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Résumé
Fabrication et culture de feuillets hépatiques et de sphéroïdes en lévitation acoustique

Le foie est le plus gros organe endocrinien du corps humain et assume de nombreuses
fonctions vitales : la détoxification des toxines et des médicaments, la sécrétion de bile, ou
encore la synthèse d’albumine. Il a une capacité de régénération unique. Cependant, dans
le cas de dommages sévères ou répétés, il perd son potentiel de régénération et doit être
remplacé. La seule solution thérapeutique qui existe de nos jours est la greffe de foie, mais
elle fait face à une augmentation du nombre de demandes et à une baisse du nombre de
donneurs. Par conséquent, les approches d’ingénierie tissulaire sont une alternative pro-
metteuse aux greffes hépatiques. Le foie est composé en majorité d’hépatocytes, qui re-
présentent 80% de son volume, ainsi que d’autres types cellulaires parmi lesquels les cho-
langiocytes, les cellules endothéliales, les cellules stellaires, les cellules de Kupffer et le
tissu conjonctif. Les hépatocytes matures sont des cellules polarisées qui interagissent avec
d’autres hépatocytes sur leur pôle apical, et avec les cellules endothéliales sinusoïdales via
leur membrane basale. Cette structure est très importante pour leur fonctionnalité. Quand
des hépatocytes sont isolés du foie et amplifiés en culture in vitro 2D, ils perdent leur pola-
rité, leur fonctionnalité et leur capacité à proliférer. Ces dernières années, de nombreuses
équipes de recherche ont exploré de nouvelles techniques de culture en 3D pour améliorer la
fonctionnalité hépatique in vitro (cultures en sandwich, sphéroïdes, organoïdes, impression
3D, etc.). Même si elles sont bénéfiques pour la viabilité et la fonctionnalité des hépato-
cytes, ces techniques 3D ont leurs limites, comme l’utilisation de matrices extracellulaires
et d’hydrogels mal caractérisés, ou le manque de reproductibilité pour les sphéroïdes et les
organoïdes. La lévitation acoustique a été préalablement utilisée par nos équipes pour la
culture à court terme de cellules épithéliales et mésenchymales. Nous avions montré que
cette technique permettait la formation rapide de feuillets cellulaires. Nous avons depuis
développé un nouveau système acoustique permettant la culture cellulaire à long terme
pendant plusieurs semaines. Nous avons évalué la viabilité, l’auto-organisation et la fonc-
tionnalité des cellules et avons obtenu des résultats très encourageants pour la culture en 3D
de cellules stromales mésenchymateuses, de cellules hépatiques, de cellules endothéliales et
d’un modèle de coculture. Les dynamiques d’auto-organisation ont été étudiées quantitati-
vement à l’aide demorpho-descripteurs. Pour explorer les mécanismes d’auto-organisation,
physiques ou biologiques, les cellules ont été soumises à différentes amplitudes de la force
de radiation acoustique, traitées avec un chélateur de calcium pour empêcher l’adhésion
cellule-cellule ou avec un inhibiteur de ROCK pour perturber la réorganisation du cytos-
quelette d’actine. Après différents temps de culture en lévitation, les caractéristiques bio-
logiques des cellules ont été établies par marquage LIVE/DEAD, cytométrie en flux, im-
munofluorescence, analyses transcriptomiques, évaluation de la capacité de métabolisme
de médicaments, et dosages d’albumine et d’urée. La morphologie des cellules hépatiques a
été étudiée par immunomarquage des transporteurs, ainsi que par microscopie électronique
à balayage. La stabilité génétique après lévitation a été évaluée par puce à ADN et études
de caryotypes. Nos résultats démontrent le potentiel de la lévitation acoustique comme
système microphysiologique alternatif pour la culture 3D de divers types cellulaires, en
monoculture ou en coculture. Nous avons montré la robustesse de cette approche grâce à
des études mécanistiques, biologiques et fonctionnelles. Ces résultats ouvrent la voie à de
nouvelles recherches en mécanobiologie, en pharmaco-toxicologie et en thérapie cellulaire.
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Fabrication and culture of hepatic cell sheets and spheroids in acoustic levitation

Liver is the largest endocrine organ in humans which undertakes many vital functions
including detoxification of toxins and drugs, synthesis of blood proteins such as albumin
and coagulation factors, secretion of bile, glucidic metabolism and storage. The liver is
unique in its capacity of regeneration as it can grow back to its initial volume after a
hepatectomy of up to 70 %. However, in cases of repeated, severe injury, the liver loses
its regenerative potential and needs to be replaced. The only therapeutic alternative that
exists today is liver transplantation which is limited by an increasing number of demands
and a decreasing number of donors. Therefore, tissue engineering approaches could be a
promising alternative to hepatic grafts. The liver is mainly composed of hepatocytes repre-
senting 80 % of the hepatic volume, as well as other cell types including cholangiocytes,
endothelial cells, stellate cells, Kupffer cells, and conjunctive tissue. In the liver, mature he-
patocytes are highly polarized cells which interact with other hepatocytes on their apical
side, and liver sinusoidal endothelial cells through their basal membrane. This structure is
very important for their functionality. When hepatocytes are isolated from the liver and
amplified in 2D culture in-vitro, they lose their polarity, their functionality and their ca-
pacity to proliferate. In recent years, many research teams have explored new 3D culture
methods in order to improve hepatic cell functionality in-vitro. These techniques include
sandwich cultures using hydrogels, spheroid and organoid formation, cell sheet technology,
3D printing, etc. Despite the proof of concept that 3D culture is beneficial for improving
hepatocyte viability and functionality, these techniques have their limits such as the use of
poorly defined extracellular matrix and hydrogels like Matrigel, or the lack of reproducibi-
lity in case of spheroid and organoid formation. Therefore, a new scaffold free, reproducible
method which would allow rapid restoration of cell junctions and polarity could be benefi-
cial for hepatocyte viability and functionality. Acoustic levitation has been previously used
by our teams for short-term cultures of epithelial and mesenchymal cells. We showed that
this technique allowed the formation of distinct cell sheets very rapidly. We developed a
new acoustic system which allows long term cell culture during several weeks. We eva-
luated the viability, the self-organization and the functionality of the cells in our system,
and obtained very encouraging results for 3D cell culture of mesenchymal stromal cells,
hepatic cells, endothelial cells and a co-culture model of hepatic and endothelial cells. The
self-organizational behaviors, from cell sheets to spheroids have been investigated thanks
to a timelapse analysis of the side-view of the acoustic levitation device. To investigate
the self-organizational mechanisms, cells have been subjected to different amplitudes of
the acoustic radiation force, as well as treated with a calcium chelator to prevent cell-cell
adhesion, or a ROCK-inhibitor to disrupt the reorganization of the actin cytoskeleton. The
cells in acoustic levitation were characterized at different time points by LIVE/DEAD stai-
ning, flow cytometry, immunofluorescence, drug metabolism capacities and transcriptomic
analyzes, as well as albumin and urea dosage. HepaRGmorphologywas evaluated by immu-
nostaining of transporters, as well as scanning electron microscopy. Genetic stability after
levitation was evaluated via CGH array and karyotype studies. Our results demonstrate the
potential of acoustic levitation as an alternative 3D culture microphysiological system for
various cell types, in monoculture or coculture. We showed the reliability of this approach
through mechanistic, biological and functional studies. These results pave the way towards
further application for cell therapy, mechanobiology and drug discovery.
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risation en chaîne quantitative par transcription inverse
SAW : Surface acoustic wave, onde acoustique de surface
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Préambule

Ce manuscrit présente une technologie innovante pour la culture de cellules humaines
en lévitation acoustique. Cette technique acoustofluidique a été ici utilisée dans la pers-
pective de créer un modèle tridimensionnel hépatique in vitro utilisable pour la recherche
fondamentale, la thérapie cellulaire et des analyses pharmaco-toxicologiques.

Étudiée au cours de cette thèse pour la première fois à long terme, la lévitation acous-
tique de cellules hépatiques exploite les forces produites par une onde stationnaire ultra-
sonore pour maintenir les cellules en suspension dans le milieu de culture, loin des parois
d’un système microphysiologique. Au cours de la culture, les cellules s’auto-organisent en
sphéroïdes.

L’état de l’art réalisé présente la biologie du foie (chapitre 1), les systèmes de culture
in vitro existants (chapitre 2), l’acoustofluidique pour la culture cellulaire (chapitre 3), la
conception de systèmes microphysiologiques (chapitre 4), l’apport de la coculture (chapitre
5) et l’auto-organisation des sphéroïdes (chapitre 6).

À la suite de ce positionnement dans l’espace bibliographique, une présentation indivi-
duelle introduit chaque article scientifique.

Un premier article explore l’auto-organisation de trois types cellulaires humains en mo-
noculture ou coculture, pendant plusieurs jours en lévitation acoustique.

Dans un second article, nous avons évalué la viabilité, la stabilité génétique et la fonc-
tionnalité de cellules hépatiques HepaRG après plusieurs jours de lévitation.

Enfin, une conclusion générale décrit les limites de cette étude et les nouveaux enjeux
qu’elle soulève.
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Première partie

État de l’art
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Figure 1.1 ś Résumé graphique du chapitre 1.
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Chapitre 1

1.1 Structure et fonctions du foie

(a) Position du foie par rapport aux autres or-
ganes du système entéro-hépatique. Le foie est un
organe très imposant. D’après Chung, 2011.

(b) Anatomie du foie et du pancréas. Le foie est
une organe très irrigué, à la foie par le système
sanguin (hepatic artery, hepatic vein) et par le sys-
tème biliaire (common hepatic duct, left and right

hepatic ducts). D’après Manual, 2022.

Figure 1.2 ś Macro-architecture hépatique.

1.1.1 Unorgane imposant et très irrigué, lieu de production et d’échanges

avec le sang et la bile

Une macro-architecture qui favorise les échanges

Le foie est le plus gros organe endocrinien de l’organisme (Figure 1.2a). Il pèse en
moyenne 2% de la masse corporelle (1,5 kilogramme chez l’adulte) et est situé légèrement
au-dessus de l’estomac. Cet organe très irrigué filtre et détoxifie le sang. Les vaisseaux san-
guins s’y divisent en ramifications qui desservent toutes les parties du foie et maintiennent
un flux sanguin de 1,4 litre par minute (Figure 1.2b). On y trouve deux vaisseaux afférents
et un vaisseau efférent :

Ð L’artère hépatique apporte du sang oxygéné provenant des poumons,

Ð La veine porte transporte du sang riche en nutriments et pauvre en O2 provenant du
tube digestif, de la rate et du pancréas,

Ð La veine centrale redistribue le sang filtré vers la veine hépatique puis vers le cœur.

Le foie est également parcouru par des canalicules et des canaux biliaires (Figure 1.2b),
qui assurent l’interconnexion avec le circuit biliaire. Il secrète la bile qui est ensuite utilisée
dans le reste du système entérohépatique.
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Le foie : un organe essentiel et complexe

Figure 1.3 śA) Foie, B) Lobule hépatique, C) Sinusoïde hépatique, D) Zoom sur le lobule hépatique,

présentant l’organisation des différents types cellulaires autour d’un sinusoïde. D’après Liu et al.,

2022.

Le foie est composé de millions d’unités fonctionnelles hexagonales appelées lobules
hépatiques (Figure 1.3.B). Chaque lobule est traversé par des branches de l’artère hépatique
et de la veine porte (Figure 1.3.D). Ces vaisseaux sanguins déversent le sang dans les sinu-
soïdes hépatiques, des petits canaux sanguins de quelques micromètres (Figure 1.3.C). Le
flux sanguin traverse le sinusoïde à un débit moyen de 144 µms−1(Ehrlich et al., 2019).
Lors de l’écoulement du sang vers la veine centrale, la portion liquide nommée plasma est
traitée dans les cellules qui bordent le sinusoïde en moins de deux secondes.

1.1.2 Micro-architecture : une mosaïque complexe qui repose sur

différents types cellulaires

La matrice extracellulaire est minoritaire dans le foie, elle ne représente que 3% du tissu
hépatique (Chen et al., 2015). Le reste du foie est composé de plusieurs types cellulaires :
hépatocytes, cholangiocytes, cellules endothéliales, cellules de Kupffer et cellules stellaires
(Tableau 1.1).

Les hépatocytes sont des cellules épithéliales qui représentent environ 60% des cel-
lules et 80% de la masse de l’organe (Villeneuve et Pichette, 2004 ; Trefts, Gannon
et Wasserman, 2017 ; Beckwitt et al., 2018). Ils assurent la majorité des fonctions du foie
(voir section 1.1.3). Les cholangiocytes, quant à eux, forment les parois des canaux biliaires,
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des voies qui évacuent la bile jusqu’à la vésicule biliaire et le duodénum. Ils représentent
environ 3% des cellules hépatiques. Les autres types cellulaires présents sont des cellules
non parenchymateuses : desmacrophages, appelés cellules de Kupffer, des cellules stellaires,
qui permettent le stockage de la vitamine A, et des cellules endothéliales, qui assurent l’irri-
gation importante de l’organe. Il existe plusieurs types de cellules endothéliales : celles qui
forment des veines et des artères, et celles qui bordent les sinusoïdes hépatiques, les cellules
fenestrées sinusoïdales (LSEC). La morphologie unique des cellules fenestrées leur confère
un rôle de barrière poreuse entre les capillaires sanguins et les hépatocytes, (Figures 1.4a et
1.4b) (Kholodenko et Yarygin, 2017 ; Vargas-Valderrama et al., 2020).

Table 1.1 ś Principaux types de cellules hépatiques. D’après Ehrlich et al., 2019

Type

cellulaire

Diamètre

(µm)

Volume (%

Total)

Nombre (%

Total)

Type Densité

(g/mL)

Hépatocytes 20-25 77,8% 65% Epithélial 1.10-1.15

Cholangiocytes 6-15 5% 3% Epithélial

Cellules en-

dothéliales

sinusoïdales

7-11 2,8% 16% Endothélial 1.061-1.080

Cellules de

Kupffer

10-13 2,1% 12% Macrophages 1.076

Cellules

stellaires

11-12 1,4% 8% Fibroblastes 1.05

(a) Sinusoïde hépatique de rat brun, d’une largeur de 5 µm. On ob-
serve nettement la fenestration des cellules endothéliales sinusoï-
dales, ainsi que les microvillosités des hépatocytes dans l’espace
deDisse. Agrandissement x10 000. Barre d’échelle : 5micromètres.
D’après Harris, 2011

.

(b) Rôle de barrière poreuse des cel-
lules endothéliales sinusoïdales hépa-
tiques (LSECs). D’après Kim et al.,
2023a.

Figure 1.4 ś Les cellules endothéliales sinusoïdales hépatiques.
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1.1.3 Les hépatocytes, usines polyvalentes et vitales

Réprésentant la quasi-totalité du volume et des fonctions hépatiques, les hépatocytes
sont les plus cruciales des cellules hépatiques. Leurs caractéristiques sont détaillées ci-
dessous.

Polarisation

Les hépatocytes sont des cellules polarisées (Figure 1.5a), c’est-à-dire asymétriques.
Certaines de leurs faces sont en contact avec les hépatocytes voisins, alors que d’autres
donnent sur le sinusoïde hépatique. Cette polarisation, contrôlée par le cytosquelette d’ac-
tine (Feldmann, 1992), établit un flux de molécules dans la cellule notamment grâce à l’in-
tervention de transporteurs transmembranaires (Figure 1.5b etGissen etArias, 2015). Pour
garantir un bon fonctionnement, la polarisation doit être maintenue en continu.

(a) Schématisation en 2D de la polarité des hépatocytes. Le pôle
sinusoïdal est séparé du sinusoïde par l’espace de Disse. L’hépa-
tocyte est relié aux cellules voisines du parenchyme par des jonc-
tions intercellulaires tout le long du pôle apical. Noter la présence
de canalicules biliaires entre les hépatocytes. D’après van der

Hoven, Gommers et Bakker, 2007.

(b) Intégration localisée dans la membrane
hépatocytaire de certains transporteurs.
D’après Hafey et al., 2020.

(c) Reconstruction en 3D d’un hépatocyte,
avec un pôle apical ou canaliculaire (vert),
un pôle basal ou sinusoïdal (magenta) et
un pôle latéral (gris). D’après Morales-

Navarrete et al., 2019.

Figure 1.5 ś La polarité des hépatocytes.
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Pôle apical Les faces qui sont zones de contact avec d’autres hépatocytes forment ce que
l’on appelle le pôle apical. La liaison entre les deux membranes voisines est assurée par
des protéines de jonction. Les jonctions sont de différents types : jonctions serrées, jonc-
tions adhérentes, desmosomes, jonctions communicantes. Par endroit, les deux membranes
forment des sillons : ce sont les canalicules biliaires, dans lesquels est excrétée la bile pro-
duite par les hépatocytes.

Pôle baso-latéral Les autres faces sont situées à proximité du sinusoïde sanguin et ne
sont pas en contact direct avec d’autres cellules. Elles donnent sur un interstice appelé
espace de Disse qui les sépare des cellules endothéliales sinusoïdales. À l’endroit de ce pôle
basal, la membrane forme de nombreuses microvillosités.

La polarisation des hépatocytes est complexe : le pôle apical a une forme sinueuse (Fi-
gure 1.5c).

Fonctions hépatocytaires

La fonction d’un hépatocyte est régie par son emplacement dans le lobule hépatique. La
pression partielle en oxygène est maximale près de l’artère hépatique et minimale près de
la veine centrale (Figure 1.3.D). Ce gradient d’oxygène établit un métabolisme différentiel
qualifié de zonation hépatique (Tableau 1.2).

Les hépatocytes exposés à une forte pression partielle en oxygène sont ceux qui ef-
fectuent les fonctions métaboliques oxydatives, tandis que les hépatocytes peu irrigués en
oxygène assurent la détoxification et la production d’albumine et d’urée.

Table 1.2 ś Zonation fonctionnelle du foie. D’après Ehrlich et al., 2019.

Zone périportale Zone périveineuse

Oxygène 60-70 mm Hg 25-35 mm Hg

Hormones Elevé Faible

Glucose Gluconéogénèse Glycolyse

CYP450 Faible Elevé

Lipides β-oxydation Liponéogénèse

Azote Uréogénèse Synthèse de glutamine

Métabolisme Les hépatocytes filtrent le sang et métabolisent les nutriments circulants
provenant de l’alimentation (Michalopoulos, 2007) :

Ð Glucides : le foie convertit le glucose en glycogène, un glucide de réserve qui peut
être immédiatement stocké dans l’organe. Ce mécanisme appelé la glycogénogenèse
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permet de construire des réserves énergétiques. En période de jeûne, le foie libère
du glucose en effectuant l’opération inverse ou en utilisant une autre voie de syn-
thèse : la néoglucogenèse. Celle-ci exploite des précurseurs non glucidiques tels que
le pyruvate, le lactate, le glycérol ou certains acides aminés.

Ð Protéines : les acides aminés extraits des aliments servent à synthétiser de nouvelles
protéines, telles que les facteurs de coagulation et l’albumine, laquelle joue un rôle
important de régulation de l’hémostase et de la pression osmotique sanguine. Cela
fait du foie le centre de synthèse de protéines sanguines plasmatiques.

Ð Lipides : les lipides quant à eux sont transformés en triglycérides et stockés dans le
foie ou alors évacués dans le sang sous la forme de lipoprotéines.

Détoxification Le foie est le plus grand centre de détoxification de l’organisme. Il élimine
les toxines issues de l’organisme (ammoniac), ou celles qu’apporte l’alimentation, comme
l’alcool, les polluants ou les médicaments (Trefts, Gannon et Wasserman, 2017). La dé-
toxification consiste à rendre hydrophile une molécule hydrophobe, afin de pouvoir l’éli-
miner dans le sang ou dans la bile.

Le xénobiotique est internalisé à travers des pompes, interagit avec des récepteurs nu-
cléaires, tels le récepteur constitutif des androstanes (CAR), le récepteur d’aryl hydrocar-
bone (AhR) et le récepteur prégnane X (PXR). Ces récepteurs sont ensuite déplacés dans le
noyau et induisent l’expression de nombreux gènes.

La détoxification se déroule en trois phases (Figure 1.6) :

Ð Oxydation : Les réactions de phase I inactivent les substrats. La plupart du temps, ce
sont des oxydations catalysées par des enzymes appelées cytochromes P450 (Beckwitt
et al., 2018), qui induisent la formation de groupements -OH, -NH2, -SH et d’inter-
médiaires hautement réactifs et toxiques. La famille des cytochromes P450 comprend
une cinquantaine d’enzymes (Figure 1.7), qui sont peu spécifiques de leurs substrats
(Tableau 1.3). Un cytochrome en particulier, le CYP3A4, catalyse la biotransformation
de plus de 50% des médicaments couramment utilisés (Blackford et al., 2019).

Ð Conjugaison : Les réactions de phase II sont généralement des conjugaisons avec des
substrats hydrophiles, principalement catalysées par des enzymes transférases. Elles
augmentent la polarité des substrats, afin de favoriser leur excrétion (Roy-Chowdhury,
Locker et Roy-Chowdhury, 2003), et diminuent leur toxicité.

Ð Extrusion : Le xénobiotique est ensuite excrété via des transporteurs, puis évacué
dans la bile jusqu’aux selles s’il est liposoluble, ou dans le sang puis l’urine s’il est
hydrosoluble.

Autres fonctions La production de bile (essentielle pour l’absorption des lipides), le trai-
tement des déchets azotés grâce à la synthèse d’urée, ou encore le stockage de divers com-
posés (fer, cuivre, vitamines...) représentent d’autres fonctions majeures des hépatocytes.
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Figure 1.6 ś Mécanisme de détoxification d’un xénobiotique. L’absorption est suivie d’une phase

d’oxydation, d’une phase de conjugaison et enfin d’une phase d’extrusion. D’après Esteves, Rueff

et Kranendonk, 2021.

Table 1.3 ś Spécialisation des CYP450. D’après Esteves, Rueff et Kranendonk, 2021.

Type de composé Isoenzyme CYP impliquée dans la

détoxification

Stérols 1B1, 7A1, 7B1, 8B1, 11A1, 11B1, 11B2,

17A1, 19A1, 21A2, 27A1, 39A1, 46A1, 51A1

Xénobiotiques 1A1, 1A2, 2A6, 2A13, 2B6, 2C8, 2C9,

2C18, 2C19, 2D6, 2E1, 2F1, 3A4, 3A5, 3A7

Acides gras 2J2, 2U1, 4A11, 4B1, 4F11, 4F12, 4F22, 4V2,

4X1, 4Z1

Vitamines 2R1, 24A1, 26A1, 26B1, 26C1, 27B1, 27C1

Figure 1.7 ś Détail de la nomenclature des CYP450. Les cytochromes sont répartis en familles et

sous-familles. D’après Esteves, Rueff et Kranendonk, 2021.
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1.2 Mécanismes de détérioration, maladies, greffe

1.2.1 Maladies hépatiques et conséquences pour l’organe

Le foie est un organe résilient grâce à une grande capacité de régénération in vivo. Après

avoir été amputé aux deux tiers, il est capable de retrouver sa taille et son organisation

microscopique initiales.

Ses capacités de régénération ont cependant leurs limites et sont l’objet de recherches

intensives. Des dommages importants peuvent être causés à l’organe par :

Ð un surdosage médicamenteux

Ð des maladies virales telles les hépatites A, B, C ou E

Ð des stress chroniques comme la consommation d’alcool

L’inflammation du foie qui en résulte, appelée hépatite, peut être aiguë ou chronique.

Elle cause une détérioration, une perte de la polarisation cellulaire et une perte de fonction-

nalité de l’organe (Gissen et Arias, 2015).

Dans le cas d’une inflammation aiguë, le foie cesse brusquement d’assurer ses fonctions

et une greffe doit être réalisée en urgence.

Quant aux hépatites chroniques, elles provoquent souvent la formation d’un tissu cica-

triciel, appelé fibrose, qui remplace les cellules endommagées. Le stade ultime de la maladie

est la cirrhose, le plus souvent irréversible. D’autres affections touchent également le foie,

comme la stéatose due à l’accumulation de graisse dans des vésicules lipidiques des hépa-

tocytes. Elle concernerait plus de 20% de la population. La cirrhose et la stéatose favorisent

l’apparition de cancers du foie. Le meilleur traitement est de nouveau la greffe, même si la

chimioembolisation et l’hépatectomie sont aussi utilisées en tant qu’alternatives.

Les maladies hépatiques sont nombreuses (maladies génétiques, etc.) et présentent des

symptômes variés. La liste exhaustive n’en sera pas fournie dans ce manuscrit, car pour la

plupart un éventuel traitement par thérapie cellulaire ne serait pas adapté.

1.2.2 Le traitement par greffe hépatique

Lorsque le foie n’est plus fonctionnel, le seul traitement possible qui ne requiert pas

de relier de façon permanente le patient à un appareil extracorporel est la transplantation

hépatique. Mais le nombre de patients en attente de foie a doublé en dix ans, induisant un

délai de plus de six mois (Iansante et al., 2018). La cirrhose provoquerait 10 000 à 15 000

décès chaque année, à cause notamment des complications chirurgicales (Luce et al., 2021)

et surtout du manque de donneurs dont le foie n’est pas détérioré (Gissen et Arias, 2015).

Il est urgent de se tourner vers des voies alternatives, comme la médecine régénérative.
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Plusieurs stratégies d’ingénierie tissulaire hépatique sont actuellement en développement.

Ainsi, la fabrication de feuillets hépatiques a été envisagée pour reconstituer en partie la

fonctionnalité de l’organe, par exemple chez des souris souffrant d’hémophilie (Tatsumi et

Okano, 2017). D’autres approches tentent de reproduire un foie entier, soit en recolonisant

des matrices de foie décellularisées, soit grâce à la bio-impression d’organoïdes. Aucune

de ces tentatives n’a pour l’instant atteint le stade des essais cliniques (Kholodenko et

Yarygin, 2017). Le principal obstacle à la réussite de ces thérapies cellulaires est de par-

venir à cultiver en grande quantité des cellules hépatiques fonctionnelles en laboratoire,

en sélectionnant les bons modèles cellulaires et les meilleures techniques de culture. De

tels modèles hépatiques pourraient également être impliqués en amont de la thérapie, pour

la recherche fondamentale sur les maladies hépatiques, ou la détection de toxicités hépa-

tiques provoquées par des médicaments. La complexité de l’architecture hépatique, ainsi

que le nombre important de fonctions devant être assurées compliquent leur élaboration.

Un panorama des différentes technologies développées à cet effet est présenté au chapitre

2.

1.3 Conclusion du chapitre

La structure très ordonnée du foie abrite divers types cellulaires à l’aspect et aux ca-

ractéristiques uniques. Cet organe complexe est responsable de fonctions vitales telles la

détoxification, la production de bile et la sécrétion d’albumine. Le développement de la

culture de tissus hépatiques en laboratoire a permis ces dernières décennies d’importants

progrès sur la caractérisation de cet organe. Des défis restent cependant à relever. En re-

cherche fondamentale, on constate un manque de compréhension de l’organogenèse, des

capacités de régénération et des maladies hépatiques. En recherche préclinique et clinique,

apparaît un besoin urgent d’innovation pour la détection des toxicités médicamenteuses, le

traitement des hépatites et le développement d’alternatives à la transplantation d’organe.

Le perfectionnement des techniques de culture in vitro, présenté au chapitre suivant, pour-

rait remédier à certains de ces défis : améliorer la modélisation des maladies hépatiques,

faciliter le développement des approches de pharmaco-toxicologie et engager la recherche

sur la voie de la thérapie cellulaire hépatique.
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Figure 2.1 ś Résumé graphique du chapitre 2.
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Le foie est connu pour sa capacité exceptionnelle de régénération in vivo (Michalopoulos,

2007 ; Kholodenko et Yarygin, 2017). In vitro cependant, la culture de cellules hépatiques

est complexe. Les hépatocytes primaires, c’est-à-dire prélevés sur des donneurs, perdent

leur capacité de prolifération, leur polarisation et leur fonctionnalité en quelques heures ou

jours lorsqu’ils sont cultivés en culture classique en deux dimensions sur plastique (Bazou

et al., 2008).

Pour dépasser cet écueil, d’autres modèles hépatiques in vitro ont été développés recou-

rant à différentes combinaisons de sources de cellules et de méthodes de culture. Le modèle

le plus adapté doit être choisi selon l’application visée : médecine régénérative, tests pour

le développement de médicaments, modélisation de maladies, ou encore recherche fonda-

mentale sur le foie.

2.1 Les modèles cellulaires d’hépatocytes

Les sources de cellules pour les applications in vitro sont variées. Les plus courantes

sont les hépatocytes primaires, les lignées cellulaires et les cellules issues de cellules pluri-

potentes, dont les caractéristiques sont détaillées en Figure 2.2.

Figure 2.2 ś Propriétés de différents types cellulaires : hépatocytes issus d’animaux, HepG2, He-

paRG, hépatocytes primaires humains, hépatocytes primaires humains cryogénisés et hépatoblastes

dérivés des cellules iPS. Le principal inconvénient des cellules HepaRG relevé ici est leur activité des

cytochromes, qualifiée de "moyenne". Leurs principaux avantages sont leur facilité d’obtention, leur

bonne viabilité, leur longévité et leur faible coût. D’après Beckwitt et al., 2018.

2.1.1 Hépatocytes primaires

Les hépatocytes primaires sont la référence inégalée (gold standard) pour la plupart des

études sur la fonctionnalité enzymatique, des tests de pharmaco-toxicologie (évaluation

des propriétés ADME-Tox ou ADMET : absorption, distribution, métabolisme, excrétion et

toxicité) ou des recherches sur les maladies hépatiques (Figure 2.3 et Lauschke et al., 2019).

Ils sont cependant loin d’être un modèle idéal. Ils proviennent principalement de résec-

tions ou ablations de foies malades, ou alors de foies ayant fait l’objet d’un don d’organe

trop endommagé pour être greffé (Guguen-Guillouzo et Guillouzo, 2010). Ces dons sont

cependant une source limitée et leur principal désavantage est la grande hétérogénéité entre
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les lots. Parfois, les tests de pharmaco-toxicologie sont réalisés sur des tranches de foie en-

tières. Celles-ci ne survivent cependant qu’un seul jour in vitro (Khetani et Bhatia, 2008).

Le plus souvent, la culture d’hépatocytes primaires est effectuée à partir d’une suspen-

sion de cellules individuelles. Le protocole d’isolation mécanique de ces cellules (Seglen,

1976) provoque la perte des jonctions intercellulaires et des canalicules biliaires (Guguen-

Guillouzo et Guillouzo, 2010). Pour conservation avant utilisation, ces hépatocytes pri-

maires sont également souvent cryopréservés, ce qui peut causer une inhibition de l’adhé-

rence ou de l’expression des CYP450 (Ehrlich et al., 2019).

Après décongélation, les hépatocytes primaires ne sont pas cultivés directement sur

plastique pour ne pas provoquer de chute immédiate de fonctionnalité. La culture en sand-

wich (Swift, Pfeifer et Brouwer, 2010), qui consiste à ensemencer une grande densité

cellulaire dans un hydrogel de collagène, est assez largement utilisée car elle procure aux

cellules le degré d’interactions cellule-cellule dont elles ont besoin (Moghe et al., 1997).

Elle demande cependant beaucoup de main-d’œuvre spécialisée, la prolifération reste très

réduite, voire inexistante, et la fonctionnalité cellulaire ne peut être maintenue plus de deux

semaines (Bhandari et al., 2001 ; Ramboer et al., 2015a ; Ramboer et al., 2015b ; Asplund

et al., 2016).

Figure 2.3 ś Panorama de l’utilisation des hépatocytes primaires en culture in vitro. Ils peuvent

être utilisés dans une grande variété de systèmes de culture et d’applications, et ont été exploités

dans de nombreuses applications commerciales. D’après Lauschke et al., 2019.

2.1.2 Lignées cellulaires

Pour pallier les limites des cultures primaires, notamment leur coût élevé et leur absence

de prolifération, les scientifiques ont recours à des modèles issus de lignées tumorales. Ces

cellules immortelles et prolifératives, le plus souvent d’origine cancéreuse, ont cependant

un phénotype et un fonctionnement différent de ceux d’un hépatocyte normal in vivo. Se-

lon la fonction cellulaire que l’on souhaite exploiter, on choisit la lignée disponible la plus

représentative (Ramboer et al., 2015a).
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Lignée HepG2

La lignée HepG2 a été l’une des premières isolées et est donc souvent utilisée dans

les études. Cependant, elle est assez éloignée des hépatocytes primaires car elle est im-

mature et a une activité enzymatique anormale : une très faible expression et activité des

enzymes de phase I et de phase II (Kanebratt etAndersson, 2008a ;Monckton, Brown et

Khetani, 2021). Elle reste néanmoins adaptée pour étudier certains cytochromes bien parti-

culiers : CYP1A1, 1A2, 2B6, ou encore 3A4 (Wilkening, Stahl et Bader, 2003 ;Westerink

et Schoonen, 2007).

Lignée HepaRG

La lignée bipotente HepaRG est un modèle plus pertinent pour les études de biotrans-

formation, mitotoxicité et cytotoxicité (Guillouzo et al., 2007 ; Kamalian et al., 2018). Ces

cellules sont dérivées d’une tumeur de cellules progénitrices hépatiques (Gripon et al.,

2002). Lorsqu’elles sont ensemencées à une faible densité (densité recommandée de 2.7x104

cellules/cm2), les cellules HepaRG présentent un phénotype indifférencié. Leur temps de

doublement est de 24 heures lors de la phase de prolifération (Gripon et al., 2002 ; Ehrlich

et al., 2019). Après une semaine de culture, les cellules atteignent la confluence.

Figure 2.4 śMorphologie des cellules HepaRG en culture 2D, observée en microscopie à contraste

de phase (amplification 10X, barre d’échelle 100 µm), A) Après 15 jours de culture, B) Après 30 jours

de culture, dont 15 jours exposés à du DMSO 2%, montrant des cellules à la morphologie épithéliale

(EL), à la morphologie hépatique (H) et des canalicules biliaires (BL) d’aprèsMeirinho et al., 2022.

Maturation des cellules HepaRG in vitro

L’arrivée à confluence des cellules HepaRG provoque la différenciation en deux types

cellulaires différents présentant des marqueurs caractéristiques des hépatocytes (comme

l’albumine) ou des cholangiocytes (comme la cytokératine 19) (Cerec et al., 2007). Les cel-

lules ressemblant à des hépatocytes (cellules épithéliales granulaires) se regroupent en îlots

entourés de cellules similaires à des cholangiocytes (Figure 2.4). Le ratio hépatocytes/cholangiocytes
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obtenu est de 50%. Le traitement avec 1 à 2% de diméthylsulfoxyde (DMSO) et 5 × 105

M d’hémisuccinate d’hydrocortisone entraîne la maturation des cellules HepaRG vers un

phénotype encore plus proche des hépatocytes primaires : ils présentent des canalicules

biliaires, des marqueurs de polarité et deviennent parfois binucléés (Aninat et al., 2006).

Le traitement au DMSO augmente l’expression de gènes impliqués dans la détoxifica-

tion, notamment ceux qui codent des cytochromes P450 comme le CYP3A4, important pour

les études cytotoxiques in vitro, ainsi que ceux qui codent des récepteurs sensibles auxmédi-

caments tels CAR ou PXR (Kanebratt et Andersson, 2008a ;Mayati et al., 2018 ; Dubois-

Pot-Schneider et al., 2022). Les cellules HepaRG traitées au DMSO produisent aussi de

l’albumine, de l’urée, de l’haptoglobine et de l’aldolase B, un marqueur spécifique des hé-

patocytes matures. Ces caractéristiques fonctionnelles peuvent être maintenues jusqu’à six

semaines après confluence (Le Vee et al., 2006 ; Kanebratt et Andersson, 2008b).

Cependant, le DMSO n’est pas sans conséquence même à des doses faibles, et peut aug-

menter la proportion de cellules mortes (Nibourg et al., 2012). À plus de 10%, il devient

même létal pour tous les types cellulaires, car il provoque la formation de pores dans la

membrane plasmique (Galvao et al., 2014). De plus, cette induction n’est pas stable et le

retrait du DMSO du milieu de culture induit immédiatement un effondrement de la produc-

tion de CYP450 (Aninat et al., 2006).

Pour toutes ces raisons, certains cherchent à remplacer l’utilisation répandue du DMSO

en biologie cellulaire (Mayati et al., 2018). La culture en 3D de cellules HepaRG induit une

maturation hépatique et une induction des cytochromes, sans posséder les désavantages du

DMSO (Rose et al., 2021).

Pertinence du modèle cellules HepaRG

Les cellules HepaRG, au contraire des cellules HepG2, présentent une activité métabo-

lique suffisamment proche des hépatocytes primaires (en deux dimensions, voirKanebratt

et Andersson, 2008a, en trois dimensions, voir Ramaiahgari et al., 2017) pour être utili-

sées dans des tests de clairance de médicaments (Kratochwil et al., 2017) ou d’induction

des CYP450 (Gerets et al., 2012). Ainsi, des modèles ont été mis au point pour prédire,

à partir de dosages d’ARNm chez les cellules HepaRG après exposition à un médicament,

l’induction des cytochromes dans le foie in vivo (Kanebratt etAndersson, 2008b). La sen-

sibilité des cellules HepaRG à la détection de composés toxiques reste cependant inférieure

de 30% à celle des hépatocytes primaires (Asplund et al., 2016). Pour Monckton, Brown

et Khetani, 2021, cela pose problème pour prévenir les insuffisances hépatiques aiguës

d’origine médicamenteuse (Drug-induced liver injury ou DILI). La détection des composés

pouvant provoquer une DILI est une priorité absolue lors des phases pré-cliniques, afin

de ne pas mettre sur le marché un médicament potentiellement mortel. Une amélioration

de la maturation in vitro des cellules HepaRG pourrait augmenter leur utilisation par les

industries pharmaceutiques.
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2.1.3 Hépatoblastes dérivés de cellules souches iPS

Une nouvelle source de cellules pourrait concurrencer l’usage des hépatocytes primaires

et des lignées. Il s’agit des cellules hépatiques différenciées à partir de cellules souches

pluripotentes induites, ou iPS (induced pluripotent stem cells).

Les iPS sont des cellules souches issues de la dédifférenciation de cellules adultes (Takahashi

et Yamanaka, 2006 ; Yamanaka, 2007). Cette technique de reprogrammation permet d’ob-

tenir des cellules souches pluripotentes sans recourir à la destruction d’embryons. Ces cel-

lules pluripotentes peuvent se différencier en n’importe quel type cellulaire, par exemple

hépatique. Les iPS ont déjà été différenciées en hépatocytes, cholangiocytes, cellules endo-

théliales et cellules de Kupffer (Olgasi, Cucci et Follenzi, 2020). La différenciation en hé-

patocytes suit trois étapes qui récapitulent le développement embryonnaire grâce à l’admi-

nistration de facteurs de croissance : l’induction en endoderme définitif (Activine A, BMPs,

FGFs etWNT3A) ), la spécification hépatique (FGF2, FGF4, BMP4, et BMP2), puis la différen-

ciation en hépatocytes (HGF, OSM et DEX) (Chen et al., 2018). Cependant, la différenciation

en hépatocytes n’est pas totalement efficace : les cellules produites, appelées hépatoblastes

dérivés d’iPS, ont un phénotype immature plus proche d’un progéniteur hépatique que d’un

hépatocyte mature (Carpentier et al., 2016 ; Hannan et al., 2013 ; Sampaziotis, Segeritz

et Vallier, 2015 ; Chen et al., 2018).

Les hépatoblastes ainsi obtenus peuvent être utilisés pour la fabrication d’organoïdes

hépatiques (Cotovio et Fernandes, 2020 ; Takeishi et al., 2020 ; Takebe et al., 2012) et de

cultures 3D (Harrison et al., 2021). Cette innovation manque pour l’instant de maturité,

mais est cependant déjà exploitée dans de nombreuses études.

2.2 Culture en 3D de sphéroïdes

Les types cellulaires présentés précédemment sont classiquement cultivés en 2D, mais

un changement de paradigme est en train de s’effectuer avec le développement de la culture

3D. Celle-ci est plus complexe mais plus pertinente. En effet, un environnement 3D procure

plus de degrés de liberté aux agrégats de cellules pour s’organiser, car la polarité cellulaire

n’est pas guidée par une surface plane et rigide d’adhésion (Duval et al., 2017). Dans une

culture 3D, les hépatocytes primaires conservent leur forme native (Baimakhanov et al.,

2018) et leur fonctionnalité (notamment l’expression génomique et l’activité des CYPs, de

HNF4α, de CAR et de PXR, la production d’albumine et d’urée) pendant au moins cinq

semaines (Vorrink et al., 2017 ; Bell et al., 2018 ; Baze et al., 2018 ; Jarvinen et al., 2022 ;

Desai, Tseng et Souza, 2017 ; Koide, Sakaguchi et Koide, 1989), contre deux semaines

pour les cultures en sandwich. Pour les cellules HepaRG, on observe également une aug-

mentation de fonctionnalité par rapport à une culture 2D sur plastique (Takahashi et al.,

2015).
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Différentes techniques peuvent être utilisées pour recréer un environnement 3D (Guillouzo

et al., 2007). La stratégie standard est de recourir aux échafaudages de matrices ou d’hydro-

gels (Takebe et al., 2013 ; Wu et al., 2019 ; Caliari et Burdick, 2016), qui sont cependant

victimes de leur mauvaise caractérisation moléculaire et de leur composition souvent in-

compatible avec une utilisation chez l’humain (Luce et al., 2021 ; Nakao et al., 2019 ; Gomes

et al., 2017). Une autre utilisation consiste à induire les cellules à s’auto-organiser pour

créer des formes à la géométrie sphérique, appelées sphéroïdes ("semblables à une sphère")

ou organoïdes ("semblables à un organe").

Qu’est-ce qui différencie un sphéroïde d’un organoïde? Les organoïdes de foie ap-

paraissent en 2013 grâce à l’équipe de Takanori Takebe, pionnière en la matière (Takebe

et al., 2013 ; Takebe et al., 2017). Les équipes de Lancaster et Knoblich, 2014 et de Souza,

2018 proposent deux définitions complémentaires d’un organoïde :

"Un organoïde est une construction tissulaire 3D multicellulaire qui mime in vitro l’organe in
vivo correspondant, et peut être utilisé pour étudier des aspects de cet organe dans une boîte
de culture tissulaire" (traduit depuis de Souza, 2018)

"Les organoïdes sont dérivés de cellules souches pluripotentes ou de progéniteurs isolés à partir
d’organes, qui se différencient pour former un tissu semblable à un organe, qui possède de
multiples types cellulaires s’auto-organisant pour former une structure similaire à l’organe in
vivo." (traduit depuis Lancaster et Knoblich, 2014)

La définition d’un sphéroïde est la suivante selon Chen et al., 2019 :

"Les sphéroïdes sont des amas sphériques de cellules auto-assemblées dans un environnement
où les interactions cellule-cellule dominent les interactions cellule-substrat" (traduit depuis
Chen et al., 2019)

Les sphéroïdes sont des modèles plus simples en composition et structure, qui ne sont

pas forcément multicellulaires et peuvent être issus de cellules non primaires comme les

lignées cellulaires. Pour ces raisons de simplicité, c’est ce modèle qui a été choisi dans notre

étude.

2.2.1 Panorama des méthodes de formation de sphéroïdes

Plusieurs techniques ont été développées pour former et cultiver des sphéroïdes (Jiang

et al., 2010 ; Chen et al., 2019). Elles sont présentées en Figure 2.5, et leurs avantages et

inconvénients sont détaillés dans les paragraphes suivants.
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Figure 2.5 ś Présentation de différentes techniques de formation de sphéroïdes : A) Hanging drop,

B) Surface non-adhérente, C) Bioréacteur classique, D) Bioréacteur rotatif, E) Plaque à ultra-faible

attachement , F) Revêtement hydrophobe, G) Lévitation magnétique et H) Hydrogel. Tous ces pro-

cédés agrègent les cellules loin des surfaces plastiques rigides sur lesquelles sont réalisées la culture

cellulaire standard. Ces systèmes 3D favorisent les interactions cellule-cellule plutôt que cellule-

surface. D’après Tevlek et al., 2023.

Bioréacteurs

Les bioréacteurs représentent la principale technique de culture à l’échelle macrosco-

pique. Ce sont des systèmes de culture en suspension 3D sous agitation. Les bioréacteurs

permettent une bonne conservation des canalicules biliaires, de l’expression des gènes des

cytochromes P450 et de la synthèse d’albumine et d’urée chez les hépatocytes primaires

pendant près de deux semaines (Lauschke et al., 2019). Ils sont cependant peu performants

pour la culture de cellules HepaRG (Ulvestad et al., 2012). Ils causent parfois un stress de ci-

saillement qui peut nuire à la viabilité et à la fonctionnalité des hépatocytes. Les sphéroïdes

y sont de tailles très diverses, et même parfois trop grands pour être viables (Farzaneh

et al., 2018), voir 2.3.2.

La culture en bioréacteur se situe à l’échelle de taille supérieure des techniques de for-

mation de sphéroïdes (volume souvent supérieur à un litre (Yamashita et al., 2018)), ce
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qui est recommandé pour les applications nécessitant de grandes quantités de matériel bio-

logique (production en masse d’iPS humaines (Silva, 2018), thérapie cellulaire, etc.), mais

consomme également de grandes quantités de milieu de culture. La culture en bioréacteur

n’est pas recommandée pour les tests de pharmaco-toxicologie car tous les sphéroïdes d’un

bioréacteur sont exposés au même milieu de culture (Lauschke et al., 2019), compliquant

les tests de doses-réponse.

Les autres techniques de formation permettent de cultiver les cellules à plus petite

échelle.

Microgouttelettes

L’encapsulation des cellules dans des microgouttelettes (hanging drop) déposées sur un

couvercle retourné de plaque de culture entraîne la formation de sphéroïdes sous l’effet de

la gravité (Figure 2.5 A). Les avantages de cette technique sont le faible volume de milieu

de culture requis (Soto et al., 2021) et la reproductibilité de taille (10% de variabilité pour

GravityPLUSTM de InSphero, Switzerland, Lauschke et al., 2019). Elle permet d’obtenir des

sphéroïdes d’hépatocytes primaires viables et fonctionnels pendant cinq semaines, mais ne

permet pas de maintenir une expression satisfaisante de certains cytochromes et marqueurs

de polarité (Lauschke et al., 2019 ; Monckton, Brown et Khetani, 2021). De plus, cette

technique est très consommatrice de main-d’œuvre.

Surfaces non adhérentes, micro-puits

La culture en plaque à faible adhérence (Figure 2.5 B) est moins coûteuse en main-

d’œuvre. Elle maintient la fonctionnalité hépatique pendant plus d’un mois (Bell et al.,

2016). Cependant, lorsqu’une grande plaque à faible adhérence (plaque à 24 puits de 1,9

cm2 ou à 6 puits de 9,6 cm2) est utilisée pour la formation de plusieurs sphéroïdes par puits,

le nombre, la forme et la taille des agrégats sont très aléatoires.

La culture en micro-puits (Figure 2.5 E) permet au contraire d’obtenir des tailles re-

productibles d’agrégats cellulaires. Elle n’utilise pas nécessairement de matrice exogène.

Elle maintient la morphologie et la fonctionnalité hépatique pendant plusieurs semaines

(Khetani et Bhatia, 2008). Elle permet une bonne reproductibilité de taille (AggreWellTM

de Stem Cell Technologies, Canada).

Microfluidique, système microphysiologique et foie sur puce

Initialement : microfluidique en 2D Les foies sur puce résultent d’une volonté de mi-

niaturisation des systèmes de culture cellulaire (Figure 2.6). Ceux-ci ont d’abord été dé-

veloppés en deux dimensions. L’arrivée dans les laboratoires de biologie de technologies
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issues de recherches en physique, notamment l’intégration de circuits microfluidiques, a

permis l’essor de divers organes sur puce. Les systèmes miniaturisés sont aujourd’hui re-

groupés sous l’expression générale "systèmes microphysiologiques", dont la définition est

donnée ci-dessous.

"Un systèmemicrophysiologique (MPS) humain reproduit certains éléments clés de la structure
de l’organe, de sa fonction et de sa réponse à un traitement thérapeutique." (traduit d’après
Gough et al., 2021)

Figure 2.6 ś L’intégration de biosenseurs dans les foies sur puce permet le suivi en continu de la

concentration en oxygène, de la température ou encore de l’activité électrique, et ainsi d’enrichir

leur potentiel pour la culture en 3D biomimétique. D’après Liu et al., 2022.

Les foies sur puce (liver-on-chip) permettent de travailler à micro-échelle avec des rap-

ports de volume cellule-milieu plus élevés, qui se rapprochent de ceux qui sont obser-

vés in vivo. L’intégration d’un système de perfusion permet d’instaurer un flux de milieu

(Beckwitt et al., 2018 ; Baudoin et al., 2007), ce qui améliore la maturité et la fonction-

nalité des hépatocytes primaires (Hegde et al., 2014) et des cellules HepaRG (Teng et al.,

2021). Cet avantage du flux doit être gardé en mémoire lorsque l’on compare des cultures

3D en plaques de culture classiques (statique) à des cellules lévitées dans une puce. Deux

conditions de culture sont alors modifiées conjointement : le flux et les ondes acoustiques.

Ces dispositifs microfluidiques sont devenus incontournables dans le domaine biomé-

dical depuis les années 2000 (Kanabekova, Kadyrova et Kulsharova, 2022 ; Sackmann,

Fulton et Beebe, 2014). Les organes sur puce sont plus reproductibles que les organoïdes, et
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leurs paramètres de culture sont contrôlables (flux, analyses biologiques) (Takebe, Zhang

et Radisic, 2017).

Sphéroïdes sur puce Afin de cumuler le meilleur de chaque monde, sont apparus il y

a quelques années les organoïdes sur puce et les sphéroïdes sur puce, qui combinent la

culture 3D et la microfluidique. Les tailles obtenues de sphéroïdes sur puce ont longtemps

été hétérogènes, notamment lors de l’utilisation d’hépatocytes primaires ayant des capa-

cités de formation de structures 3D variables d’un lot à un autre (Monckton, Brown et

Khetani, 2021). Mais la technologie des systèmes microphysiologiques atteint aujourd’hui

une certaine maturité, et les systèmes se complexifient. Des stratégies sont développées

pour contrôler la taille des sphéroïdes et les maintenir en place sans entraînement par le

flux.

Techniques d’assemblage externe

Parmi les techniques de contrôle de la position des sphéroïdes, on retrouve l’assemblage

imposé par des forces extérieures (externally driven assembly, Soto et al., 2021, Figure 2.7),

qui consiste à exercer des forces physiques sur les suspensions cellulaires pour les inciter

à s’agglomérer à un endroit choisi (Choudhury et al., 2011). Par exemple, la lévitation

(magnétique ou acoustique) maintient le sphéroïde dans le milieu de culture, sans aucun

contact avec une paroi solide.

Figure 2.7 ś Présentation de techniques d’assemblage de cellules imposé par des forces extérieures

(externally driven assembly). Ces forces peuvent être magnétiques, acoustiques, optiques ou élec-

triques. Adapté d’après Soto et al., 2021.

Lévitation magnétique Il est possible de marquer les cellules avec un composé magné-

tique, afin de les manipuler à l’aide d’une bobine Helmholtz, un dispositif d’électro-aimant

capable de générer des champs magnétiques localisés (Soto et al., 2021). Les feuillets cel-

lulaires ainsi formés se contractent spontanément pour former des sphéroïdes. Cette tech-

nique augmente la production de CYP3A4 par des hépatocytes primaires par rapport à une

culture 2D, une induction des CYP450 et une production (non quantifiée) d’albumine et de

MRP2 (Desai, Tseng et Souza, 2017).
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Lévitation acoustique La lévitation acoustique utilise quant à elle des ondes ultraso-

nores pour manipuler cellules et sphéroïdes. Ses avantages sont l’agrégation rapide des

cellules, leur maintien à une position définie, le renouvellement du flux, le contrôle de la

taille et la possibilité de mise à l’échelle. Contrairement à la lévitation magnétique, c’est une

technique de manipulation sans marqueurs, uniquement basée sur les propriétés physiques

intrinsèques des objets manipulés. Comme toute technique émergente, la lévitation acous-

tique souffre d’un manque de connaissances, en particulier sur l’influence d’une exposition

de longue durée aux ultrasons pour les cellules. Y remédier est l’un des objectifs de cette

thèse. Une présentation détaillée en est faite dans le Chapitre 3.

Un récapitulatif de comparaisons des différentes méthodes de formation et de cultures

de sphéroïdes est présenté sur la Figure 2.8.

A)

A)

Figure 2.8 ś Comparaison de différentes techniques de formation de sphéroïdes. L’assemblage par

lévitation acoustique est plus rapide que les autres techniques et permet de former un grand nombre

de sphéroïdes uniformes. La microfluidique apporte de nombreux avantages, par exemple le contrôle

de la taille, un haut rendement et le contrôle du micro-environnement. D’après Chen et al., 2019 (A)

et Achilli, Meyer et Morgan, 2012 (B).

.

Aucune méthode n’a pour l’instant pu s’imposer, car toutes ont leurs avantages et leurs
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inconvénients. Dans ce contexte, les nouvelles techniques peu étudiées jusqu’à présent, telle

la lévitation acoustique, sont une alternative à explorer.

2.3 Analysemorphologique et biologique des sphéroïdes :

choix des critères de validation du modèle in vitro

Avant de pouvoir s’insérer dans le panorama des modèles présentés en section 2.2, la

lévitation acoustique doit satisfaire les critères minimaux de validation. Tous les tests dis-

ponibles ne sont pas adaptés aux caractéristiques des sphéroïdes, à cause de leur petite

taille et de leur tridimensionnalité. Ceux qui sont utilisés pour la validation des sphéroïdes

n’ont jamais été définis strictement ; ils sont issus d’un consensus scientifique implicite.

Ils peuvent être divisés en trois catégories : viabilité, morphologie et fonctionnalité. Sont

présentés dans cette section les tests et valeurs de référence auxquels ont été soumis les

sphéroïdes obtenus en lévitation acoustique.

2.3.1 Critères de viabilité

Pour détecter la viabilité des cellules au sein des systèmes, différents tests colorimé-

triques de viabilité sont disponibles : test au bromure de 3-(4,5-diméthylthiazol-2-yl)-2,5-

diphényltétrazolium (ou MTT) (Grabinger et al., 2014), iodure de propidium (Brüningk

et al., 2020) ou marquage LIVE/DEAD calcéine/éthidium (Risbud et al., 2003).

Figure 2.9 ś Caractérisation de sphéroïdes de cellules pancréatiques de souris Panc02. a) Marquage

du sphéroïde entier au LIVE/DEAD, b) Viabilité cellulaire pendant sept jours, c) Nombre de cellules

au cours du temps, d) Aire du sphéroïde au cours du temps. D’après Chen et al., 2019.
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2.3.2 Reproductibilité, limite de taille et cœur nécrotique

Un deuxième critère est la reproductibilité de taille. Le facteur limitant qui empêche

l’augmentation en taille des sphéroïdes est l’absence de vascularisation. Les efforts en ce

sens sont présentés en chapitre 5. En attendant la levée de ce verrou technologique, l’apport

d’oxygène et de nutriments aux cellules se fait uniquement par diffusion vers le centre du

sphéroïde (Nakao et al., 2019 ; Gomes et al., 2017).

En cas de trop grande taille du sphéroïde, on observe la mort par hypoxie des cellules

situées au centre, conduisant à la formation d’un cœur nécrotique (Figure 2.10), que les

sphéroïdes soient formés dans des conditions classiques ou en lévitation acoustique (Jain et

al., 2005 ; Chen et al., 2019). La limite maximale de taille conseillée est 500µm (Moshksayan

et al., 2018 ; Lin et Chang, 2008), voire 200 µm pour des sphéroïdes de cellules HepaRG

(Mandon et al., 2019). C’est pourquoi la standardisation de la taille est essentielle (Ehrlich

et al., 2019 ; Lauschke et al., 2019). Elle permet de plus de s’assurer d’une réponse identique

à un éventuel traitement.

Figure 2.10 ś Cœur hypoxique (rouge) dans des sphéroïdes a) Schéma des 3 zones, b) Détection

du cœur hypoxique dans des cellules P19. D’après Chen et al., 2019.

L’un des obstacles majeurs pour l’utilisation des sphéroïdes dans le domaine de la bio-

logie fondamentale a justement longtemps été le manque de contrôle de la taille et de la

forme des sphéroïdes (Efremov et al., 2021 ; Kim et al., 2018 ; Liu, Chen et Win Naing,

2021). Il a cependant été intensément étudié et est actuellement en passe d’être levé dans de

nombreux systèmes de culture. On peut voir par exemple sur la Figure 2.11 qu’il est possible

d’obtenir une distribution de taille avec un faible écart type pour des sphéroïdes cultivés

dans des puits de cultures.

Figure 2.11 ś Répartition en taille de sphéroïdes de cellules HepaRG formés dans une plaque 384

puits. Les tailles sont homogènes. D’après Ramaiahgari et al., 2017.
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2.3.3 Critères pour la validation fonctionnelle des hépatocytes

Les principaux indicateurs de fonctionnalité des hépatocytes sont :

Ð Morphologie des cellules, présence de canalicules biliaires, de microvillosités,

Ð Marqueurs de polarité,

Ð Expression des marqueurs d’albumine (ALB) et production d’albumine,

Ð Synthèse d’urée,

Ð Expression demarqueurs hépatiques au niveau basal, telles les enzymes de type cytochrome-

oxydase (CYP450, notamment CYP3A4, CYP4A7, CYP1A1 et CYP2C9),

Ð Activité des cytochromes après induction,

Ð Etudes mécanistiques et capacité d’auto-organisation.

Ces critères s’appuient notamment sur les caractéristiques recensées des hépatocytes

humains matures (Chen et al., 2018). Cependant, il est à noter que les témoins, les réfé-

rences et les méthodes de normalisation diffèrent d’une publication à l’autre, compliquant

la comparaison de différentes études (Takebe et al., 2013 ; Schepers et al., 2016 ; Takebe

et al., 2017 ; Yamashita et al., 2018 ; Farzaneh et al., 2018 ; Blackford et al., 2019 ; Wu et

al., 2019 ; Mun et al., 2019). Ainsi, les quantités d’albumine et d’urée sont normalisées dif-

féremment, en fonction du nombre de cellules ou de la masse protéique totale. Une grande

variété de médicaments (rifampicine, nifédipine) sont utilisés pour induire l’expression des

cytochromes. Les cellules de référence peuvent être des hépatocytes dérivés d’iPS, des tissus

primaires, des hépatocytes cryopréservés, ou encore des iPS humaines.

Morphologie et microscopie électronique à balayage

La microscopie électronique à balayage permet de distinguer précisément les détails

morphologiques du sphéroïde et des cellules (Soto-Gutierrez et al., 2010), fournissant des

informations sur le compactage et les microstructures telles les micropores (Figure 2.12).

Figure 2.12 ś Sphéroïde de cellules HepaRG observé en microscopie électronique à balayage après

2 semaines de culture sous flux. Le sphéroïde est compact. Les flèches indiquent les jonctions serrées

et les triangles les micropores. D’après Teng et al., 2021).
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Marqueurs de polarité et présence de canalicules biliaires

Les études par immunofluorescence mettent en avant la localisation de protéines mar-

queurs de polarité : ZO-1 (Takeishi et al., 2020), transporteur membranaire MRP2 (ABCC2)

(Hiemstra et al., 2019 ; Teng et al., 2021 et Figure 2.13a). Elles peuvent aussi détecter l’ex-

crétion de marqueurs, tel le CDFDA, dans les canalicules biliaires (Figure 2.13b).

(a) Immunomarquage du transporteur apical MRP2
(barre d’échelle : 100 µm). D’après Ramaiahgari et al.,
2017.

(b) Détection de CDFDA après son excrétion dans
les canalicules biliaires (barre d’échelle : 30 µm).
D’après Teng et al., 2021.

Figure 2.13 ś Détection de marqueurs de polarité dans des coupes de sphéroïdes de cellules He-

paRG.

Localisation de marqueurs hépatiques

La localisation intrasphéroïdique des marqueurs hépatocytaires tels l’albumine, HNF4α

et CYP3A4, et du marqueur cholangiocytaire cytokératine 19 est présentée dans les travaux

de He et al., 2022 et Hiemstra et al., 2019, et illustrée sur les Figures 2.14a et 2.14b. Elle

permet de valider la nature bipotente des HepaRG cultivées sous forme sphéroïdale.

(a) Détection du marqueur hépatocytaire albumine et du mar-
queur cholangiocytaire KRT19 dans des sphéroïdes de cellules
HepaRG après 2 semaines de culture sous flux (barre d’échelle :
100 µm). D’après Teng et al., 2021.

(b) Marquages immunohistochimiques de
CK19 et CYP3A4 dans des coupes de sphé-
roïdes de cellules HepaRG (barre d’échelle :
100 µm). D’après Ramaiahgari et al., 2017.

Figure 2.14 ś Visualisation de différents marqueurs hépatiques à l’intérieur d’un sphéroïde grâce

à des coupes immunohistochimiques.
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Dosage de la production d’albumine et d’urée

Les cellules HepaRG produisent de l’albumine à environ 5-20 µg par million de cellules

par jour (Lübberstedt et al., 2011 ; Ehrlich et al., 2019 ; Gunness et al., 2013). Les cellules

HepaRG ne produisent pas toujours de l’urée en quantité détectable (Matsui et Shinozawa,

2021 ; Lübberstedt et al., 2011) par rapport à la production des hépatocytes primaires qui

est supérieure à 5 µg par million de cellules par jour pendant la première semaine de culture

(Lübberstedt et al., 2011).

Expression génomique et protéique basale

L’expression basale des gènes (en l’absence de répression ou de stimulation) et la pro-

duction basale protéique de marqueurs de fonctionnalité tels les cytochromes font partie

des critères les plus importants de maturité, pour comparer des modèles cellulaires (Figures

2.15) ou des systèmes de culture (Bell et al., 2018).

Figure 2.15 ś Activité métabolique de onze enzymes de phase I et phase II chez différents types

cellulaires hépatiques cultivés in vitro en 2D : HepG2 (jour 4), iCell® dérivés d’iPS (jour 4), HepaRG™

(jour 7), HepatoPac® (jour 8), HµREL™ (jour 8), et pool d’hépatocytes primaires cryopréservés (jour

0). D’après Monckton, Brown et Khetani, 2021.

Expression génomique et protéique après induction par un médicament

Des hépatocytes matures répondent à l’exposition à un médicament par une augmen-

tation de l’expression génomique et de l’activité des récepteurs nucléaires (2.16) et des en-

zymes CYP450 (2.1). Le traitement aux médicaments s’effectue souvent sur une longue du-
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rée d’au moins 72 heures in vitro (Ramaiahgari et al., 2017 ;Meirinho et al., 2022 ; Gerets

et al., 2012). L’induction d’ARNm des CYP450 est partiellement corrélée à la production

protéique finale (Jarvinen et al., 2022). Cette induction dépend du médicament utilisé, par

exemple l’exposition à la rifampicine induit l’activation du récepteur PXR (Yamashita et al.,

2013), alors que l’exposition à l’oméprazole active le récepteur AhR (Ramaiahgari et al.,

2017).

Figure 2.16 ś Récepteurs et cytochromes impliqués dans la détoxification de la rifampicine, de

l’oméprazole, de CITCO et de PF-06282999. D’aprèsMoscovitz et al., 2018.

Table 2.1 ś Valeurs d’augmentation de l’expression d’ARNm ou de l’activité protéique des cyto-

chromes chez des cellules HepaRG après traitement à la rifampicine (RIF) ou l’oméprazole (OME) ;

"ND" : Non déterminé et "/" : Non étudié

Référence Médicament ARNm ou
activité

CYP1A1 CYP1A2 CYP2C9 CYP2E1 CYP3A4

Gerets

et al., 2012
RIF ARNm ND ND / -2.09 25.71

Lübberstedt

et al., 2011
RIF Activité / / 3.4 / 2.8

Ehrlich

et al., 2019
RIF Activité / / / / 5

Mandon

et al., 2019
RIF Activité / ND 2.38 / 1.93

Mandon

et al., 2019
OME Activité / ND 1.27 / 0.08

2.4 Applications actuelles de la culture in vitro du foie

Trois applications principales ont pour l’instant été identifiées pour les modèles in vitro :

la modélisation de maladies (non étudiée lors de cette thèse), les tests de développement

et/ou d’évaluation de médicaments et la thérapie cellulaire.
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Tests demétabolisme enzymatique et de toxicité desmédicaments pour la recherche
pharmaceutique

De nombreux tests lors du développement de nouveaux médicaments sont réalisés sur

des modèles animaux. Leurs désavantages sont pourtant de plus en plus pointés du doigt :

préoccupations éthiques, ou encore différences entre les espèces (longueur du système di-

gestif, faculté d’absorption, nature des transporteurs et des cytochromes) qui affectent phar-

macocinétique et pharmacodynamique et font craindre de ne pas détecter des toxicités po-

tentiellement mortelles chez l’humain. De plus, les études in vivo pour le développement

de médicaments mobilisent d’importants moyens financiers, matériels et humains. Ceux-ci

augmentent d’année en année, car le criblage (screening) explore un nombre croissant de

molécules d’intérêt en parallèle.

Le renouvellement automatique du milieu et l’intégration possible de capteurs dans

les dispositifs microfluidiques en font de bons candidats pour les tests de médicaments

(Christoffersson et Mandenius, 2019 ; Sasikumar et al., 2020). La chaîne de développe-

ment peut utiliser lors des premières étapes des systèmes en 2D, simples et multipliables,

avant d’adopter des systèmes plus complexes comme les sphéroïdes et les modèles animaux

lors des étapes suivantes (Figure 2.17).

Figure 2.17 ś Stratégie de détection des insuffisances hépatiques aiguës d’origine médicamenteuse

(Drug-induced liver injury ou DILI) in vitro. Les systèmes en 3D sont recommandés pour la deuxième

étape des tests de pharmaco-toxicologie, car ils sont intermédiaires en terme de coût, facilité d’usage

et complexité biologique. D’après Weaver et al., 2020.

Thérapie cellulaire

Les cultures hépatiques in vitro sont engagées sur la voie des applications en thérapie

cellulaire. Pour aider à maintenir leurs fonctions métaboliques hépatiques, les patients en

attente de greffe pourraient être reliés à un foie bioartificiel extracorporel (BAL), un bio-

réacteur composé d’hépatocytes vivants (Kumar, Tripathi et Jain, 2011 ; Nibourg et al.,
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2012) ou de sphéroïdes d’hépatocytes dérivés d’iPS (Figure 2.18a) qui filtrent le plasma du

patient.

D’autre part, l’utilisation de feuillets cellulaires a montré des résultats encourageants

chez la souris (Figures 2.18b) dans le traitement de l’insuffisance hépatique aiguë (acute

liver failure, voir chapitre 1).

(a) Augmentation du taux de survie des porcs
souffrant d’insuffisance hépatique aiguë lors
d’échange de plasma avec un foie bioartificiel
composé de sphéroïdes d’hépatocytes dérivés
d’iPS en suspension dans du milieu de culture
(hHS-BAL), par rapport à l’absence de BAL (No-
BAL), ou à un BAL vide (Empty-BAL). D’après
Chen et al., 2020.

(b) Preuve de concept sur la souris de la trans-
plantation d’un feuillet cellulaire d’hépatocytes
dérivés d’iPS. D’après Nagamoto et al., 2016.

2.5 Conclusion du chapitre

Les sphéroïdes peuvent être obtenus à partir de nombreux types cellulaires et de nom-

breuses méthodes de formation et culture. Diverses combinaisons sont déjà suffisamment

robustes pour garantir la validité des tests de viabilité et de fonctionnalité établis pour ces

modèles in vitro de foie. Cependant les techniques ont toutes leurs limitations : perte de

fonctionnalité des cellules au cours du temps, mauvais contrôle de la taille, main-d’œuvre,

coût, incompatibilité avec les essais cliniques ou la thérapie cellulaire.

Aucun modèle de sphéroïde hépatique n’a pu pour l’instant s’imposer comme une ré-

férence, justifiant de plus amples recherches sur l’amélioration des systèmes existants ou

l’exploration de nouveaux modèles. Une innovation potentielle, la lévitation acoustique, ré-

cemment appliquée à la culture cellulaire, peut représenter une méthode innovante pour

former, cultiver, et évaluer les propriétés de sphéroïdes hépatiques.
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Figure 3.1 ś Résumé graphique du chapitre 3.
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L’émergence de la microfluidique couplée au développement de la génération d’ultra-

sons a vu naître une nouvelle discipline appelée acoustofluidique qui se révèle être une

technique concurrentielle pour la formation et la culture de sphéroïdes, face aux limite des

autres techniques présentées au chapitre 2.

L’acoustofluidique est définie de la manière suivante par un consortium d’experts du

domaine :

"Acoustofluidique : exploitation des forces des ondes stationnaires ultrasoniques et du strea-

ming acoustique dans des systèmes microfluidiques, pour la manipulation de cellules et de par-
ticules" (Titre traduit en français d’une série de 24 publications scientifiques tutoriel, Bruus,
2011).

Avant d’être utilisée sur les cellules, la lévitation acoustique a tout d’abord été mise

au point et étudiée sur des particules synthétiques (de latex, polystyrène ou silice) dans

un fluide. Les grands principes gouvernant le mouvement des particules ont ainsi pu être

étudiés.

L’acoustofluidique a ensuite été appliquée au tri cellulaire en flux ou au lavage cellulaire

(Sugier et al., 2023 ; Lenshof et al., 2012), ainsi qu’en tant que moyen de caractérisation

des propriétés physiques des cellules (Bellebon et al., 2022 ; Varol et al., 2022 ; Fu et al.,

2021) ou pour stimuler la migration, la croissance ou la fonctionnalité cellulaire (Stamp et

al., 2016 ; Kim et al., 2022). La recherche en acoustofluidique est encore développée sur ces

applications, et s’y ajoute un champ récent d’applications : la formation de sphéroïdes en

lévitation acoustique et la culture sur le long terme (plus de 24h).

À cause de son utilisation récente en biologie, nous n’avons que peu de connaissances

sur son potentiel et ses conséquences sur les cellules.

3.1 Principes physiques de la lévitation acoustique et

équations descriptives

3.1.1 Ondes acoustiques

Les ondes acoustiques sont des ondes longitudinales, c’est-à-dire qu’elles provoquent

une perturbation dirigée parallèlement à la direction de propagation. Lorsque l’onde acous-

tique est progressive, on observe un phénomène de propagation d’une perturbation de

proche en proche, sans transport de matière mais avec transport d’énergie. En effet, les

particules du milieu vibrent au passage de l’onde, avant de revenir à leur position initiale.

Cela entraîne des variations de pression acoustique. L’onde acoustique progressive est si-

nusoïdale, elle évolue en fonction du temps et de la distance comme une sinusoïde.

La fréquence f est l’un des paramètres caractéristiques d’une onde acoustique. Lors de

nos expériences, nous utiliserons des ultrasons, des ondes acoustiques de l’ordre du Méga-

hertz (MHz). Cet ordre de grandeur utilisé en échographie ultrasonore classique offre un

46



Acoustofluidiqe pour la culture cellulaire

bon compromis entre force de radiation, streaming acoustique et taille des sphéroïdes. On

peut retrouver la longueur d’onde λ grâce à la formule :

λ =
c

f
(3.1)

Avec λ la longueur d’onde (µm), c la vitesse propagation dans le milieu (m.s−1) et f la

fréquence (Hz).

Un autre paramètre important est l’amplitude de pression acoustique, qui mesure l’am-

plitude avec laquelle l’onde va compresser et dilater les couches d’air. Elle s’exprime en

Pascals (Pa). On ne peut pas mesurer directement la pression acoustique à l’intérieur de

notre montage microfluidique car les dimensions sont trop petites pour y insérer un hy-

drophone sans perturber le champ acoustique. On caractérise donc l’amplitude de l’onde

acoustique grâce à la tension électrique crête à crête Vpp appliquée à un transducteur ultra-

sonore par un générateur de signal. On sait alors que la densité d’énergie acoustique E0 du

système varie en fonction du carré du voltage Vpp : E0 ∝ V 2
pp (Dron et Aider, 2012).

3.1.2 Principes de la lévitation acoustique

Sans ondes acoustiques En l’absence d’ondes, la dynamique des particules sphériques

dans un fluide est soumise à la poussée d’Archimède (la force subie par un corps plongé

dans un fluide et soumis à un champ de gravité), à la force de pesanteur et à la force de

Stokes (force de frottement du fluide sur une particule en mouvement dans le fluide). L’éta-

blissement de l’équilibre entre ces forces (flottabilité et force de Stokes) est à l’origine de la

sédimentation des particules de plus forte densité que le fluide (Dron, 2011).

Figure 3.2 ś Visualisation des plans nodaux (lignes horizontales blanches), des anti-nœuds de

pression (lignes horizontales sombres) et de particules macroscopiques en lévitation acoustique dans

l’air. Adapté de Harvard Natural Sciences Lecture Demonstrations, 2017.
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Figure 3.3 ś A) Représentation d’un dispositif de lévitation acoustique, B) Champ de pression

acoustique (centre gauche), C) Champ de vitesse des particules (centre droit), D) Forces de radiation

acoustique (droite) d’une onde stationnaire. Adapté d’après Laackmann et al., 2011.

L’instauration d’une onde stationnaire L’acoustophorèse consiste àmanipuler des ob-

jets grâce aux ondes acoustiques. Deux catégories d’ondes sont utilisées à cette fin : les

ondes de surface se propageant à la surface d’un matériau élastique (surface acoustic waves

ou SAWs), dont l’étude est hors du cadre de cette thèse, ou les ondes acoustiques de volume

(bulk acoustic waves ou BAWs), utilisées dans notre système.

L’onde acoustique produite par notre transducteur est transmise à travers le fluide (dans

notre cas, après avoir traversé une couche d’huile et de PDMS) puis réfléchie par une lame

de verre (réflecteur) grâce à la différence d’impédance acoustique entre le fluide et la lame.

Il est à noter que les positions du transducteur et du réflecteur (lame de verre) sont inter-

changeables, et donc le système a parfois été utilisé en position inversé. A l’intérieur de la

cavité, le champ d’onde peut être vu comme la somme de deux ondes progressives sinusoï-

dales : l’onde incidente et l’onde réfléchie, qui se propagent en sens inverse. Si la hauteur

de la cavité est égale à un multiple de la demi longueur d’onde, leur interférence crée une

onde stationnaire d’amplitude maximale. Le système se trouve alors excité sur un mode de

résonance, qui permet au système d’amplifier l’énergie acoustique (Bruus, 2012). Un champ

constant spatialement de pression acoustique est ainsi formé dans la cavité résonante (Fi-

gure 3.3).

On observe une différence de phase entre les maxima de vitesse de vibration et les

maxima de pression (Figure 3.3). Les régions où l’amplitude de changement de pression est

la plus faible sont des plans orientés orthogonalement au sens de propagation des ondes et

espacés d’une longueur d’une demi longueur d’onde (Figure 3.2). Ils sont appelés plans no-

daux, ou nœuds de pression. A l’inverse, les régions où l’amplitude de changement de pres-

sion est la plus grande sont appelés ventres ou anti-nœuds de pression (Comeau, Hocking

et Dalecki, 2016 ; Olofsson, Hammarström et Wiklund, 2018).
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Figure 3.4 ś Agrégation de cellules dans une cavité acoustofluidique possédant trois plans nodaux

(lignes pointillées) ; Fac : composante axiale de l’ARF ; FT : composante transversale ; sinusoïde bleue :

représentation des maxima du champ de pression acoustique.

La force de radiation acoustique (ARF) Quand des particules ou des cellules sont ex-

posées à ce champ acoustique, on observe un phénomène de diffusion : l’onde acoustique

est déviée par l’interaction avec l’objet (Bruus, 2012). Les interactions non-linéaires entre

l’onde stationnaire et l’onde diffusée sont à l’origine d’une force de radiation acoustique,

aussi appelée ARF (Acoustic Radiation Force).

La force de radiation acoustique, en fonction de sa fréquence et de son amplitude, peut

mettre en mouvement les particules ou cellules initialement réparties aléatoirement dans le

fluide. Dans nos configurations (Figure 3.4) la force acoustique a deux composantes, l’une

axiale (Fac), l’autre transversale ou radiale (FT ) :

Ð Les particules sont soumises à l’action de la composante axiale (Fac) de la force acous-

tique de radiation (l’ARF) (Figure 3.4.A). Cette composante, aussi appelée force de

radiation primaire, fait bouger les particules verticalement. Selon les propriétés du

fluide et des objets, ces derniers iront vers les nœuds ou vers les ventres de pression

acoustique (voir section 3.1.3). Dans notre système, les cellules vont vers les nœuds

de pression (Figure 3.4.B).

Ð Une fois que les particules ont atteint les plans nodaux, la composante axiale s’annule.

La composante transverse (FT ) de l’ARF (force de radiation secondaire, environ 100

fois moins puissante que Fac, d’après Woodside, Bowen et Piret, 1997 ; Woodside,

1998) n’est plus négligeable. Elle fait converger les particules vers un point de symé-

trie central, jusqu’à ce qu’elles forment un agrégat (Figure 3.4.C).

Après ces quelques secondes demouvement, les particules ou cellules sous forme d’agré-

gats sont maintenues par la force mécanique invisible en position fixe, loin des parois (Fi-
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gure 3.4). Ce phénomène est parfois qualifié de pince acoustique (acoustic tweezer). L’agré-

gat est rendu plus cohésif grâce à une force acoustique inter-particules qui n’est significative

que lorsque les particules sont très proches les unes des autres : la force de Bjerknes secon-

daire (garcia2014). Dans le cas où l’on fait léviter des cellules, l’agrégat est aussi consolidé

par les jonctions intercellulaires (Garcia-Sabaté et al., 2014).

Différences entre lévitation de billes inertes et de cellules vivantes Dans notre

équipe, la lévitation acoustique a tout d’abord été étudiée à l’aide de particules en poly-

styrène, avant d’être testée sur des cellules. Cette étape de validation a été l’objet d’une

collaboration entre l’unité de Thérapie Cellulaire de l’hôpital Saint-Louis et le laboratoire

PMMH . Si la mise en en lévitation des cellules individuelles (immédiatement après passage

des cellules) est relativement simple (injection de cellules comme pour les particules), le

maintien des cellules dans le plan de lévitation pendant plusieurs heures dans un environ-

nement favorable (gaz, température, matériaux biocompatibles, etc.) est plus délicat.

La première différence avec des particules est que les interactions entre cellules rendent

très vite les feuillets cellulaires cohésifs, contrairement à des particules qui se séparent les

unes des autres lorsqu’on arrête l’émission des ultrasons. La seconde différence majeure

a été observée après quelques heures de culture en lévitation acoustique. En effet, nous

avons pu observer que les feuillets de cellules stromales mésenchymateuses se réorganisent

spontanément (conditions et paramètres physiques inchangés) sous la forme de sphéroïdes

(Jeger-Madiot et al., 2021, (Figure 3.4.D). Cette première démonstration expérimentale a

été le point de départ de ce travail de thèse.

3.1.3 Équations utilisées pour décrire la force acoustique de radia-

tion (ARF)

Plusieurs modèles ont été développés afin de décrire de façon analytique la force acous-

tique. King a d’abord établi les équations expliquant l’effet des ondes acoustiques sur des

particules incompressibles pour un champ d’onde stationnaire unidimensionnel (King, 1934).

Puis Yosioka et Kawasima ont élargi l’étude aux particules compressibles (Yosioka etKawasima,

1955). Enfin, Gorkov a effectué une généralisation du modèle (Gor’kov, 1962). Dans tous

les cas, on fait l’hypothèse de particules sphériques très petites devant la longueur d’onde

acoustique (régime de Rayleigh).

Seule la composante axiale de l’ARF, la plus étudiée, sera ici détaillée sous forme d’équa-

tions. Nous utiliserons le modèle de Yosioka et Kawasima, 1955, qui est valable dans la

plupart des cas utilisés dans cette thèse. La force acoustique y est exprimée sous la forme

suivante :

Fac =
π

4
E0 k d3p FY sin(2kz) ez (3.2)
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avec E0 la densité d’énergie acoustique du résonateur, k le nombre d’onde, dp le dia-

mètre des particules/cellules, FY le facteur de contraste acoustique, z la position axiale de

la particule par rapport au plan nodal. On peut ainsi constater que plus le diamètre de l’ob-

jet est important et plus la densité d’énergie acoustique est importante, plus la force subie

par l’objet sera grande.

Expliquons ces facteurs individuellement :

Ð La densité d’énergie acoustique E0 correspond à l’énergie emmagasinée par le fluide

sous forme d’énergie cinétique et d’énergie potentielle.

Ð Le nombre d’onde k est égal à k = 2π/λ, c’est-à-dire k = ω/vf avec ω = 2πf , f la

fréquence, λ la longueur d’onde, et vf la vitesse de propagation dans le fluide. Il est

proportionnel au nombre d’oscillations effectuées par l’onde par unité de longueur.

Ð Le facteur de contraste acoustique FY dépend de la densité (facteur de densité FK) et

de la compressibilité (facteur FY ) des particules utilisées, ainsi que des propriétés du

fluide. S’il est supérieur à zéro (comme c’est le cas pour des cellules), les particules

migrent vers les plans nodaux. Sinon elles se dirigent vers les ventres de pression

(Novotny, Lenshof et Laurell, 2021). On comprend ainsi que plus la différence de

densité par rapport au fluide est importante, plus la force acoustique subie par l’objet

est grande et donc plus la vitesse de migration est élevée vers les nœuds de pression.

Le facteur de contraste acoustique s’écrit de la façon suivante :

FY = FK + FY =
1 + 2

3
(1−

ρf
ρp
)

2 +
ρf
ρp

−
ρf c

2
f

3 ρp c2p
(3.3)

avec :

Ð ρf la densité du fluide, ρf = 998 kg.m−3 pour de l’eau.

Ð ρp la densité de la particule, ρp = 1050 kg.m−3 pour des particules de polystyrène.

Ð cf la célérité du son dans le fluide, cf= 1480 m.s−1 pour de l’eau à T=293 K.

Ð cp la célérité du son dans la particule, cp = 2407 m.s−1 pour des particules de polysty-

rène.

Comme on peut le voir, le facteur de contraste acoustique peut être calculé pour des

particules dont les dimensions et les propriétés physiques sont connues. En revanche, il est

inconnu pour des cellules. En général il est positif, ce qui est confirmé par l’accumulation

des cellules aux noeuds de pression. En effet, si le contraste acoustique est négatif, cela

change le signe de la force acoustique et les particules ou cellules s’accumulent aux anti-

noeuds de pression. Il est possible de mesurer le facteur de contraste acoustique de cellules

en mesurant leurs vitesses de migration vers les noeuds de pression après avoir au préalable

mesurer l’énergie acoustique du système avec des particules dont on connaît les propriétés

(Bellebon et al., 2022 ; Dron et Aider, 2012). Ceci n’a malheureusement pas pu être réalisé

au cours de cette thèse.
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3.1.4 Streaming acoustique

Un autre phénomène est créé par les ultrasons dans la cavité : le streaming acoustique,

qui crée des flux dans le fluide. Il s’agit d’un effet du second ordre moyenné au cours du

temps qui génère des rouleaux dans le fluide (Figure 3.5). L’aspect théorique de ce phé-

nomène n’a pas été étudié pendant cette thèse, mais a fait l’objet d’études spécifiques telle

celle deWiklund,Green etOhlin, 2012. Les auteurs y décrivent le streaming de la manière

suivante :

"L’état du volume d’un fluide, à travers lequel une onde acoustique se propage peut être décrit
par des oscillations de pression et vélocité. Dans un fluide idéal, le déplacement des particules
moyenné au cours du temps, c’est-à-dire le flux net du fluide, est égal à zéro en tout point.
Cependant, dans un fluide réel, à cause de l’atténuation visqueuse, le déplacement des particules
du fluide pendant chaque cycle d’oscillation devient non nul. Cet effet local peut provoquer la
formation de flux de streaming à l’échelle globale.Ainsi, le streaming acoustique est unflux
continu de fluide formé par l’atténuation visqueuse des ondes acoustiques." (traduit
depuis Wiklund, Green et Ohlin, 2012)

Il existe trois types de streaming :

Ð Le streaming de Schlichting (au niveau de la frontière interne de la cavité)

Ð Le streaming de Rayleigh (au cœur du fluide)

Ð Le streaming d’Eckart (formé par la dissipation de l’énergie acoustique dans le fluide)

Le principal streaming observé dans nos systèmes est le streaming d’Eckart. Il a été pris

en compte lors de la conception de la puce (voir Chapitre 4.5). Il est bénéfique s’il reste

faible et permet de brasser le milieu de culture, mais trop fort, il devient problématique car

il déstabilise les cellules ou sphéroïdes en lévitation.

Figure 3.5 ś Établissement de streaming dans une cavité acoustofluidique ; bleu : champ de pression

acoustique ; rouge et noir : rouleaux de streaming. Plusieurs rouleaux de streaming se forment dans

une cavité. D’après Lei et al., 2018.

3.1.5 Limite de Rayleigh et influence du milieu de propagation

Comme évoqué précédemment, les modèles théoriques utilisés pour obtenir l’expres-

sion analytique de la force acoustique reposent sur l’hypothèse que le diamètre de la parti-
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cule est beaucoup plus petit que la longueur d’onde acoustique, c’est-à-dire dp ≪ λ (Bruus,

2012). Cette limite est appelée limite ou approximation de Rayleigh (Doinikov, 1994 ; Silva

et Bruus, 2014).

Les domaines de validité et d’applications en fonction de la taille des objets sont résumés

dans le Tableau 3.1. Si l’objet est trop petit (dp ≪ 1µm), la force acoustique est trop faible et

risque d’être dominée par le flux de streaming, créé par l’atténuation de l’onde acoustique

dans le milieu. L’effet du flux sur l’objet en lévitation se matérialise au travers de la force de

Stokes Fs = −6πνrv. Il y a donc compétition entre la force de radiation (∝ d3) et la force de

Stokes (∝ d), et le rapport des deux est proportionnel au carré du diamètre de la particule.

Avec notre configuration, les dimensions optimales sont comprises entre 1 µm et λ/10.

Cependant, comme nous le verrons par la suite, nous arrivons à maintenir en lévitation

acoustique des sphéroïdes cellulaires de grandes dimensions (dp ∝ λ), donc bien au-delà

du régime de Rayleigh, dans le régime de diffusion de Mie.

Table 3.1 ś Influence théorique de l’ARF selon la taille de la particule

diamètre < 1 µm 1 µm < diamètre < λ/10 diamètre > λ/10

L’ARF n’est pas suffisante

pour piéger la particule qui

est entraînée par le

streaming acoustique du

fluide, à travers la force de

Stokes.

L’ARF devient

prépondérante tel que

décrit par les équations

présentées plus haut.

La théorie développée au

chapitre 3.1.2 ne s’applique

plus, les hypothèses ne

sont plus respectées.

Cependant, nous arrivons à

maintenir en lévitation des

agrégats de cellules d’une

centaine de micromètres de

diamètre.

Les ondes acoustiques se propagent à une vitesse différente selon les propriétés du mi-

lieu de propagation : température, masse volumique et constante de compressibilité. La vi-

tesse des ondes est ainsi plus élevée dans un liquide que dans un gaz : elle est de 1 482m.s−1

dans l’eau à 20°C et de 343 m.s−1 dans l’air à 20°C. Pour une même fréquence, la longueur

d’onde sera plus petite dans l’eau que dans l’air, selon l’équation 3.1.1. Dans l’air, il est pos-

sible de faire léviter des organismes entiers (Figure 3.6) en utilisant des "basses" fréquences

(quelques kHz). Lors de nos expériences, la cavité est remplie de milieu de culture, assi-

milable à de l’eau d’un point de vue physique. La vitesse du son dans l’eau étant de 1.5 x

103 m.s−1, les ondes produites avec une fréquence proche de 2MHz et de longueur d’onde

de ∼ 750µm forment des plans nodaux éloignés d’approximativement 400 µm (demi lon-

gueur d’onde). Cela permet d’avoir une trentaine de plans nodaux dans une seule cavité de

hauteur h = 10mm.

Lors de nos expériences, nous faisons léviter des particules et des amas cellulaires d’une

dimension (∼ 200µm) de même ordre de grandeur que la longueur d’onde acoustique

(∼ 700µm) dépassant ainsi la limite théorique. L’expression de la force acoustique va-
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lable au-delà de la limite de Rayleigh fait l’objet de recherches actives dans la communauté

acoustofluidique (Dupuis et al., 2021 ; Thirisangu, Hemachandran et Subramani, 2023 ;

Baasch et Dual, 2018).

Figure 3.6 ś Lévitation de petits organismes macroscopiques dans l’air. La limite de Rayleigh est

plus élevée dans l’air que dans l’eau. D’après Xie et al., 2006 .

3.2 Lévitation acoustique pour l’ingénierie tissulaire

L’acoustofluidique a récemment été identifiée comme une technique prometteuse pour

l’ingénierie tissulaire (Figure 3.7).

Figure 3.7 ś Illustration des applications de l’acoustofluidique en structuration demotifs cellulaires

et ingénierie tissulaire. Elle permet à la fois de créer des assemblages cellulaires, et de manipuler les

sphéroïdes ainsi créés. D’aprèsWu et al., 2022.

3.2.1 Lévitation de cellules à court terme

Les principales publications présentant la lévitation acoustique pour l’ingénierie tissu-

laires sont présentées dans le Tableau 3.2.
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Table 3.2 ś Expériences de lévitation acoustique de cellules, classées par durée croissante

Référence Type de cellules

Durée de

lévitation

(min)

Fréquence (MHz)
Tension (Vpp) ou pres-

sion acoustique (Pa)

Nombre d’agré-

gats par puce
Après lévitation

Chen et al., 2019
Cellules tumo-

rales Panc02
3 min

Proche de 13.13-

13.41 MHz
Non communiqué Plus de 12 000

Culture dans des plaques à

faible adhérence

Bazou et al., 2008 HepG2 5 min Non précisé

0.85 MPa pendant 1

min puis 0.09 MPa pen-

dant 4 min

1

Encapsulation dans un hy-

drogel, suivie de 10 jours de

culture sans lévitation

Bazou, 2010 HepG2 5 min 2.23 MHz

0.85 MPa/20 Vpp pen-

dant 1 min puis 0.09

MPa/3.5 Vpp pendant 4

min

1

Encapsulation dans un hy-

drogel, suivie de 10 jours de

culture sans lévitation

Comeau, Hocking et

Dalecki, 2016
HUVEC 15 min Entre 1 et 2 MHz Non communiqué Plusieurs Culture pendant 10 jours

Liu et al., 2007 HepG2 30 min 2.24 MHz
1 min à 60 Vpp puis 29

min à 20 Vpp

Plusieurs

Edwards et al., 2007b HepG2 10 à 30 min 1.5 MHz 110 kPa Plusieurs
Etude de la viabilité par bleu

Trypan

Kuznetsova et al.,

2009

HepG2 et héma-

ties RBCs
30 min 2 MHz

60 Vpp pendant 1 min

puis 20 Vpp pendant 29

min

1 ou plusieurs

Khedr et al., 2019
Huh7 (human he-

patoma cell line)
1 à 16 h

Balayage entre

1.44 et 1.51 MHz
Environ 380 kPa 9 à 12 discoïdes

Im et al., 2022 MSC 12h

Park, 2023 MSC 12h

Tait et al., 2019

Cellules épi-

théliales et

fibroblastes

24 h
Balayage entre

1,95 et 2,12 MHz
Non communiqué 1

Jeger-Madiot et al.,

2021

Cellules stro-

males mésenchy-

mateuses

24 h 2,15 MHz 3.5 Vpp Jusqu’à 30

Étude de la viabilité, mar-

quages H&E et Ki67, remise

en culture et différenciation

En ingénierie tissulaire, l’acoustofluidique est principalement utilisée pour agréger pen-

dant une courte durée les cellules dans des pièges acoustiques. La conception des disposi-

tifs doit être soigneusement étudiée pour ne pas créer de sphéroïdes trop grands présen-

tant des cœurs nécrotiques (Wu et al., 2018 ; Shourabi, 2021). Après quelques minutes, les

cellules piégées à l’emplacement des plans nodaux sont immobilisées assez durablement

pour qu’un réseau de jonctions intercellulaires s’établisse (Olofsson, Hammarström et

Wiklund, 2018), formant des feuillets cellulaires (Figure 3.8a) et des sphéroïdes (Figure

3.8b).
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a) b)

Figure 3.8 ś a) Agrégation de cellules HepG2 (feuillet cellulaire) pendant 5 minutes en lévitation

acoustique. D’après Bazou et al., 2008, b) Agrégation de cellules HepG2 (sphéroïdes) grâce à des

ondes acoustiques de surface (SAW). D’après Chen et al., 2016.

La validation de paramètres ultrasonores biocompatibles a permis le développement de

la culture à moyen terme (quelques heures) en lévitation acoustique (Jeger-Madiot et al.,

2021 ; Khedr et al., 2019 ; Im et al., 2022 ; Park et al., 2023 ; Tait et al., 2019). L’enjeu n’est

alors plus seulement d’agréger les cellules mais de caractériser leur auto-organisation et

comparer leur fonctionnalité à celle de cellules cultivées avec des méthodes plus classiques.

Ainsi, Khedr et al., 2019 ont observé une augmentation de la production d’albumine et

d’urée par des cellules d’hépatomes lévitées, par rapport à une culture 2D. Jeger-Madiot

et al., 2021 mettent en évidence le passage spontané d’un feuillet cellulaire à un sphéroïde,

une bonne viabilité et une fonctionnalité augmentée chez des cellules stromales mésenchy-

mateuses cultivées en lévitation acoustique pendant 24 heures.

Les agrégats formés dans la cavité peuvent également être encapsulés dans un hydrogel,

tel que de l’alginate, si l’on souhaite conserver leur forme 3D plus longtemps (Bazou et al.,

2008). Cependant, l’ajout de xénocontaminants comme l’alginate n’est pas conseillé dans

un milieu de culture adapté à une utilisation chez l’humain. L’alternative explorée par notre

équipe est de garder les cellules en lévitation acoustique pendant toute la durée de la culture,

c’est-à-dire plusieurs jours, voire semaines. La culture pendant une telle durée permet de

caractériser entièrement la dynamique d’auto-organisation et d’exposer plus longtemps les

cellules à cet environnement favorable.

Un dispositif acoustofluidique inspiré de Jeger-Madiot et al., 2021 a été développé dans

le cadre de la thèse. Il a été adapté pour pouvoir être utilisé sur de plus longues durées. Il

est détaillé en chapitre 4.
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Figure 3.9 ś Synthèse des différents effets potentiellement induits par les ultrasons sur les cellules.

Ils s’agit de l’augmentation de température, de la compression, de la perméabilité des membranes et

des microbulles. D’après Du et al., 2022.

3.2.2 Impact des ultrasons sur la viabilité et la fonctionnalité des

cellules

L’utilisation d’ondes ultrasonores pendant une plus longue durée induit des défis propres,

en particulier leur incidence sur les cellules. Plusieurs études ont ainsi cherché à caractéri-

ser l’effet des ultrasons sur les cellules pour vérifier l’innocuité de la lévitation acoustique

(Wiklund, 2012). Les ondes acoustiques sont impliquées dans de nombreuses applications

biomédicales à visée exploratrice (échographie) ou destructrice (destruction de tumeurs).

La nocivité potentielle des ultrasons dépend des paramètres physiques de l’onde appliquée

(fréquence et amplitude). Ainsi, les ultrasons de haute intensité (HIFU) (Liu et al., 2018)

peuvent provoquer des dégâts mécaniques et biologiques. Ils créent des pores dans la mem-

brane plasmique, des lyses cellulaires, ou encore des dégradations de l’ADN (Furusawa et

al., 2014 ; Du et al., 2022). Les risques liés aux ultrasons de moyenne intensité sont l’aug-

mentation de température, la cavitation, le stress de cisaillement, ou encore l’altération de

l’ADN (Figure 3.9).
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3.2.3 Température

La génération d’ondes acoustiques par le transducteur peut provoquer un échauffement

du transducteur, qui peut ensuite augmenter la température dans la cavité acoustique. Or

la température recommandée pour la culture cellulaire est 37°C avec une tolérance de plus

ou moins un degré Celsius. En dehors de cette limite, il y a un risque de surchauffe des

cellules. Une élévation de température de quelques degrés est parfois suffisante pour désta-

biliser les protéines intracellulaires et provoquer un arrêt de la croissance cellulaire ou du

cycle cellulaire. Il est donc essentiel de s’assurer que la température n’augmente pas dans

la cavité. La hausse de la température en fonction de la tension a été caractérisée dans le

cadre d’une autre thèse (thèse X. Mousset, soutenue en juin 2023). Nous avons vérifié que

la configuration utilisée (fréquence 2 MHz et voltage de l’ordre de 3.5 Vpp), déjà testée sur

des cellules stromales mésenchymateuses, ne provoque pas d’élévation de température.

3.2.4 Cavitation

La cavitation, c’est-à-dire la formation de bulles, est un autre phénomène provoqué par

les ultrasons. Elle est en général causée par des ultrasons compris entre 20 kHz et quelques

Mégahertz. La cavitation peut induire la rupture des membranes cellulaires, ou encore la

destruction des cellules. Cependant, ce phénomène est très limité dans le cas d’une onde

stationnaire de faibles amplitudes, comme dans notre cas, qui plus est pour de faibles puis-

sances (P < 0.5 W). De plus, du fait que la cavitation apparaît là ou la variation de pression

est la plus forte, c’est-à-dire aux ventres de pression, elle aura plus d’effet dans les ventres

que dans les plans nodaux où se trouvent nos cellules (Wiklund, 2012).

3.2.5 Streaming acoustique

Le flux créé par les ondes acoustiques, appelé plus couramment streaming acoustique,

est également une source potentielle de danger pour les cellules, car il génère une contrainte

de cisaillement. Lorsque le streaming est modéré, comme c’est le cas dans nos expériences,

il est bénéfique. Il permet de favoriser le mélange du milieu de culture dans la puce, ce qui

favorise l’oxygénation et l’apport en nutriments (Wiklund, 2012 ;Marshall etWu, 2015 ;

Suri et al., 2002).

3.2.6 Altération de l’ADN et de l’expression génique

Les ondes acoustiques peuvent causer des dommages à l’ADN (Milowska etGabryelak,

2007). L’exposition aux ultrasons a aussi été rapportée comme cause de modifications d’ex-

pression génique, augmentant par exemple l’expression du gène agrégane chez des rats

traités avec des ultrasons de faible intensité (Yang et al., 1996 ; Un et al., 2011).
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3.2.7 Viabilité

Les tensions appliquées aux transducteurs dans notre étude sont faibles (moins de 5 Vpp),

de même que la puissance (< 0.1 W), empêchant tout phénomène de cavitation. Les fré-

quences proches de 2 MHz sont couramment utilisées en imageries médicales pour des

échographies Doppler. L’ordre de grandeur de l’ARF subie par une particule dans la cavité

peut être calculée grâce aux équations présentées plus haut, et est de quelques picoNewton

pour une cellule de 15 µm de diamètre. Elle est comparable à la force de gravité qui s’exerce

sur cette cellule.

A priori, notre dispositif ne présente donc pas de risque pour les cellules. Par ailleurs,

le processus d’auto-organisation est en soit un bon indicateur de viabilité des cellules. Ce-

pendant, le consensus scientifique est que la biocompatibilité ne peut pas être prédite et

doit être évaluée individuellement pour chaque appareil grâce à des tests de viabilité cel-

lulaire (bleu Trypan, LIVE/DEAD, etc., voir Chapitre 2). Certaines études ont montré que

des cellules soumises à des ultrasons de l’ordre de 2.6 MHz pendant plusieurs heures res-

tent viables et n’ont pas de réduction de leur taux de croissance (Vanherberghen et al.,

2010). Les premières cellules mises en lévitation par notre équipe étaient des cellules stro-

males mésenchymateuses (MSCs) pendant 24h, sur lesquelles aucun problème de viabilité

n’a été observé. Ces résultats sont confirmés par les nombreuses études de lévitation qui ne

rapportent pas de dommage particulier sur les cellules.

3.3 Conclusion du chapitre

L’acoustofluidique, et plus particulièrement l’utilisation de la lévitation acoustique dans

un environnement microfluidique ou millifluidique, a été beaucoup caractérisée du point de

vue physique. Le comportement de particules dans ces dispositifs acoustiques est prédit par

des équations prenant notamment en compte l’énergie acoustique, la fréquence de l’onde

acoustique, la taille, la forme, la densité et la compressibilité des particules. Le comporte-

ment de cellules humaines dans ces dispositifs peut être assimilé en première approximation

à celui de particules aux propriétés similaires. Utilisée pour le tri cellulaire et la formation

de sphéroïdes, la lévitation acoustique est étudiée par notre équipe pour la culture cellu-

laire pendant des durées de plusieurs jours. De nouvelles problématiques doivent alors être

étudiées : augmentation de température, influence sur la viabilité cellulaire ou altérations

de l’ADN.
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Figure 4.1 ś Résumé graphique du chapitre 4.
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4.1 Considérations à prendre en compte lors de la concep-

tion de la cavité

Les systèmes microphysiologiques (présentés au chapitre 2.2.1) promettent de contrôler

très précisément le micro-environnement des cellules : maîtrise de la composition chimique

du milieu, instauration d’un flux de milieu (Yoshimitsu et al., 2014), calcul et maîtrise des

contraintes physiques telles que le stress de cisaillement (shear stress) (Bissoyi et al., 2016),

etc. Ces dispositifs augurent une évolution vers des systèmes de cultures plus biomimétiques

et à fort rendement (high throughput) (Zhang et al., 2017), mais seulement s’ils sont conçus

avec soin. Ainsi, la conception des systèmes microphysiologiques pour la culture cellulaire

à long terme en lévitation acoustique doit être optimisée et réfléchie. Elle doit répondre à

un cahier des charges minimal : une biocompatibilité, l’absence de bulles dans le système

fluidique et un apport suffisant en nutriment et oxygène, souvent via le renouvellement

du milieu de culture. Idéalement, le design de la puce doit aussi favoriser une conception

modulable, avoir un haut rendement (par exemple parallélisation et rapidité des tests dose-

réponse de médicaments), fournir une bonne reproductibilité (de forme et taille des sphé-

roïdes, de viabilité, de fonctionnalité), faciliter la manipulation par l’utilisateur, autoriser le

bon fonctionnement d’éventuels stimuli extérieurs comme les ondes acoustiques et enfin

permettre l’utilisation de divers moyens d’analyses optiques ou de capteurs (microscopie

optique et confocale, mesure d’oxygène...) (Moshksayan et al., 2018).

4.2 Choix de l’échelle

La première étape est de choisir une échelle de dispositif adaptée à l’application souhai-

tée. En Figure 4.2 sont présentés les avantages de différentes échelles de culture.

Un compromis doit être trouvé pour la taille de la cavité où sont cultivées les cellules :

trop petite, elle risque d’induire un stress de cisaillement affectant la viabilité cellulaire ;

trop grande, elle provoque des soucis de diffusion d’oxygène (Ledezma et al., 1999 ; Tilles

et al., 2001). Notre cavité de dix millimètres de haut (Figure 4.3), bien qu’étant de grande

taille par rapport à un dispositif microfluidique, reste éloignée des tailles critiques pour

l’approvisionnement en oxygène, qui concernent plutôt les bioréacteurs macrofluidiques.

Notre système se classe entre la micro et la millifluidique, ce qui confère notamment moins

de stress de cisaillement que l’échelle millifluidique et de nombreuses interactions cellules-

cellules (Xue et al., 2021).

Dans le cadre de notre étude, il a également fallu respecter les contraintes imposées par

l’acoustofluidique, à savoir une hauteur de cavité proportionnelle à la demi-longueur d’onde

acoustique (Figure 4.3). Pour compenser les légères différences de hauteur d’une puce à

l’autre, dues au moulage, nous utilisons en pratique un transducteur large bande qui peut

émettre une onde ultrasonore avec suffisamment d’énergie sur une bande de fréquence de
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Figure 4.2 ś Synthèse des différents bioréacteurs mettant en oeuvre différentes échelles de culture.

Les systèmes micro-milli fluidiques combinent certains avantages des systèmes millifluidiques avec

certains des systèmes microfluidiques. D’après Xue et al., 2021.

Figure 4.3 ś Représentation de la cavité acoustique utilisée pour former puis cultiver les sphé-

roïdes cellulaires en lévitation acoustique. Les principaux paramètres géométriques, acoustiques et

fluidiques sont résumés sur ce schéma. La hauteur des cavités utilisées à été fixée à 10 mm, ce qui

permet de créer 30 plans de lévitation et donc environ 30 sphéroïdes par puce.
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+/− 15% autour de la fréquence nominale du transducteur (2MHz pour les transducteurs

utilisés). Cela permet d’ajuster la fréquence d’émission à la hauteur réelle de la cavité, afin

de respecter la hauteur théorique h = n.λ/2 ; ainsi l’énergie acoustique dans la cavité est

maximisée et la lévitation de sphéroïdes est possible.

4.3 Processus de fabrication et matériaux utilisés

Figure 4.4 ś Photo de notre puce micro-millifluidique conçue pour notre système microphysiolo-

gique. La première cavité (à gauche) permet le passage du milieu de culture et la capture des bulles

d’air. Elle est reliée par un conduit à la seconde cavité (à droite) dans laquelle sont créés et cultivés

en lévitation acoustique les sphéroïdes.

Une cavité acoustofluidique La conception de la cavité résonnante de notre disposi-

tif correspond à un dispositif acoustofluidique multi-couches, tel celui qui est présenté en

Figure 4.5. Les parois de la cavité ainsi que la membrane au sommet de la cavité sont en

Polydiméthylsiloxane (PDMS), fabriqué avec un ratio 1 :10 d’agent durcisseur et de base. Le

transducteur est relié à un générateur de signaux (TiePie™). Il est possible de contrôler les

différents paramètres (fréquence et voltage) du signal électrique, qui est ensuite converti

en onde acoustique par le transducteur. Partant du transducteur, les ondes acoustiques tra-

versent unemembrane de PDMS puis une couche d’huile avant d’arriver dans la cavité rem-

plie de milieu de culture. L’insertion d’huile entre le transducteur et le PDMS permet un

bon couplage acoustique qui diminue les pertes acoustiques et maximise l’ARF. Les ondes

acoustiques traversent la cavité pour arriver sur le réflecteur au fond de la cavité. Dans

notre cas il s’agit d’une lame de verre, matériau biocompatible (Figure 4.4) et bon réflecteur

acoustique.
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Figure 4.5 ś Coupe longitudinale d’une puce acoustofluidique "multi-layer", mettant en évidence

les différentes couches la composant : le transducteur émet l’onde ultrasonore qui traverse une

couche d’adaptation acoustique (matching layer) puis la paroi supérieure de la cavité (transmitter).

Après avoir traversé toute la cavité, l’onde ultrasonore est réfléchie par la paroi inférieure (reflector).

Les matériaux et épaisseurs de ces différentes couches jouent un rôle critique dans l’efficacité de la

cavité résonante. En fonction de ces paramètres, il sera possible ou non de faire léviter des cellules

et / ou des sphéroïdes. Adapté de Lenshof et al., 2012.

Des parois latérales absorbant les ondes acoustiques Pour fabriquer les parois de la

cavité, le PDMS sous forme liquide est coulé dans un moule fabriqué sur mesure. Cette ma-

nipulation est aisée à mettre en œuvre et couramment utilisée en microfluidique. Au bout

de quelques heures à 70°C, le PDMS est démoulé puis collé après traitement au plasma sur

une lame de verre. Les propriétés du PDMS ont déjà été très étudiées (voir Tableau 4.1). Le

PDMS est facile à mouler, biocompatible (Olmos et al., 2019 ; Wiklund, 2012 ; Bélanger

et Marois, 2001), hydrophobe, transparent, peu adhérent aux cellules (Moshksayan et al.,

2018), perméable aux gaz (Leclerc, Sakai et Fujii, 2003) et peu réflecteur des ondes acous-

tiques. L’oxygénation permise par le PDMS est essentielle en particulier pour les cellules

très consommatrices tels les hépatocytes (Tilles et al., 2001). L’élasticité du PDMS permet

le raccord sans fuite de tubes en polytétrafluoroéthylène (PTFE) pour le renouvellement du

milieu de la puce.

L’impédance acoustique Z d’un milieu est définie comme (Lenshof et al., 2012) :

Z = ρ.c (4.1)

avec ρ la densité du milieu et c la vitesse du son dans ce milieu.

Le coefficient de réflexion pour une incidence normale est défini de la façon suivante :

Rp =
Z2 − Z1

Z1 + Z2

(4.2)

avec Rp le coefficient de réflexion, Z1 l’impédance caractéristique du milieu 1, Z2 l’impé-

dance caractéristique du milieu 2. Le coefficient de réflexion sur l’interface eau-PDMS est

de 4.13% (Liu et al., 2018 ;Wiklund, 2012).
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Table 4.1 ś Propriétés de l’eau et du PDMS (ratio 1 :10 d’agent durcisseur et de base) à une tem-

pérature de 25°C (Liu et al., 2018).

Type de milieu Impédance

acoustique

Densité Vitesse du son

Eau 1.4955 MPa 997 kg/m3 1500 m/s

PDMS 0.9904 MPa 920 kg/m3 1076.5 m/s

Absorption de composés L’un des désavantages du PDMS est sa capacité d’absorption

des molécules du milieu de culture (protéines, médicaments). Il peut ainsi biaiser les résul-

tats d’expériences de doses-réponse de médicaments ou de dosage protéique. Ces études

peuvent être réalisées (par exemple, dosage d’albumine par Leclerc, Sakai et Fujii, 2003),

mais une imprécision demeure sur les concentrations réellement administrées aux cellules

ou relarguées par celles-ci. Une solution possible est d’ajouter un revêtement (coating) à

l’intérieur de la cavité, mais cette option rajoutant une étape lors du processus de fabrica-

tion n’a pas été retenue lors de nos travaux. Cette absorption par le PDMS a cependant été

gardée à l’esprit lors des tests d’administration de composés chimiques, de médicaments et

des dosages d’albumine.

Stérilisation et manipulation stérile La stérilisation de la puce peut être effectuée par

rinçages successifs à l’éthanol 70% et à l’eau, par autoclavage ou par exposition aux rayons

UV (Mata, Fleischman et Roy, 2005). Ce sont ces deux dernières options qui ont été utili-

sées demanière interchangeable lors de notre étude. Les puces en verre/PDMS, les seringues

et réservoirs de milieu ainsi que les tubes en PTFE ont été changés à chaque utilisation.

Grâce à l’automatisation du renouvellement du milieu, les systèmes microphysiolo-

giques limitent les interactions du manipulateur avec les cellules, ce qui minimise les pos-

sibilités de contamination (Wu, Huang et Lee, 2010).

Choix de la valeur dufluxde renouvellement demilieu En cas de trop grande vitesse

de renouvellement du milieu ou de trop petite taille de la cavité, d’importantes contraintes

de cisaillement peuvent se créer. Afin d’éviter les éventuels effets négatifs sur la viabilité et

la fonctionnalité cellulaire que peut provoquer le stress de cisaillement (Figure 4.6), notam-

ment sur les hépatocytes primaires (Tilles et al., 2001 ; Ledezma et al., 1999) et les HepaRG

(jusqu’à 10 fois moins d’expression de CYP3A4 et 1000 fois moins de production d’albu-

mine, d’après Ehrlich et al., 2019), nous avons choisi d’établir un faible cisaillement dans

notre dispositif (grande cavité et faible flux).

Le renouvellement complet du milieu dans la cavité s’effectue en un peu moins de 3

jours (Figure 4.7). Puisque le dispositif est micro-millifluidique, il ne présente pas d’écou-
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Figure 4.6 ś Effets biologiques du stress de cisaillement sur différents types cellulaires, recensés

dans Kim et al., 2007

lement laminaire comme dans les canaux plus minces des dispositifs microfluidiques. Le

renouvellement du milieu se fait à la fois par convection et diffusion.

Figure 4.7 ś Renouvellement complet du milieu dans la cavité en 3 jours (remplacement d’eau

par du milieu HepaRG, flux 10 µL/h). Sur chaque image, à droite se trouve la cavité anti-bulle qui

alimente à gauche la cavité acoustofluidique. On peut ainsi observer la formation des bulles piégées

dans la cavité antibulle à partir de 24 heures de culture. Aucune bulle ne se forme dans la cavité

acoustofluidique, même après 96 heures de culture.

4.4 Bulles et dispositifs microfluidiques

4.4.1 Sources d’apparition des bulles

Les dispositifs microfluidiques sont enclins à l’apparition de bulles d’air indésirables.

Plus le temps d’utilisation est long, plus l’on observe l’apparition de bulles (Kwapiszewska

et al., 2012), ce qui est problématique pour les temps de culture de plusieurs jours. Dans notre

dispositif acoustofluidique, les bulles d’air posent problème lorsqu’elles interfèrent avec le

champ acoustique dans la cavité, par exemple lorsqu’elles sont situées entre l’émetteur et

le récepteur acoustique.

Les principales sources de bulles d’airs sont :

Ð Transport depuis le réservoir de milieu (seringue),

Ð Nucléation de microbulles dans des infractuosités de la paroi de PDMS lors du rem-

plissage de la puce avec le milieu de culture, suivi d’un grossissement de la taille de

ces microbulles,

Ð Arrivée dans la cavité à cause d’un manque d’étanchéité (souvent à l’interface entre

la tubulure en PTFE et son canau d’insertion en PDMS),
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Ð Relargage par le milieu au cours du temps,

Ð Cavitation créée par les ultrasons.

4.4.2 Gestion des bulles

De nombreuses techniques actives (optiques, électriques, acoustiques, ou encore méca-

niques) et passives (tension de surface, optimisation de la micro-géométrie et des propriétés

de surface) permettent de remédier au problème des bulles (Figure 4.8).

Figure 4.8 ś Les méthodes de capture de bulles les plus communes selon Gao et al., 2020.

La nucléation de microbulles (noyaux de Harvey) est particulièrement courante dans les

matériaux hydrophobes tels que le PDMS (Pereiro et al., 2019). Pour augmenter l’hydro-

philie du PDMS, un traitement au plasma est effectué quelques heures ou quelques jours

avant l’introduction du milieu. Le nombre de connections avec l’extérieur a été réduit au

maximum et les canaux ont été formés par moulage pour être exempts de défaut (Kim et al.,

2007 ; Gao et al., 2020). La géométrie de la cavité est optimisée pour éviter les angles droits,

les culs-de-sac et les géométries non optimales qui sont source de bulles lors du remplissage

(Pereiro et al., 2019).

Pour capturer les bulles,Meng,Kim etKim, 2006 suggèrent l’intégration de puits à bulles

sous la forme de creux dans la surface en PDMS (Figure 4.9a) ou de cavités entières situées à

un endroit du circuit microfluidique (Figure 4.9b et Kwapiszewska et al., 2012 ; Lochovsky,
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Yasotharan et Günther, 2012), la bulle y pénétrant respectivement par sa propension à

être en contact avec des surfaces hydrophobes ou à aller vers le haut.

(a) Piège hydrophobe sur une paroi hydrophile.
D’après Meng, Kim et Kim, 2006.

(b) Cavité antibulles. D’après Park et al., 2018.

Figure 4.9 ś Exemples de pièges antibulles.

Les bulles ainsi piégées grossissent au cours du temps à cause des échanges avec le gaz

dissous dans le milieu de culture. L’utilisation d’ondes acoustiques peut également ampli-

fier le phénomène. En effet, le streaming acoustique crée des microbulles au sein du fluide

(Chong et al., 2015). Pour limiter la croissance des bulles, il est conseillé de maintenir le

fluide sous pression positive plutôt que négative ; le pousse-seringue a pour cela été utilisé

en mode poussée (Kim et al., 2007 ; Volk et al., 2015).

La meilleure solution pour la culture longue durée est de déplacer les bulles hors des ré-

gions critiques. Les techniques exploitant les ultrasons (Meng et al., 2011 ; Kim et al., 2023b ;

Wang,Huang et Yang, 2011) entrent en conflit avec l’onde stationnaire déjà instaurée dans

la cavité. Les solutions requérant la présence de capillaires hydrophobes dans les parois de

la cavité sont incompatibles avec le PDMS (Meng, Kim et Kim, 2006). Afin de faire dispa-

raître une bulle présente dans notre cavité, il faut plutôt tirer parti de la perméabilité du

PDMS. Il suffit de placer un vide d’un côté d’une fine membrane de PDMS, par exemple

grâce à une seringue, pour aspirer la bulle sans avoir à percer le matériau (Johnson et al.,

2009 ; Yu et al., 2017 ; Abate etWeitz, 2011 ; Eddings et Gale, 2006 ; Skelley et Voldman,

2008 ; Yu et al., 2017).

4.5 Streaming acoustique

Le streaming acoustique (voir chapitre 3.2.5) doit rester modéré. Dans le cas contraire,

il est susceptible de contrer l’action de l’ARF latérale (FT ) et de pousser les cellules hors des

plans de lévitation (Spengler, Coakley et Christensen, 2003), comme illustré sur la Fi-

gure 4.10. Afin de minimiser l’action des streamings de Schlitching et Rayleigh, les mesures

suivantes ont été prises en compte lors du design de la puce : utilisation de fréquence et

tension les plus faibles possible (Figure 4.10) et pas d’angles aigus dans la cavité. Le strea-

ming d’Eckart a été reporté dans des cavités de 1 mm de hauteur ou plus. Afin de le contrer,

la hauteur de la cavité a été limitée à 1 mm.
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Figure 4.10 ś Effet de l’augmentation du voltage sur le streaming acoustique menant à des distri-

butions inhomogènes de particules sur les différents noeuds de pression. D’après Wiklund et al.,

2004).

4.6 Conclusion du chapitre

La conception initiale de la puce micro-milli-acoustofluidique avait été établie lors de

travaux précédents pour optimiser la résonance acoustique, limiter les pertes acoustiques,

minimiser le streaming acoustique et produire plus d’une vingtaine d’agrégats par cavité.

La géométrie et les dimensions de la cavité n’ont pas été modifiées depuis ces études de

Jeger-Madiot et al., 2021 ; Jeger-Madiot et al., 2022. Des adaptations (antibulle et anti-

contamination) ont été réalisées pour permettre la culture stérile à long terme pendant 6

jours au lieu de 24 heures.

Les mesures antibulles mises en place dans notre puce sont :

Ð Une géométrie sans angles aigus,

Ð Seules deux connections avec l’extérieur (entrée et sortie de milieu),

Ð Un piège à bulles passif en amont de la cavité acoustique (Figure 4.4),

Ð Un traitement au plasma pour augmenter l’hydrophilie du PDMS,

Ð Un dégazage de 30 minutes effectué avant l’insertion du milieu dans les puces,

Ð Le pousse-seringue en mode poussée,

Ð L’aspiration à travers une fine membrane de PDMS en cas de bulle initiale dans la

cavité acoustique.

L’ensemble de cesmesures nous a permis d’éviter l’apparition de bulles au cours des cultures

de longue durée.

Les mesures anticontamination sont :

Ð Isolation totale de la cavité via une membrane en PDMS,

Ð Usage jetable des puces et du matériel en contact avec les cellules,

Ð Traitement aux UV ou à l’autoclave avant utilisation des composants de la puce.

Après cette mise au point de la culture à long terme dans notre dispositif, un autre défi

de la culture in vitro a été exploré. Pour augmenter le biomimétisme des sphéroïdes hépa-

tiques, d’autres types cellulaires non hépatocytaires ont été intégrés lors des lévitations.

Ces modèles de coculture deviennent aujourd’hui incontournables.
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Figure 5.1 ś Résumé graphique du Chapitre 5.
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5.1 Le dialogue entre types cellulaires in vivo

In vivo, lors du développement embryonnaire et fœtal, une intermodulation (cross-talk)

est observée entre les différents types de progéniteurs hépatiques (Vargas-Valderrama et

al., 2020). Les cellules endothéliales jouent un rôle dans la spécification hépatique (Muñoz-

Chápuli et al., 2005) et dans la maturation des progéniteurs des cholangiocytes (Ober et

Lemaigre, 2018), avant même que ces cellules n’assurent un rôle dans la vascularisation

de l’organe (Matsumoto et al., 2001). Une accumulation de preuves suggère que les cel-

lules endothéliales subissent elles-mêmes une maturation lors d’une coculture (Vargas-

Valderrama et al., 2020).

La coopération entre différents types cellulaires hépatiques se maintient dans le foie

mature et prend plusieurs formes :

Ð L’intégration dans les tissus de vaisseaux sanguins bordés de cellules endothéliales

permet la vascularisation et l’apport de nutriments et d’oxygène aux autres cellules,

Ð Comme détaillé au Chapitre 1, la plupart des fonctions hépatiques (détoxification des

xénobiotiques, excrétion de bile en dehors du foie) implique un contact et une coopé-

ration entre plusieurs types cellulaires,

Ð Les messagers chimiques circulent entre types cellulaires : les hépatocytes produisent

des facteurs de croissance endothéliaux (VEGF) et de l’interleukine-6 (IL-6), alors que

les cellules endothéliales sécrètent des facteurs de croissance hépatocytaire (HGF).

Cet équilibre peut être rompu lors d’une réponse inflammatoire incontrôlée et pro-

voquer d’importants dommages aux hépatocytes,

Ð Les cellules endothéliales (Ishikawa et al., 2021) et les cholangiocytes seraient égale-

ment impliqués dans le contrôle de la prolifération hépatocytaire lors de la régénéra-

tion hépatique après une hépatectomie.

5.2 Coculture in vitro

La fonctionnalité des hépatocytes étant soumise à l’influence des cellules voisines, il

n’est pas surprenant que les modèles in vitro les plus fidèles se révèlent être ceux qui mêlent

différents types cellulaires. Parmi les types cellulaires utilisés en coculture avec des hépato-

cytes, on trouve des fibroblastes, des cellules stellaires, ou encore des cellules endothéliales

(Bhandari et al., 2001).
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5.2.1 Types cellulaires cocultivés avec des cellules de type hépato-

cytes

Cellules endothéliales

Aucun protocole efficace d’isolement des cellules endothéliales hépatiques sinusoïdales

du foie (Liver sinusoidal endothelial cells ou LSEC) n’a été développé à ce jour. Les cellules

obtenues après isolement perdent leur fenestration.

Les cellules endothéliales étudiées lors de cette thèse ne sont donc pas d’origine hépa-

tique. Ce sont des progéniteurs endothéliaux isolés à partir de la veine du cordon ombilical

(HUVEC) ou des cellules dérivées des progéniteurs circulants endothéliaux isolés à partir

du sang de cordon ombilical (dPEC). Ces deux types de cellules sont souvent utilisés en co-

culture avec des cellules hépatiques. Ils ont un temps de doublement dans une culture non

confluente de 24 à 36 heures (Lau et al., 2022), comparable à celui des cellules HepaRG.

Cellules stromales mésenchymateuses (MSC)

Les cellules stromales mésenchymateuses (mesenchymal stromal cells ouMSCs) sont des

cellules non-hépatiques qui ont notamment été utilisées pour l’étude preuve de concept de

la culture cellulaire à long terme en lévitation acoustique (Jeger-Madiot et al., 2021). Autre-

fois appelées cellules souches mésenchymateuses (Caplan, 2017), elles sont caractérisées

par leur capacité à adhérer à une surface en plastique, à se répliquer et à se différencier

en trois lignées différentes : ostéoblastes, chrondrocytes et adipocytes après traitement par

des facteurs de croissance (Baksh, Song et Tuan, 2004). Elles peuvent être prélevées dans

différents tissus, dont le plus courant est la moelle osseuse. Les MSCs présentées dans nos

travaux sont issues du tissu adipeux (Adipose-derived mesenchymal stromal cells ou AD-

MSCs). Ces cellules ont un intérêt en thérapie cellulaire en raison de leur capacité de répa-

ration tissulaire, de leur effet anti-inflammatoire et de leur propriété d’immunomodulation

(Uccelli, Moretta et Pistoia, 2008). Leur temps de doublement est d’environ 15 heures

(Sharma et Dietz, 2020) et diminue au cours des passages.

5.2.2 Apport des cocultures pour la fonctionnalité

Importance du contact direct

Lorsqu’ils sont cocultivés dans un hydrogel, hépatocytes et cellules endothélialesmigrent

l’un vers l’autre sous l’action de médiateurs chimiques (Ehrlich et al., 2019) et se disposent

en contact étroit qui favorise la maturation des cellules endothéliales (Chiew et al., 2015).

L’interaction entre les cellules endothéliales et les hépatocytes oriente la différenciation
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des premières vers un phénotype angiogénique et le développement de structures vascu-

larisées en forme de tubes (Salerno et al., 2018). Quant aux hépatocytes, leur fonctionna-

lité est toujours améliorée par la coculture et leur polarité peut également être augmen-

tée (Ramachandran et al., 2015 ; Baze et al., 2018). Ainsi, l’ajout de cellules endothéliales

dans les organoïdes améliore leur fonctionnalité et la réussite de leur greffe chez l’animal

(Vargas-Valderrama et al., 2020 ; Takebe et al., 2013).

5.2.3 Prévascularisation

Ces cocultures sont également un premier pas vers la vascularisation des sphéroïdes

(Strobel, Moss et Hoying, 2022). Les cellules endothéliales ne forment pas de vaisseaux

sanguins fonctionnels dans les sphéroïdes ou organoïdes cultivés uniquement in vitro. Ce-

pendant, les sphéroïdes contenant des cellules endothéliales, qualifiés d’organoïdes prévas-

cularisés, ont la capacité de se connecter à un réseau vasculaire après intégration dans un

hydrogel vascularisé sur puce ou après transplantation dans un organisme (Figures 5.2a et

5.2b).

(a) Intégration d’un organoïde prévascularisé
dans un hydrogel vascularisé. D’après Zhang,
Wan et D. Kamm, 2021.

(b) c) Réseau vasculaire après transplantation,
d) Connexion du réseau vasculaire de l’hôte
(bleu) et du réseau de cellules HUVEC de l’orga-
noïde (vert) après transplantation chez une sou-
ris. D’après Takebe et al., 2013.

Figure 5.2 ś a) Vascularisation sur puce. b) Vascularisation après transplantation chez une souris.

5.2.4 Auto-organisation

Les sphéroïdes de coculture sont également utilisés pour l’étude de l’auto-organisation

et l’organogenèse (voir chapitre 6). En ce qui concerne l’auto-organisation à l’échelle du

sphéroïde entier, le type cellulaire le plus contractile entraîne souvent l’autre dans son

sillage.

Les cocultures sont aussi l’occasion d’étudier de plus près la structuration interne des

sphéroïdes (Figure 5.3). Après avoir été ensemencées au hasard au sein du sphéroïde, les
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cellules HUVEC migrent par exemple vers l’extérieur dans des sphéroïdes de petite taille

(environ 200 µm de diamètre) mais pas dans les sphéroïdes de plus grande taille (environ

250 µm de diamètre) (Patra et al., 2014). C’est pourquoi Patra et al., 2014 suggèrent que les

conditions d’hypoxie à l’intérieur des grands sphéroïdes pourraient surexprimer le VEGF

intracellulaire et inhiber cette migration vers l’extérieur.

La localisation initiale des types cellulaires ensemencés au sein du sphéroïde peut être

aléatoire, par simple mélange de deux suspensions cellulaires, ou alors dirigée, en utilisant

des techniques de microstructuration (Hong et al., 2021).

Figure 5.3 ś Timelapse de l’auto-organisation de sphéroïdes d’une coculture de cellulesMS1 (rouge)

et de cellules HUVEC (vert). D’après Kojima, Takeuchi et Sakai, 2011.

5.3 Recensement de cocultures d’hépatocytes avec d’autres

types cellulaires

La coculture est en général réalisée en deux temps : chaque type cellulaire est d’abord

cultivé individuellement, avant d’être mis en contact (Bale et al., 2015).

Cependant, une étape critique consiste à adapter le milieu de culture afin de le rendre

compatible pour les deux types cellulaires, ce qui peut se révéler particulièrement délicat.

Ainsi, des cellules HUVEC ne survivent pas dans un milieu de culture composé unique-

ment de milieu hépatique. Elles doivent être cultivées dans un mélange de milieu hépatique

et de milieu de croissance endothélial complet, ou alors dans un milieu hépatique supplé-

menté en compléments endothéliaux. Les composés les plus cruciaux pour la croissance

des cellules endothéliales sont l’extrait bovin hypothalamique qui contient le facteur de

croissance endothelial cell growth factor (ECGF), l’héparine, le facteur de croissance basic

fibroblast growth factor (bFGF) et l’insuline (Freyer et al., 2017).

Il est à noter que l’utilisation d’un milieu de coculture hépatico-endothélial augmente

la maturation des hépatocytes dérivés d’iPS, même lorsque ces cellules sont en monocul-

ture (Freyer et al., 2017). Le Tableau 5.4 présente différentes cocultures réalisées avec des

cellules hépatiques. La coculture est l’une des priorités absolues du domaine de la culture

tridimensionnelle in vitro. La coculture hépatique en lévitation acoustique n’a cependant

pas été rapportée jusqu’à maintenant dans la littérature (voir chapitre 3).
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Figure 5.4 ś Différents exemples de coculture d’hépatocytes avec d’autres types cellulaires et mil-

lieux de culture associés. Les proportions de cellules et de millieux peuvent se révéler critiques et

difficiles à déterminer a priori.
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5.4 Conclusion du chapitre

La coculture in vitro est une avancée indispensable vers la prochaine génération de sys-

tèmes microphysiologiques. Elle améliore plusieurs marqueurs de fonctionnalité et prévas-

cularise les sphéroïdes, ce qui élève le taux de réussite des greffes et est un premier pas vers

une augmentation de taille. La coculture nécessite des adaptations de protocole, mais est

compatible avec la lévitation acoustique. Elle doit faire partie de l’avenir du développement

de l’acoustofluidique.

La coculture change également la dynamique de formation des sphéroïdes. Cette auto-

organisation dépend en effet des propriétés de chaque type cellulaire.
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Figure 6.1 ś Résumé graphique du chapitre 6.
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6.1 Approches top-down et bottom-up

Depuis une dizaine d’années, les biologistes ne laissent plus au hasard la phase de struc-

turation des cultures 3D. L’ingénierie tissulaire étudie rationnellement la formation des

tissus in vitro et les moyens de la contrôler (Choudhury et al., 2011). Les stratégies d’ingé-

nierie tissulaire peuvent être divisées en deux catégories (Figure 6.2) :

Ð L’approche top-down, ou descendante : on injecte des cellules sur un échafaudage

(scaffold) constitué d’un biomatériau micro-structuré, souvent biomimétique. C’est

une organisation dirigée. Elle s’appuie sur des techniques comme l’impression 3D et

des matériaux tels que les hydrogels de polymères,

Ð L’approche bottom-up, ou ascendante : on agrège des cellules dans un environne-

ment moins rigide, et on les laisse s’auto-organiser librement (Athanasiou et al.,

2013). Cette approche est particulièrement appropriée pour des tissus pouvant être

construits à partir de briques individuelles répétitives (building blocks), tels les lobules

hépatiques. De nombreux dispositifs microfluidiques, comme celui qui est présenté

dans ce manuscrit, s’inscrivent dans cette approche ascendante. Les cultures de sphé-

roïdes sont des exemples d’auto-organisation cellulaire.

Figure 6.2 ś Illustration des approches d’ingénierie tissulaire top-down et bottom-up. D’après Lu,

Li et Chen, 2013. Dans un cas, on s’appuie sur un support (scaffold) existant sur lequel on va faire

adhérer les cellules (A). Dans l’autre, on assemble les cellules pour tenter de fabriquer le tissu cible

grâce aux mécanismes d’auto-assemblage cellulaire (B).
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6.2 Définition du vocabulaire relatif à l’auto-organisation

Le concept d’auto-organisation est longtemps resté imprécis en biologie. Afin de per-

mettre une caractérisation universelle, les concepts et le vocabulaire correspondant ont été

précisés et définis plus formellement (Figure 6.3). On peut ainsi distinguer trois grands prin-

cipes d’auto-organisation cellulaire :

Auto-assemblage ou self-assembly

"En absence d’attachement à une surface ou un échafaudage, les cellules s’agrègent et suivent
le processus d’auto-assemblage. Les cellules mono-dispersées forment des micro-tissus 3D ap-
pelés sphéroïdes multicellulaires" (traduit depuis Achilli, Meyer et Morgan, 2012). "Au sens
strict, l’auto-assemblage désigne la formation spontanée de motifs structuraux par l’agrégation
sélective de cellules ou par la réorganisation des positions relatives des cellules à l’intérieur de
la structure (auto-tri ou self-sorting)" (traduit depuis Sasai, 2013).

Auto-structuration ou self-patterning

"Des motifs tissulaires complexes peuvent apparaître spontanément à partir d’un agrégat cel-
lulaire (ou d’un feuillet cellulaire) homogène, grâce au contrôle spatio-temporel par des règles
locales de l’état des cellules, sans intervention d’un signal extérieur" (traduit depuis Sasai,
2013).

Auto-morphogenèse ou self-morphogenesis

L’auto-morphogenèse : pendant l’organogenèse, des formes tissulaires complexes mais stéréo-
typées se développent grâce à des déformations, des croissances locales et des remodelages.
Au cours de l’auto-organisation, la morphogenèse multicellulaire est actionnée par des méca-
niques tissulaires intrinsèques et se déroule de façon autonome, en l’absence de forces externes
ou de contraintes spatiales" (traduit depuis Sasai, 2013).

Figure 6.3 ś Trois mécanismes basiques d’auto-organisation spontanée, c’est-à-dire sans interven-

tion ou force extérieure. Dans les trois cas présentés, au moins deux types cellulaires sont présents.

D’après Sasai, 2013.

Dans notre propre étude, la dynamique d’auto-assemblage a été observée aumicroscope,

tandis que l’auto-structuration et l’auto-morphogenèse ont été observées a posteriori par

des marquages immunofluorescents de coupes de sphéroïdes (Hof et al., 2021). Pour des
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sphéroïdes intestinaux, l’auto-morphogenèse consiste en la formation de cryptes et villosi-

tés. Pour des sphéroïdes de foie, elle est révélée à plus petite échelle par la polarisation des

cellules hépatiques et la formation de canalicules biliaires.

Pourquoi une forme sphérique? Même si les sphéroïdes sont des solides visco-élastiques,

les biophysiciens de la matière molle expliquent leur auto-assemblage par analogie avec

le comportement d’un liquide (Efremov et al., 2021) qui forme des gouttes (Tsai et al.,

2015 ; Gonzalez-Rodriguez et al., 2012 ; Yu et al., 2018). Selon Armstrong, 1989 (cité par

Tzanakakis, Hansen et Hu, 2001), l’état le plus stable pour un agrégat consiste à maxi-

miser l’aire de contact cellule-cellule tout en minimisant l’aire d’exposition au milieu de

culture ou au substrat.

6.2.1 Apport des dynamiques d’auto-organisation des sphéroïdes pour

la biologie fondamentale

Figure 6.4 ś Représentation de la stratégie du groupe de recherche de Takebe et al. pour générer du

foie humain in vitro en mimant le processus de morphogenèse in vivo. D’après Takebe et al., 2012.

Lors de leur auto-organisation, les sphéroïdes et organoïdes miment spontanément le

comportement de création d’organes (organogenèse). Le domaine de l’ingénierie tissulaire

prend comme postulat que des cellules cultivées dans un système adéquat pourraient réca-

pituler l’enchaînement des étapes du développement embryonnaire. Ce principe est illustré

sur la Figure 6.4 pour la génération d’un foie in vitro.

À l’heure actuelle, ces promesses semblent encore lointaines car les tissus cultivés sont
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immatures et de petite taille. Cependant, même si l’organogenèse in vitro est incomplète,

les cultures de sphéroïdes fournissent des informations cruciales sur les processus d’auto-

assemblage, de morphogenèse et d’établissement de la polarité des organes lors du déve-

loppement (Huch et al., 2017 ; Vyas et al., 2018). Ils sont facilement observables, et le faible

nombre de cellules en font également d’excellents candidats pour les modélisations bio-

physiques (Dahl-Jensen et Grapin-Botton, 2017). Pour toutes ces raisons, sphéroïdes et

organoïdes se révèlent être des modèles d’organogenèse beaucoup plus faciles d’usage et

adaptables que les modèles animaux (Bayir, Sendemir et Missirlis, 2019 ; Huch et al.,

2017 ; Vianello et Lutolf, 2019) et la biologie fondamentale du développement a large-

ment adopté leur usage (Lancaster et Knoblich, 2014 ; Prior, Inacio et Huch, 2019).

6.3 Analyses comparatives des dynamiques d’auto-organisation

6.3.1 Influence des types cellulaires

Les propriétés mécaniques des cellules et tissus dépendent du type cellulaire (Levayer et

Lecuit, 2012 ; Efremov et al., 2021) : contractilité (propriété que possèdent certains tissus de

se contracter), élasticité (propriété de certains tissus de se laisser distendre puis de revenir

à leur forme et volume initiaux), etc.

Figure 6.5 ś Des agrégats de trois types d’hépatocarcinome cultivés en culture hanging drop pen-

dant 48 heures ont des morphologies très différentes. Les courbes illustrent la dynamique de com-

pactage des agrégats (réduction de l’aire projetée par rapport à l’aire initiale) pour les trois types

cellulaires. Le compactage le plus lent est celui des PLC/PRF/5. Adapté d’après Lin et al., 2006.

Les MSCs et les LSECs (liver sinusoidal endothelial cells) sont deux fois plus contractiles

que les cellules HepaRG (Zhao et al., 2015), elles-mêmes plus contractiles que les hépato-

cytes primaires (Tascher et al., 2019 ; Rockey, Housset et Friedman, 1993. Le compactage

des sphéroïdes dépend fortement des propriétés contractiles des cellules, comme illustré sur

la Figure 6.5. Les dynamiques de formation de sphéroïdes sont plus rapides pour des types

cellulaires plus contractiles (Efremov et al., 2021). Lorsque deux types cellulaires sont co-
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cultivés, le plus contractile entraîne l’autre par la force des interactions cellule-cellule. Ainsi,

des fibroblastes peuvent favoriser la contraction et le repliement d’un feuillet cellulaire de

cellules HepaRG (Figure 6.6), et la formation de sphéroïdes hépatocytaires est favorisée par

une coculture avec un autre type cellulaire plus contractile (Takebe et al., 2013 ; He et al.,

2020 ; Choi, Seok et Kim, 2020).

Figure 6.6 ś Auto-pliage de feuillets cellulaires (coupe), composés de cellules HepaRG (C), d’une

coculture de cellules HepaRG et fibroblastes dérivés de peau humaine TIG-118 (E) ou de fibroblastes

TIG-118 seuls (F). Adapté d’après Sakai et al., 2013.

6.3.2 Influence des méthodes de culture

La comparaison de différentes techniques de culture doit évidemment être réalisée in-

dépendamment pour chaque type cellulaire.

Sphéroïdes d’hépatocytes primaires La formation de sphéroïdes cohésifs d’hépato-

cytes primaires a été raportée en 48h en lévitation magnétique (Desai, Tseng et Souza,

2017), en 5 à 7 jours (Baze et al., 2018) ou en 7 à 10 jours (Bell et al., 2018) en plaques à

faible adhérence.

Sphéroïdes de cellules HepaRG Pour les cellules HepaRG, la formation d’agrégats co-

hésifs a été rapportée en trois nuits dans des micro-plaques à faible adhérence 384 puits

(Horn et al., 2023), en trois jours via la technique hanging drop GravityPLUS (Gunness

et al., 2013) et en sept jours en plaques à faible adhérence 96 puits (Mandon et al., 2019).

6.4 Auto-organisation en lévitation acoustique

Dans le cadre de cette thèse, nous nous intéressons à la formation de sphéroïdes d’hépa-

tocytes en lévitation acoustique. Cette technique émergente présente de nombreux avan-

tages dont certains ont déjà été illustrés lors de travaux précurseurs.

Rapidité de formation En lévitation acoustique, les cellules sont rapidement (quelques

secondes) amenées vers le plan de lévitation, maximisant dès le début de la culture la surface

de contact entre les cellules. Coakley et al., 2004 et al. expliquent que la forme de l’agrégat
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Figure 6.7 ś Des agrégats de lignées cancéreuses pancréatiques formés en lévitation acoustique

sont plus rapidement cohésifs que ceux qui sont formés en plaque à faible adhérence à fond rond

avec centrifugation initiale de 3 minutes à 400 g (figure de gauche). Des agrégats formés grâce à

l’acoustophorèse ont des formes différentes selon le type cellulaire (figure de droite). D’après Chen

et al., 2019.

lévité n’est pas uniquement dépendante des contacts aléatoires initiaux entre les cellules,

mais également de réarrangements cellulaires qui surviennent alors que l’agrégat cellulaire

est encore sous la forme de feuillet. Sous l’influence de la composante transverse de l’ARF,

mais aussi des forces d’interaction acoustique à courte portée (force de Bjerknes), les éven-

tuels interstices sont comblés par un réarrangement des cellules voisines, ce qui crée une

forme circulaire compacte. La dynamique d’auto-organisation est souvent plus rapide en

lévitation acoustique qu’avec d’autres techniques, comme illustré sur la Figure 6.7.

Contraintes mécaniques La culture en lévitation permet de ne pas mettre les cellules

en contact avec une quelconque surface rigide (plastique, collagène...) qui risquerait de per-

turber les caractéristiques mécaniques des cellules (Dahl-Jensen etGrapin-Botton, 2017 ;

Efremov et al., 2021). Les cellules sont amenées dans le plan de lévitation acoustique par la

seule force acoustique, n’entraînant ainsi aucun stress mécanique.

Il est cependant possible d’augmenter l’amplitude de l’ARF appliquée aux sphéroïdes ou

aux cellules. On peut en particulier modifier la pression acoustique appliquée sur les sphé-

roïdes. Ainsi, des agrégats de glioblastomes cultivés pendant 3 jours ont été soumis à une

ARF 4 fois plus élevée (voltage de 10 V contre 5 V). On a alors pu observer un volume équi-

valent mais une forme plus aplatie (thèse de X. Mousset soutenue en juin 2023, publication

en préparation).

Interactions cellule-cellule non contraintes Les forces acoustiques qui s’appliquent

sur le sphéroïde sont toujours assez faibles pour laisser aux forces cellulaires une grande

liberté d’action. Pour preuve, elle ne gomme pas les différences de forme d’agrégats entre

types cellulaires, comme illustré sur la Figure 6.7. Cette liberté de mouvement et d’inter-

actions est conseillée par Sthijns, LaPointe et van Blitterswijk, 2019 et Woodford et

Zandstra, 2012, afin de laisser libre cours aux processus cellulaires.
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Auto-organisation dirigée (guided self-organization) : homogénéité des formes et
des tailles d’agrégats Jeger-Madiot et al., 2021 et Im et al., 2022 ont montré que la

culture en lévitation acoustique pendant plusieurs heures permettait d’obtenir des agrégats

de diamètre, circonférence et hauteur reproductibles. Les cellules sont déplacées vers le plan

de lévitation le plus proche de leur position initiale, créant des sphéroïdes de taille identique

à partir d’une suspension cellulaire homogène.

6.5 Implication du cytosquelette et de l’adhésion cellu-

laire dans l’auto-organisation

L’analogie entre la formation d’un sphéroïde et d’une goutte d’eau s’arrête dès lors que

l’on considère les mécanismes moléculaires impliqués. L’auto-organisation des sphéroïdes

est un processus actif qui repose sur la génération de mouvements cellulaires et l’instaura-

tion de liaisons entre cellules voisines.

Deux mécanismes cellulaires sont particulièrement impliqués :

Ð Les adhésions cellulaires influencent la cohésion du sphéroïde,

Ð Les modifications du cytosquelette déterminent la forme et la migration des cellules.

Cytosquelette et molécules d’adhésion fonctionnent en coopération et s’adaptent à l’en-

vironnement cellulaire. Puisque cette voie est complexe et répond à de nombreuses stimu-

lations, plusieurs méthodes ont été utilisées lors de notre étude pour la perturber, afin de

mieux la comprendre (Lin et al., 2006 ; Luebke-Wheeler et al., 2009 ; Nakamura et al.,

2014 ; Khedr et al., 2019).

6.5.1 L’adhésion cellulaire

Parmi les quatre types d’adhésion cellulaire qui assurent la cohésion des tissus (Lim et al.,

2022 ; Lecuit et Yap, 2015 ; Levayer et Lecuit, 2012), les adhésions cellule-cellule de type

jonction adhérente jouent un rôle prédominant lors de l’auto-organisation en lévitation

acoustique. Les interactions cellules-ECM sont négligeables car la seule matrice extracellu-

laire dans le système est celle qui est produite par les cellules au cours de la lévitation, une

production qui est faible pour les cellules hépatiques.

La fixation d’une cellule à ses voisines est effectuée par des complexesmacro-moléculaires

d’adhésion comportant plus de 150 protéines différentes (Bachir et al., 2017 ; Huveneers

et de Rooij, 2013), parmi lesquelles les cadhérines (Bachir et al., 2017). Deux monomères

de cadhérine (N-, P-, R- ou E-cadhérine) de deux cellules adjacentes interagissent de façon

homophilique en présence de calcium (Biswas, 2020). Les mécanismes d’adhésion à l’ori-

gine des interactions membranaires sont illustrés sur la Figure 6.8a (Alberts et al., 2002 ;

Cuvellier et al., 2021 ; Rose et al., 2021).
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(a) Structure et fonction d’un dimère de cadhé-
rine, en fonction du taux de calcium extracellu-
laire.

(b) Tri cellulaire en fonction de la concentration
de cadhérines produites par un type cellulaire.

Figure 6.8 ś Les cadhérines sont impliquées dans l’adhésion cellule-cellule et l’auto-tri. D’après

Alberts et al., 2002.

Auto-tri Deux cellules exprimant les mêmes types de cadhérines en même quantité se

lient plus facilement l’une à l’autre (Alberts et al., 2002 ; Discher, Janmey etWang, 2005),

régissant les phénomènes d’auto-tri cellulaire (Figure 6.8b).

En lévitation acoustique Une liaison tout juste formée entre deux cellules se renforce

au cours du temps grâce au recrutement de nouvelles E-cadhérines (Braga, 2002) et de-

vient de plus en plus cohésive. En lévitation acoustique, ce remodelage est très rapide. La

distribution de N-cadhérine et N-CAM (neural cell adhesion molecule) est modifiée dans les

premières minutes de lévitation acoustique (Bazou et al., 2005 May-Jun). Des chondrocytes

en lévitation forment des jonctions communicantes (gap junctions) en moins d’une heure

(Bazou et al., 2006). L’établissement d’adhésions cellule-cellule fortes est observée après

quelques heures de lévitation et mis en évidence par des marquages anti-connexin 32 ou

anti-E-cadhérine (Chen et al., 2015 ; Im et al., 2022). Les sphéroïdes formés en lévitation

acoustique restent cohésifs après arrêt des ultrasons (Liu et al., 2007 ; Jeger-Madiot et al.,

2021).

Compactage et réadhésion Le taux d’expression des cadhérines affecte le compactage

du sphéroïde (Yu et al., 2018) et les phénomènes demouvements collectifs (Parsons,Horwitz

et Schwartz, 2010). Ainsi, il est intéressant de noter que le niveau de cohésion d’un agrégat

3D influence sa dynamique de recolonisation d’une surface adhérente, comme illustré sur

la Figure 6.9.
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Figure 6.9 ś Des agrégats très cohésifs (forte adhésion cellulaire) ou peu cohésifs auront des dyna-

miques de réadhésion différentes, respectivement similaires au comportement d’un liquide ou d’un

gaz. D’après Douezan et al., 2011.

Inhibition des interactions liées au calcium

Pour inhiber l’adhésion cellulaire, il est possible d’utiliser des anticorps anti-cadhérine

ou des chélateurs de calcium tels l’EDTA ou l’EGTA. La présence d’EDTA (Ethylenediami-

netetraacetic acid) dans le milieu de culture chélate de nombreux composés, parmi lesquels

les ions magnésiumMg2+ et les ions calcium Ca2+, et affecte ainsi l’action des E-cadhérine.

L’EGTA (acide egtazique) est un dérivé d’EDTA avec une plus faible affinité pour le ma-

gnésium. L’inhibition des cadhérines empêche la formation de sphéroïdes d’hépatocytes

primaires de rat (Luebke-Wheeler et al., 2009) en culture 3D classique, de sphéroïdes de

cellules épithéliales en lévitation acoustique (Tait et al., 2019) et de sphéroïdes de cellules

hépatiques Huh7 en lévitation acoustique (Khedr et al., 2019), comme illustré sur la Figure

6.10.

Figure 6.10 ś Gauche : taille (pourcentage de l’aire initiale) d’agrégats de cellules épithéliales

16HBE14o- ou de billes inertes lévitées pendant plusieurs heures ; un feuillet cellulaire se contracte

au cours des 24 heures de lévitation, alors que les billes gardent leur répartition initiale. Milieu et

droite : après l’arrêt des ultrasons, l’agrégat consolidé par les jonctions adhérentes en présence de

Ca2+ reste cohésif, alors que l’agrégat cultivé en l’absence de Ca2+ est dispersé dès que les forces

acoustiques cessent de s’exercer. D’après Khedr et al., 2019.
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6.5.2 Le cytosquelette

Le cytosquelette est la charpente d’une cellule. Il est composé principalement de micro-

filaments d’actine, de microtubules et de filaments intermédiaires. Les plus impliqués dans

l’auto-organisation sont les micro-filaments d’actine dont les réarrangements dynamiques

gouvernent la forme et le déplacement de la cellule.

La localisation de l’actine diffère entre environnement 2D et 3D

La conformation de l’actine est définie par l’environnement de la cellule. Les complexes

d’adhésion jouent le double rôle de glu et de capteur (Biswas, 2020) et servent d’inter-

face entre le micro-environnement et le cytosquelette d’actine interne de la cellule (Bayir,

Sendemir et Missirlis, 2019).

Les cultures en 2D sur plastique favorisent l’étalement des cellules. Les filaments d’ac-

tine y sont organisés sous forme de fibre de stress (Figure 6.11a). Lorsque les cellules sont

placées dans un environnement 3D, par exemple en lévitation acoustique, les fibres d’ac-

tine liées au complexe d’adhésion sont réorientées de façon à devenir parallèles et le réseau

d’actine devient localisé à l’emplacement du cortex cellulaire (Tzanakakis,Hansen etHu,

2001 ; Leite et al., 2012 ;Figure 6.11a). Ce phénomène est sous l’influence de la cascade de si-

gnalisation RhoA-ROCK-myosine (Bachir et al., 2017 ; Bayir, Sendemir etMissirlis, 2019).

Les GTPases RhoA agissent sur les protéines ROCK (rho-associated protein kinases), trans-

duisant jusqu’à l’intérieur de la cellule des signaux qui changent l’expression des gènes,

l’organisation des molécules d’actine, la contractilité des réseaux d’acto-myosine, la moti-

lité, la contraction et la polarité cellulaire (Sharanek et al., 2016). Les protéines RhoA et

ROCK sont exprimées par les hépatocytes et par les HepaRG (Tascher et al., 2019).

Cette réorganisation se déroule en quatre jours pendant la formation d’organoïdes d’hé-

patocytes primaires de rat dans des plaques de culture où l’adhésion est défavorisée (Tzanakakis,

Hansen et Hu, 2001). En lévitation acoustique, où le passage en 3D est beaucoup plus ra-

pide, on observe un remodelage presque immédiat, après seulement 10 minutes pour des

cellules HepG2 (Edwards et al., 2007a ;Kuznetsova et al., 2009). La morphologie de l’actine

acquise en lévitation acoustique est conservée lors d’une remise en culture non adhérente,

comme illustré sur la Figure 6.11b.

Inhibition de l’actine

L’inhibition de l’actine peut être réalisée par traitement avec de la cytochalasine D, ou

encore avec du Y-27632 (Y27), un inhibiteur de la phosphorylation de la protéine ROCK.

Le traitement par Y-27632 perturbe l’activité de l’actine, empêche la génération de tension

par le cytosquelette d’actine (Kumar et al., 2006) et affecte ainsi la contractilité cellulaire

(Zhao et al., 2015 ; Khedr et al., 2019) et le compactage des sphéroïdes (Tsai et al., 2015).
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(a) Réorganisation des filaments d’actine lors de
l’auto-assemblage de sphéroïdes d’hépatocytes pri-
maires de rat dans des plaques de culture à la surface
chargée positivement : sous forme de fibres de stress
après 24 heures de culture (A) et en réseau localisé
au cortex cellulaire à 4 jours de culture (B). D’après
Tzanakakis, Hansen et Hu, 2001.

(b) Localisation de la F-actine après 30 minutes de lé-
vitation acoustique (pendant 1 minute à 60 V puis 30
minutes à 20 V), suivies d’un jour (C) ou de 18 jours
(D) de remise en culture non adhérente (plaque P-
HEMA, SigmaAldrich). D’après Liu et al., 2007.

Figure 6.11 ś Organisation des filaments d’actine dans différents systèmes de culture 2D ou 3D.

L’effet d’un certain dosage de Y-27632 dépend du type cellulaire et du type de culture : il

peut retarder l’auto-assemblage ou totalement le bloquer (Kim, Korotkevich et Hiiragi,

2018 ; Kojima, Takeuchi et Sakai, 2011).

6.6 Conclusion du chapitre

L’auto-organisation des sphéroïdes est un phénomène biologique qui réorganise les

agrégats cellulaires et mime in vitro le développement embryonnaire. Les cultures cellu-

laires placées dans un environnement favorisant l’auto-organisation passent spontanément

d’une forme en feuillet à une forme de type sphéroïde. Ce phénomène est observé à la fois

en culture traditionnelle et en lévitation acoustique. Les dynamiques d’auto-organisation

dépendent des propriétés biomécaniques des cellules (notamment leur contractilité), elles-

mêmes définies par les propriétés du cytosquelette et de l’adhésion cellulaire.

Puisque la lévitation acoustique procure une grande liberté d’auto-organisation, sans

contact avec une surface rigide, et qu’elle permet la coculture, elle représente une techno-

logie séduisante pour la recherche fondamentale sur l’organogenèse hépatique.

De plus, elle est propice à la manipulation de la forme des agrégats, via des modulations

de l’ARF (amplitude de la tension), l’administration d’un inhibiteur de ROCK ou le traite-

ment avec un chélateur de calcium. Ce contrôle précis de la forme des sphéroïdes est l’un

des critères recherchés pour l’ingénierie tissulaire.
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Introduction des articles
Le foie est un organe vital et complexe au cœur de nombreux défis sociétaux, qu’il

s’agisse des problématiques posées par la pénurie de greffons pour la transplantation d’or-

gane, ou de la détection des toxicités médicamenteuses avant mise sur le marché (chapitre

1). Afin de pouvoir les utiliser pour ces débouchés, il est nécessaire d’améliorer encore le

biomimétisme des modèles in vitro de foie (structure en trois dimensions et fonctionna-

lité hépatocytaire), de ne pas employer de composés mal caractérisés comme des hydrogels

et de s’assurer de la reproductibilité de leur production. Les sphéroïdes peuvent répondre

à tous ces critères, mais se heurtent aux limites actuelles des méthodes de formation et

culture (chapitre 2) : un manque de reproductibilité, une taille qui ne peut dépasser 500

µm, un manque de complexité (Bock et al., 2021) dû à l’utilisation de monocultures, un

manque de structuration (Khetani et Bhatia, 2008), des méthodes de culture coûteuses en

main-d’oœuvre et en moyens.

Selon Rossi,Manfrin et Lutolf, 2018, il est nécessaire de passer à la prochaine généra-

tion d’organoïdes et de sphéroïdes, en procédant aux améliorations suivantes : augmenter

la taille et la durée de vie (chapitre 2), intégrer différents tissus dans le système de culture

(chapitre 5) et contrôler le micro-environnement et l’auto-organisation (chapitre 6).

Ces trois pistes ont été abordées lors de cette thèse, dans le cadre de l’étude d’une nou-

velle technique de formation et de culture de sphéroïdes : la lévitation acoustique. Le prin-

cipal inconvénient qui freine son utilisation est le manque de connaissances sur la culture

cellulaire acoustofluidique à long terme. En effet, si les principes physiques régissant la lévi-

tation de particules sont bien connus, la culture cellulaire pendant plus de quelques minutes

a rarement été réalisée (chapitre 3), et jamais pendant plusieurs jours en dehors des travaux

de notre équipe. Après adaptation du dispositif acoustofluidique (chapitre 4), des cultures

hépatiques à long terme en lévitation acoustique ont ici été réalisées. Les résultats obtenus

sont présentés dans les deux publications scientifiques suivantes.

La première phase d’études a concerné les mécanismes d’auto-organisation et la dy-

namique de formation de sphéroïdes en lévitation acoustique. Brassard et Lutolf, 2019

et Kim et al., 2021 proposent de concevoir des sphéroïdes de manière plus rationnelle, par

exemple en contrôlant les conditions aux limites pour guider l’auto-structuration. La lévi-

tation acoustique procure l’opportunité de contrôler l’emplacement des cellules. Lorsque

celles-ci sont maintenues en lévitation pendant une longue durée, une auto-organisation

cellulaire est observée. Nous avons étudié les processus en cause grâce à la comparaison

entre trois types cellulaires. Cette étude a également été l’occasion d’explorer la coculture

en lévitation.

Afin de valider le potentiel de la lévitation acoustique pour la culture à long terme (six 
jours), il a fallu ensuite étudier les défis qui lui étaient propres : la reproductibilité de taille, 
la dynamique de formation et la non-nocivité des ultrasons, que ce soit au niveau de la 
viabilité cellulaire ou de l’intégrité de l’ADN. Enfin, la morphologie, la viabilité et la 
fonction-nalité cellulaire ont également été explorées en comparaison avec des méthodes de 
culture classiques en 2D et en 3D. Ce travail fait l’objet d’un second article.

101



102



Chapitre 7

Acoustic levitation as a tool for cell-

driven self-organizationofhuman cell

spheroids during long-term 3D culture

103



Chapitre 7

104



DOI: xxx/xxxx

AR T I C L E

Acoustic levitation as a tool for cell‐driven self‐organization of
human cell spheroids during long‐term 3D culture

Lucile Rabiet1,2 Lousineh Arakelian2 Nathan Jeger‐Madiot1 Duván Rojas García1

Jérôme Larghero2 Jean‐Luc Aider1

1Laboratoire Physique et mécanique des
milieux Hétérogènes (PMMH), CNRS, ESPCI,
Paris, France
2Inserm U976, CIC‐BT CBT501, AP‐HP,
Université Paris‐Cité, Hôpital Saint‐Louis,
Paris, France

Correspondence
Lucile Rabiet
Email: lucile.rabiet@gmail.com

Present address
Jean‐Luc Aider, Laboratoire Physique et
mécanique des milieux Hétérogènes (PMMH),
7 Quai Saint‐Bernard, 75005 Paris, France.

Abstract
Acoustic levitation, which allows contactless manipulation of micro‐objects with ultrasounds, is a
promising technique for spheroids formation and culture. This acoustofluidic technique favors cell‐
cell interactions, away from the walls of the chip, which leads to the spontaneous self‐organization
of cells. Using this approach, we generated spheroids of mesenchymal stromal cells, hepatic and en‐
dothelial cells, and showed that long‐term culture of cells in acoustic levitation is feasible. We also
demonstrated that this self‐organization and its dynamics depended weakly on the acoustic param‐
eters but was strongly dependent on the levitated cell type. Moreover, spheroid organization was
modified by actin cytoskeleton inhibitors or calcium‐mediated interactions inhibitors. Our results
confirmed that acoustic levitation is a rising technique for fundamental research and biotechnologi‐
cal industrial application in the rapidly growing field of microphysiological systems. It allowed easily
obtaining spheroids of specific and predictable shape and size, which could be cultivated over sev‐
eral days, without requiring hydrogels or extracellular matrix.

K E YWORD S
acoustofluidics, acoustic levitation, self‐organization, spheroids, microphysiological system

1 INTRODUCTION

Spheroids are in vitro multicellular spherical structures formed by self‐
assembly. Due to their three‐dimensional (3D) arrangement, they ex‐
hibit a higher structural complexity than traditional two‐dimensional
(2D) cultures (Ryu, Lee, & Park, 2019). Although they display evident
limitations, because they fail to mimic in vivo cell composition and size,
spheroids provide a useful overview of cell behaviors and functions in
3D configurations. What they lack in complexity, they compensate in
simplicity, reproducibility and ease of use.
Spheroids can be cultured in microfluidic chips, which provide sev‐

eral advantages: a controlled environment, the possibility of continuous

Abbreviations: 2D, two‐dimensional; 3D, three‐dimensional; ADMET, absorption,
distribution, metabolism, excretion and toxicity; ALARA, as low as reasonably
achievable; AR, aspect ratio; ARF, acoustic radiation force; EDTA, ethylenedi‐
aminetetraacetic acid; EGM2‐mv, endothelial cell growthmedium 2; EGTA, egtazic
acid; FBS, fetal bovine serum; Hz, hertz; LSEC, liver sinusoidal endothelial cell;
MEM, minimum essential medium; MSC, mesenchymal stromal cell; NCAM, neu‐
ral cell adhesion molecule; HUVEC, human umbilical vein endothelial cell; PBS,
phosphate‐buffered saline; PDMS, polydimethylsiloxane; ROCK, rho‐associated
protein kinase.

monitoring by the integration of live microscopy and sensors, an effi‐
cient control of fluid flow and shear stress and precise dosage during
drug screening (Skardal, Shupe, & Atala, 2016; Sakai et al., 2014). These
innovative microphysiological systems are an excellent tool for funda‐
mental research, such as self‐organization, organogenesis and develop‐
mental biology studies. Absorption, distribution, metabolism, excretion
and toxicity (ADMET) tests for drug development are also keen to inte‐
grate spheroids into their pipeline. Furthermore, spheroids are the first
step in the path towards engineering complex tissues for regenerative
medicine (Clevers, Lancaster, & Takebe, 2017; Takebe & Wells, 2019;
Hafiz et al., 2021; Huch, Knoblich, Lutolf, & Martinez‐Arias, 2017).
Several techniques have been developed to create spheroids, such

as suspension cultures, hanging drops, low‐attachment surfaces, scaf‐
folds and magnetic levitation (Ramos et al., 2023; Li et al., 2019; Kelm,
Timmins, Brown, Fussenegger, & Nielsen, 2003). Recently, acoustic
levitation has emerged as an additional method to form and culture
spheroids. This externally driven assembly technique (Soto et al., 2021)
prevents direct contact or interaction of the cells with the solid walls.
It consists in a contactless manipulation mediated by ultrasonic stand‐
ing waves. The standing waves are obtained by matching the acoustic
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wavelength with the height of a resonant cavity. The use of ultrasounds
does not require any marker or hydrogel.
Ultrasonic standing waves of a fewmegahertz can produce an acous‐

tic radiation force (ARF) able to manipulate small particles as well as
mammalian cells.
Up to now, acoustic levitation of cells had been mainly used to

pattern cell structures into hydrogels, or to aggregate cells for a fewmin‐
utes (Olofsson, Carannante, Takai, Önfelt, & Wiklund, 2021; Chen et al.,
2019; Liu et al., 2007; Edwards, Bazou, Kuznetsova, & Coakley, 2007;
Bazou, Coakley, Hayes, & Jackson, 2008; Bazou, 2010; Kuznetsova,
Bazou, Edwards, & Coakley, 2009; Khedr et al., 2019; Comeau, Hocking,
& Dalecki, 2016). We and others recently showed that this technique
could be used to culture mesenchymal stromal cells (MSCs) in acous‐
tic levitation up to 24 hours (Jeger‐Madiot et al., 2021; Im, Kim, Lee, &
Bhang, 2022).
In our devices, we used a 2 MHz ultrasound broadband transducer,

in order to create a multi‐mode acoustic standing wave in a cavity of 10
mm of height. Cells in suspension can be levitated and trapped into the
multiple acoustic pressure nodes. The acoustic frequency is tuned to
match the resonance condition leading in general to 30 levitation planes
for an acoustic frequency of 2.2 MHz, resulting in the formation of 25
to 30 spheroids in acoustic traps.
In this case, cells are aggregated by the external acoustic radiation

force, and then undergo a cell‐driven self‐assembly while being levi‐
tated. It has been shown that MSCs can then self‐organize freely, from
cell sheets to spheroids (Jeger‐Madiot et al., 2021), similarly to what
had been previously reported in magnetic levitation (Lee & Hur, 2014).
MSCs weremaintained in levitation during hours without affecting their
viability or functionality (Jeger‐Madiot et al., 2021).
We investigated for the first time longer cell culture times in acoustic

levitation, up to 6 days. We performed a comparative analysis of three
cell types. We continued the study of MSCs, which are broadly used for
tissue engineering, cell therapy and tumor modeling (Ryu et al., 2019).
We also investigated human umbilical vein endothelial cells (HUVEC),
which are a lever of action to vascularize spheroids and upscale tissue
engineering. Thirdly, considering the high potential of liver‐on‐chip for
cell therapy, drug testing and fundamental research (Brooks et al., 2021;
Beckwitt et al., 2018; Sae‐be et al., 2023; Prior, Inacio, &Huch, 2019; Zu‐
chowska, Kwapiszewska, Chudy, Dybko, & Brzozka, 2017), we levitated
HepaRG cells (Andersson, Kanebratt, & Kenna, 2012).
In addition to their viability, the dynamics of spheroids formation in

acoustic levitation were studied for these various cell types. We eval‐
uated the role played by the acoustic parameters, as well as biological
mechanisms through inhibition of actin‐ or E‐cadherin‐mediated mech‐
anisms, on the dynamics of spheroids formation. This study paves the
way to investigate the potential of acoustic levitation for fundamental
and applied research in cell biology.

2 MATERIALS ANDMETHODS

2.1 Cell culture

Cells in 2D or levitation were cultivated in incubators at 37°C and 5%
CO2. All types of cells were amplified in 2D culture before levitation.
Cells were passaged using 0,25% trypsin + ethylenediaminetetraacetic
acid (EDTA) (Gibco, UK).
Adipose derived mesenchymal stromal cells (MSCs) were isolated

from tissue of the thigh according to the protocol presented in (Jeger‐
Madiot et al., 2021). MSCs were isolated from the adipose tissue of
a male donor, obtained at Necker‐Enfants Malades hospital in Paris,
France. The adipose tissue was the surgical leftover and was used for re‐
search purposes after a signed consent from the donor and his parents
as the legal tutors, according to the French bioethical and medical re‐
search regulations. Cells were amplified in α‐MEM supplemented with
10% fetal bovine serum (FBS, Biowest, Nuaillé, France) and 1% antibi‐
otic/antimycotic mix (Anti‐Anti 100×, Gibco, Thermofisher, Waltham,
United States). Cells were passaged at 80% confluency.
HUVEC, human umbilical vein endothelial cells (Lonza), were culti‐

vated using Endothelial Cell Growth Medium 2 (EGM2‐mv). Cells were
passaged at 80% confluency.
HepaRG cells, provided by Biopredic International (Biopredic, St. Gré‐

goire, France) were cultivated in basal hepatic cell medium (Biopredic)
with 10% of HepaRG growth medium supplemented with antibiotics
(Biopredic). Medium was renewed every 3 days. Cells were detached
and passaged every 14 days.
Monolayers were cultured in 75 cm2 culture flasks (Corning, Fal‐

con, NY, USA). Levitated spheroids were formed and cultured in our
acoustofluidic chip during several days.

2.2 Microphysiological system:
Acoustofluidic chip

The microphysiological system used consists in a spheroid‐on‐a‐chip
device placed in an incubator, with automated medium renewal and
timelapse video recording (Fig. 1).
The chips were fabricated in Polydimethylsiloxane (PDMS, RTV 615,

Neyco, Vanves), a transparent, gas permeable, biocompatible mate‐
rial that does not strongly reflect acoustic waves. PDMS (1:10 curing
agent:base ratio) was poured in a plexiglass mold, heated at 70°C for
24h, then bonded with a plasma cleaner on a microscope glass slide
acting as an acoustic reflector.
Waveform generators (Handyscope HS5, TiePie Engineering, Sneek,

Netherlands) were used to power ultrasonic transducers (8 mm diam‐
eter, 2 MHz, SignalProcessing, Savigny, Switzerland) with a sinusoidal
waveform of amplitude ranging from U = 3 Vpp to U = 8 Vpp. Amplitudes
higher than 8 Vpp induce a strong increase in temperature in the system
that could hamper cell viability. Amplitudes below 3 Vpp are too low to
levitate cells in our system. When using 3 Vpp, the system is sensitive to
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disturbances such as sudden moves. Therefore, the smallest amplitude
(3.5 Vpp) was used for most cultures, in order to be as gentle as possible
with the cells, according to the As Low As Reasonably Achievable princi‐
ple (ALARA). The frequency used was Fac = 2.2 MHz, a value contained
in the levitation range from 1.5 to 2.5 MHz, as shown in (Jeger‐Madiot
et al., 2022; Dron & Aider, 2013) and maximizing the acoustic energy
(matching of the resonance condition). After emission by the transducer,
the acoustic wave travels through a thin oil layer, used as an acoustic
matching layer, and a PDMSmembrane, before reaching the bulk of the
cavity filled with cell medium. The height of the cavities was h = 10mm
leading to 30 levitation planes, i.e. 25 to 30 spheroids per chip.
The chip was perfusedwith a constant flow of 10µL/hwith a syringe

pump (Pump 11 Elite from Harvard Apparatus, Holliston, United States)
in order to renew the medium every three days, to mimic the rate of
medium change in 2D cultures.
Timelapses of the spheroids formation inside the chip were obtained

using Dino‐Lite Pro 630‐1165USB portableMicroscopes (Dinolite com‐
pany, Taipei, Taiwan). One image was recorded every 10 minutes during
several days.

F I GUR E 1 Acoustofluidic microphysiological system. The micro‐
physiological system is placed inside an incubator (37°C, 5% CO2).
Culture medium is provided via tubing (flow : 10µL/h). The acoustic pa‐
rameters are the same and kept constant during the culture (Amp = 3.5
Vpp / Fac = 2.2 MHz). Created with BioRender.com.

2.3 Viability study

After turning the ultrasound off and removing the spheroids from the
chip by aspiration, spheroids were centrifuged at 284 g during 5 min‐
utes at 20°C. In order to assess the cell viability after 3 days of levitation,
spheroids were stained with calcein and ethidium bromide (LIVE/DEAD
mammalian viability kit, Montlucon, France) and observed in an Incucyte
S3 imaging system (Sartorius). Culture medium was removed from 2D

cultures and spheroids, followed by dissociation with 0,25% trypsin dur‐
ing 15 minutes. After suspension in PBS (Eurobio, Courtaboeuf, France),
viability of individual cells was evaluated via flow cytometry (Attune®
NxT Acoustic Focusing Cytometer). Calcein+/Ethidium‐ cells are consid‐
ered as ”viable”, Calcein‐/Ethidium+ as ”non‐viable”, double stained cells
as ”in initiation of cell death”, and non‐stained as ”undetermined”.

2.4 Levitation with EDTA and Y‐27632

The calcium and magnesium chelator ethylenediaminetetraacetic acid
(EDTA, 0.1 mM) was used to modify the access of cells to calcium and
disrupt calcium‐mediated junctions such as E‐cadherins.
To disrupt actin cytoskeleton functionality and remodeling, various

concentrations (40µM and 60µM) of rho‐associated protein kinase
(ROCK) inhibitor Y‐27632 were added to the culture medium.

2.5 Shape and size description

To characterize the time evolution of the shape of the spheroids, we
retrieved circularity (σ), aspect ratio (AR), width and height from ImageJ
analysis.
The circularity σ of the object seen from the side is defined as:

σ = 4π
Ar

P2e
(1)

with Ar the area of the spheroid and Pe its perimeter. By definition, σ =
1 corresponds to a perfectly circular object, while σ = 0 for a planar cell
sheet.
To simplify the analysis, the aggregates will be considered as ellip‐

soids of major axis a, minor axis c (also the height of the ellipsoid) and
transverse radius b (Fig.2). For a relatively flat ellipsoid, with a = 10c,
the circularity is σ = 0.2
The Aspect ratio is then simply defined as :

AR =
a
c

(2)

The surface area of the ellipsoid is calculated using the Knud Thom‐
sen’s Formula (relative error < 1.42 %) and using the hypothesis of a
discoid (b = a) :

SA = 4π (
a2p + 2apcp

3
)1/p (3)

with p = 1.6075, a the half width of the spheroid and c the half‐height
from a side‐view.
The corresponding volume was calculated using the formula:

V =
4

3
πa2c (4)
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(A)

(B)

F I GUR E 2 A) Side view and top view of a cell aggregate formed in
acoustic levitation. B) Sketch of an ellipsoid with the three main radii.

F I GUR E 3 Sketches showing the three steps of acoustic manip‐
ulation (from left to right) by an ultrasonic standing wave of a few
megahertz. First, the axial component (Fac) of the acoustic radiation
force (ARF) forces the particles or cells (with positive acoustic con‐
trast factor) to move toward the acoustic pressure nodes. Once the
particles or cells have reached the pressure nodes (levitation planes),
they form monolayers thanks to the transverse component of the ARF
(FT). While particles form stable planar aggregates, cells spontaneously
self‐organize into spheroids that can be kept in acoustic levitation.

3 THEORETICAL ASPECTS : ACOUSTIC
RADIATION FORCE

To create an acoustic force field inside a cavity, one has to create
an acoustic standing wave. The basic principle consists in emitting an
acoustic wave inside the cavity, using an ultrasonic transducer. If a re‐
flector is properly placed, facing the transducer at a distance hmatching
the resonance condition (h = nλac/2, with λac the acoustic wavelength),
then an acoustic standing wave is created (Fig. 3). The particles or cells
inside the cavity are then first submitted to the axial component of
the ARF (Fac) which forces them to move toward the acoustic pressure
nodes (levitation planes) which are spaced by half a wavelength. Once
the cells or particles have reached the acoustic levitation planes the
transverse component of the ARF (FT) forces them to move radially in‐
side the levitation plane toward the local maximum of acoustic energy
(located along the center of the cylindrical cavity) where they form an
aggregate. The axial components is roughly 100 times stronger than the
transverse component. The cells rapidly form a disk‐like aggregate in
which they can interact with neighboring cells. The confluency, as de‐
fined in a culture flask, is obtained within seconds. Once the discoidal
aggregate is formed, it is consolidated by the Bjerknes force (short dis‐
tance acoustic force between objects), as well as the cellular adhesion
forces.
The most important component of the ARF, responsible of the acous‐

tic levitation, is the axial component. It can be written as (Yosioka &
Kawasima, 1955):

Fac =
π

4
E0 k d3p FY sin(2kz) ez (5)

where E0 is the acoustic density energy, k is the acoustic wave num‐
ber, dp is the diameter of the particles / cells, FY is the acoustic contrast
factor and z is the axial coordinate.
This expression is valid for circular, compressible particles, which is

a reasonable approximation for cells floating in a medium. The parti‐
cles are also considered as small compared to the acoustic wavelength
(Rayleigh approximation). One can see from Eq. 1, that large particles
will undergo a larger ARF than smaller particles. The acoustic con‐
trast factor, which depends on the density and compressibility of the
particles or cells, plays also an important role. It is defined as:

FY = FK + FY =
1 + 2

3
(1 – ρf

ρp
)

2 +
ρf
ρp

–
ρf c2f
3 ρp c2p

(6)

where ρp and ρf are respectively the density of the particles and of
the fluid, and cp and cf are the celerity of acoustic waves in the parti‐
cles and the fluid. The larger the differences between the properties of
the particles and the fluid are, the larger the ARF is. The acoustic con‐
trast factor of cells is unknown, but it can be measured with a specific
protocol based on the measurement of the acoustic focusing velocity
of a given cell toward the acoustic pressure node (Bellebon et al., 2022).
The averaged value of acoustic contrast factor of adipose tissue‐derived
MSCs was 0.15 after at least three passages of culture. Unfortunately,
this protocol could not be carried out for the cells used in this study. If
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the particles are passive (no propulsion, no interactions), with a positive
contrast factor, they aggregate into a 2D disk which can be maintained
in a steady position in acoustic levitation indefinitely. If the objects are
living cells, it has been shown that they spontaneously self‐organize into
a spheroids, as shown by (Jeger‐Madiot et al., 2021) with MSCs.

4 RESULTS

4.1 Self‐organization: from cell sheets to
spheroids

In the acoustofluidics chips, the ARF creates a confluent layer of cells
in a few seconds, fostering immediate interactions between cells. Such
cell clusters adopted a spontaneous collective behavior leading to
self‐organization. When maintained in acoustic levitation during sev‐
eral hours, aggregates of cells spontaneously self‐organize, turning the
originally 2D discoids into 3D spheroids.
Self‐organization dynamics were shown to strongly depend on cell

types (Fig. 4). While cell sheets formed during the first minutes of levi‐
tation always turned into spheroids after 60 hours, HepaRG spheroids
were flatter than those obtained with MSCs and HUVEC (Fig. 4.A). We
then evaluated the evolution of the circularity as a function of time
(Fig. 4.B). The dynamics depends strongly on the cell type: MSCs and
HUVEC spheroids are formed relatively quickly. The circularity of MSCs
reaches its asymptotic value after 40 hours, while the circularity of
HUVECs reaches its asymptotic value after only 6 hours in acoustic levi‐
tation. Nevertheless, spheroids ofMSCs are less ”circular” (σ = 0.7) than
spheroids of MSC (σ = 0.9). Contrarily, HepaRG showed a very slow
increase of the circularity, reaching σ = 0.6 after 60 hours in acoustic
levitation.
Interestingly, the coculture of the HepaRG with HUVEC exhibited

a different evolution, with a sharp increase of the circularity after 6
hours. Aggregates of cocultures with a 1:1 ratio of HepaRG and HUVEC
displayed a behavior similar to HepaRG during the first 6 hours of cul‐
ture, followed by a sharp increase up to 40 hours of levitation. These
results demonstrated the synergy between the two cell types and the
importance of the endothelial cells to accelerate the self‐organization
of hepatocytes.
After the initial increase, the circularities of the spheroids reached a

plateau for all cell types. All asymptotic values of circularity were higher
than 0.7 at the end of the culture in levitation. Nevertheless, the asymp‐
totic value was again dependent on the cell type, since it was reached
after 6 hours for HUVEC, 40 hours for MSCs, 40 hours for cocultures
and 120 hours for HepaRG.
We then evaluated the aspect ratio (AR) of the spheroids (Fig. 4.C).

For all studied cell types, AR decreased over time. Similarly, a decrease
of surface area and volume was observed (Fig. 4.D and Fig. 4.E), indicat‐
ing a compaction of the aggregates. In all cases the volume decreased
but the reduction was particularly important for MSCs and HUVEC.

4.2 Disruption of the self‐organization
mechanisms

In order to study more thoroughly the mechanisms responsible for the
self‐organization, either physical or biological, variations of voltage, and
treatment with calcium chelator EDTA or ROCK‐inhibitor Y‐27632 have
been performed.

4.2.1 Influence of the amplitude of the
ARF

It has been shown that ultrasounds, including those of frequency ap‐
proaching 2 MHz, impacted various mechanosensitive ion channels
involved in self‐organization of tissues (Chu, Lim, Chien, Chen, &Wang,
2022; S. Kim et al., 2022; Wu, Lewis, & Grandl, 2017). In addition to
the acoustic effects, cells also respond to various environmental me‐
chanical stimuli, such as compression, substrate stiffness (Biswas, 2020)
or shear‐flow (S. Kim, Uroz, Bays, & Chen, 2021). Thus, it is of inter‐
est to investigate if variations in the applied ARF may influence the
self‐organization dynamics is of interest. To this purpose, experiments
were performed with increasing voltage amplitude, for a given acoustic
frequency. As shown in Eq. 1, the ARF depends linearly on the acous‐
tic energy density E0. It has also been shown that the acoustic energy
depends on the voltage as E0 ∝ V2

pp ((Dron &Aider, 2012; Barnkob, Iran‐
manesh, Wiklund, & Bruus, 2012)). It means that the amplitude of the
ARF for 8 Vpp is more than 7 times higher than the ARF for 3 Vpp.
HepaRG cells were levitated during 3 days with a constant voltage,

with a steady voltage ranging from 3 Vpp to 8 Vpp. The evolution of
the circularity as a function of time for 4 different voltages is shown
in Fig. 4. Differences in circularity between the 4 chips were slight and
statistically non‐significant. As a consequence, one can conclude that
the amplitude of the ARF does not play a significant role in the process
leading to spheroids formation.

4.2.1.1 Importance of the acto‐myosin network
and cell‐cell adhesion in morphogenesis
The cross‐talk between intracellular motor proteins myosins II and cy‐
toskeletal actin filaments drives cell contractility, shape and migration.
Furthermore, neighbouring cells are able to form strong adhesions by
the mean of adherent junctions proteins such as E‐cadherins (Bachir,
Horwitz, Nelson, & Bianchini, 2017).
Previous studies on hepatic spheroids showed that it is possible to

temper with the self‐organization dynamics, by acting either on the cy‐
toskeleton or on the E‐cadherin cell‐cell adhesion (Lin, Chou, Chien, &
Chang, 2006; Luebke‐Wheeler, Nedredal, Yee, Amiot, & Nyberg, 2009;
Khedr et al., 2019). We investigated whether this disruption could
be recreated in our acoustofluidics chip. Due to the rapid increase
of spheroid circularity for HUVEC cells and MSCs, the plateau was
achieved after only a few hours. Therefore, self‐organization disruption
was studied for shorter times of culture for MSCs and HUVEC (6 hours)
than for HepaRG cells (60 hours).
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F I GUR E 4 Shape and size analysis of spheroids (n=20) of different cellular composition: mesenchymal stromal cells (MSCs), human umbilical
vein endothelial cells (HUVEC), HepaRG hepatic cell line, and coculture of 50% HepaRG and 50% HUVEC levitated during up to 6 days. The
acoustic parameters are the same and kept constant during the culture (U = 3.5V / F = 2.2 MHz). (A) Side‐views during 60 hours of levitation. The
snapshots at 3 time steps show the evolution from cells sheets to spheroid over time (scale bars: 500μm) for the three types of cells. (B) Time‐
evolution of the circularity (σ) of the aggregate (side views) showing the different dynamics of transformation of the cell sheets into spheroids
(C) Time evolution of the Aspect Ratio (AR) of the aggregates. (D) Time evolution of the surface area of the aggregates. (E) Time evolution of the
volume of the aggregates compared to the initial volume.

F I GUR E 5 Circularity (σ) dynamic of HepaRG spheroids (n ≥ 6)
cultured in acoustic levitation with voltages ranging from 3 to 8 Vpp

and constant acoustic frequency (Fac = 2.2 MHz). Mean and standard
deviation dynamic during 60 hours of levitation are shown.

4.2.1.2 Y‐27632 treatment
Cell contractility is mediated by the rho‐associated protein kinase
(ROCK), which enables the reorganization on the acto‐myosin cytoskele‐
ton. ROCK regulates notably cell contraction, motility, morphology and
polarity (Sharanek et al., 2016). This mechanism plays a key role in the
formation of spheroids ((Sodek, Ringuette, & Brown, 2009)). To evaluate
the influence of contractility, the three cell types were treated with two
different concentrations of ROCK‐inhibitor Y‐27632.
Circularity dynamic was decreased in the groups treated with 40 µM

and 60 µMof Y‐27632 (Fig. 6.A), for all cell types. These results confirm
the important role played by the contractility of the cells in the self‐
organization process.

4.2.1.3 EDTA treatment
Cell‐cell adhesion is involved in spheroid self‐organization and com‐
paction. The adhesion is partly mediated by calcium‐dependent E‐
cadherin homophilic binding in the cell types studied. E‐cadherin is a
calcium‐dependent protein which plays a key role in cell‐cell adhesion
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F I GUR E 6 Evolution of circularity during treatment with EDTA and Y‐27632 A = 3.5 Vpp / Fac = 2.2 MHz. The time scale was adapted to
the dynamics of the spheroid formation. (A) Circularity dynamic of MSCs, HUVECs and HepaRG spheroids (n≥ 6) treated with ROCK inhibitor Y‐
27632. (B) Circularity dynamic of spheroids treated with calcium chelator EDTA. (C) Percentage of difference in circularity compared to untreated
cells at the end of the culture (6h for HUVECs and MSCs, 60h for HepaRG spheroids).

and tissue formation (Alberts et al., 2002). In order to affect calcium‐
dependent self‐organization mechanisms, cells were treated with 0.1
mM ethylenediaminetetraacetic acid (EDTA).
We followed the evolution of circularity for the three cell types, with

and without treatment with 0.1 mM EDTA (Fig. 6.B). For the three cell
types, the treatment with 0,1 mM EDTA modified the circularity evolu‐
tion during cell culture. At the end of the experiment, the circularity was
decreased by more than 30% for the three cell types, confirming the
important role played by E‐cadherin in the self‐organization process.

4.2.1.4 Difference in final circularity
The Fig. 6.C shows the influence of the various treatments on the final
circularities of the spheroids. It is computed as the difference in per‐
centage compared to the untreated values. In all cases the asymptotic
values are reduced and the percentage of reduction in final circularity is
dependent on the dose and the treatment. Similar responses have been
observed between the cell types. The maximum reduction is obtained
with 0.1 mM EDTA for all cell types.

4.3 Viability

A high cellular viability in the spheroid is essential to maintain a nor‐
mal cell behavior. We first assessed cell viability of the whole spheroids.
LIVE/DEAD confirmed that cell viability was preserved at the surface
of the spheroids for the three cell types (MSCs, HUVEC and HepaRG),
as shown in Fig. 7.

F I GUR E 7 Spheroids ofMSCs (A), HUVECs (B) and HepaRG hepatic
cell line (C) after 3 days of acoustic levitation (U = 3.5 Vpp / Fac = 2.2
MHz), stained with calcein and ethidium (Live/dead mammalian viability
kit).

We then evaluated single cell viability by flow cytometry, after
spheroid dissociation, and compared the results to the ones obtained
with MSCs, HUVEC, and HepaRG cultured in 2D or low attachment. As
shown in Fig. 8, cell viability was not impacted by a culture of 3 days in
levitation, since more than 80% of cells were viable.
A similar approach was used to evaluate the impact of Y‐27632 and

EDTA on cell viability. While no significant decrease of cell viability was
observed on MSC and HUVEC spheroids after 6 hours of levitation, the
proportion of deadHepaRG cells was significantly increased after 3 days
of exposition to Y‐27632 and EDTA, showing a death‐inducing effect of
this long‐term treatment (Fig. 9).
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F I GUR E 8 Viability of MSCs, HUVECs and HepaRG cells after 3
days in acoustic levitation (3.5 Vpp / Fac = 2.2 MHz), 2D culture
or in low‐attachment, followed by spheroid dissociation. Viability was
estimated with calcein and ethidium staining (Live/dead mammalian vi‐
ability kit), and proportions of single stained and double stained cells
were estimated by flow cytometry.

F I GUR E 9 Cell viability after levitation, assessed by flow cytometry,
in the presence or absence of calcium chelator EDTA and actin inhibitor
Y‐27632.

5 DISCUSSION

Reported potentially harmful side effects of ultrasound treatment are
numerous: temperature increase, formation of cavitation bubbles, in‐
crease in cell membrane permeability or shear stress created by acoustic
streaming (Wiklund, 2012; Du et al., 2022). However, these side effects
are only observed when high amplitude ultrasounds are used. In our

setup, all experiments are carried out with a very low amplitude (U <
8Vpp), so that all these potential side effects are negligible. According
to the transducer manufacturer instructions, use of the device is safe
because the ultrasonic power is of the order of few milliwatts. Exposi‐
tion to ultrasounds in this frequency range at small amplitudes has been
reported in both in vivo (Willemetz, 1990; Levenson, Pessana, Gariepy,
Armentano, & Simon, 2001; Grigioni et al., 2001) and in vitro applica‐
tions (Devendran, Carthew, Frith, & Neild, 2019; Wiklund, 2012; Khedr
et al., 2019; Hultström et al., 2007; Vanherberghen et al., 2010). Viabil‐
ity in our system is excellent. Further research, however, is still needed
for functional validation.
Size is a limiting factor for spheroids. Hypoxic core has been reported

on a number of spheroids with large diameters, the upper limit being
generally considered to be 500 µm (Glicklis, Merchuk, & Cohen, 2004;
Moshksayan et al., 2018). Due to the small size of our spheroids (diame‐
ters lower than 300µm at all times) and based on our previous findings
on MSC spheroids (Jeger‐Madiot et al., 2021), core necrosis is not an
issue in our system.
Self‐organization is a key characteristic of spheroids and organoids.

The recapitulation of self‐assembly and polarity is essential for mimick‐
ing an organ (Huch et al., 2017).
During the first minutes of cell culture in acoustic levitation, self‐

assembly is mainly driven by the ARF (externally‐driven assembly),
leading to the initial cell sheet layer formation. Generator‐controlled
variations in voltage can increase or decrease the speed of cell sheets
formation (modification of the acoustic energy), whereasmodulations in
frequency affect axial position of spheroids (Jeger‐Madiot et al., 2022).
It creates cell‐cell interactions very quickly, which is one of the major
interests of cell culture in acoustic levitation.
It also provides an environment where cells are free to self‐organize

without contact with cavity walls. Microenvironment stiffness has been
proven to have an impact on cell morphology, proliferation, differ‐
entiation and functionality, for MSCs (Kozaniti, Deligianni, Georgiou,
& Portan, 2021), endothelial (Vania et al., 2020) and hepatic cells
(Serna‐Márquez et al., 2020). Whereas in many self‐organization stud‐
ies the organoids are grown in contact with plastic surfaces, Matrigel®
or hydrogels mimicking the extracellular matrix, in our case the cells
self‐organize only in contact with the medium or other cells, without
mechanical contact with a stiff environment.
Once in the acoustic levitation plane, cells are contained in a so‐

called ”acoustic trap”, in an environment in which they can interact only
with each other. This autonomy in organization has been advised in or‐
der to allow the cells organize as freely as possible (Sthijns, LaPointe,
& van Blitterswijk, 2019). Even if the short‐term self‐assembly of cell
sheets is primarily ARF‐driven, our findings indicate that the long‐term
self‐organization into spheroids is mainly cell‐driven.
Previous studies have found that the initial rapid aggregation was

followed by a compaction after a delay period of 2 to 4 hours (Lin et
al., 2006). A compaction was also observed in our system, as volume
decreases over time for all cell types.
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The difference of self‐organization between cell types can be ex‐
plained by distinct biophysical properties. Cell adhesion abilities differ
between cell types, leading for instance to different migration capaci‐
ties (Parsons, Horwitz, & Schwartz, 2010). Contractile forces, generated
by the acto‐myosin interactions (Discher, Janmey, &Wang, 2005) differ
according to the cell type. MSCs and LSECs (liver sinusoidal endothelial
cells) are twice as contractile as HepaRG cells (Zhao et al., 2015). No‐
tably, when cocultured, the more contractile cell type is able to drag the
other cell type (Sakai et al., 2013; Takebe et al., 2012), which leads to
stronger contractions. This explains the intermediary self‐organization
dynamic we observed when HepaRG and HUVECwere cocultured. Our
results pointed out the importance of the cross‐talk between the two
cell types in our acoustic levitation system.
We showed that changes in the amplitude from 3 Vpp to 8 Vpp

did not affect the long‐term behavior of the HepaRG cells. Higher
voltages could be needed to observe an impact of the ARF on the self‐
organization of HepaRG, but possible heating should be monitored and
taken care of.
Self‐organization from cell sheets to spheroids in other methods of

culture has been reported to rely on cytoskeleton reorganization and
cell‐cell adhesion (Keller & Shook, 2011).
Even if their localization can be distinct between cell types, actin fil‐

aments generally form stress fibers in 2D cultures (Tzanakakis, Hansen,
& Hu, 2001), and are located next to the cellular cortex in 3D cul‐
tures (Leite et al., 2012). The cortex localization has also been reported
in acoustic levitation. For instance, HepG2 cells can form stable cell‐
cell connections in levitation within 10 minutes, showing membrane
spreading and increase in junctional F‐actin (Edwards et al., 2007). Dis‐
tributions of filamentous actin, N‐cadherin and neural cell adhesion
molecule (NCAM) in neural cells are evolving in the first few minutes
of acoustic levitation (Bazou, Foster, Ralphs, & Coakley, 2005 May‐Jun),
while chondrocytes form functional gap junctions in less than one hour
(Bazou et al., 2006), showing the importance of cytoskeleton remodeling
in levitated cells.
Self‐assembly of fibroblast cell sheets into spheroids was reported

to be delayed by a treatment with 10 µM of Y‐27632, and completely
blocked by a treatment with 100 µM of this compound (E. J. Y. Kim, Ko‐
rotkevich, & Hiiragi, 2018). On the contrary, (Kojima, Takeuchi, & Sakai,
2011) showed that treatment with a higher concentration (200 µM) do
not prevent migration of HepG2 and MS1 cells nor spheroid formation
in low‐attachment plates. Even if in the scientific literature distinct cell
types display different sensitivities to the treatment, in our study, all cell
types displayed a significant decrease of circularity for a concentration
of 100 µM of Y‐27632.
Treatment with 0.1 mM EDTA slows down the spheroid formation

process in our system. Previous findings have shown that E‐cadherin
inhibition blocks spheroid formation in classical 3D culture (Luebke‐
Wheeler et al., 2009)) and in acoustic levitation (Tait et al., 2019; Khedr
et al., 2019). Our treatment did not completely inhibit self‐organization,
probably because the EDTA dose was not sufficient to chelate all cal‐
cium ions. We did not use higher concentrations because they resulted

in massive cell death. EDTA chelates several compounds, including Ca2+
and Mg2+ ions. Other more specific molecules such as egtazic acid
(EGTA) or anti‐E‐cadherin antibodies could be investigated in future
studies.
We here showed that self‐organization mechanisms are similar in

our acoustofluidic chip, because they are impacted by treatment with
EDTA and Y‐27632. Cell‐cell adhesion and cytoskeleton remodeling
were shown to be critical for self‐organization of the three cell types.
This first long‐time study also opens up interesting prospects for cell

culture in general. Indeed, cell types performing poorly in 2D, such as
primary hepatocytes might thrive in acoustic levitation.
In conclusion, we demonstrated that our microphysiological system

of cell culture in acoustic levitation is well‐fitted for biotechnological
applications and for further fundamental studies. It may then be used
for building blocks for tissue engineering, or may serve as an in vivo‐like
model to study self‐organization and organogenesis.
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Abstract
Hepatic spheroids are of high interest for basic research, drug discovery and cell therapy appli‐
cations. Several methods for spheroid formation have been developed with their advantages and
drawbacks. We explored an alternative technology: the hepatic spheroid formation and culture
in an acoustofluidic chip, using HepaRG cell line. Spheroid formation and morphology, cell viabil‐
ity, genetic stability, and hepatic functions were analyzed after six and twelve days of culture in
acoustic levitation. They were compared to 2D culture and non‐levitated 3D cultures. Sizes of the
25 spheroids created in a single acoustofluidic microphysiological system were homogeneous. The
acoustic parameters in our system did not induce cell mortality nor DNA damage. Spheroids were
cohesive and dense. From a functional point of view, hepatic spheroids obtained by acoustic lev‐
itation exhibited polarity markers, secreted albumin and expressed hepatic genes at higher levels
compared to 2D and low attachment 3D cultures. In conclusion, this microphysiological system
proves not only to be suitable for long‐term culture of hepatic spheroids but also to favor differen‐
tiation and functionality within 6 days of culture. These results are important for laboratory issues
and for the pharmaceutical industry, as it may help to reduce costs and to accelerate and facilitate
preclinical research phases with more realistic models.

K E YWORD S
acoustofluidics, acoustic levitation, self‐organization, spheroids, microphysiological system, liver‐
on‐chip

1 INTRODUCTION

Spheroids and organoids are omnipresent in biomedical research and are promising approaches for drug discovery, cell therapy and personalized
medicine (Bock et al., 2021). They display three‐dimensional (3D) culture characteristics which increase the viability and functionality of numerous
cell types. As such, they are part of the current paradigm shift from the traditional two‐dimensional (2D) cell culture towards more biomimetic 3D
models (Clevers et al., 2017; Rossi et al., 2018; Kapałczyńska et al., 2018).
Among the cell types, hepatic spheroids are of particular interest. Indeed, the liver is a vital organ with major properties, including protein

synthesis and secretion, ion storage, and xenobiotics detoxification (Ehrlich et al., 2019; M. Liu et al., 2022). Currently, the use of primary human
hepatocytes is highly challenging due to a limited availability and a lack of optimal culture conditions (Guguen‐Guillouzo & Guillouzo, 2010). Indeed,
after seeding in 2D culture systems, these cells displayed very limited or no proliferation, rapidly lost their polarity and their functionality and finally
died (Lauschke et al., 2019; Guguen‐Guillouzo & Guillouzo, 2010). In order to facilitate research on hepatic cells, other hepatocyte models were

Abbreviations: 2D, two‐dimensional; 3D, three‐dimensional; ADMET, absorption, distribution, metabolism, excretion and toxicity; ALARA, as low as reasonably achiev‐
able; AR, aspect ratio; ARF, acoustic radiation force; EDTA, ethylenediaminetetraacetic acid; EGM2‐mv, endothelial cell growth medium 2; EGTA, egtazic acid; FBS,
fetal bovine serum; Hz, hertz; LSEC, liver sinusoidal endothelial cell; MEM, minimum essential medium; MSC, mesenchymal stromal cell; NCAM, neural cell adhesion
molecule; HUVEC, human umbilical vein endothelial cell; PBS, phosphate‐buffered saline; PDMS, polydimethylsiloxane; ROCK, rho‐associated protein kinase.
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developed. One of the most representative models is the bipotent HepaRG cell line (Gripon et al., 2002). In standard 2D culture conditions, these
cells proliferate efficiently. In conditions of high confluence, two sub‐populations of hepatocyte‐like and cholangiocyte‐like cells can be obtained
(Meirinho et al., 2022). When further treated with DMSO, many genes including those of the detoxification enzymes are induced (Mayati et al.,
2018; Kanebratt & Andersson, 2008; Le Vee et al., 2006). These properties have made them a useful tool for drug screening and basic research
(Kamalian et al., 2018).
In vitro 3D cultures have been shown to be beneficial for primary hepatocytes and hepatic cell lines (Vorrink et al., 2017; Bell et al., 2018; Baze

et al., 2018; Jarvinen et al., 2022; Desai et al., 2017; Takahashi et al., 2015)). Several techniques have been developed to create spheroids, such
as suspension cultures, hanging drops, low attachment surfaces, scaffolds, microgravity or magnetic levitation (Ramos et al., 2023). Otherwise
promising, all these methods still faces some of the following hurdles: heterogeneity in size, labor‐intensive procedure, low throughput, poorly
defined matrices and hydrogels, low cellular functionality, or a lack of technological maturity (Tevlek et al., 2023; B. Chen et al., 2019; Achilli et al.,
2012). These drawbacks have slowed down the use of spheroids in the interested fields, such as cell therapy (Nagamoto et al., 2016; S. Chen et
al., 2020; Ten Dam et al., 2023) or the drug development pipeline (Sasikumar et al., 2020; Christoffersson & Mandenius, 2019).
We here investigated the potential of acoustic levitation for integrating the landscape of hepatic spheroid formation and culture methods.

Acoustic levitation harnesses forces produced by ultrasounds to handle the position of cells inside aminiature culture system. This technique allows
the control of fluid flow and live microscopy as other microfluidic devices (Skardal et al., 2016; Beckwitt et al., 2018).
Acoustic forces can agglomerate a suspension of cells into aggregates, which can be kept in acoustic levitation inside the culturemediumwithout

any contact with the walls of a Polydimethylsiloxane (PDMS) chip. The cells inside the system are submitted to the axial (Fac) and the transverse
(FT) components of the ARF. The axial component, roughly 100 times larger than the transverse component ((Woodside et al., 1997; Woodside,
1998)), drags the cells towards the pressure nodes, spaced with half a wavelength. The acoustic levitation is due to the axial component of the
ARF, which can be written as (Yosioka & Kawasima, 1955):

Fac =
π

4
E0 k d3p FY sin(2kz) ez (1)

where E0 is the acoustic density energy, k is the acoustic wave number, dp the diameter of the particles or cells, FY is the acoustic contrast factor
and z is the axial location of the particle along the vertical axis of the cylindrical cavity. This expression is valid for spherical, compressible particles,
which is a reasonable approximation for cells floating in a medium. The particles are also considered as small compared to the acoustic wavelength
(Rayleigh approximation). One can see from Eq. 1, that large particles will undergo a larger ARF than smaller particles. The acoustic contrast factor
depends on the difference in density and compressibility between the cells and the medium: the larger the differences, the larger the force.
Once the cells have reached the levitation plane, the transverse component of the ARF forces them to gather toward the local maximum of

acoustic energy located along the center of the cylindrical cavity (Whitworth & Coakley, 1992). The cells quickly form a circular aggregate in
which they can interact with neighboring cells, in a similar condition to confluency in a culture flask. Once the discoidal aggregate is formed, it is
consolidated by the Bjerknes force, which is a short distance attractive acoustic force between objects (Garcia‐Sabaté et al., 2014), as well as the
cellular adhesion forces.
Up to now, in the field of cell biology, cell culture in acoustic levitation has been achieved for only a fewminutes (Bazou, 2010; J. Liu et al., 2007;

G. O. Edwards et al., 2007; Kuznetsova et al., 2009), a few hours (Khedr et al., 2019; Tait et al., 2019) or one day (Jeger‐Madiot et al., 2021). These
previous relatively short‐term studies nevertheless showed that acoustic levitation allowed the preservation of cell viability and functionality. It is
important to note that ARF leads first to the formation of sheets of particles or cells. Contrarily to passive particles which can form stable planar
aggregates, it has been shown that cells interact strongly with each other and cell sheets may self‐organize into spheroids inside the device within
a few hours (Jeger‐Madiot et al., 2021). However, the question of the feasibility of this technique during several days and its effects on cell viability,
genetic stability and cellular functions, remained unsolved. These are the objectives of the present study based on the long‐term culture of HepaRG
hepatic cells in acoustic levitation.

2 MATERIALS ANDMETHODS

2.1 Cell amplification

Cells and spheroids were cultivated in incubators at 37°C and 5% CO2. For amplification, HepaRG cells (Biopredic, St. Grégoire, France) were
cultivated in basal hepatic cell medium (Biopredic) with 10% of HepaRG growth medium supplemented with antibiotics. The initial cell density
was 2.7x104 cells/cm2. Culture medium was renewed every 3 days. Every 14 days, cells were detached and passaged using 0,25% trypsin + EDTA
(Gibco, UK).
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2.2 Acoustofluidic chips

The acoustofluidic chips were fabricated in polydimethylsiloxane (PDMS, 1:10 curing agent:base ratio, RTV 615, Neyco, Vanves), a transparent, gas
permeable and biocompatible material that does not strongly reflect acoustic waves. PDMS was poured in a plexiglass mold, heated at 70°C for
24h, then bonded with a plasma cleaner on a microscope glass slide (acoustic reflector).

2.3 Culture conditions for the comparative study

2.3.1 Formation and culture of spheroids in acoustic levitation

Ultrasonic standing waves of a few megahertz can produce an Acoustic Radiation Force (ARF) able to manipulate small particles as well as mam‐
malian cells. In our devices (Fig. 1) we use a 2 MHz ultrasound broadband transducer to create a multi‐modes acoustic standing wave in a h = 10
mm high cavity. The acoustic frequency fac (and corresponding acoustic wavelength λac) is tuned to match the resonance condition (h = nλac/2)
leading to 30 levitation planes for an acoustic frequency of 2.2MHz, resulting in the formation of 25 to 30 spheroids in acoustic levitation. Levitated
spheroids were formed and cultured in eight chips in parallel. One million of cells were added in each chip. Ultrasonic transducers (SignalProcess‐
ing ™) were powered by a waveform generator (Handyscope HS5, TiePie Engineering™) with a sinusoidal waveform of amplitude of A = 3.5 Vpp,
the smallest possible amplitude to maintain the spheroids in levitation. The frequency used was Fac = 2.2 MHz, a value contained in the levitation
range of 1.5 to 2.5 MHz, as shown in previous studies (Jeger‐Madiot et al., 2022; Dron & Aider, 2013). After emission by the transducer, the acous‐
tic wave travels through oil (acoustic matching layer), a PDMS membrane and the bulk of the cavity filled with cell medium, before reaching the
glass slide (Fig. 1). The height of the cavities was 10 mm leading to 30 levitation planes, i.e. 25 to 30 spheroids per chip.

F I GUR E 1 Sketch of the acoustofluidic cavity used in the present study to form and culture HepaRG spheroids over 6 to 10 days. The walls of
the cavity are made of PDMS. An oil layer is used as a matching layer between the upper wall of the cavity and the transducer. The reflector facing
the transducer is a glass slide. A constant flow rate is applied, allowing a total renewal of the medium after 3 days. The typical sizes of spheroids
as well as the internode distance obtained with a 2.2 MHz acoustic wave are also displayed on the sketch.
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A syringe pump perfused the chip with a constant flow of 10 µL/h (Pump 11 Elite, Harvard Apparatus™) in order to renew the medium every
three days. Timelapses showing the evolution of the spheroids inside of the chip were obtained with Dino‐Lite Pro 630‐1165 USB Microscopes
(Dinolite company™). Snapshots were taken every 10 minutes during 12 days. In order to extrapolate the 3D geometry of the spheroids from the
pictures, width and height of the spheroids were computed using the ImageJ software. Depth was considered equal to the width for the sake of
simplicity. To characterize the time evolution of the shape of the spheroids during the first three days, we retrieved circularity (σ), aspect ratio (AR)
and area from ImageJ analysis. The circularity σ of the object seen from the side is defined as:

σ = 4π
Ar

P2e
(2)

with Ar the area of the spheroid and Pe its perimeter. By definition, σ = 1 corresponds to a perfectly circular object, while σ = 0 for a planar cell
sheet. After 3, 6 or 12 days, the ultrasound were turned off and the spheroids were removed from the chip by aspiration. They were immediately
transferred into a 96‐well plate and were placed in an Incucyte S3 imaging system (Sartorius™) for immediate imaging of the top view of the
spheroids.

2.3.2 Formation and culture of non‐levitated spheroids

Non‐levitated spheroids were obtained and cultured either in 24‐wells (Corning, Falcon™) or 96‐well ultra‐low attachment plates (Nunclon Sphera,
Thermo Scientific™) during 3, 6 or 12 days days. 24‐well plates were used as 3D controls in every experience. 96‐well plates were used as additional
control for morpho‐analysis studies. The ultra‐low attachment plates were placed in an Incucyte S3 imaging system at 37°C during 6 days. Images
were taken every day. Some spheroids were removed from the plates after 3 days of culture, and injected gently inside an acoustofluidics chip for
immediate side view imaging.

2.3.3 2D controls

2D controls in monolayers were cultured in 25 mm2 culture flasks (Corning, Falcon) during 3, 6 or 12 days (2.7x104 cells/cm2).

2.4 Viability study

To assess the cell viability, spheroids and monolayers were cultured during 3, 6 or 12 days. After aspiration from the culture devices, spheroids were
centrifuged at 284 g for 5 minutes at 20°C. After removal of the supernatant, spheroids were stained a first time during 5 minutes with calcein and
ethidium bromide (LIVE/DEAD mammalian viability kit, Montlucon, France) and observed in an Incucyte S3 imaging system. 2D monolayers did
not require this preliminary treatment. Monolayers and spheroids were then dissociated with 0.25% trypsin during 15 minutes. After suspension
in PBS (Eurobio, Courtaboeuf, France), spheroids were stained a second time during 5 minutes with calcein and ethidium bromide. Viability of
individual cells was evaluated by flow cytometry (Attune® NxT Acoustic Focusing Cytometer).

2.5 Monitoring of spheroids readhesion potential

After 6 days in levitation, spheroids were transferred in 96‐well plates (Corning, Falcon, NY, USA) with fresh medium, and placed in an Incucyte S3
imaging system (Sartorius) at 37°C. Images were taken every 10 minutes during 14 days to assess the adhesive potential of levitated spheroids.

2.6 Scanning electron microscopy

Spheroids were levitated in the acoustofluidic chip or cultured in low attachment plates during 6 days. After removal from the device, spheroids
were placed on round cover glasses (12 mm diameter) inside a 24‐well plates (Corning, Falcon, NY, USA) during 24 hours. Spheroids formed in
ultra‐low attachment 24‐well plates were more heterogeneous in shape and size. Only the smaller non‐levitated spheroids were able to readhere
to the cover glasses whereas almost all levitated samples attached. Adherent spheroids were fixed with glutaraldehyde 2.5% and PFA 2%, diluted
in cacodylate 0.1 M buffer. After dehydration in several ethanol baths of increasing concentration, supercritical drying with carbon dioxide was
performed. Spheroids were coated with platinum 4nm. The sample preparation preserved the 3D structure of the spheroids. Images were taken
using an electron microscope.
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2.7 Genetic stability

For conventional cytogenetic analysis and array‐CGH, cells originating from the same culture batch were cultivated in acoustic levitation, in 24‐
well low attachment plates or in 25 mm2 flasks during 6 days (three replicates for each), then cultivated in 6‐well plates (Corning, Falcon, NY, USA)
for amplification during 7 days.

2.7.1 Karyotype analysis

While plates were still not confluent, 20 µL of colcemid (20 mg/ L ; EUROBIO) were added in each 6‐well plate well. Plates were incubated at
37°C during 2h. Cells were dissociated with 0.25% trypsin during 5 minutes (37°C) ; transferred into a 15 mL tube and centrifuged at 284 g for
5 minutes at 20°C. Supernatant was replaced by 8 mL of preheated KCL 0.075 M and incubated during 20 min at 37°C. 2 mL of 4°C Carnoy (3:1
methanol:acetic acid) were added for prefixatio of the samples. After further centrifugation, samples were fixed in 8 mL of Carnoy and kept at
4°C. Chromosome analysis was performed using standard procedures (G‐band by trypsin using Giemsa (GTG), R‐band after heat denaturation and
Giemsa (RHG) banding techniques and Giemsa staining).

2.7.2 Comparative genomic hybridization (CGH) array

Cells were dissociated with 0.25% trypsin during 5 minutes (37°C). DNA was extracted from the samples using Mini‐Kit PureLink® Genomic DNA
Kits K1820‐02, according to the manufacturer instructions, and eluted in 50 µL of PureLink Genomic Elution Buffer. DNA quantity and purity were
evaluated using NanoDropLite (Thermo scientific™). DNA integrity was assessed with a 1% agarose (Agarose DR ‐ DNA grade ‐ D5‐D) gel (Tris
borate EDTA buffer ETO020‐A) electrophoresis (120 V ; 30min). 500 ng of DNA was diluted in water with 1 µL of blue juice gel loading buffer ;
gene ruler 1kb (Thermo‐Fisher Scientific, UK) was used as a ladder. Genomic imbalances were analyzed by array‐CGH using 180K oligonucleotide
arrays (Agilent Technologies, Massy, France). Each genomic DNAs were compared with native HepaRG cells genomic DNA. Hybridization was
performed according to the manufacturer’s protocol. Images were processed with Feature Extraction software (10.7.3.1), and data analysis was
performed with Genomic Workbench V5.0.14 (Agilent Technologies). The genomic positions were determined using version 19, Build37 of the
human Genome Browser (University of California, Santa Cruz, CA; http://genome.ucsc.edu/). The Aberration Detection Method 2 algorithm was
used for statistical analysis. Copy number alterations were considered important if theywere defined by four or more oligonucleotides and spanned
at least 39 kb and were not identified in the Database of Genomic Variants (http://projects.tcag.ca/cgi‐bin/variation/gbrowse/hg19).

2.8 RT‐qPCR

RNA extraction was performed based on trizol/chloroform method. RNA quantity and purity were evaluated using NanoDropLite (Thermo scien‐
tific™). Gene expression was then evaluated by Reverse Transcription‐quantitative Polymerase Chain Reaction (RT‐qPCR). RT was performed with
500 ng of RNA and high capacity cDNA reverse transcription kit (Thermofisher™) in 0.5 mL tubes (Easy strip Snap Tubes, Thermofisher™) in a
SimpliAmp Thermal Cycler (Applied Biosystems), using the following program: 10 mins at 25°C, 120 mins at 37°C, 5 mins at 85°C, followed by a
cooling step at 4°C. The cDNAs were diluted to 1/50 in nuclease free water and were used for qPCR (5 ng of cDNA/well) with RNEasy Plus Mini
Kit (Quiagen). TaqMan™probes were used for the amplification. The reactions were performed in 384 reaction plates (Applied Biosystem™) in a fi‐
nal volume of 20 µL per well. The reagents were dispatched in the wells using an Epmotion 5073 robot (Eppendorf). We compared the expression
of genes related to polarity (apical cell membrane transporters), detoxification (nuclear receptors and cytochromes), albumin production and the
urea cycle (Table 1). RPLP0 was used as housekeeping gene.
All results were expressed as relative quantification (RQ) compared to one of the samples (”Control”) cultivated during 6 days in 2D (initial

seeding density of 28 000 cells/cm2). Statistical test: t‐test (n=3). Overexpression was considered when RQwas superior to 2 and underexpression
when RQ was inferior to 0.5.
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TAB L E 1 Gene chart used for RT‐qPCR analysis.
Gene symbol Protein full name Reference

RPLP0 Ribosomal protein lateral stalk subunit P0 Hs99999902
MRP2 / ABCC2 Multi‐drug resistance protein 2 Hs00166123
MRP3 / ABCC3 Multi‐drug resistance protein 3 Hs00978452
BSEP / ABCB11 Bile salt export pump Hs00994811
AhR Aryl Hydrocarbon Receptor Hs00169233
PXR / NR1I2 Pregnane X receptor Hs01114267
CAR / NR1I3 Constitutive androstane receptor Hs00901571
CYP1A1 Cytochrome P450 family 1 subfamily A member 1 Hs01054796
CYP1A2 Cytochrome P450 family 1 subfamily A member 2 Hs00167927
CYP2C9 Cytochrome P450 family 2 subfamily C member 9 Hs02383631
CYP2E1 Cytochrome P450 family 2 subfamily E member 1 Hs00559367
CYP3A4 Cytochrome P450 family 3 subfamily A member 4 Hs00604506
ALB Albumin Hs00609411
ARG1 Arginase 1 Hs00163660

2.9 Immunohistochemistry

2.9.1 Cryosection

After removal from the device, spheroids were fixed in PFA 4% during 30 min, then stored at +4°C in PBS. PBS was replaced by PBS + sucrose
15 % (Sigma‐Aldrich) during 1 h, then by PBS + 30 % sucrose during 48 h. Spheroids were withdrawn from the PBS + sucrose, and deposited
inside a silicon mold filled with ≈ 1 mL of OCT (Optimal Cutting Temperature, Cryofix Gel, Biognost) cryo‐embedding matrix. The samples were
immediately placed on dry ice and frozen. Samples were removed from the mold, placed in cold 2 mL ependorf and stored at ‐80°C. Spheroids
were cut (25 µm sections) with a cryostat (‐20°C) and deposited on polylysin‐coated glass slides. Sections were stored at ‐80°C until staining.

2.9.2 Immunostaining

Samples were incubated (200 µL / spheroid) during 15 min in PBS + BSA (3 %) + Triton (0.05 %) for saturation of non‐specific sites and permeabi‐
lization. Then, samples were incubated in PBS + BSA + glycin (0.3 M) during 30 min. Samples were incubated for 1 h in primary antibodies (dilution
1:200, 200 µL / spheroid) summarized in Table 2. After being washed three times in PBS + BSA + Tween (0.1 %), samples were incubated during
30 min with phalloidin (1:500) or secondary antibodies (1:500), with DAPI (1:2000) being added to each samples 5 mn before the end of the in‐
cubation period. Glass slides were washed 3 times, covered with ProLongTM Gold antifade reagent (Life Technologies), and overlayed with a cover
glass. The fluorescent antibodies used for immunostaining are shown in Table 3.

TAB L E 2 Primary antibodies used for immunostaining.
Protein Primary antibody Supplier Reference

CYP3A4 Rabbit polyclonal Invitrogen PA1‐343
MRP2 Mouse monoclonal Santa Cruz SC‐59609

TAB L E 3 Fluorescent antibodies used for immunostaining.
Antibody Wavelength Supplier Reference

DAPI 405
Goat‐antirabbit 555 Invitrogen A21428
Goat‐antimouse 488 Invitrogen A21121
Phalloidin 488

2.9.3 Confocal imaging

Images were acquired by confocal microscopy on a LSM 780 system mounted on an Examiner Z1 stand (Zeiss™) with a Apochromat 40X N.A.1.3
oil‐immersion objective using the Zen 2011 Black edition software (Zeiss, v.8.1).

2.10 Albumin dosage

Supernatants of levitated samples were taken at the outlet of the chip during the 6 days of medium renewal. Supernatants of non‐levitated
samples were taken during whole medium change at day 3 and day 6, then mixed separately for each sample. Albumin dosage in supernatants
was performed with Human Serum Albumin DuoSet ELISA (RnD Systems™), according to the manufacturer’s instructions. The optical density at
450 nm was detected using a microplate reader (Varioskan™LUX multimode, Thermo Scientific™, Waltham, MA USA). Supplemented HepaRG cell
culture medium served as negative control.
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3 RESULTS

3.1 Morpho‐analysis of levitated and non‐levitated spheroids

Spheroids were successfully kept in levitation during up to 12 days. Long‐term culture in levitation was performed inside an incubator, with precise
control of flow, ARF and constant visual monitoring (Fig. 2.a). Spheroids were imaged from the side and sometimes from the bottom.WhenHepaRG
cells were levitated during several hours, self‐organization was observed, according to the principle presented in Fig. 2.b. When observed from the
bottom of the cavity, the shape of the spheroid was circular during the entire levitation (Fig. 2.c). When observed from the side of the cavity, the
shape of the spheroid evolved from a planar cell sheet to a circular spheroid overtime (Fig. 2.d). After the end of the levitation, the visual analysis
was enriched with a instant top view acquisition, after deposition in a 96‐well plate (Fig. 2.e), which showed the shape of the spheroid without the
influence of the ARF. Spheroids remained cohesive after removal from the acoustofluidics chip, at day 3, 6 and 12.

F I GUR E 2 a) Acoustofluidic microphysiological system. The microphysiological system is placed inside an incubator (37°C, 5% CO2). Culture
medium is provided via tubing (flow rate: 10µL/h). The acoustic parameters are the same and kept constant during the culture (Amp = 3.5 Vpp

/ Fac = 2.2 MHz). Created with BioRender.com. b) Sketches showing the four steps of acoustic manipulation (from left to right) by an ultrasonic
standing wave of a few megahertz. First, the axial component (Fac) of the acoustic radiation force (ARF) forces the particles or cells (with positive
acoustic contrast factor) to move toward the acoustic pressure nodes. Once the particles or cells have reached the pressure nodes (levitation
planes), they formmonolayers thanks to the transverse component of the ARF (FT). While particles form stable planar aggregates, after a few hours,
cells spontaneously self‐organize into spheroids that can be kept in acoustic levitation. c) Timelapse of the bottom view (scale bar: 400 µm) of one
spheroid formed in an acoustofluidic cavity of height h≈ 3.λ/2. d) Timelapse of the formation of 8 spheroids in a cavity of height h≈ 30.λ/2 (scale
bar: 200 µm). e) Top view of levitated spheroids after removal from the acoustofluidics chip after 3, 6 or 12 days of levitation (scale bar: 200 µm).
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The 96‐well low attachment plates were used as control for the comparative study of morphological dynamics (Fig. 3). A similar self‐
organizational behavior was observed. Cell sheets compacted overtime, and side view observations after 3 days of formation revealed a non‐flat
3D shape.

F I GUR E 3 a) Bottom view (scale bar: 400 µm) and b) side view (scale bar: 200 µm) of non‐levitated spheroids in 96‐well low attachment plates.

3.1.1 Compaction dynamic and shape

Further comparison was performed regarding the first three days of culture. This period was defined as the temporal unit for the formation of
cohesive spheroids. The dynamic and values of compaction of the cell sheets into spheroids are similar in levitation and in low attachment plates
(Fig. 4.a). The aspect ratio was close to AR = 1 for both types of culture (Fig. 4.b), showing the tendency of wells to aggregate homogeneously
towards the center of the cavity or of the well respectively. This has justified considering the spheroids as a disk when observed from the bottom.
Circularity of the levitated spheroids (Fig. 4.c), analyzed from the bottom, was significantly higher in acoustic levitation and increased overtime
compared to non‐levitated spheroids. This was due to the higher smoothness of the levitated spheroids, whereas non‐levitated spheroids exhibited
a folded surface.

F I GUR E 4 Evolution of spheroid shape during 60 hours in acoustic levitation or in 96‐well low attachment plates. Morpho‐descriptors: a)
percentage of initial area, b) aspect ratio (AR) and c) circularity (σ) of spheroids observed from the bottom.

3.1.2 Homogeneity study

Given the impact of the spheroid size on the formation of hypoxic cores and functionality, control of size is requested (Jain et al., 2005; B. Chen et
al., 2019). Homogeneity inside one chip and reproducibility from one chip to another were investigated thanks to width and height measurements.
Width was defined as the diameter of the disk observed in a bottom view, whereas height was the length of the minor axis of the ellipse obtained
from a side view of the spheroid (Fig. 5.a).
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The number of spheroids in one chip depends only on the acoustic wavelength and the height of the cavity. In our configuration (2.2 MHz,
10 mm), ≈ 25 nearly identical spheroids were formed in each chip. The injection of a homogeneous cell suspension inside one chip resulted in
homogeneous sizes of spheroids (Figure 5.b and 5.c). Furthermore, the number of cells in one spheroid, impacting its size, was only dependent on
the number of cells injected in the chip. This allowed a precise and repeatable control of sizes from chip to chip.
This level of reproducibility was comparable with the homogeneity of spheroids obtained in 96‐well low attachment plates. On the contrary, the

number of spheroids formed in one well of 24‐well ultra‐low attachment plate was highly variable from well to well, resulting in heterogeneous
sizes both from well to well and inside the same well.

F I GUR E 5 Homogeneity study. a) The bottom view allows measuring the width (diameter) of the spheroid, and the side view gives access to
both the height and the width. Distribution of width (b) and height (c) of non‐levitated and levitated spheroids (3 acoustofluidic chips were analyzed
at day 3 and day 6, and one chip at day 12).

3.2 Viability after 3, 6 and 12 days in culture

3.2.1 LIVE/DEAD of whole and dissociated spheroids

Acoustic levitation did not affect the viability of the cells situated at the surface of the spheroids (Figure 6.a). The percentage of viable cells inside an
acoustofluidics chip, after dissociation of the spheroids using trypsin, was always found larger than 70%, which was comparable to low attachment
controls (Figure 6.b).

F I GUR E 6 a) LIVE/DEAD staining of entire spheroids after 3 days (n=1) or 6 days (n=3) of levitation (scale bars: 200 µm). b) Proportion of viable
cells after 3, 6 or 12 days in 2D, low attachment or acoustic levitation.
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3.3 Genetic stability

Karyotype and CGHa (comparative genomic hybridization array) analyses were performed to investigate potential chromosomal rearrangements
or DNA damages caused by levitation.

3.3.1 Karyotype of the HepaRG cell line

F I GUR E 7 HepaRG karyotype. G‐banded standard analysis for native HepaRG cell line showed a female karyotype with an additional
chromosome 7, a structural abnormality on one chromosome 12, and a missing chromosome 22 (arrows).

A preliminary karyotype analysis was performed on native cryopreserved HepaRG cell line to study its characteristics. Standard analysis showed
an abnormal karyotype with a supernumerary chromosome 7 of abnormal structure, and a derivative chromosome of a translocation between
chromosome 12 and chromosome 22 resulting in the loss of chromosome 12 short arm (Figure 7). These results are in accordance with the previous
description of the cell line: 46,XX,+del(7)(q11;q21)inv(7)(q21q36),‐der22t(12;22)(p11;q11) (Gripon et al., 2002).

3.3.2 CGH array (comparative genomic hybridization array)

Array‐CGH was performed on native HepaRG cells to assess the breakpoints and associated losses or gains of these chromosomal abnormalities,
but also to identify potentially cryptic imbalances elsewhere in the genome. In agreement with the karyotype and previous description ((Gripon
et al., 2002)), array‐CGH revealed a complete trisomy 7 (chr7:65,558‐159,118,566, hg19) associated with an interstitial deletion 7q11.23q21.11
(chr7:73,265,298‐79,725,034, hg19) of 6,45 Mb (Figure 8.a), and a monosomy 12p13.33p11.1 (chr12:194,249‐34,360,030, hg19) of 34,16 Mb
(Figure 8.b). An additional interstitial duplication 5q31.2q32 (chr5:138,139,653‐149,283,415) of 11.14 Mb was observed (Figure 8.c).

3.3.3 Impact of culture conditions on genomic stability

To evaluate the impact of culture conditions on cell genomic stability, we analyzed the karyotype and array‐CGH of HepaRG cells after 6 days
in acoustic levitation (n=3), low attachment (n=3) or 2D monolayers (n=3) followed by 7 days of 2D amplification, and compared the profile with
nativeHepaRG cell line (n=1). This comparison revealed no relevant chromosomal abnormality, and no relevant copy number variation (CNV). These
results indicated that cells had not undergone additional chromosomal alterations regardless of the culture protocol.
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F I GUR E 8 Array‐CGH results on HepaRG genomic DNA. (a) Chromosome 7 profile with a complete trisomy and an interstitial deletion
7q11.23q21.11 of 6,45Mb encompassing 49 RefSeq genes. View of whole chromosome 7 (left panel), short arm (middle panel), and long arm (right
panel) ratio plots. (b) Chromosome 12 profile with a monosomy 12p of 34,16 Mb encompassing 329 RefSeq genes. View of whole chromosome 12
(left panel) and short arm (right panel) ratio plots. (c) Chromosome 5 profile with an interstitial duplication 5q31.2q32 of 11,14 Mb encompassing
148 RefSeq genes. View of whole chromosome 5 (left panel) and distal 5q region (right panel) ratio plots.

3.4 Functionality study after 6 days of culture

3.4.1 Readhesion and conservation of the bipotent potential

Readhesion on plastic and glass was assessed after 6 days of levitation (Fig. 9a). Proliferating cells showed an expected epithelial‐like morphology
(Fig. 9b), while confluent cells after two weeks of culture following levitation were differentiated into hepatocyte‐like and cholangiocyte‐like cells
(Fig. 9c).
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F I GUR E 9 Readhesion of spheroids previously levitated during 6 days. a) Timelapse of readhesion in a plastic culture flask in an imaging
system. Scale bar: 200 µm. b) Scanning electron microscopy after 2 days of readhesion on glass. Scale bar: 100 µm. c) Bipotent phenotype (CL:
Cholangiocyte‐like and HL: Hepatocyte‐like) observed by optical microscopy 14 days after the end of the levitation (10X). Scale bar: 50 µm.

3.4.2 External and internal morphology of the spheroids

F I GUR E 10 (a,b,c,d) Scanning electron microscopy of (a,b) levitated and (c,d) non‐levitated spheroids. Scale bars: (a,c) 20 µm and (b,d) 2 µm.
(e) Confocal microscopy of immunostaining of HepaRG spheroids sections (25 µm) after 6 days in levitation ; actin (green) and nuclei (blue). Scale
bars: 50 µm.
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Observation using scanning electron microscopy of the external morphology of spheroids revealed that levitated spheroids were more compact
than non‐levitated spheroids (Figure 10.a and c). Tight interactions were observed between adjacent cells. Micropores can be spotted (white arrow)
at the surface of the levitated spheroid (Figure 10.a), suggesting the presence of apical biliary canaliculi, but not on the non‐levitated spheroids
(Figure 10.c). Micro‐villi structures typical of hepatic cells were observed in both levitated and non‐levitated spheroids (Figure 10.b and d).
Immunohistochemistry staining allowed the investigation of the internal organization of spheroids after 6 days of levitation. Levitated spheroids

are dense, compact and actin is situated at the cortex of the HepaRG cells, as expected in a 3D configuration (Fig. 10.e).

3.4.3 Polarity

A functional culture of hepatocytes in a 3D configuration forms bile canaliculi, in which bile is secreted. Bile secretion is dependent on the estab‐
lishment of cell polarity. After 6 days of culture, apical polarity markers MRP2, MRP3 and BSEP were higher in 3D systems than in 2D monolayers
after 6 days (Fig. 11.a). All the polarity markers are more important for levitated spheroids, in particular with a significant difference for MRP2.
MRP2, a transport protein marker of bile canaliculi, was also detected by immunostaining alongside the periphery of the levitated spheroids

(Fig. 11.b and c), as well as intermittently inside the spheroids (Fig. 11.c, white arrows). The MRP2 staining revealed a polarized architecture with
bile canaliculi‐like structures, in particular in the outer layer of the spheroid.

F I GUR E 11 (a) Gene expression (RT‐qPCR) of bile caniculi apical transporters MRP2, MRP3 and BSEP after 6 days of culture. All results were
expressed as relative quantification (RQ) compared to one of the samples (”Control”) cultivated during 6 days in 2D. Statistical test: t‐test (n=3 for
2D, n=3 for levitation, n=2 for low attachment). (b,c) Immunostaining of HepaRG spheroids sections (25 µm) after 6 days in levitation. MRP2 are
green and nuclei are blue. The arrows indicate intraspheroidal MRP2 clusters. Scale bars: 50 µm.
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3.4.4 Drug metabolism

The detoxification capacity of hepatocytes is dependent on the production of several nuclear receptors and CYP450 enzymes, which are correlated
with their respective RNA synthesis. Regarding nuclear receptors, PXR and AHR expression was similar between all 6 days culture. CAR was
significantly overexpressed in acoustic levitation compared to 2D cultures. CYP450 gene expression was globally higher in acoustic levitation
compared to 2D and 3D controls during 6 days (Fig. 12.a). One can see that CYP3A4 and CYP1A2 aremuch higher for levitated spheroids compared
to the three other cultures. The enzyme CYP3A4 was detected by immunostaining in some cells (in red in Fig. 12.b), in particular those situated in
the center of the spheroids.

F I GUR E 12 (a) Gene expression of nuclear receptors AHR, PXR and CAR, and cytochromes CYP1A1, CYP1A2, CYP2C9, CYP2E1 and CYP3A4
after 6 days of culture. (b) Immunostaining of HepaRG spheroids sections (25 µm) after 6 days in levitation. CYP3A4 (red) and nuclei (blue). Scale
bars: 50 µm.

3.4.5 Albumin secretion and urea metabolism

Albumin and urea production are hallmarks of liver functionality. ALB and ARG1 genes (coding for a protein involved in the urea cycle) were
very significantly overexpressed in levitated cultures after 6 days compared to control in 2D and also compared to low‐attachment 3D cultures.
Albumin was measured in supernatants (Fig. 13.b). Albumin was not detected in the supernatants of 2D cultures (initial seeding density: 1 million
cells / flask) indicating an undifferentiated phenotype, but was present in 3D cultures supernatants (initial seeding density: 1 million cells / well or
chip), suggesting the presence of confluence‐induced hepatocyte‐like cells. Albumin production was approximately four times higher in acoustic
levitation than in low attachment showing than 3D cultures are clearly improved by the acoustic levitation.
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F I GUR E 13 (a) Gene expression of nuclear receptors AHR, PXR and CAR, and cytochromes CYP1A1, CYP1A2, CYP2C9, CYP2E1 and CYP3A4
after 6 days of culture. (b) Albumin dosage in supernatants after 6 days of culture (n=3 for low attachment and n=6 for acoustic levitation). The
initial seeding density was 1 million cells/mL for all culture conditions.

F I GUR E 14 Gene expression of ARG1, after 6 days of culture.

4 DISCUSSION

Our acoustofluidics device was first used as a tool to form rapidly cohesive spheroids, starting from an initial cell suspension. The formation of
spheroids in acoustic levitation was comparable to the formation of spheroids in standard low attachment plates. In both methods of formation,
cells were gently and rapidly put in close contact, thanks to acoustic manipulation or centrifugation respectively. Since initial conditions were alike
and since further self‐organization relied strongly on the cell type characteristics, it is coherent that levitated and non‐levitated spheroids displayed
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similar dynamics of formation. Nevertheless, a higher circularity is obtained in acoustic levitation, which might be explained by the influence of the
transverse component of the ARF. The impact of this force has been reported in previous works (Coakley et al., 2004; Dumy et al., 2020).
Regarding reproducibility, our study highlighted a satisfactory homogeneity in shape and size of levitated spheroids. It is comparable to the

reproducibility of spheroids formed in low attachment 96‐well plates, a technique that is well‐known for its reproducibility (Ramaiahgari et al.,
2017). This standardization was pursued because it enhances the similarities between spheroids in functionality and responses to chemical or
physical stimuli.
Spheroids obtained in acoustic levitation were rapidly cohesive, and remained this way even after interruption of the ultrasonic trapping. Long‐

term culture in acoustic levitation, up to 12 days, did not affect the cohesiveness of the spheroids, thus assuring biomimetic cell‐cell interactions.
After validation of our system for the formation of spheroids, its benefits for long‐term culture systems were evaluated. For this purpose, cell

aggregates were kept in acoustic levitation during several days. Long‐term acoustic levitation of cells had been previously reported for 24 hours
maximum (Jeger‐Madiot et al., 2021). Prolonged exposition to ultrasounds during 6 days brought specific concerns. Potential harmful side effects
of ultrasounds are well known: temperature increase, creation of pores in the plasma membrane, shear stress, cell lysis or DNA damage (Wiklund,
2012; Du et al., 2022; N. N. Liu et al., 2018; Furusawa et al., 2014; Du et al., 2022). These effects are generally witnessed with high intensity
ultrasounds. In our system, low intensity ultrasounds were used (voltage < 5 V and power < 0.1W), that did not cause any cellular damage. Viability
of levitated spheroids was excellent and comparable with 2D and 3D controls. Moreover we checked that the DNA was not damaged by the
ultrasounds and that no chromosomal rearrangement could be found.
Subsequently, a functional study was performed on these viable and unharmed cells. The time span of 6 days in acoustic levitation was chosen

for the functionality tests. While maturation of HepaRG cells in other culture systems often required 1 month of culture, we investigated if acoustic
levitation could accelerate the process of HepaRG cell differentiation. We obtained functional and differentiated cells after only 6 days. This result
is important for laboratory issues but also for the pharmaceutical industry in order to reduce costs but also to accelerate and facilitate preclinical
research phases (Bai & Wang, 2020; Ko et al., 2022).
The readhesion and the differentiation into hepatocyte‐like and cholangiocyte‐like colonies, a unique feature of the HepaRG cell line (Guillouzo

et al., 2007), were also observed after six days of culture in acoustic levitation.
The analysis of the external and internal morphology of the levitated spheroids revealed the expected features of functional hepatic spheroids.

The observations in scanning electron microscopy showed some similarities between levitated and non‐levitated spheroids, regarding cell com‐
paction and microvilli. However only levitated spheroids exhibited the presence of apical biliary canaliculi. This morphology was analogous
with observations of hepatic and HepaRG spheroids reported previously (Teng et al., 2021; Choi et al., 2020; Tzanakakis, Hansen, & Hu, 2001;
Baimakhanov et al., 2018). Furthermore, immunostaining of cryosections of spheroids revealed that actin was located at the cortex of the levitated
cells, which was akin to the position of actin in other 3D culture systems (Tzanakakis, Hsiao, et al., 2001; Leite et al., 2012), and in other acoustic
levitation systems (J. Liu et al., 2007; G. Edwards et al., 2007; Kuznetsova et al., 2009). This rearrangement from stress fibers to actin cortex occurs
rapidly when going from a 2D configuration to a 3D culture and is one of the indication of the establishment of cell polarity.
The cell polarity was further assessed by the study of the gene expression of various apical transporters, as well as immunostaining of theMRP2

bile canaliculi protein. The detection of bile canaliculi‐like structures revealed the presence of differentiated HepaRG cells with an hepatocyte‐like
phenotype. It revealed the generation of polarized cells and the recapitulation of an in vivo‐like tissue organization.
Functional characterization also indicated the establishment of a differentiated phenotype. The high gene expression of nuclear receptors and

CYP450, as well as the presence of CYP3A4 indicated that levitated HepaRG spheroids might be more performant in drug metabolism studies than
other HepaRG models. In order to confirm this, further investigations would be needed on cytochrome activities, both before and after induction
by drugs (Gerets et al., 2012; Desai et al., 2017; Lübberstedt et al., 2011; Ehrlich et al., 2019; Mandon et al., 2019).
Lastly, albumin and urea secretion are key features of hepatocyte proteic production (Ehrlich et al., 2019; Lübberstedt et al., 2011). Albumin was

detected in higher quantities in the supernatants of levitated spheroids. Moreover, albumin secretion was not observed at all in the supernatants
of 2D monolayers, showing the importance of HepaRG cell confluence for the establishment of a mature hepatocyte‐like phenotype. Albumin
dosage were slightly lower than previously reported in other studies, which ranged between 5 and 20 µg / 106 cells / day (Lübberstedt et al.,
2011; Ehrlich et al., 2019; Gunness et al., 2013). This may be due to the passive adsorption of albumin on PDMS (Schrott et al., 2009), which may
lead to an underestimation of the albumin dosage in levitated samples (1.7 µg / 106 cells / day were measured). The other hallmark of hepatocyte
functionality, urea production, is really low in HepaRG cells (Matsui & Shinozawa, 2021; Lübberstedt et al., 2011), and therefore was not detected
in our supernatants. However, an increase in gene expression of ARG1 suggested that the urea cycle may be positively impacted by acoustic
levitation.
In conclusion, no cellular or genetic damage was induced by our acoustofluidic method. Cells and spheroids morphologies were normal and

very reproducible. A significant increase in hepatic functionality was observed compared to 2D and 3D controls. Therefore, we propose that this
technique may be further investigated as a potential microphysiological system candidate for fundamental research, drug testing or cell therapy.
Further research will be needed to investigate the response of levitated spheroids to drug treatments, their sensitivity to drug‐induced toxicity,



Acoustic levitation for self‐organization XVII

and their CYP450 activity. This study on the tumoral HepaRG cell line paves the way to research on other cell types such as the gold standard
primary hepatocytes.
Two main opportunities for hepatic spheroids have been identified (Prior et al., 2019; Au et al., 2014). Firstly, the pharmaceutical industry is in

need of functional hepatic 3Dmodels that could be used in preclinical studies. Such systems would be integrated in the drug development pipeline
alongside 2D human cultures and animal models. The high sensibility of 3Dmodels could be used in absorption, distribution, metabolism, excretion
and toxicity (ADMET) studies to detect drug induced liver injuries (DILI) with accuracy. Their introduction in the pipeline could save several billions
of dollar each year and accelerate the phase of preclinical studies (Ewart et al., 2022). Furthermore, hepatic spheroids could be used in cell therapy
to remedy the shortage of suitable grafts for hepatic transplantation (Ten Dam et al., 2023). Proof‐of‐concept animal studies have already been
conducted regarding bioartifical bioreactors and cell patches for the treatment of acute liver failure (Nagamoto et al., 2016; S. Chen et al., 2020).
To date, the use of spheroids for pharmacotoxicology and cell therapy is still an emerging sector, and downstream users have not yet elected a
preferred technique of culture. Levitated spheroids are hydrogel‐free, increase the hepatic functionality, can integrate the co‐culture of different
cell types and are scalable, and would therefore be relevant for these applications.
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En supplément des pistes de recherche abordées dans les deux articles ci-avant, des

recherches complémentaires ont été réalisées. Tout d’abord, la faisabilité de la lévitation

acoustique a été étudiée pour un nouveau type cellulaire : les hépatocytes primaires, la

référence inégalée (gold standard) pour la culture d’hépatocytes in vitro. Ensuite, la cocul-

ture de cellules HepaRG et d’HUVEC a été explorée plus en détail pour comprendre les

interactions entre les types cellulaires. Enfin, l’étude de l’auto-organisation en lévitation

acoustique a été complétée par de l’imagerie confocale en temps réel.

9.1 Lévitation d’hépatocytes primaires cryopréservés

9.1.1 Matériels et méthodes

Des hépatocytes primaires (issus du lot HUM4125 ou du lot LHuf17905A, Biopredic) ont

été décongelés dans 40 mL de milieu de décongélation (OneStep PHep Thawing medium

MIL130C, Biopredic). Une partie des cellules a été immédiatement marquée au LIVE/DEAD

(LIVE/DEAD mammalian viability kit, Montlucon, France) pour évaluation de la viabilité

cellulaire au cytomètre (Attune® NxT Acoustic Focusing Cytometer). La culture en lévita-

tion a été réalisée dans du milieu hépatique (basal hepatic cell medium, Biopredic) complé-

menté (1,6 mL de additives for hepatocyte culture medium ADD221044 pour 100 mL). Les

agrégats en lévitation ont été observés par des Dino-Lite Pro 630-1165 USB portable Mi-

croscopes (Dinolite company, Taipei, Taiwan), et leur circularité (σ) a été calculée grâce au

logiciel ImageJ. La circularité a été définie de la manière suivante :

σ = 4π
Ar

P 2
e

(9.1)

avec Ar l’aire du sphéroïde et Pe son périmètre. Par définition, σ = 1 correspond à un objet

parfaitement circulaire, alors que σ = 0 est un feuillet cellulaire plan.

Après lévitation, les hépatocytes primaires formaient des discoïdes cohésifs, ce qui sug-

gère. Ces derniers ont été déposés dans des plaques de culture 12 puits avec un revêtement

(coating) de collagène (60 µg/mL) et observés dans un système d’imagerie Incucyte S3 (Sar-

torius).

9.1.2 Résultats

Les hépatocytes primaires ont pu être mis en lévitation pendant plusieurs jours (Fig.

9.1.a). Au cours des six jours de culture, leur circularité était inférieure à celle des cellules

HepaRG (Fig. 9.1.b). Cette lente dynamique d’auto-organisation peut être expliquée par leur

faible contractilité (Tascher et al., 2019 ; Rockey, Housset et Friedman, 1993). À la fin des

six jours de culture, la viabilité des hépatocytes primaires était assez faible (moyenne proche

de 50%) et très variable d’une répétition à une autre (Fig. 9.1.c). Une forte mortalité peut par-
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fois s’expliquer par des disparités initiales entre lots de cellules (Ehrlich et al., 2019), mais

la viabilité évaluée immédiatement après décongélation était ici supérieure à 90% lors des

trois répétitions. La viabilité finale ne peut donc être attribuée qu’à la réponse des cellules à

la lévitation acoustique. Il est à noter que la réadhésion de sphéroïdes sur une plaque avec

un revêtement de collagène a été observée (Fig. 9.1.d). Les hépatocytes primaires ne perdent

donc pas leur capacité d’adhésion après six jours de lévitation acoustique.

Figure 9.1 ś a) Vue de côté des 60 premières heures de lévitation acoustique d’agrégats de cellules

d’hépatocytes primaires humains cryopréservés ; barres d’échelle : 500 µm, b) Évolution de la cir-

cularité (σ) au cours de la culture dans trois puces contenant des hépatocytes primaires et dans une

puce avec des cellules HepaRG; lévitations n° 1 et 2 : lot HUM4125 ; lévitation n°3 : lot LHuf17905A

, c) Viabilité cellulaire des cellules issues de ces trois lévitations après dissociation puis marquage

LIVE/DEAD, d) Réadhésion d’un sphéroïde d’hépatocytes primaires HUM4125 sur une plaque de

culture recouverte de collagène, après six jours de lévitation ; barre d’échelle : 200 µm.

9.1.3 Discussion

La viabilité cellulaire et la dynamique d’auto-organisation des hépatocytes lévités va-

riaient extrêmement d’une réplication biologique à une autre. Ces deux valeurs n’étaient

cependant pas corrélées, ce qui ne permet pas d’établir une causalité entre l’une et l’autre.

Nous préconisons dans un premier temps de répliquer ces expériences pour caractériser et

comprendre ces disparités, puis d’effectuer des adaptations de protocole pour préserver la
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viabilité cellulaire.

9.2 Optimisation et étude de la coculture entre cellules

HepaRG et HUVEC

9.2.1 Matériels et méthodes

Le protocole de culture des cocultures de cellules HepaRG et HUVEC a été décrit dans

l’article Acoustic levitation as a tool for cell-driven self-organization of human cell spheroids

during long-term 3D culture.

Les marquages du cytoplasme cellulaire des cellules en culture 2D ont été réalisés avec

Incucyte® Cytolight Rapid Green (0,3 µM) (Sartorius) pour le marquage vert, et avec Incu-

cyte® Cytolight Rapid Red (300 µM) (Sartorius) pour le marquage rouge. La concentration

de marqueurs a préalablement été optimisée pour ne pas affecter la viabilité cellulaire. Avec

les concentrations utilisées, le marquage vert n’est plus détectable après quelques heures,

il ne sert qu’à vérifier initialement la présence des deux types cellulaires et l’absence de

cellules non marquées. Le marqueur rouge, au contraire, reste visible pendant les six jours

de culture.

Après lévitation, les sphéroïdes ont été dissociés par un traitement avec 0,25% trypsine +

acide éthylènediaminetétraacétique (EDTA) (Gibco, UK) pendant 15 min. Ils ont ensuite été

étudiés en cytométrie en flux pour détecter la présence du marqueur de cellules endothé-

liales CD105 ou endogline, une glycoprotéine transmembranaire impliquée dans l’angioge-

nèse. Le marquage a été réalisé avec un anticorps anti-CD105-PE (numéro cat : 560839, BD)

(2%) pendant 30 min à 4°C. Après rinçage au PBS, les cellules ont été analysées au cytomètre

Attune NxT Invitrogen.

9.2.2 Résultats

Peu d’informations sont données dans les sections "matériels et méthodes" des publica-

tions scientifiques sur les cocultures de cellules HepaRG et HUVEC. À notre connaissance,

il n’existe pas de protocole standard pour ce type de coculture. Des tests d’optimisation ont

donc dû être réalisés pour trouver la composition optimale du milieu de coculture (Fig. 9.2).

Le milieu donnant le meilleur résultat dans notre étude est un mélange de 80% de milieu

EGM2 et 20% de milieu HepaRG supplémenté.

À la suite de cette première exploration, une étude de la composition de la coculture a

été menée. Une culture en 2D a été réalisée avec un ensemencement de 50% de chaque type

cellulaire. Le suivi par marquage fluorescent des mouvements et du positionnement des

types cellulaires en culture monocouche a révélé une organisation non aléatoire (Fig. 9.3.a).
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Les cellules HUVEC se regroupent en amas resserrés au cours du temps. Après six jours

de culture 2D, les deux types cellulaires sont viables (Fig. 9.3.b). Une suspension cellulaire

composée à 50% des deux types cellulaires a pu être maintenue en lévitation pendant six

jours (Fig. 9.3.c). La proportion de cellules HUVEC au sein de la coculture a été évaluée

grâce au marqueur endothélial CD105 (Fig. 9.3.d). La proportion de cellules CD105+ au sein

de la coculture avait baissé de 47.1% à 15.1% entre le début et la fin de la lévitation, ce qui

met en évidence un changement de répartition des types cellulaires.

Figure 9.2 ś Test d’optimisation du milieu de culture avec différentes proportions de milieu en-

dothélial EGM2 et de milieu hépatique HepaRG; seule la condition 80% de milieu EGM2 et 20% de

milieu HepaRG permet la survie et la prolifération pendant trois jours des deux types cellulaires

cultivés individuellement. Barre d’échelle : 200 µm.

9.2.3 Discussion

La coculture de deux types cellulaires doit être optimisée de manière précise. Les condi-

tions de culture (milieu, ensemencement, micro-environnement) doivent permettre la viabi-

lité et la bonne fonctionnalité (pas de manifestation de stress cellulaire, bonne prolifération)

de chacun des types cellulaires. Les paramètres de coculture définis dans notre étude pré-

servent la viabilité cellulaire de monocultures de cellules HepaRG et HUVEC. Lorsqu’elles

sont mises en coculture en lévitation (ensemencement à 50% d’HUVEC et 80% d’EGM2

dans le milieu de coculture), on observe néanmoins que la proportion d’HUVEC diminue
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au cours de la lévitation acoustique. De même, en 2D, les cellules HUVEC occupent une

surface moindre que les cellules HepaRG à la fin de la culture, ce qui pourrait indiquer

une diminution similaire. Cela pourrait être dû à une prolifération moindre de ce type cel-

lulaire ou à une mortalité passée inaperçue lors des tests LIVE/DEAD observés au vidéo-

microscope Incucyte. Des tests systématiques au cytomètre de viabilité et des comptages

précis de chaque type cellulaire en 2D et 3D devront être réalisés afin de poursuivre l’étude

de cette coculture.

Figure 9.3 ś a) Coculture en 2D de cellules HepaRG (vertes puis non marquées) et d’HUVEC

(rouges) ; les flèches blanches indiquent des amas resserrés d’HUVEC; barres d’échelle : 100 µm,

b) Marquage LIVE/DEAD de cellules HepaRG (flèche noire) et HUVEC (flèche blanche) à la fin de

six jours de culture, c) Lévitation d’une coculture pendant six jours ; barre d’échelle 200 µm, d)

Proportion de cellules marquées par l’anticorps anti-CD105 (marqueur endothélial) avant et après

lévitation d’HUVEC seules ou d’une coculture ensemencée à 50% de chaque type cellulaire.

9.3 Imagerie confocale en temps réel de l’auto-organisation

9.3.1 Matériels et méthodes

Afin d’observer l’auto-organisation cellulaire au microscope confocal (time-lapse avec

une acquisition toutes les 5 min), un marquage nucléaire Incucyte® Nuclight Rapid Red

Dye (Sartorius) a été utilisé sur des cellules stromales mésenchymateuses (dilution 1 : 250)

avant leur mise en lévitation. La lévitation (Amp = 3.5 Vpp / Fac = 2.2 MHz) a été réalisée en

configuration inversée pour l’adapter au microscope droit : le réflecteur (lamelle de verre)
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était vers le haut et le transducteur vers le bas.

Les observations demicroscopie en temps réel ont été effectuées aumicroscope confocal

LSM 780 system (microscope droit) - Examiner Z1 stand (Zeiss, Oberkochen, Germany),

placé dans une chambre d’incubation (37°C). L’objectif choisi était un LD-Plan Neofluar

20X (longue distance) (Zeiss) avec une distance de travail de 8 mm. La longueur d’onde

d’excitation était de 633 nm et la puissance du laser était de 11%. Le logiciel Zen 2011 Black

edition (Zeiss, v.8.1) a été utilisé.

9.3.2 Résultats

Figure 9.4 ś Imagerie en temps réel pendant 10 heures d’un sphéroïde de cellules MSC (vu du haut)

au microscope confocal ; barre d’échelle : 200 µm.

Les observations enmicroscopie confocale en temps réel ont permis d’observer les mou-

vements des noyaux cellulaires au cours des trois premières heures de lévitation de MSCs.

Cependant, l’agrégat cellulaire a cessé de se condenser lors des heures suivantes de cette

expérience. Les cellules étaient non viables à la fin de la lévitation, probablement à cause

de la photo-toxicité induite par le fort rayonnement du laser.
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9.3.3 Discussion

L’imagerie confocale en temps réel, bien que réussie sur une courte durée, n’a pas pu

être réalisée avec succès sur une plus longue période. Des tests supplémentaires (non dé-

taillés ici) ont été effectués avec différentes concentrations dumarqueur Nuclight et d’autres

marqueurs tels Incucyte® Cytolight Rapid Green ou Red (Sartorius), mais n’ont pas réussi

à observer l’auto-organisation pendant plus de trois heures. Les cellules étaient victimes de

photo-toxicité, de photo-blanchiment ou de toxicité due au marqueur. Des étapes supplé-

mentaires d’optimisation seront nécessaires pour surmonter ces obstacles. À terme, cette

piste de recherche pourrait lever le voile sur l’auto-structuration d’une coculture de plu-

sieurs types cellulaires, à la manière de l’étude en 2D présentée en section 9.2.

9.4 Conclusion du chapitre

Bien que non probantes à cause de l’observation de phénomènes encore inexpliqués ou

du constat d’une mauvaise viabilité cellulaire, ces études préliminaires soulèvent des ques-

tionnements intéressants pour la poursuite de l’étude de la lévitation acoustique des cellules

hépatiques. Même si de nouvelles mises au point de protocoles devront être réalisées, ces

pistes mériteront d’être explorées dans le futur.
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 Conclusion

Cette étude a montré le potentiel de la lévitation acoustique pour la culture cellulaire à

long terme de cellules hépatiques. Notre dispositif forme des sphéroïdes de taille homogène

et contrôlable. La viabilité cellulaire est conservée pendant plusieurs jours de lévitation

continue de MSCs, HUVEC (au moins 3 jours) et de cellules HepaRG (au moins 12 jours),

soumises à une force de radiation acoustique d’amplitude modérée (Amp = 3.5 Vpp / Fac =

2.2 MHz).

L’auto-organisation cellulaire d’un feuillet à un sphéroïde avait déjà été rapportée sur

les MSCs par une précédente étude de l’équipe (Jeger-Madiot et al., 2021). Elle a ici été

observée sur deux nouveaux types cellulaires, les cellules HepaRG et les HUVEC, et les

mécanismes impliqués ont été caractérisés. Alors que la force de radiation acoustique est

responsable de l’agrégation initiale de la suspension cellulaire en feuillets, ce sont ensuite

les cellules qui dirigent l’auto-organisation à long terme, grâce aux interactions cellule-

cellule et au cytosquelette. Les caractéristiques intrinsèques des types cellulaires, telle la

contractilité, gouvernent la dynamique de cette auto-organisation, qui s’étend de quelques

heures à quelques jours selon les types cellulaires.

Nous avons de plus montré qu’après 6 jours de culture dans notre dispositif acoustoflui-

dique, les sphéroïdes de cellules HepaRG étaient viables et ne présentaient pas d’altération

de l’ADN. Les sphéroïdes ainsi formés et cultivés répondaient aux critères de validation

d’un modèle hépatique in vitro : morphologie hépatocytaire, présence de marqueurs de po-

larité, expression génique des cytochromes, expression de marqueurs du cycle de l’urée,

et production d’albumine. Cette étude apaise donc les préoccupations sur le caractère po-

tentiellement nuisible des ultrasons utilisés dans nos dispositifs acoustofluidiques, tout en

démontrant le potentiel des sphéroïdes ainsi obtenus en tant que modèles hépatiques alter-

natifs aux méthodes de culture standards.

 Limites et perspectives de cette étude

Les travaux présentés ci-avant possèdent cependant des limites certaines, liées à nos

choix de tests, de cellules et de dispositifs.

Tout d’abord, l’étude fonctionnelle après 6 jours de lévitation acoustique de cellules

HepaRG n’a pas pu s’attarder sur tous les critères de fonctionnalité hépatique. Des études

supplémentaires pourront alors être menées sur la différentiation de ces cellules bipotentes,

leur production d’urée et leur métabolisme des médicaments, afin d’enrichir la recherche

présentée ici.
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De plus, si notre étude n’a relevé aucun effet néfaste sur la viabilité et a signalé un

bénéfice pour la fonctionnalité des cellules HepaRG, ces avancées ne peuvent pas être gé-

néralisées à tous les types cellulaires. Une étude similaire devra être menée de nouveau pour

chaque autre type cellulaire cultivé en lévitation acoustique. Des recherches sur la lévita-

tion de cellules neuronales murines, de cellules tumorales humaines et de cyanobactéries

sont en cours dans notre équipe et permettront d’étendre l’exploration de l’innocuité et des

apports fonctionnels.

Ces problématiques circonscrites rencontrées dans nos recherches se combinent à celles

plus larges auxquelles est confronté le domaine de l’acoustofluidique. Celui-ci se heurte

à un frein principal qui empêche la démocratisation de la lévitation acoustique. En effet,

l’acoustofluidique requiert de l’équipement spécialisé et des conditions de culture particu-

lières qui ne sont pas disponibles dans la plupart des laboratoires de biologie (Lin etChang,

2008). En outre, les dispositifs acoustofluidiques sont souvent complexes et peu propices au

changement d’expérimentateur. Si la lévitation acoustique souhaite trouver une place dans

le domaine biomédical, il s’agira en premier lieu de simplifier les puces et les montages

utilisés pour permettre leur emploi par des manipulateurs non spécialistes (Connacher

et al., 2018). Cette utilisation qualifiée de plug-and-play devra être directement intégrable

dans les protocoles standards des laboratoires de biologie (dimensions standardisées, etc.)

(Llabjani et al., 2022). Pour plus d’accessibilité, elle pourrait être combinée avec l’approche

’innovation frugale en santé’, qui prône une diminution des coûts des dispositifs et une gé-

néralisation des approches do it yourself, tel le dispositif TinyLev (4 kHz) qui permet de

présenter la lévitation acoustique à des novices ne possédant pas de matériel scientifique

sophistiqué (Marzo, Barnes et Drinkwater, 2017).

Pour que l’acoustofluidique conserve son caractère avant-gardiste dans un paysage bio-

technologique très compétitif, elle doit également rester à la pointe de la microfluidique et

rivaliser de promesses avec les technologies macrofluidiques (Sackmann, Fulton et Beebe,

2014). Une évolution permanente est donc nécessaire (Connacher et al., 2018), un défi qui

a été relevé avec succès ces dernières années. Ainsi, des progrès exponentiels en ce qui

concerne la mise à l’échelle (scale-up) permettent aujourd’hui l’agrégation rapide de mil-

liers de sphéroïdes (Chen et al., 2019 ; Luo et al., 2022 ;Miao et al., 2023). De plus, l’on assiste

à l’émergence de l’intelligence acoustofluidique : automatisation, intégration de nombreux

capteurs et contrôleurs (Cai et al., 2020). Ces réussites de parallélisation et d’automatisa-

tion, étapes souvent critiques lors du développement d’une nouvelle technologie, augurent

désormais un déploiement rapide en cas d’application industrielle. En comparaison, le dis-

positif détaillé ici et utilisé pendant les trois ans de cette thèse est déjà quasiment obsolète.

Néanmoins, même si l’étude présentée dans ce manuscrit est menée à une échelle de pa-

rallélisation modeste, il faut garder à l’esprit que nos résultats biologiques peuvent être

généralisés à des sphéroïdes hépatiques formés à plus grande échelle.

Pour rester pertinente, l’acoustofluidique s’inspire également de la voie vers laquelle

se sont engagés les systèmes microphysiologiques : la complexification des modèles biolo-

120



giques, afin de récréer les interactions intercellulaires ou même inter-organes. Notre équipe

est ainsi en train de développer la prochaine génération de puces acoustofluidiques pour

faciliter la coculture. De plus, elle s’est aventurée sur la voie de la formation de motifs

(patterns) grâce à la manipulation acoustique de sphéroïdes entiers. Les positions axiales

de sphéroïdes en lévitation acoustique peuvent être contrôlées par des modifications de

fréquences (Dron et Aider, 2012 ; Dron et Aider, 2013) permettant d’éloigner ou de rap-

procher des sphéroïdes jusqu’à leur fusionnement, comme illustré sur la Figure 9.5a (Jeger-

Madiot et al., 2022).

(a) Visualisation des déplacements axiaux de sphé-
roïdes en lévitation acoustique, à la suite de change-
ments de fréquence de l’onde ultrasonore (gauche).
On peut voir à droite l’évolution des positions axiales
de chaque sphéroïde en fonction de la fréquence
(Jeger-Madiot et al., 2022)

(b) Formation par assemblage acoustique d’une struc-
ture semblable à un lobule hépatique, à partir d’une
suspension cellulaire hétérogène en taille et en den-
sité (GFP-HUVEC et hépatoblastes dérivés d’iPS).
Imagerie par immunofluorescence au jour 0 et au jour
7. D’après Gu et al., 2022

Figure 9.5 ś Manipulation acoustique pour la formation de motifs

Nos travaux rejoindront ainsi prochainement le domaine de la création de motifs struc-

turaux et d’hologrammes acoustiques d’une résolution de l’ordre du millimètre (Soto et

al., 2021 ; Ma et al., 2020 ; Yang et al., 2022 ; Hou et al., 2022 ; Chen et al., 2015). Ces mo-

tifs peuvent être obtenus grâce aux interférences entre les ondes émises depuis plusieurs

transducteurs ou à une surface de réflection gravée en 3D. Il est alors possible de mimer

l’organisation de certains tissus (Armstrong et al., 2022 ; Bouyer et al., 2016) tel le lo-

bule hépatique (Figures 9.5b). Dans cet objectif, le dispositif acoustofluidique présenté au

chapitre 4 pourrait être adapté afin d’assembler les sphéroïdes à la manière de blocs de

construction (building blocks) pour élaborer une structure biomimétique ressemblant au lo-

bule hépatique. Le système de perfusion pourrait même être adapté pour créer un gradient

en oxygène et nutriments et mimer la zonation hépatique (Lauschke et al., 2019).

Aujourd’hui, apparaissent également les corps sur puce, qui présentent plusieurs com-

partiments modélisant chacun un organe particulier. Ils recréent les interactions organe-

organe, impliquées par exemple dans la circulation biliaire (Blutt et al., 2021) ou la dé-

toxification des xénobiotiques. Ces corps sur puce pourraient constituer une perspective

supplémentaire pour les dispositifs acoustofluidiques.

Toutes les évolutions proposées dans ces derniers paragraphes ont le potentiel d’amélio-

rer le biomimétisme de la culture cellulaire en lévitation acoustique. Les modèles obtenus

auraient alors des débouchés en recherche fondamentale et en recherche appliquée. Les
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perspectives fondamentales sont l’étude de l’auto-organisation et de l’organogenèse, alors

que les principaux débouchés appliqués sont les études de pharmaco-toxicologie et la mé-

decine régénérative. Ces deux domaines se heurtent respectivement au peu d’exactitude

des tests actuels et au manque de donneurs, des impasses qui ne peuvent être surmontées

que par le développement de nouvelles technologies. Ainsi, les approches autologues et al-

logéniques pourraient toutes deux exploiter les systèmes microphysiologiques hépatiques

(Figure 9.6).

Figure 9.6 ś Les systèmes microphysiologiques pour le développement de médicaments et la mé-

decine régénérative ; A) Approche autologue B) Approche allogénique. D’après Prior, Inacio et

Huch, 2019

En ce qui concerne la pharmaco-toxicologie, des tests de systèmes microphysiologiques

sont déjà à l’étude. L’entreprise Emulate Inc., Boston, prédit une économie annuelle de 3mil-

liards de dollars si l’industrie pharmaceutique incorpore des foies sur puce dans ses phases

précliniques de recherche et développement (Ewart et al., 2022) et promet une détection

plus précoce des toxicités. Cette démarche s’inscrit dans le paradigme du développement

des médicaments, qui est : "l’échec rapide est un échec à moindre coût" (fail early, fail chea-

ply, Au et al., 2014). Avant l’intégration généralisée de systèmes microphysiologiques dans

les études de pharmaco-toxicologie, il est néanmoins nécessaire d’améliorer leur reproducti-

bilité et leur efficacité. La lévitation acoustique, du fait du contrôle de la taille des sphéroïdes,

de l’administration aisée de médicaments et de l’augmentation de fonctionnalité rapportée

ici, pourrait se révéler une bonne alternative aux méthodes standards.

Quant aux thérapies cellulaires, qui sont le deuxième débouché appliqué identifié, l’in-

tégration des cultures in vitro se situe à un stade moins avancé. Des thérapies exploitant

des sphéroïdes sont en cours d’étude, mais aucune n’a atteint l’étape des essais cliniques. La

mise à l’échelle, la non-nocivité et l’efficacité de ces traitements restent largement incon-

nues. De plus, les produits à destination de la thérapie cellulaire impliquent des procédures

de culture plus complexes et coûteuses afin de respecter les bonnes pratiques de culture

(GMP) (Berthiaume, Maguire et Yarmush, 2011), ce qui complique leur mise en œuvre.

Les enjeux économiques et éthiques des alternatives à la greffe de foie à partir de donneurs

sains sont donc à étudier de près avant de développer l’une ou l’autre approche présentées

en Figure 9.7 (réparation ex vivo de foie endommagé, injection de sphéroïdes chez le patient,
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Figure 9.7 ś Enjeux présents et futurs de la greffe de foie, comparaison de différentes approches :

thérapie cellulaire de foies endommagés, injection d’organoïdes, ingénierie tissulaire. D’après Ten

Dam et al., 2023

réensemencement d’un échafaudage décellularisé...).

Du fait de l’extrême immaturité de ce domaine, l’acoustofluidique pourrait s’y créer une

place grâce à sa non-utilisation d’hydrogels mal caractérisés, son potentiel de coculture et

la possibilité de greffer des sphéroïdes préalablement maturés en lévitation acoustique. Une

étude plus complète des effets des ultrasons serait absolument nécessaire avant de s’engager

dans cette voie.

En définitive, les travaux présentés ici incitent à poursuivre l’étude du potentiel de la

lévitation acoustique pour la culture cellulaire de foie. La technique n’en est qu’à ses balbu-

tiements, mais est prometteuse pour de nombreux domaines fondamentaux ou appliqués.
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