolifération des myoblastes primaires 

humains en culture 

L’étape suivante est de savoir s’il est possible d’obtenir une synergie entre le greffage des peptides et 

le revêtement en Matrigel®. Pour cela, seul le peptide RGD a été sélectionné pour la 

biofonctionnalisation car il présente de meilleurs résultats que l’YIGSR sur la quantité de myotubes 

produits (Figure 60). Dans cette expérience, une membrane nue de PDMS a été utilisée en tant que 

contrôle négatif (Ctrl -), une membrane microstructurée non-biofonctionnalisée en tant que contrôle 

positif (µCtrl), et deux membranes biofonctionnalisées avec des peptides RGD avec et sans Matrigel® 

(respectivement µRGD + M® et µRGD). De façon similaire, le taux de fusion, la quantité de myotubes 

(Figure 61) et le diamètre moyen (Figure 62) ont été quantifiés pour évaluer la différenciation des 

myotubes humains et regroupés dans le tableau 11.  

 

Figure 60: Effet de la biofonctionnalisation sur la quantité de myotubes produits. Les mesures 
d’aire sont effectuées sur 3 images par condition, la manipulation a été répétée deux fois.  

* 
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Tableau 11 : Effet du peptide RGD et du Matrigel sur la différenciation des myotubes humains. 

Nom de la condition Taux de fusion Aire des myotubes (mm²) Diamètre moyen (µm) 

Ctrl - 52 ± 5% 0,59 ± 0,22 27,8 ± 9,1 

µCtrl 70 ± 1% 1,13 ± 0,15 25,9 ± 1,5 

µRGD 76 ± 3% 1,59 ± 0,08 23,0 ± 1,4 

µRGC + M® 79 ± 4% 1,71 ± 0,08 25,3 ± 0,6 

 

On observe tout d’abord sur la Figure 61 que l’aire des myotubes et le taux de fusion est plus bas dans 

le contrôle sans microstructures par rapport à celui avec microstructures (p = 0,0004 et 0,0001). Ces 

résultats confirment l’impact des microstructures sur la quantité de myotubes produits. Concernant 

les échantillons biofonctionnalisés avec les peptides RGD, il y a significativement plus de myotubes 

produits par rapport au support microstructuré non-biofonctionnalisé (p = 0,0004) ainsi qu’un taux de 

fusion plus important (p = 0,003). On observe les mêmes tendances avec la présence en plus de 

Matrigel® (p = 0,001 pour la quantité de myotubes et p = 0,0009 pour le taux de fusion). Cependant, 

lorsque l’on compare les deux échantillons biofonctionnalisés par le peptide RGD avec et sans 

Matrigel®, il n’y a une différence significative au niveau de l’aire des myotubes (p = 0,009) mais pas au 

niveau du taux de fusion (p = 0,09). Ces deux résultats concordent avec ceux observés dans les résultats 

annexes qui mettent en avant l’effet nutritif du Matrigel® dans notre modèle.  

Enfin, concernant les mesures du diamètre (Figure 62), on n’observe pas de différence significative 

entre les 4 conditions même si on retrouve là aussi la tendance du contrôle non-structuré qui présente 

un écart-type plus important, synonyme d’une plus grande hétérogénéité des diamètres dans le cas 

du PDMS nu. Ainsi, ces résultats montrent l’effet du nutritif Matrigel® sans pour autant présenter de 

synergie avec les peptides RGD Matrigel®. Le support biofonctionnalisé avec les peptides RGD peut 

** 

* 
** 

* 

Figure 61: Effet synergique du Matrigel® et des peptides RGD sur la différenciation des myotubes humains. Les mesures d’aire 
et le calcul du taux de fusion sont effectuées sur 3 images par conditions, la manipulation a été répétée deux fois. p<0,02. 

*** 
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donc être utilisé en tant que tel, sans revêtement au Matrigel®, ce qui permet à la fois d’améliorer 

l’adhérence des myotubes tout en se passant des inconvénients du Matrigel®.   

D) Effet synergique entre les séquences RGD et YIGSR et influence de la 

concentration en peptides.  

Les premiers résultats concernant les peptides ont montré que la séquence RGD est la plus efficace 

pour améliorer la différenciation des myotubes par rapport à la séquence YIGSR même si l’effet de 

cette dernière sur la différenciation n’est pas nul.  

Ainsi, dans un but d’optimisation nous nous somme posés deux questions : la première sur un possible 

effet synergique entre les deux séquences et la secondes si l’effet de l’augmentation de la 

concentration en peptide pouvait améliorer l’efficacité sur la différenciation des myotubes. Pour cela, 

RGD et YIGSR ont dans un premier temps été greffés sur des supports non-microstructurés à deux 

concentrations, l’une 8 fois plus importante que l’autre (1 mg/mL contre 8 mg/mL). Il est à noter que 

dans les deux parties précédentes, la concentration en peptide était de 2mg/mL. Néanmoins, pour 

observer un réel effet de concentration, il faut que le ratio soit suffisamment important, ce qui explique 

le choix des deux concentrations dans ce cas. Ces quatre expériences ont été comparées à un contrôle 

négatif représenté par une membrane non-biofonctionnalisée et les résultats sont résumés dans le 

tableau 12. La Figure 63 montre dans un premier temps que le contrôle non-biofonctionnalisé est 

systématique plus bas au niveau du taux de fusion par rapport aux conditions biofonctionnalisées et 

ce, quelle que soit la séquence peptidique (p = 0,007 pour RGD et p = 0,0008 pour YIGSR).  

 

Figure 62: Effet des peptides RGD et du Matrigel® sur le diamètre moyen des myotubes 
humains. Le diamètre a été mesuré sur environ 6x30 soit 180 myotubes par conditions. 
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Tableau 12 : Effet de la séquence peptidique ainsi que sa concentration sur la différenciation des myotubes humains. 

Nom de la condition Taux de fusion Aire des myotubes (mm²) 

Ctrl 45 ± 11% 0,70 ± 0,18 

RGD1 64 ± 7% 1,05 ± 0,07 

RGD8 77 ± 4% 1,29 ± 0,09 

YIGSR1 74 ± 7% 1,22 ± 0,30 

YIGSR8 77 ± 3% 1,39 ± 0,12 

 

De plus, lorsque l’on compare l’effet de la concentration pour chaque peptide, on observe que le taux 

de fusion est significativement plus grand lorsque l’on augmente la concentration en peptide RGD (p 

= 0,004), ce qui n’est pas le cas pour le peptide YIGSR (p = 0,26). La figure 64 montre la même tendance 

concernant l’aire des myotubes, avec un contrôle largement en dessous des échantillons 

biofonctionnalisés avec les peptides et un effet de concentration uniquement observable avec la 

séquence RGD. Cette différence peut être expliquée par une incertitude plus importante pour la 

séquence YIGSR qui peut être justifié par un greffage non-homogène des peptides, ce qui cause des 

agglomérats comme observé précédemment (Figure 57). 

* * 

Figure 63: Effet de la concentration pour les deux séquences RGD et YIGSR sur le taux de fusion des myotubes humains. 

** 

* 
* 

Figure 64: Effet de la concentration en peptide sur la quantité de myotubes humains produits. 

** 
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Dans les deux cas, le peptide YIGSR présente des résultats proches de celle de la séquence RGD ce qui 

sous-entend une réponse favorable des myoblastes à ces deux séquences peptidiques. Puisque l’on 

retrouve ces deux séquences dans la matrice extracellulaire, nous nous sommes posé la question d’une 

possible synergie. 

Pour vérifier cette hypothèse, deux mélanges ont été effectués, avec là aussi une différence de 

concentration d’un rapport 8 (Mix1 et Mix8). Pour comparer ces deux conditions, le même contrôle 

négatif sans biofonctionnalisation a été utilisé et les valeurs du RGD à la concentration maximale 

(Figure 63 et 64) ont été considérées comme contrôle positif. Le tableau 13 résume les résultats 

obtenus sur les myotubes. 

Tableau 13: Effet synergique entre les deux séquences peptidique sur la différenciation des myotubes humains. 

Nom de la condition Taux de fusion Aire des myotubes (mm²) 

Ctrl 45 ± 11% 0,70 ± 0,18 

RGD8 64 ± 7% 1,05 ± 0,07 

Mix1 72 ± 3% 1,12 ± 0,15 

Mix8 73 ± 3% 1,18 ± 0,14 

 

On observe sur la Figure 65 que les échantillons biofonctionnalisés sont significativement meilleurs par 

rapport au contrôle (p = 0,002 pour le taux de fusion et p = 0,001 pour l’aire des myotubes entre le Ctrl 

et Mix8). De plus, on peut voir que le taux de fusion et l’aire des myotubes produits est plus important 

pour la condition RGD8 correspondant à la séquence peptidique RGD seule à la concentration 

maximale, par rapport aux deux mélanges. Cela suggère donc qu’il n’y a pas d’effet synergique entre 

les deux peptides et que l’utilisation d’une seule séquence de peptide donne les meilleurs résultats. 

Les séquences peptidiqu,es que l’on retrouve dans la matrice extracellulaire ne doivent pas se situer 

dans les mêmes zones ce qui pourrait expliquer cette absence de synergie. 

 

Figure 65: Effet synergique de la séquence RGD et YIGSR sur le taux de fusion et la quantité de myotubes humains produits. 
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E) Impact de la sylilation du peptide sur la biofonctionnalisation du PDMS  

Il a été prouvé dans la littérature que la géométrie du peptide pouvait avoir un impact sur l’adhésion 

cellulaire (290) et en particulier pour celle des myoblastes (291). Afin d’optimiser la structure du 

peptide, une seconde génération a été synthétisée à l’IBMM par l’équipe de Gilles Subra. Cette 

modification chimique répond à deux besoins : améliorer l’adhésion du peptide sur le PDMS pour 

s’assurer que son application est homogène et mettre encore plus en avant la séquence d’intérêt en 

jouant sur la conformation chimique du peptide. La nouveauté réside donc dans la silylation qui est 

maintenant présente de part et d’autre de la séquence peptidique d’intérêt. On se retrouve ainsi avec 

un peptide qui n’est plus mono mais bi-silylé (Figure 66).  

 Théoriquement, cette bi-fonctionnalisation apporte trois avantages : le premier est une meilleure 

accroche au support en silicone puisqu’il peut créer non pas un mais deux groupes de liaisons 

covalentes avec la membrane. Deuxièmement, en s’accrochant en deux point, la séquence peptidique 

d’intérêt étant située en milieu du peptide, elle est plus facilement accessible en surface pour les 

myoblastes (Figure 67).  

Figure 66: Peptide bi-silylé en ses deux extrémités contenant la séquence RGD. 

Figure 67: Modélisation de l'accroche des peptides. A gauche la structure des peptides mono-silylés, à droite, celle des 
peptides bi-silylés. Les demi-cercles représentent les parties silylées qui s’accrochent au PDMS et les cônes verts représentent 

la séquence RGD. Les cylindres jaunes représentent les autres acides aminés qui composent le peptide. 
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Enfin, les extrémités silylées peuvent aussi réagir entre elles pour créer des enchainements de peptides 

qui peuvent alors former une couche plus épaisse favorisant alors encore plus l’adhésion cellulaire 

puisque la surface présenterait des groupements d’adhésion dans un réseau 3D (Figure 68). Ces 

hypothèses restent cependant très théoriques et difficiles à vérifier expérimentalement. 

Pour pouvoir comparer l’effet entre les peptides RGD mono-silylé et bi-silylés, deux membranes ont 

été produites par dip-coating, l’une avec le peptide mono-silylé à 10 mg/mL et la seconde avec le 

peptide bi-silylé à 10 mg/mL. Ces deux membranes ont ensuite été stérilisées et mises en culture avec 

des myoblastes humains. Après 3 jours de prolifération et 4 jours de différenciation, les myotubes ont 

été fixés et observés par immunofluorescence. La Figure 69 montre la différence entre une membrane 

contrôle sans peptide (Figure 69a), une membrane biofonctionnalisée avec le peptide mono-silylé 

(Figure 69b) et une membrane biofonctionnalisée avec le peptide bi-silylé (Figure 69c). On observe une 

nette différence entre les deux membranes biofonctionnalisées par rapport au contrôle. De façon 

intéressante nous avons observé que sur les membranes bi-silylées, après 3 jours de culture, les 

myotubes sont plus larges. Ils sont aussi plus longs et possèdent plus d’embranchements par rapport 

aux membranes mono-silylées, mettant en avant une probable différenciation plus avancée. 

Figure 68 : Modélisation des deux formes de peptides avec une fibre musculaire. A gauche, les peptides mono-silylés et à 
droite, les peptides bi-silylés pouvant former une couche en 3D en réagissant entre eux. Les demi-cercles représentent les 

parties silylées qui s’accrochent au PDMS et les cônes verts représentent la séquence RGD. Les cylindres jaunes représentent 
les autres acides aminés qui composent le peptide. Les ronds verts représentent les intégrines présentes à la surface du 

myotube.  
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Pour essayer de comprendre ce qui distingue la biofonctionnalisation avec le peptide mono-silylé de 

celle avec le peptide bi-silylé, les membranes ont été analysées par XPS (Spectrométrie 

Photoélectronique X). Ces deux méthodes de caractérisation physique permettent d’évaluer  

l’efficacité de la biofonctionnalisation et notamment de visualiser si une couche s’est formée en 

surface du PDMS. Pour cela 6 échantillons ont été produits : une membrane en PDMS simple servant 

de contrôle (PDMS), une membrane fonctionnalisée avec un peptide dont la séquence d’acide aminé 

a été modifiée de telle sorte à ne pas présenter l’enchainement RGD tout en gardant le même poids 

moléculaire et quasiment la même structure en 3D (Ctrl N), trois membranes biofonctionnalisées avec 

le peptide RGD bi-silylé à 3 concentrations différentes 1 mg/mL, 10 mg/mL et 20 mg/mL et une 

membrane biofonctionnalisée avec le peptide RGD mono-silylé à 10 mg/mL. La séquence peptidique 

du contrôle négatif (Gly-Arg-Ala-Asp-Ser-Pro) a été synthétisée de telle sorte à être le plus proche 

possible au niveau de sa forme et de sa charge de celle du RGD (Gly-Arg-Gly-Asp-Ser-Pro) pour ne pas 

induire de biais. Néanmoins, en modifiant un acide aminé à la séquence RGD, celle-ci n’est 

théoriquement plus reconnaissable par les intégrines en surface des myoblastes. Dans chacun des 

échantillons biofonctionnalisés, une partie de la membrane n’est pas trempée dans la solution 

contenant les peptides et cette zone est marquée de telle sorte à pouvoir la retrouver pour les analyses 

ensuite. Dans un premier temps, une caractérisation XPS a été effectuée pour valider la présence du 

Figure 69: Effet de la silylation du peptide RGD sur la différenciation des myotubes humains. A) le contrôle négatif non-
biofonctionnalisé, B) la membrane avec les peptides mono-silylés et C) la membrane avec les peptides bi-silylés. 

A 

B C

100 µm 100 µm 

100 µm 
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peptide sur la membrane de PDMS. Cela a été possible grâce à une collaboration avec l’équipe BIND 

de Vincent HUMBLOT au CNRS de Besançon. La technique XPS (X-Ray Photoelectron Spectrometry) 

consiste à envoyer des rayons X avec une longueur d’onde connue sur la surface de l’échantillon. Ces 

rayons X arrivent avec une grande d’énergie ce qui déséquilibre les niveaux énergétiques des électrons 

au cœur et dans la bande de valence des atomes en surface. Ce principe de photoluminescence émet 

alors des photoélectrons qui sont détectés par le capteur de l’appareil. Chaque élément chimique 

possède une énergie de photoélectron qui lui est propre ce qui permet une caractérisation à l’échelle 

atomique de la surface de l’échantillon jusqu’à une profondeur de 5 µm. La méthodologie précise 

utilisée est reportée en Annexe 2. Pour déterminer l’efficacité de la biofonctionnalisation sur le PDMS, 

4 atomes ont été sélectionnés, le carbone, l’oxygène et le silicium qui sont les principaux composants 

du PDMS et l’azote qui sert de marqueur spécifique puisqu’on le retrouve uniquement dans les acides 

aminés des peptides (Tableau 14).  

Tableau 14: Résultats des analyses XPS des 6 échantillons. *Dans deux conditions, seules deux analyses ont été effectuées 
car les échantillons étant transparents, il est difficile de distinguer le côté biofonctionnalisé de celui non-biofonctionnalisé 
notamment au moment de déposer la membrane dans l’appareil. 

 % atomique 

Nom N° échantillon Carbone Azote Oxygène Silicium 

PDMS 

contrôle 

1 39,5 - 29,6 30,9 

2 41,6 - 28,5 29,9 

3 41,0 - 29,0 30,0 

 40,7 ± 1,1 - 29,0 ± 0,6 30,0 ± 0,6 

Peptide 

mono-silylé 

1 30,3 1,6 39,5 28,6 

2 24,8 1,3 36,3 27,6 

3 35,0 1,4 36,1 27,5 

 30 ± 5,1 1,4 ± 0,2 37,3 ± 1,9 27,9 ± 0,6 

Peptide 

non-RGD 

1 52,0 13,0 24,0 11,1 

2 49,0 11,0 26,3 13,7 

3 51,1 11,3 24,2 13,5 

 50,7 ± 1,5 11,8 ± 1,1 24,8 ± 1,3 12,8 ± 1,4 

Peptide RGD 

1mg/mL* 

1 31,4 1,8 38,4 28,1 

2 31,2 2,4 39,1 27,4 

 31,3 ± 0,1 2,1 ± 0,4 38,8 ± 0,5 27,8 ± 0,5 

Peptide RGD 

10 mg/mL* 

1 49,0 11,6 26,4 13,1 

2 53,6 12,4 23,7 10,1 

 51,3 ± 3,3 12,0 ± 0,6 25,1 ± 1,9 11,6 ± 2,1 

Peptide RGD 

20 mg/mL 

1 53,5 12,0 23,9 10,6 

2 51,6 12,2 24,6 11,6 

3 55,8 11,1 22,0 11,2 

 53,6 ± 2,1 11,8 ± 0,6 23,5 ± 1,3 11,1 ± 0,5 
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En utilisant des modèles mathématiques, il est aussi possible de déterminer une épaisseur de couches 

en comparant la quantité de carbone, d’oxygène et de silicium entre un échantillon de PDMS non-

biofonctionnalisé et un avec des peptides. Ces modèles sont cependant dépendant de nombreux 

paramètres comme le matériau de base, la forme des peptides et l’épaisseur de la couche estimée. On 

observe sur la Figure 70 la présence de Carbone dans les 6 échantillons, ce qui ne donne pas 

d’indication particulière sur la qualité de la biofonctionnalisation. On remarque que la tendance de 

pourcentage atomique du PDMS correspond à la sa formule chimique (C2H6OSi)n.  Néanmoins, on peut 

observer que les échantillons à 10mg/mL, à 20 mg/mL ainsi que la séquence non-RGD présentent plus 

de carbone ce qui pourrait signifier qu’il existe une couche par-dessus la surface du PDMS (en blanc). 

Les valeurs de l’azote valident cette hypothèse puisqu’on n’observe pas d’azote sur le PDMS nu, une 

faible quantité d’azote sur les échantillons à 1 mg/mL et mono-silylé contrairement aux trois autres 

échantillons. Ces deux conditions se distinguent aussi au niveau de l’oxygène ce qui suggère que la 

biofonctionnalisation a fonctionné puisqu’on n’observe pas les mêmes tendances que pour le PDMS 

nu. Cependant, seule une monocouche est formée ce qui explique aussi la tendance du silicium.  

Dans le cadre du silicium, les rayons X qui ont été envoyés sur la surface des échantillons ont 

probablement dépassé l’épaisseur de la monocouche et les deux pics représentent la partie du support 

en silicone. Enfin, On observe pour les trois échantillons non RGD, 10 mg/mL et 20 mg/mL que les 

pourcentages de chaque élément sont équivalents ce qui implique que la couche créée est supérieure 

à la profondeur jusqu’à laquelle pénètrent les rayons X dans l’échantillons. Ces résultats montrent 

donc que la biofonctionnalisation a fonctionné pour tous les échantillons, qu’une monocouche s’est 

Figure 70 : Résultats de l'analyse XPS des 6 échantillons. 
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formée pour deux d’entre eux (mono-silylé et 1 mg/mL) et que pour les 3 autres échantillons, une 

couche plus épaisse existe en surface mais elle est trop épaisse pour avoir une estimation de son 

épaisseur par XPS.  

Une analyse AFM (Atomic Force Microscopy) a donc été effectuée avec pour objectif principal de 

déterminer l’épaisseur des couches présentes dans les 3 échantillons. Les analyse AFM ont été 

effectuées à la frontière entre la zone greffée et non greffée. Les résultats des analyses sont présentés 

dans les Figure 63 à 67. Le H sur les images de gauche représente la zone d’analyse. On peut observer 

pour chacune d’elle l’épaisseur de la couche représenté par la courbe Axe-Z en fonction du 

déplacement. Ainsi, pour le PDMS nu, on peut observer une certaine rugosité présente sur toute la 

surface de la membrane (Figure 71).  

Pour le contrôle avec le peptide non-RGD, une fine couche de 12,0 ± 0,8 nm est détectée en AFM 

(Figure 72).  

Figure 72 : Analyse AFM de l'échantillon avec le peptide non-RGD à 10 mg/mL. 

Figure 71: Analyse AFM de l'échantillon de PDMS non-biofonctionnalisé. 
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Concernant le peptide RGD bi-silylé, la frontière n’est pas identifiable au microscope optique. La 

mesure a donc été effectuée dans une zone biofonctionnalisée du PDMS. On observe un effet de la 

concentration puisqu’à 1 mg/mL, on retrouve des résultats similaires au PDMS signifiant qu’au mieux, 

une couche mono-moléculaire s’est formée mais pas détectable ici (Figure 73).   

C’est probablement due à la trop faible concentration en peptides dans la solution. Cela ne signifie pas 

que le coating n’a pas fonctionné mais plutôt que les peptides en surface ne se sont pas liés entre eux 

pour former le réseau 3D mentionné précédemment. A l’inverse, dès une concentration de 10 mg/mL, 

une couche de 150 ± 9 nm est observée (Figure 74).  

On ne retrouve pas le facteur x10 de la concentration par rapport à l’échantillon à 1 mg/mL ce qui 

implique que la corrélation entre l’épaisseur de la couche et la concentration en peptide n’est pas 

llinéaire. Cela peut s’expliquer par les différents types de liaisons qui peuvent se créer entre les 

peptides. La principale est la réaction entre deux extrémités silylées qui produit une liaison Si-O-Si. 

Mais il est aussi possible que des liaisons hydrogènes se forment entre les différents acides aminés. 

Ces liaisons faibles peuvent induire une conformation spécifique du peptide ce qui va modifier sa 

Figure 73 : Analyse AFM de l'échantillon RGD bi-silylé à 1 mg/mL. 

Figure 74 : Analyse AFM de l'échantillon RGD bi-silylé à 10 mg/mL. 
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structure 3D. Cela est possible car la molécule ne contient pas de groupes fonctionnels qui la rigidifie 

comme des doubles liaisons C=C. Ainsi, on ne retrouve pas un facteur x10 car cette couche n’est pas la 

superposition de 10 couches les unes au-dessus des autres mais plutôt un agencement particulier des 

peptides formant une entité à part entière. 

De plus, on observe une différence d’un facteur x10 par rapport à l’épaisseur de la couche du peptide 

non-RGD Cette différence peut aussi s’expliquer par la structure 3D des deux peptides. En effet, cette 

séquence peptidique est Gly-Arg-Ala-Asp-Ser-Pro contre Gly-Arg-Gly-Asp-Ser-Pro pour le RGD. On 

remarque donc que la glycine a été remplacée par une alanine. Ces deux acides α-aminés sont très 

proches chimiquement (Figure 75a) mais la présence du méthyl dans l’alanine est joue probablement 

un rôle lors de la conformation 3D du peptide. En effet, les peptides ne forment pas une molécule 

linéaire mais plutôt une espèce en 3D avec les liaisons faibles intramoléculaires (292). De ce fait, la 

simple présence d’un méthyl supplémentaire, peut créer une gêne stérique et altérer les interactions 

faibles entre les peptides ce qui peut alors augmenter l’épaisseur de la couche formée. C’est ce que 

montre l’étude de Masuda et al. (292). Si le peptide se plie à deux endroits différents (entre 25 les 

acides aminées 25-26 ou 22-23), des interactions peuvent avoir lieu avec le composant Y10 qui induit 

alors une toxicité. La figure 75b illustre avec les « intermolecular β-sheet » le genre d’interactions 

possibles entre deux peptides mentionnées dans le paragraphe précédent.  

Figure 75 : A) Structure chimique de l'alanine et de la glycine. B) Changement de conformation d'un même 
peptide et son effet sur sa toxicité. 

Issu de (289). 

A B 
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Enfin, pour l’échantillon à 20 mg/mL, une couche encore plus épaisse de 320 ± 44 nm est mesurée 

(Figure 76) mettant ainsi en avant un effet direct de la concentration sur l’épaisseur du revêtement. 

Ici encore le facteur x2 de l’épaisseur de la couche par rapport à l’échantillon à 10 mg/mL n’est pas 

retrouvé mais cela suggère une nouvelle fois que l’épaisseur de la couche n’est corrélée de manière 

linéaire à la concentration en peptide mais plutôt de manière polynomial (Figure 77).  

Pour conclure, ces deux analyses ont permis de confirmer la réussite des greffages de peptides par la 

présence d’azote dans chacun des échantillons. Ensuite, un effet de la concentration en peptide est 

mesuré en AFM et en partie confirmé par XPS. La séquence peptidique joue aussi un rôle puisqu’en 

modifiant l’ordre des acides aminés, l’épaisseur de la couche peut-être 60 fois plus importante pour 

une même concentration.  

Figure 76 : Analyse AFM de l'échantillon RGD bi-silylé à 20 mg/mL. 

Figure 77 : Effet de la concentration du peptide sur l'épaisseur de la couche. 
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F) Effet de l’épaisseur de la couche de peptides sur la prolifération et la 

différenciation des myoblastes primaires humains en culture 

Une membrane a été biofonctionnalisée sur une partie avec une solution de peptide RGD bi-silylé à 1 

mg/mL et sur l’autre partie avec une solution de peptide RGD bi-silylé à 20 mg/mL en trempant la 

membrane par dip-coating dans deux solutions différentes. La partie basse est d’abord trempée dans 

la première solution, puis elle est retournée et la nouvelle partie basse (celle qui était située au-dessus 

au départ) est trempée dans la seconde solution. La suite du protocole de biofonctionnalisation est 

ensuite la même. La membrane a ensuite été stérilisée et mise en culture avec des myoblastes 

primaires humains. Après 3 jours de prolifération et 3 jours de différenciation, les myotubes sont fixés 

et marqués à la troponine T et au DAPI pour être observés par immunofluorescence.  

La Figure 77 montre dans l’encadré en jaune la partie à 1 mg/mL et dans l’encadré en vert la partie à 

20 mg/mL. On observe que les myoblastes migrent préférentiellement vers la partie de la membrane 

avec la concentration en peptide la plus importante pour s’y développer et se différencier en myotubes 

plus larges et en plus grande quantité. Cela peut s’expliquer par la couche en surface qui est plus 

homogène et ainsi on ne retrouve pas les clusters observés précédemment lors des premiers essais de 

biofonctionnalisation avec les peptides (Figure 57). L’épaisseur de la couche étant plus importante 

Figure 78: Effet de l’épaisseur de la couche de peptides sur la différenciation des myotubes humains. 

200 µm 



121 
 

lorsque la concentration augmente, cela crée un environnement plus favorable aux myoblastes qui ont 

plus de zones d’attache pour les intégrines ce qui leur permet de mieux proliférer et de mieux se 

développer.  

On observe la même tendance avec les peptides RGD et non-RGD, expliqué là aussi par une couche 

plus épaisse dans la première condition (Figure 79).  

 Ainsi dans la troisième partie expérimentale de cette thèse, nous sommes arrivés à proposer un 

support en silicone étirable optimal, présentant une microstructuration en sillons d’une hauteur de 

8µm à 10µm, un espacement entre les microstructures de 75µm et avec des peptides RGD bi-silylés 

greffés à une concentration de 20 mg/mL sur le silicone de telle sorte à former une couche de plusieurs 

centaines de nanomètres favorisant la prolifération et la différenciation des myotubes humains (Figure 

80).  

 

Figure 80: Reconstitution par immunofluorescence de la membrane microstructurée optimale avec les myotubes différenciés. 

500 µm 

Figure 79: Effet de la séquence peptidique sur la différenciation des myotubes humains. 

Non-RGD RGD 

100 µm 100 µm 
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Chapitre 4 : Mise en place d’un protocole d’étirement mécanique 
permettant de stimuler in vitro la différenciation des myotubes en 
culture sur support microstructuré en sillon longitudinal. 

L’un des inconvénients majeurs actuel de la culture in vitro est que les myotubes ont tendance à se 

décoller rapidement, souvent avant même d’avoir obtenu une maturation suffisante avec l’apparition 

d’un système contractile bien développé (217). Dans notre système, cela arrive généralement au-delà 

du quatrième jour de différenciation. Ainsi, notre premier objectif a été la mise au point d’un protocole 

permettant d’améliorer la différenciation des myotubes alignés avec l’obtention de stries 

caractéristiques du système contractile. Pour cela, on a vu précédemment dans la revue de littérature, 

qu’il n’existe pas de protocole unique mais qu’il faut l’adapter à son support et à sa machine 

d’étirement. L’appareil le plus utilisé dans la littérature est le FX-600 de Flexcell (Figure 81a) 

Dans le cadre du projet, nous avons utilisé le système d’étirement MCT6 de CellScale (Figure 81b) qui 

a l’avantage par rapport à des systèmes comme FLEXCELL FX-600 de permettre d’étirer tout type de 

support et de manière unidirectionnel. La première condition est nécessaire car pour pouvoir 

microstructurer les membranes en silicone, il faut qu’elles puissent notamment être compatible avec 

la méthode du spin-coating, ce qui n’est pas le cas dans la plupart des supports commerciaux vendus 

avec les appareils d’étirement. L’étirement unidirectionnel est aussi un avantage selon nous car il 

représente mieux les contraintes auxquelles est soumis le muscle in vivo lors d’un exercice. 

 

 

Figure 81: Les deux systèmes d'étirement disponibles au laboratoire. A) le système pneumatique de FlexCell FS-6000T et B) 
le système d'étirement uniaxial MCT6 de CellScale. 
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On a aussi vu précédemment que, pour l’étirement mécanique, quatre paramètres sont à optimiser 

pour obtenir une réponse des myotubes au stress : l’amplitude d’étirement, la fréquence d’étirement, 

la durée de l’étirement et quand il démarre. Dès le départ, la fréquence d’étirement a été fixée à 1Hz 

et n’a jamais été modifiée. Cette valeur a été choisie car c’est celle qui est le plus couramment utilisée 

dans les modèles d’étirement mécanique in vitro. Nous avons préféré modifier l’amplitude et la durée 

qui semblent avoir un impact plus important sur la différenciation des myotubes.  

Concernant l’amplitude, la plupart des articles présentent ce paramètre sous la forme d’un 

pourcentage, souvent compris entre 5% et 30% de la longueur initiale, en fonction de l’effet recherché 

(étirement chronique entre 5% et 15% ou étirement pour provoquer des lésions entre 15% et 30%). Il 

est cependant rarement mentionné à partir de quelle longueur est calculé ce pourcentage. Nous avons 

choisi de le calculer sur la base de la longueur initiale des microstructures. Etant de 1,5 cm un étirement 

par exemple de 10% correspond à un déplacement de 1,5 mm. L’objectif étant d’améliorer la 

différenciation, l’étirement a été démarré à J0 de différenciation, ce qui correspond au moment où le 

milieu de culture est changé au profit d’un milieu plus restreint en nutriments. Enfin, la durée a été 

fixée à 4 jours maximum avec un étirement périodique en continu 24h/24. Pour connaitre le 

pourcentage optimal à appliquer, nous avons donc dû, dans un premier temps, évaluer l’effet de 

l’amplitude d’étirement choisi sur la différenciation des myotubes en culture. C’est l’objectif du 

prochain chapitre. 

A) Effet de l’amplitude d’étirement sur la différenciation des myotubes 

humains en culture 

Les supports microstructurés et biofonctionnalisés avec le peptide RGD bi-silylé sont déposés dans des 

boites de Petri et les myoblastes primaires humains sont ensemencés par-dessus. A confluence, les 

membranes sont délicatement retirées de la boite et déposées dans la machine MCT6 puis étirées 

pendant 4 jours (1,5mm, 1Hz, en continu). Des membranes ont été retirées pendant les premières 

heures de l’étirement puis 3 autres espacées de 12h pour suivre l’effet de l’étirement sur les myotubes 

humains dès les premières heures. Les myotubes sont ensuite fixés et marqués à la troponine T et au 

DAPI. La Figure 82 montre les premiers résultats d’étirement. On observe que les myoblastes restent 

accrochés au support pendant les 4 premières heures avec aussi un marquage à la troponine T 

synonyme de la présence de quelques myotubes. Cependant, lorsque l’on passe à 24h on observe une 

différence significative entre les myotubes étirés et non étirés. Comme attendu, on observe des 

myotubes différenciés et alignés dans la condition non-étirée. De manière surprenante, les myotubes 

de la membrane étirée ont tous disparu et il ne reste que peu de myoblastes entourés d’un voile rouge 

synonyme de cellules fantômes qui se sont probablement décollées. La tendance se poursuit à 36h et 
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48h avec un nombre de myoblastes qui continue de diminuer. Des microstructures qui se cassent voire 

qui se décollent (en jaune) sont également observées. Le silicone est plus flexible et possède un module 

de Young plus faible (4,1 MPa contre 9,2MPa pour une couche d’EETMol mesurés par 

nanoindentation). Ainsi, lorsque l’étirement mécanique est appliqué, les forces ne sont pas égales 

entre les deux matériaux et les liaisons entre le silicone et l’EETMol rompent. En effet, la loi de Hooke 

donne : σ = E x ε avec σ la contrainte appliquée (en Pa), E le module de Young du matériaux (en Pa) et 

ε la déformation (sans unité). Ainsi, puisque EPDMS < EEETMOL, pour une même déformation ε, σPDMS < 

σEETMOL. Lorsque cette différence de contrainte est supérieure à σinterface, la contrainte d’interface entre 

l’EETMOL et le PDMS, la liaison entre les deux polymères se rompt, ce qui mène au décollement des 

microstructures.  

36h étirement 48h étirement 

100 µm 100 µm 

Figure 82: Effet de l'étirement à confluence dans les 4 premières heures après le démarrage. 

75 µm 75 µm 75 µm 

75 µm 75 µm 

150 µm 150 µm 
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Ces résultats suggèrent donc que ce protocole d’étirement n’est pas adapté aux myoblastes humains. 

Ce résultat met aussi en avant le fait que ce ne sont pas les myotubes différenciés qui se décollent mais 

bien les myoblastes qui n’ont pas fusionné et pour qui le stress mécanique imposé est délétère, avec 

une réponse apoptotique déjà observée dans d’autres études (98,184,293). 

Suite à ces résultats non concluants, nous avons choisi de recalculer le pourcentage d‘étirement mais 

cette fois-ci en fonction de la longueur maximale des fibres mesurée sur des supports microstructurés 

biofonctionnalisés (Figure 83).  

Ces mesures donnent une longueur maximale moyenne autour de 4 mm ce qui, pour 10% d’étirement, 

correspond à un déplacement de 0,4 mm soit presque 4 fois moins que l’expérience précédente. Dans 

le protocole précédent, un étirement de 1,5mm correspond donc à un étirement de 30% pour les 

myotubes les plus longs, ce qui est utilisé pour induire des lésions et qui explique pourquoi les 

myotubes se sont décollés. Puisqu’il s’agit de la longueur maximale, pour la suite des manipulations, 

l’amplitude d’étirement a été fixée à 0,2 mm soit 5% d’étirement pour les myotubes les plus longs. 

Cette valeur a aussi été choisie afin de s’assurer de ne pas dépasser les 10% d’amplitude d’étirement 

pour la majorité des myotubes.  

L’effet de cette diminution de l’amplitude a donc été testé sur les myotubes humains. Les mêmes 

conditions de culture et d’étirement que l’expérience précédente ont été mises en place à l’exception 

de la réduction de l’amplitude d’étirement (0,2 mm au lieu de 1,5 mm, 1Hz, 4 jours en continu, à partir 

de J0 de différenciation). Une étude cinétique a de nouveau été effectuée pour s’assurer que les 

myotubes restent attachés au support durant l’étirement. Au bout de 24h d’étirement, nous avons 

observé que les myotubes étaient toujours en place sur les membranes (Figure 84).  

Dans les 2 conditions, avec et sans étirement, le nombre de noyaux est équivalent tout comme le 

nombre de myotubes même si ceux après étirement semblent visuellement plus larges.  

Figure 83: Mesure de la longueur maximale des myotubes produits sur les supports microstructurés biofonctionnalisés. 

500 µm 
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Ensuite, lorsque l’on continue l’étirement, les myotubes tendent à se décoller progressivement pour 

quasiment disparaitre au bout de 3 jours d’étirement en continu (Figure 85).  

On en conclut donc que l’amplitude d’étirement choisie convient à notre système puisque les 

myotubes humains restent accrochés pendant au moins 36h d’étirement continu.  

 

Non-étiré 24h étirement 

Figure 84: Effet de 24h d'étirement sur la différenciation des myotubes. 

100 µm 
100 µm 

36h étirement 

48h étirement 72h étirement 

Figure 85: Effet de l'étirement continu pendant 36h, 48h et 72h. 

100 µm 100 µm 

100 µm 
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B) Effet de la fréquence et de la durée de l’étirement sur la différenciation 

des myotubes humains en culture. 

Nous avons comparé, avec les mêmes conditions de culture, un étirement continu pendant 24h et un 

étirement pendant 24h avec une alternance entre 1h d’étirement et 3h de repos. Les autres 

paramètres sont restés inchangés (0,2 mm, 1Hz, à partir de J0 de différenciation). Les résultats obtenus 

entre les deux modes d’étirement sont présentés dans la Figure 86.  

Lors de l’étirement continu, nous avons observé visuellement un nombre de fibre plus faible avec 

certaines microstructures qui se décollaient (en jaune). Ces résultats suggèrent qu’un protocole 

incluant des périodes d’étirement entrecoupées par des périodes de repos semble être le plus optimal 

pour ne pas dégrader la fibre et s’assurer qu’elle reste sur les supports. Cela est plus représentatif de 

ce que l’on retrouve in vivo puisque le muscle du quadriceps ne subit pas d’étirement périodique en 

continu, mais plutôt par intervalles plus courts entrecoupés de périodes de repos.  

En ce qui concerne la différenciation et la maturation des myotubes, nous avons observé, toujours 

visuellement, la présence de sarcomère striés dans les myotubes non-étirés (Figure 87, en jaune), un 

phénomène absent dans les deux conditions étirées. Les sarcomères ne sont pas aussi bien organisés 

avec une alternance de clair et de sombre et pas suffisamment ordonnée pour représenter la strie Z. 

Le dernier paramètre à optimiser dans notre protocole d’étirement est le démarrage de l’étirement et 

plus précisément quel jour est enclenchée la stimulation mécanique. C’est l’objectif de la prochaine 

partie. 

6x (1h/3h) Continu 

Figure 86: Différence entre l'étirement continu et avec repos sur la différenciation des myotubes humains. 

100 µm 100 µm 
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C) Effet du moment où démarre l’étirement sur la différenciation des 

myotubes humains mise en culture. 

Plusieurs publications ont montré que le moment où démarrait l’étirement pouvait avoir un impact 

direct sur la réponse des myotubes (86,217). En retardant le démarrage de l’étirement, on s’assure 

que les myoblastes ont suffisamment de temps pour fusionner et entamer leur différenciation. De 

plus, au bout de 2 jours de différenciation, les myotubes commencent à mettre en place leur système 

contractile. C’est ce que l’on a pu observer chez certains myotubes particulièrement précoces avec un 

Non-étiré 

Continu 

6x (1h/3h) 

Figure 87: Evaluation de la maturation des fibres en fonction de l'étirement. 

75 µm 

75 µm 

75 µm 
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début de striation. Ainsi, en démarrant l’étirement mécanique plus tard, cela pourrait avoir un impact 

plus spécifique sur la maturation des myotubes afin d’obtenir des myofibres plus matures et alignées 

avant qu’elles ne se décollent de leur support. Après plusieurs essais de mise au point, nous avons 

abouti à un protocole optimisé (Figure 88). 

Ce protocole consiste en trois cycles d’étirement sur trois jours. Chaque cycle est composé d’une heure 

d’étirement, de deux heures de repos et d’une heure d’étirement. Les supports sont étirés à 0,2 mm, 

à une fréquence de 1 Hz et le système est démarré après 48h de différenciation. Pour mieux 

appréhender l’effet de l’étirement, des myotubes avec leur support ont été prélevés après le premier 

cycle d’étirement, au bout de 4h, juste après le deuxième cycle à 28h et enfin après le troisième 

étirement à 52h. Ils ont été ensuite fixés et analysés par immunofluorescence en observant le niveau 

de maturation (marquage à la Troponine T) et l’expression du facteur de transcription d’intérêt 

impliqués dans la différenciation comme la Myogénine. Les résultats ont été comparés par rapport aux 

mêmes conditions mais sans l’application d’un étirement (Figure 89).  

Figure 88: Protocole optimisé d'étirement des myotubes humains. Les éclairs en rouge représentent le moment où un cycle 
d’étirement est démarré. Les hexagones bleus représentent les moments où les membranes sont retirées de la machine pour 

être fixées et marquées pour l’immunofluorescence.   
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Figure 89: Comparaison par immunofluorescence de l'effet d'un cycle d'étirement sur l'expression de MyoG et la quantité 
de troponine T dans les myotubes humains. 

75 µm 
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On observe sur la figure 88 qu’avec la condition étirée, le nombre de noyau marqué à la myogénine en 

vert est moins important que celle non-étirée. Cela suggère un effet direct de l’étirement sur le facteur 

de transcription. La Figure 90 montre l’effet de l’étirement mécanique sur l’aire des myotubes 

produits. On n’observe pas de différence significative entre les supports étirés et non-étirés. Ce 

résultat montre donc que l’on a réussi à mettre au point un protocole d’étirement produisant autant 

de myotubes que lorsqu’ils ne sont pas étirés.  

La myogénine est un facteur de transcription qui est exprimé en début de différenciation jusqu’à 

atteindre un pic au bout de quelques jours pour ensuite réduire son expression au fil du temps (Figure 

6). Les noyaux ont donc été marqués au DAPI et un anticorps anti-myogénine a été ajouté dans les 

myotubes fixés pour observer par immunofluorescence l’expression de ce facteur transcription.  

L’expression de myogénine après les 3 cycles d’étirement est résumée dans la Figure 91. Cette 

expression donne un indice sur l’initiation de la différenciation. En effet, ce facteur de transcription est 

tout d’abord exprimé par le noyau des myoblastes, qui, associé avec d’autres facteurs transcriptionnel 

tel que myomaker et myomixer, vont enclencher le processus de fusion des myoblastes en myotubes. 

L’échelle des ordonnées représente la proportion de noyaux exprimant myogénine situés dans les 

myotubes par rapport au nombre total de noyaux qui expriment myogénine. Les résultats montrent 

une augmentation non statistiquement significative (p = 0,026) du nombre de noyaux exprimant la 

myogénine après la première séquence d’étirement. La différence entre les deux conditions tend à 

disparaitre, jusqu’à atteindre 100% des noyaux exprimant la myogénine situés dans les myotubes. Ces 

résultats mettent en avant l’effet d’accélération de l’étirement, ce qui avait déjà été observé dans 

d’autres études (48,177,178,294).  

Figure 90: Effet de l'étirement mécanique sur la quantité de myotubes produits. 
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Dans un second temps, afin de mieux décrire au cours du temps les effets de la stimulation mécanique 

sur les myotubes humains, nous avons suivi le processus de différenciation sur une durée plus courte 

mais en incluant des points clés supplémentaires : deux avant le démarrage de l’étirement, c’est à dire 

un à confluence et un après 24h de différenciation qui permettent de créer le profil d’expression des 

différents marqueurs dès la mise en différenciation, et un point après la première heure d’étirement 

pour vérifier si l’effet de l’étirement est retrouvé dès la première partie du cycle (Figure 92).  

Dans cette expérience, les myotubes ne sont pas fixés et marqués en immunofluorescence mais leur 

ARN a été extrait afin d’évaluer par RT-qPCR l’expression de plusieurs marqueurs d’intérêt dont la 

myogénine. Cette technique d’analyse a été choisi car il est possible qu’un facteur soit exprimé dans 

les myotubes mais que le marquage ne soit pas suffisamment efficace pour pouvoir l’observer au 

microscope, soit parce que son expression est trop faible, soit parce que son expression est terminée 

au moment de la fixation. Le premier facteur mesuré par RT-qPCR est MyoG pour vérifier si la tendance 

Figure 91: Effet de l'étirement sur l'expression de myogénine dans les myotubes humains 

Figure 92: Protocole d'étirement des myotubes humains le plus optimisé. Les éclairs en rouge représentent le moment où 
un cycle d’étirement est démarré. Les hexagones bleus représentent les moments où les membranes sont fixées et 

marquées pour l’immunofluorescence.   
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de l’expression de Myogénine (MyoG) présente dans les myotubes humains étirés est équivalente à 

celle observée par immunofluorescence. Ces résultats sont cependant préliminaires car il n’ont été 

mesurés à partir d’une seule expérience et ainsi l’absence d’incertitude ne permet que d’émettre des 

hypothèses. De façon similaire au précédent résultat obtenu par immunofluorescence, nous avons 

observé un effet direct de l’étirement sur l’expression de MyoG (Figure 93).  

Le profil d’expression au cours du temps de MyoG pour les myotubes non-étirés que nous avons 

observé est équivalente à celle retrouvée dans d’autres publications (172,174,177), avec une 

augmentation constante jusqu’à obtenir un pic à partir duquel sont expression réduit, synonyme d’une 

différenciation avancée.  

Cependant, comme le montre la figure 93, lorsque les myotubes sont étirés, MyoG semble être sous-

exprimé et ce dès la première heure d’étirement (point à 50h), mettant en avant l’effet quasi 

instantané de l’étirement sur l’expression de MyoG.  

Ce résultat peut être interprétée de deux façon :  

a) Soit l’étirement bloque l’expression de MyoG impactant alors négativement la 

différenciation des myotubes,  

b) Soit l’étirement augmente très rapidement l’expression de MyoG, avec un pic 

hypothétique atteint dès le début de l’étirement,entre 48h et 50h, ce qui pourrait nous 

faire considérer que le point à 50h correspond à la redescente normalement observée 

mais décalé chez les myotubes non étirés.  

Figure 93: Effet de l'étirement sur l'expression de MyoG dans les myotubes humains. L’étoile représente le début de 
l’étirement. 
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Pour valider l’une de ces deux hypothèses, il est donc nécessaire de combiner ces résultats avec 

l’expression d’autres marqueurs de différenciation et de maturation. Acta1 a été choisi pour détecter 

l’α-actinine, un composant majeur du système contractile et donc un marqueur du niveau de maturité 

des fibres. La figure 94 montre là encore le même profil d’expression que celui obtenu pour MyoG 

suite à la première heure d’étirement.  

Mais contrairement à MyoG, nous avons observé à 52h, une surexpression d’Acta1 dans les myotubes 

étirés. Cette surexpression peut être interprétée comme une accélération de la mise en place de l’α-

actinine, l’un des composant principal du sarcomère, ce qui suggère une stimulation plus précoce de 

la maturation. Cette augmentation de l’expression d’Acta1 est aussi retrouvée dans les myotubes non-

étirés après 79h de différenciation, tandis qu’à ce même moment, suite au deuxième cycle 

d’étirement, l’expression d’Acta1 chute dans les myotubes stimulés. Ce dernier résultat permet là 

encore d’émettre deux hypothèses :  

a) Soit l’expression d’Acta1 est similaire à MyoG auquel cas à partir d’un certain temps, son 

expression diminue et ici l’étirement mécanique a permis d’accélérer cette séquence,  

b) Soit l’expression d’Acta1 est en constante augmentation au fil du temps et l’étirement 

mécanique provoque un effet négatif sur son expression ce qui pourrait alors fortement 

réduire l’efficacité du système contractile.  

La première hypothèse semble toutefois la plus probable, considérant l’étude de Stern-Straeter et al. 

(295) qui a montré que lorsque la différenciation était enclenchée chez des myotubes humains, 

l’expression d’Acta1 atteint un pic au bout de quelques jours puis redescend en suivant la même 

tendance que MyoG.  

Figure 94: Effet de l'étirement sur l'expression d'Acta1 dans les myotubes humains. L’étoile représente le début de 
l’étirement. 
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Nous avons ensuite selon le même protocole, évalué au cours du temps, l’expression de MHC Ib, IIa et 

IIx qui sont des marqueurs de maturation des myotubes (Figure 95).  

Dans les trois cas, une tendance semble ressortir avec une diminution rapide de l’expression de ces 

marqueurs induite par l’étirement, suivie d’un pic d’expression à la fin du premier cycle d’étirement 

qui n’est pas observé dans la condition non étirée. En particulier pour MHC IIa et MHC IIx, à la fin du 

premier cycle d’étirement, les marqueurs des chaines de myosine sont respectivement 2,6 et 2,7 fois 

plus exprimés dans les myotubes étiré par rapport à ceux non stimulés. Ce pic d’expression n’est pas 

observé néanmoins pour la MHC Ib.  

Cette différence d’expression entre les différents isoformes de myosine peut être expliquée par le fait 

que les fibres de type II sont associées à une contraction rapide mettant en avant un profil de 

stimulation mécanique qui se rapproche de notre protocole d’étirement. En effet, celui-ci possède une 

fréquence assez élevée (1Hz) pendant une durée relativement courte (2x1h sur 24h). Ces deux 

paramètres pourraient expliquer la tendance des fibres à exprimer en plus grande quantité les 

marqueurs de type II par rapport à ceux de type I. Nous pouvons émettre l’hypothèse qu’en réduisant 

la fréquence d’étirement ainsi qu’en augmentant sa durée, les fibres pourraient exprimer à l’inverse 

plus de MHC I.  

On a donc montré que notre dernier protocole permet d’obtenir une réponse des myotubes à un 

étirement mécanique. Il s’agit d’une première étape importante qui montre la viabilité du modèle. 

Celui-ci doit cependant encore être encore optimisé pour obtenir plus de myotubes matures. L’objectif 

serait de bénéficier d’un modèle in vitro permettant d’obtenir, à partir d’un patient, des fibres 

musculaires alignés suffisamment mature pour reproduire leur pathologie en termes de régulation de 

leur masse musculaire, de fonction sarcomérique et de réponse au stress mécanique.  
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Figure 95 : Effet de l'étirement sur l'expression de MHC Ib, IIa et IIx 
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Conclusion et perspectives 

Le projet de thèse était tourné vers la mise en place d’un modèle in vitro de culture de myoblastes 

primaires humains pour mimer les contraintes mécaniques que l’on retrouve dans le muscle in vivo. 

Pour cela, le modèle a été optimisé selon quatre grandes étapes : 

1. Fabrication de supports microstructurés  

Nous avons sélectionné le PDMS comme base du support pour sa bonne biocompatibilité et son 

élasticité lui permettant d’être étirer sans rompre. L’EETMOS a été choisi comme précurseur pour ses 

propriétés hybride organique-inorganique qui offre à la fois une grande affinité avec le silicone (partie 

inorganique) avec une très bonne capacité à se solidifier par polymérisation (partie organique). 

L’EETMol représente le produit de synthèse sol-gel de l’EETMOS en milieu acide auquel est ajouté un 

mélange de deux photoamorceurs qui génèrent des espèces acides lorsqu’ils sont activés à une 

longueur d’onde de 375 nm. Nous avons effectué la microstructuration de l’EETMol sur le PDMS par 

photolithographie UV. Après activation par un traitement plasma, nous avons déposé la solution 

d’EETMol sur la membrane en PDMS par spin coating afin de maitriser l’épaisseur de la couche. Nous 

avons ensuite microstructuré l’EETMol en dessinant des lignes parallèles les unes aux autres par 

photolithographie UV. Les parties activées par le rayonnement UV se solidifient tandis que le reste se 

dissout dans un bain d’isopropanol.  

Nous nous sommes ensuite assuré de la biocompatibilité de l’EETMol avec les myoblastes primaires 

humains à l’aide d’un test de viabilité. Nous avons aussi pu observer par immunofluorescence que les 

microstructures induisent à la fois un alignement des myotubes mais aussi une plus grande quantité 

de myotubes produits par rapport à des membranes en PDMS simples. Ces résultats mettent en avant 

l’effet bénéfique de la microstructuration et s’expliquent par plusieurs raisons :  

o Les myoblastes ressentent la topographie du support sur lequel ils sont ensemencés. En 

particulier, lorsque cette topographie présente des angles doits, cela permet de créer un effet 

de bord, qui va offrir plus de zones d’accroche pour le myoblaste et ainsi favoriser son adhésion 

et donc ensuite sa prolifération.  

o Les microstructurations permettent aussi aux myoblastes d’être plus proches les uns des 

autres ce qui favorise ensuite leur fusion et leur différenciation en myotubes. 

o Par effet de guidage, les microstructurations servent aussi à diriger les myotubes dans une 

même direction pour qu’il fusionnent dans le même sens et soient parallèles les uns aux 

autres. 
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Les supports microstructurés permettent donc d’obtenir plus de myotubes sur une même surface par 

rapport à une simple membrane en PDMS mais aussi qu’ils soient alignés entre eux, comme nous le 

retrouvons in vivo. 

2. Optimisation de la topographie du support microstructuré 

Une fois la biocompatibilité validée, nous avons optimisé les paramètres géométriques de la 

topographie du support (espacement et hauteur des microstructures). Pour déterminer l’effet de 

l’espacement entre les microstructures sur la différenciation des myotubes, des myoblastes primaires 

humains ont été ensemencés sur 4 échantillons avec des espacements de 25 µm, 50 µm, 75 µm et 100 

µm. Nous avons pu remarquer que plus les microstructures sont proches les unes des autres, plus la 

quantité de myotubes produites et importantes. Cependant, si les microstructures sont trop proches 

les unes des autres (25 µm), le diamètre moyen des myotubes produits est diminué. A l’inverse, si les 

microstructures sont trop éloignées les unes des autres (100 µm), elles ont tendances à dévier par 

rapport à l’axe principal des sillons. Ces résultats ont donc montré qu’un espacement idéal se situe 

entre 50 µm et 75µm, c’est pourquoi notre modèle présente des microstructures espacées de 75 µm. 

La hauteur quant à elle n’a pas montré d’effet particulier sur la différenciation des myotubes humains 

donc celle-ci a été fixée à 8 µm. Ces résultats montrent que dans notre modèle, les microstructures 

ont un effet de guidage et non de contrainte. Elles ne servent pas à forcer le myotubes à se développer 

entre deux murs mais plutôt à l’orienter dans la direction voulue sans modifier sa morphologie afin 

que les myotubes restent le plus proche possible de ceux retrouvés in vivo. 

Le support microstructuré optimisé est donc constitué de lignes parallèles entre elles, espacées de 75 

µm avec une hauteur de 8 µm. 

3. La biofonctionnalisation des supports microstructurés 

Pour s’assurer que les myotubes créés restent accrochés au support microstructuré lorsque ce dernier 

est étiré mécaniquement, une méthode de biofonctionnalisation a été privilégiée : le greffage covalent 

de peptides issus de la matrice extracellulaire. Deux séquences peptidiques (RGD et YIGSR) ont été 

synthétisées et silylées en leur extrémité pour pouvoir être, après activation plasma du PDMS, liées de 

manière covalente au silicone. L’effet de la concentration en peptide sur la différenciation des 

myotubes a été évalué ainsi que les possibles synergies entre les deux séquences et avec le Matrigel®. 

Nous avons observé qu’en augmentant la concentration des peptides, la quantité de myotubes 

produits ainsi que le taux fusion étaient plus importants. Cela s’explique par la plus grande quantité de 

peptides en surface ce qui permet alors au myoblastes d’avoir une meilleure adhésion car plus de 

points d’accroches et donc de favoriser sa prolifération puis sa différenciation en myotube. 
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De plus, en comparant la séquence RGD par rapport à celle YIGSR, nous avons obtenus des résultats 

similaires ce qui s’explique par la présence de ces deux séquence dans la matrice extracellulaire. L’idée 

d’une synergie entre les deux a alors germé mais in vitro, celle-ci n’a pas été observée. Cela s’explique 

probablement par le fait que ces deux séquences sont certes dans la MEC mais elles ne proviennent 

pas du même composant (Fibronectine pour RGD et Laminine pour YIGSR). Il n’est donc pas certain 

que ces deux séquences soient proches l’une de l’autre dans la matrice extracellulaire ce qui explique 

leur bons résultats séparément mais l’absence de synergie ensemble. 

Durant le projet, la biofonctionnalisation a été secondairement optimisée avec une silylation sur les 

deux extrémités des peptides. Cette bi-silylation a donné des résultats encore plus satisfaisants par 

rapport aux supports mono-silylés et cela a été expliqué par la présence d’une couche dont l’épaisseur 

est dépendante de la concentration en peptide. 

Ainsi, cette thèse nous a permis de proposer un support microstructuré optimisé grâce à sa 

biofonctionnalisation avec des peptides RGD bi-silylés à une concentration de 20 mg/mL créant une 

couche de 300 nm. 

4. La mise en place du protocole d’étirement des supports microstructurés 

La mise en place du protocole d’étirement afin d’améliorer la différenciation des myotubes, s’est 

focalisée sur 3 paramètres importants : l’amplitude d’étirement, la durée pendant laquelle les 

myotubes sont étirés et le moment où est lancée le protocole de stimulation. Dès le départ, le 

paramètre fréquence a été fixé à 1 Hz, une valeur que l’on retrouve régulièrement dans les études 

d’étirement mécanique, afin de réduire le nombre de facteurs pouvant influencer la différenciation 

des myotubes et se focaliser sur les 3 autres. 

Dans un premier temps, l’amplitude a été optimisée de telle sorte à s’assurer que les myotubes étirés 

restent accrochés au support. Cette amplitude a été calculée en fonction, non pas de la taille des 

supports mais de la longueur moyenne des myotubes pour que le pourcentage d’étirement ait une 

pertinence physiologique. Cette valeur a été fixée à 0,2 mm ce qui correspond à un étirement de 5% 

pour les myotubes les plus longs. Le mode d’étirement a aussi été optimisé en choisissant 

d’entrecouper deux périodes d’étirement (1h) avec une période de repos (3h). Ce cycle d’étirement a 

été appliqué une fois par jour. Cela correspond donc à une stimulation totale de 2h par jour pour les 

myotubes. Dans cette thèse nous avons opter de démarrer le protocole d’étirement au bout de deux 

jours de différenciation, de telle sorte à permettre aux myoblastes de fusionner entre eux afin de 

s’assurer que ce sont bien les myotubes qui sont soumis au stress mécanique et non des myoblastes 

en cours de fusion.  
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Le protocole optimisé est donc le suivant : 0,2 mm d’amplitude, 1 Hz, 1h d’étirement, 3h de repos, 1h 

d’étirement, répété pendant 2 jours en commençant 48h après la mise en différenciation. Ce protocole 

a permis enfin d’observer une réponse des myotubes sur l’expression de MyoG, d’Acta1 et de 

différents isoformes de MHC mettant en avant l’effet positif de notre protocole d’étirement sur la 

différenciation et la maturation des myotubes humains. 

 

Ce travail de thèse pluridisciplinaire ouvre les portes à de nombreuses perspectives : 

o Le PDMS est un polymère facilement synthétisable qui peut être moulé selon des formes 

prédéfinies. Puisque la géométrie du support a été optimisée, il pourrait par la suite, être 

envisageable de créer un master pour produire rapidement des supports en PDMS au 

laboratoire. Des support dont on pourrait aisément faire varier aussi bien leur rigidité que leur 

biofonctionnalisation, en introduisant par exemple directement les peptides dans le PDMS qui 

ne ferait qu’un et donc qui résisterait d’autant plus à l’étirement mécanique. 

o Les conditions de culture utilisées durant le projet de thèse sont relativement faibles en 

facteurs de croissance. Ceux-ci pourraient être augmentés afin d’induire une hypertrophie 

chez les myotubes, ce qui augmenterait leur diamètre et donc leur surface d’accroche au 

support et qui permettrait de les étirer pendant plusieurs jours de suite. 

o En parallèle de l’étirement mécanique, la stimulation électrique pourrait être un bon 

complément pour améliorer la différenciation et la maturation des myotubes humains. Ce 

genre de stimuli est retrouvé en permanence dans le muscle in vivo et semble indispensable 

pour obtenir des myotubes matures. Il est cependant difficile de mettre en place des 

protocoles alliant les deux stimulations puisque chacune séparément possède plusieurs 

paramètres qui peuvent avoir un impact sur la différenciation des myotubes (fréquence, durée 

de stimulation, mode de stimulation). Il est aussi probable que ces deux stimulations aient un 

effet bénéfique a deux moments différents de la myogenèse et il est donc nécessaire de 

comprendre les mécanisme de chacune d’elles avant d’envisager de regrouper les deux. 

o Enfin, la partie la plus prometteuse de la suite de cette thèse consiste à utiliser le modèle mis 

en place pour évaluer non seulement l’impact de biomolécules et leur effet hypertrophiant 

chez le sujet sains ou atteint de myopathie. Mais il permettrait également des avancées 

exploratrices dans des pathologies musculaires dont le stress mécanique peut être délétère 

comme les myopathies de type Duchenne ou les Titinopathies. La titine par exemple est 

impliquée dans l'intégrité et la stabilité des sarcomères ainsi que dans le contrôle des tensions 

passives. Sa fonction est de stabiliser lors de l’étirement les positions relatives des filaments 
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de myosine et d'actine. Ainsi, notre modèle permettrait d’évaluer l'impact fonctionnel au 

niveau cellulaire des variants génétiques TITIN sur l'adaptation des fibres musculaires à un 

stress mécanique standardisé et ses conséquences sur l'expression des gènes et à comprendre 

le phénotype observé sur les patients.  

Ce modèle pourrait aussi être utilisé dans un cadre sportif afin de comparer le comportement 

in vitro de myoblastes issus de biopsies de différents athlètes pour mieux comprendre la 

grande diversité de réponses à un même entrainement physique et permettre d’adapter celui-

ci à chaque individu. 
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Annexes 

Annexe 1 : Synthèse et caractérisation des peptides 

All solvents and reagents were used as supplied. Anhydrous DMF was used and purchased from Acros. 
NMR solvents were obtained from Eurisotop. Isocyanatopropyl triethoxysilane was obtained from TCI 
Europe. All amino acid derivatives and HATU (1-[Bis(dimethylamino)methylene]-1H-1,2,3-triazolo[4,5-
b]pyridinium 3-oxid hexafluorophosphate were purchased from Iris Biotech GmbH (Marktredwitz, 
Germany). 2.2-Cl-Chlorotrityl resin was acquired from Iris Biotech GmbH (Marktredwitz, Germany) and 
Amphispheres 40-RAM (Rink amide 40 (40% w/w PEG)) from Agilent Technologies (Santa-Clara, USA). 
Solvents were purchased from Carlo Erba reagents (Val de Reuil, France). Trifluoroacetic acid, 99% 
extra pure, was obtained from Acros Organics (New Jersey, USA). DPBS (DPBS - Dulbecco's Phosphate-
Buffered Saline) buffer was purchased from Thermo Fischer (Waltham, USA). Other chemicals were 
obtained from Sigma-Aldrich (St. Louis, MO, USA). The polypropylene reaction vessels (syringes with 
frits) were purchased from Biotage (Uppsala, Sweden). 

LC/MS analyses samples were prepared in an acetonitrile/water (50/50 v/v) mixture, containing 0.1% 
TFA. The LC/MS system consisted of a Waters Alliance 2695 HPLC, coupled to a Micromass 
(Manchester, UK) ZQ spectrometer (electrospray ionization mode, ESI+). Identification was carried out 
using a Merck Chromolith Speed rod C18, 25 × 4.6 mm reversed-phase column. A flow rate of 3 mL/min 
and a gradient of (0–100) % B over 2.5 min were used. Eluent A: water 0.1% HCO2H; eluent B: 
acetonitrile 0.1% HCO2H. Retention times (RT) are given in minutes. Positive ion electrospray mass 
spectra were acquired at a solvent flow rate of 200 mL/min. Nitrogen was used for both nebulizing and 
drying gas. The data were obtained in a scan mode ranging from 200 to 1600 m/z in 0.1 s intervals; 10 
scans were summed up to get the final spectrum.  

RP-preparative HPLC purification was performed on a Gilson HPLC 2250, equipped with a C18 reversed-
phase column. Standard conditions were eluent system A (water 0.1% TFA) and system B (acetonitrile 
0.1% TFA). A flow rate of 50 mL/min and a gradient of (0-100) % B with adapted times were used, at a 
detection wavelength of 214 nm. 

1H NMR spectra were recorded on a Bruker Avance III HD 400 MHz spectrometer equipped with a 
BBFO probe and 29Si and 13C NMR spectra were recorded on a Bruker Advance III 500 MHz 
spectrometer equipped with a Helium BBO cryoprobe at the “Laboratoire de Mesures Physiques” of 
the University of Montpellier. 

29Si, 13C and 1H NMR spectra were recorded at 310 K in D2O or DMSO d6. Chemical shifts (δ) were 
reported in parts per million (ppm) using residual non-deuterated solvents as internal references (D2O, 
δH = 4.79 ppm; DMSO d6, δH = 2.50 ppm). Signals were indicated as s (singlet), d (doublet), t (triplet), 
q (quartet), dd (double doublet), m (multiplet). Coupling constants were measured in Hertz. 

Spectra were processed, visualized and analysed using Topspin 3.5 (Bruker Biospin). 

 

Synthesis of H-(βAla)4-Gly-Arg-Gly-Asp-Ser-Pro-OH, 2 TFA (RGD) 

 Synthesis by FPPS was made using the 2.2-Cl-Chlorotrytil resin (0.80 mmol/g, 0.80 g) resin in DMF. The 
first coupling reaction was performed using a Fmoc-Pro-OH (2.56 mL, 2.0 eq) / DIEA (0.450 mL, 4.0 eq) 
/ DMF (10.0 mL) mixture overnight. The second to the sixth coupling reactions were performed using 
a Fmoc amino acid (6.4 mL, 5.0 eq) / DIEA (1.124 mL, 10.0 eq)) / HATU (6.4 mL, 5.0 eq) mixture for 5 
minutes twice with a DMF washing step in between. The seventh to the tenth coupling reactions were 
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performed using a Fmoc-βAla-OH (3.84 mL, 3.0 eq) / DIEA (0.674 mL, 6.0 eq)) / HATU (3.84 mL, 3.0 eq) 
mixture for 1 hour, once. The Fmoc removal steps were realized using a piperidine/DMF 20/80 v/v 
solution (15 mL) for 1 minute and performed twice. All washings were done with DMF twice (15 mL) 
after coupling steps and thrice (15 mL) after deprotection steps. N-Terminal acetylation was performed 
with 20 % Ac2O in DMF and DIEA (1 %) for 15 minutes twice. The peptide was cleaved from the resin 
with pure TFA (2x1h30), concentrated under reduced pressure, recovered by precipitation in diethyl 
ether, then taken up in ACN/H2O 50/50 v/v mixture and freeze-dried. 

The crude peptide was solubilized in H2O with 1‰ TFA and purified in two injections by RP-preparative 
HPLC. The purification was performed on the Gilson system. Eluents were H2O 1‰ TFA (A) and ACN 
1‰ TFA (B). The purification gradient started with 5 minutes at 0% of B, then increased from 0 to 20% 
of B in 20 min. Collected fractions were concentrated and freeze-dried to yield 480 mg of the pure RGD 
peptide as a TFA salt (white powder) with 68% yield. 

 

Silylation of H-(βAla)4-Gly-Arg-Gly-Asp-Ser-Pro-OH (RGD-1Si) 

RGD (0.020 g, 0.0182 mmol) was solubilized in anhydrous DMF (0.40 mL). DIEA (16 µL, 0.092 mmol, 5.0 
eq) and ICPTES (7 µL, 0.026 mmol, 1.4 eq) were added under stirring and inert atmosphere (argon). 
The solution was stirred at RT for 1h30. The product was precipitated by addition of diethyl ether and 
the obtained white solid was washed 3 times with diethyl ether and vacuum-dried. 31 mg of RGD-1Si 
was quantitatively obtained. This silylated peptide should be kept under inert atmosphere on the 
freeze before use until few months to prevent condensation. 
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Annexe 2 : Méthode d’anlayse XPS 

Les mesures XPS ont été effectuées à l’aide d’un appareil Scienta Omicron Argus (Taunusstein, 
Allemagne), équipé d’une source monochromatique à anticathode d’aluminium Al (hν=1486,6 eV) avec 
une puissance de 300 W. Les spectres sont réalisés sous ultra vide (≤10-9 mBar), dans une direction 
faisant un angle de 90 ° avec la surface, avec une énergie de 100 eV pour le spectre général et de 20eV 
pour les régions C(1s), O(1s), N(1s), et Si(2p). Les régions correspondantes au carbone, à l’oxygène et 
au silicium ont été choisies pour servir de base que l’on retrouve à la fois dans le PDMS et dans les 
peptides permettant une quantification de la quantité de peptides en surface. L’azote est quant à lui 
uniquement présent dans les peptides et permet donc de déterminer l’efficacité du greffage, à savoir 
si les peptides sont bien présents en surface. Les énergies de liaison sont calibrées par rapport à 
l’énergie de liaison associée à C1s à 284.8 eV. Les intensités des pics sont déterminées après 
soustraction d’un fond de Shirley. Les décompositions sont réalisées à l’aide du logiciel Casa XPS (Casa 
Software Ltd, U.K.). 
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Annexe 3 : Résultats complémentaires 

EFFET DU MATRIGEL® SUR LA DIFFERENCIATION DES MYOTUBES SUR PDMS MICROSTRUCTURE 

La technique de biofonctionnalisation la plus simple à mettre en place est le dépôt d’une couche 
d’hydrogel à la surface du PDMS. Dans le cadre de la culture cellulaire musculaire, le Matrigel® 
l’hydrogel le plus couramment utilisé. Pour évaluer l’effet du Matrigel® dans notre modèle de supports 
microstructurés, des myoblastes primaires humains ont été ensemencés sur des membranes 
microstructurées avec et sans Matrigel®. Après 3 jours de prolifération et 4 jours de différenciation, 
les myotubes ont été fixés et marqués pour l’immunofluorescence de telle sorte à mesurer le taux de 
fusion, l’aire des myotubes et le diamètre moyen. Les mesures d’aire et le calcul du taux de fusion sont 
effectuées sur 3 images par condition, la manipulation a été répétée deux fois. Le diamètre a été 
mesuré sur environ 6x30 soit 180 myotubes par conditions. Les résultats sont regroupés dans la Figure 
96.  

On observe que le diamètre moyen des myotubes n’est pas différent (p = 0,06). A l’inverse, le Matrigel® 
sur le support microstructuré a un effet positif sur le taux de fusion (p = 0 ,001) et sur la quantité de 
myotubes créée (p = 0 ,0001).  

Ces résultats suggèrent que le Matrigel® ne semble pas avoir ici d’effet structurel particulier mais 
uniquement un effet nutritif. Pour aller plus loin en utilisant le Matrigel®, il faudrait utiliser un 
intermédiaire chimique comme l’APTES pour lier de manière covalente l’hydrogel sur le PDMS. 

 

EFFET DE L’ELECTROSTIMULATION SUR LA DIFFERENCIATION DES MYOTUBES HUMAINS MISE EN 

CULTURE 

On a vu dans la revue bibliographique que l’électrostimulation était couramment utilisée pour simuler 
des protocoles d’exercice d’endurance et de force, mais aussi pour améliorer la maturation des fibres 
musculaires en imitant les influx nerveux reçu par les fibres au niveau de la jonction neuro-musculaire. 
Ainsi, nous avons appliqué un protocole d’électrostimulation sur des myotubes alignés produits sur le 
support microstructuré et biofonctionnalisé présenté dans les chapitres précédents de cette thèse. 

Figure 96: Effet du Matrigel® sur la différenciation des myotubes. Les mesures d’aire et le calcul du taux de fusion sont 
effectuées sur 3 images par condition, la manipulation a été répétée deux fois. Le diamètre a été mesuré sur environ 6x30 

soit 180 myotubes par conditions. 

* 
* 
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Ce protocole consistait à stimuler les myotubes après 3 jours de différenciation à 12V pendant 2ms 
avec une fréquence de 1Hz et cela pendant 24h. Ces myotubes électrostimulés ont été comparés avec 
un groupe contrôle mais non-électrostimulé. Les myotubes ont été ensuite fixés et marqués en 
immunofluorescence à la Troponine T et au DAPI. Pour évaluer l’effet de l’électrostimulation, l’aire des 
myotubes produits ainsi que le taux de fusion ont été quantifié sur ImageJ (Figure 97).  

Ces premiers résultats préliminaires semblent montrer que l’électrostimulation a un effet négatif sur 
la quantité de myotubes produits, 1,09 ± 0,02 mm² pour les myotubes non-stimulés contre 0,93 ± 0,07 
mm² pour ceux stimulés et sur le taux de fusion, 75 ± 2% pour les myotubes non-stimulé contre.68 ± 
3% pour ceux stimulés.  

Ainsi, comme pour le protocole d’étirement, le protocole de stimulation doit être optimisé en termes 
de fréquence, durée de la stimulation, durée du protocole, jour de démarrage. Cela devra faire l’objet 
d’un autre projet à part entière.  

EFFET DE LA TENSION PASSIVE CONTINUE SUR LA PROLIFERATION DES MYOBLASTES PRIMAIRES 

HUMAINS 

Dans la littérature, plusieurs études ont montré l’effet positif d’un étirement statique sur la 
prolifération des myoblastes animaux (66,198,296,297). Ainsi nous avons émis l’hypothèse que cette 
tension passive pouvait être optimisée en termes d’efficacité sur cette prolifération, si elle était 
appliquée de façon homogène sur un support biofonctionnalisé. Nous avons donc ensemencé des 
myoblastes humains sur des membranes non-microstructurées mais biofonctionnalisées avec les 
peptides bi-silylés. Après un jour de prolifération, une membrane sur deux a été déposée dans notre 
système d’étirement et étiré pendant 2 jours de 0,5 mm en continu. Les myoblastes ont été ensuite 
fixé et marqué à la Desmine, une protéine que l’on retrouve dans toutes les cellules musculaires. De 
façon tout à fait intéressante, nous avons observé (Figure 98) que dans la condition étirée, les 
myoblastes étaient en quantité significativement plus importante.  

Ce résultat va donc dans le sens des précédentes études mais qui ont été réalisées sur des C2C12 
(66,296,297). Nos résultats montrent pour la première fois à notre connaissance l’intérêt d’un 
protocole d’étirement passif continue sur la prolifération des myoblastes primaires humains. 
Cependant, les études ont montré qu’une meilleure prolifération induite par l’étirement passif pouvait 
induire une moins bonne différenciation en myotubes (167,298). Il pourrait donc être intéressant de 
recommencer ce protocole en laissant ensuite les myotubes se différencier soit sous un étirement 
passif continu, soit sur des membranes revenues à l’état initial pour vérifier si la différenciation est 
négativement impactée aussi.  

Figure 97: Effet de l'électrostimulation sur les myotubes humains 

* * 
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EFFET DE LA RIGIDITE DU SUPPORT SUR LA PROLIFERATION DES MYOBLASTES PRIMAIRES HUMAINS 

La rigidité du support est aussi un paramètre qui peut avoir un impact sur la prolifération et la 
différenciation des myoblastes (32,102,103). Pour évaluer cela, des membranes en PDMS de 
différentes rigidités ont été produites en faisant varier le ratio agent durcissant/base.  

Dans un premier temps, les différentes membranes ont été caractérisées par nanoindentation pour 
déterminer leur rigidité (299,300). Le principe de la nanoindentation est de mesurer l’élasticité d’un 
matériaux en appliquant une pression sur un point précis et en mesurant son retour à l’était initial. 
Puisque l’on connait les propriétés géométriques et physique de la pointe, on peut déterminer celui 
du matériau testé en mesurant la force appliquée et la profondeur de pénétration. On obtient ainsi 
une courbe de la force en fonction de la profondeur et un logiciel de calcul mathématiques permet 
d’en déduire le module élastique du matériau en déterminant le coefficient directeur de la tangente à 
la courbe en son point le plus haut. Les mesures sont effectuées sur un appareil Step 700 équipé d’un 
ultrananoindenteur UNHT3 (Anton Paar, Autriche). 

* 

Figure 98: Effet de l'étirement statique sur la prolifération des myoblastes. 

Non-étiré Étiré 
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Pour chaque variation de ratio, plusieurs mesures de rigidité ont été effectuées (Figure 99 et Tableau 
15), pour finalement obtenir une courbe qui relie de manière quasi-linéaire la rigidité de la membrane 
avec le ratio agent durcissant/base (Figure 99).  

Tableau 15: Variation de la rigidité de la membrane en fonction du ratio agent durcissant/base 

Ratio base/agent durcissant 1:5 1:10 1:25 1:30 

Rigidité 1 (MPa) 2,1331 1,8572 0,75553 0,36854 

Rigidité 2 (MPa) 2,0263 1,8958 0,7702 0,36905 

Rigidité 3 (MPa) 2,1781 1,9116 0,78559 0,36747 

Rigidité (MPa) 2,11 ± 0,08 1,89 ± 0,03 0,77 ± 0,02 0,368 ± 0,001 

La méthode de nano-indentation ne permet cependant pas de mesurer des rigidité plus basses car la 
grande élasticité du PDMS induit un biais dans les mesures. Plusieurs études (236,301) ont évalué la 
relation entre ce ratio et la rigidité et ont convenu d’une formule rapide pour la déterminer : 𝐸 =

 
20 𝑀𝑃𝑎

𝑛
  avec n le ratio agent durcissant/base. C’est cette courbe que l’on retrouve en pointillé et on 

Figure 99: Courbe obtenue après nano-indentation permettant de déterminer la rigidité de 
l'échantillon (ici le ratio de 1:10) 

Figure 100 : Evolution de la rigidité des membranes en diminuant la quantité d'agent 
durcissant. En pointillés, la courbe y=20/n avec n le ratio agent durcissant/base 
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remarque que pour les valeurs intermédiaires, la corrélation est juste mais lorsque l’on mesure des 
rigidités plus importante (>2MPa) ou plus faibles (<0,5MPa), la courbe expérimentale s’éloigne de celle 
théorique, des résultats aussi observés par d’autres équipes (Figure 100)(236,301). Néanmoins, les 
valeurs obtenues ici, même pour la quantité d’agent durcissant la plus faible, sont loin des 12 kPa 
considérée comme la rigidité idéale pour la prolifération des myoblastes. 

En ce qui concerne l’effet de la rigidité du PDMS, des myoblastes primaires humains ont été 
ensemencés sur des membranes en PDMS avec un ratio de 30 : 1, 40 : 1 et 50 : 1 les trois supports les 
moins rigides. En guise de contrôle, les myoblastes ont aussi été ensemencés dans une boite de Petri 
commerciale contenant un hydrogel de collagène, des conditions de routine pour la culture de 
myoblastes. Le nombre de cellules obtenues après 2 et 5 jours de prolifération sont résumés dans le 
Tableau 16. 

Tableau 16: Effet de la rigidité du support sur la prolifération des myoblastes primaires humains 

Nombre de cellules  Contrôle 
collagène 

30 : 1 40 : 1 50 : 1 

2j de prolifération 501 ± 84 441 ± 64 624 ± 98 517 ± 42 

5j de 
prolifération 

Myoblastes seuls 1357 ± 224 976 ± 134 1139 ± 311 829 ± 198 

Myotubes 69 ± 5 23 ± 6 43 ± 5 20 ± 4 

Ces résultats montrent qu’un retard de prolifération est présent pour les myoblastes cultivés sur le 
PDMS par rapport à ceux dans la boite coatée collagène. Si au bout de deux jours, ce retard n’est pas 
significatif, il est très clair au bout du cinquième puisque dans les trois conditions, le nombre de 
myoblastes et de myotubes et plus faible. De plus, lorsque l’on regarde la morphologie des myoblastes 
(Figure 101), ils paraissent plus petits et plus arrondis sur le PDMS tandis qu’ils sont plus allongés dans 
la boite coatée collagène ce qui est caractéristique d’une meilleure adhésion et qui explique ensuite le 
nombre de cellules retrouvées. 

Il est à noter qu’après 5 jours de prolifération, les myoblastes ensemencés dans la boite coatée 
collagène sont bien allongés et ont commencé à se différencier et à fusionner, ce qui est plus rare dans 

les 3 autres conditions. Cette observation montre d’autant plus le retard de prolifération induit par le 
PDMS, même lorsque sa rigidité est plus basse. Ces résultats mettent en avant la nécessite d’une 

Figure 101: Effet de la rigidité du PDMS sur la prolifération des myoblastes primaires humains 
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biofonctionnalisation du PDMS pour assurer une bonne prolifération des myoblastes primaires 
humains. 

PREPARATION ET CARACTERISATION DE MEMBRANES EN PDMS 

Des membranes en PDMS sont préparées en utilisant un kit à deux composant de chez Dow Chemicals. 
La base (Sylgard-184A) et l’agent durcissant (Sylgard-184B) sont mélangés dans différents ratios en 
fonction de l’élasticité désirée (5:1 ; 10:1 ; 25:1 ; 30 :1 ; 40 :1 ; 50:1 en masse). Le produit est mélangé 
vigoureusement puis dégazé en appliquant une pression réduite. Le mélange est alors déposé sur un 
substrat en aluminium en s’assurant que l’épaisseur ne dépasse pas 0,5 mm et chauffés à 90°C pendant 
4h. La mélange à 10:1 peut aussi être déposé sur un support en polystyrène et mis en rotation à 1000 
tours/min pendant 30 secondes au spin coating pour obtenir des films d’environ 100µm. Les films de 
PDMS sont chauffés à 90°C pendant 4h.  


